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L’impact de l’Homme sur l’environnement et les écosystèmes constitue une problématique 

de premier plan de ce 21ème siècle. La pollution de l’air, des sols et des eaux endommage des 

écosystèmes déjà fortement affaiblis par les différents fléaux de l’activité humaine 

(réchauffement climatique, surexploitation, destruction des habitats naturels menant à la 

sixième extinction de masse, etc…). La pollution des eaux est particulièrement problématique 

à cause de la large diffusion possible des polluants et à l’importance de l’eau pour toute forme 

de vie. Cette pollution impacte ainsi la santé des êtres humains directement et indirectement à 

travers les réseaux trophiques. 

Ces polluants peuvent être naturellement dégradés – dégradation physique, chimique ou 

biologique (à travers la bioremédiation) – cependant la persistance de certains de ces 

contaminants nécessite une intervention humaine en vue de la restauration des écosystèmes. La 

bioaugmentation est une stratégie prometteuse consistant en l’introduction d’organismes 

exogènes (provenant d’un autre milieu) choisis pour leur capacité à dégrader spécifiquement 

les polluants persistants. Ces organismes exogènes peuvent être des plantes, des algues, des 

champignons ou encore des bactéries. Cette introduction d’organismes exogènes soulève une 

double question : celle d’un possible déséquilibre de l’écosystème, déjà perturbé, mais aussi de 

la sensibilité des organismes introduits aux conditions du milieu qui peuvent affecter leur 

viabilité et efficacité de dépollution. 

Dans ce contexte, l’utilisation de cellules encapsulées – plutôt qu’en suspension – a été 

rapportée dans la littérature1. Cette approche d’emprisonnement des microorganismes dans des 

matrices adaptées permet de limiter leur diffusion et leurs impacts potentiellement néfastes sur 

l’écosystème, tout en leur conférant une protection contre les conditions physico-chimiques du 

milieu. L’efficacité de la dépollution d’une telle approche réside dans la capacité des 

microorganismes à dépolluer les molécules ciblées mais aussi dans le choix de la matrice 

d’encapsulation. Les matériaux utilisés ainsi que la structure de la matrice jouent un rôle crucial 

pour permettre une dépollution par les microorganismes. 

L’utilisation de biopolymères comme matrice d’encapsulation a été largement étudiée dans 

la littérature2,3 en raison de leur cyto-comptabilité. La structure, quant à elle, est préférée 

macroporeuse en vue de la diffusion des polluants à travers le substrat. Dans cette thèse nous 

présenterons les résultats et réflexions sur l’encapsulation de bactéries dans des matrices 

d’alginate par la technique de congélation directionnelle, pour la biodégradation de colorants 

azoïques. La congélation directionnelle est une technique facile à mettre en œuvre, peu chère 

et applicable à une large gamme de biopolymères. Elle repose sur le contrôle de la croissance 
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de cristaux de glace dont le négatif permet l’obtention de pores fortement anisotropes ainsi que 

l’encapsulation de cellules au sein des parois des matrices4. Nous avons alors étudié le contrôle 

de la structure macroporeuse et de la viabilité à travers différents leviers tels que la vitesse de 

croissance des cristaux (appelée vitesse du front de glace) et la concentration des 

microorganismes. La compréhension de l’évolution du microenvironnement autour des 

bactéries lors de leur congélation nous a aussi particulièrement intéressé. 

Malgré le fort potentiel de cette technique pour former des matrices cellularisées, anisotropes 

et macroporeuses, les nombreuses étapes de stabilisation nécessaires pour une utilisation en 

milieu aqueux diminuent drastiquement la viabilité des bactéries encapsulées. Afin de 

maximiser la viabilité de P. putida dans ces matrices d'alginate – ce qui permettrait une 

biodégradation plus efficace – nous avons conçu une nouvelle approche de traitement basée sur 

la dépression cryoscopique de la glace induite par des agents de réticulation ioniques. Cette 

approche que nous avons qualifié de réticulation topotactique, permet la stabilisation des 

matrices en une seule étape, éliminant le besoin d'une étape de séchage délétère 

Les matériaux macroporeux résultants hébergent des bactéries métaboliquement actives. De 

plus les canaux alignés favorisent un transport efficace des liquides, suggérant des 

performances intéressantes dans la biodégradation. Dans ce manuscrit, nous aborderons les 

implications de chaque étape (la congélation, le séchage et la réticulation topotactique) sur 

l’évolution du microenvironnement des bactéries ainsi que leur impact sur leur viabilité. Enfin, 

à travers l’encapsulation des bactéries Pseudomonas putida dans ces matrices, nous montrerons 

que la technique de la congélation directionnelle couplée à la stabilisation par réticulation 

topotactique amène à un système complexe fonctionnel pour la biodégradation de polluants. 
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l’art 



8 

 

  



9 

 

 

I.1  Pollution et dépollution  

I.1.a  État des eaux européennes  

L’eau est une ressource primordiale pour toute forme de vie sur terre, elle joue un rôle clef 

dans l’équilibre des écosystèmes. L’espèce humaine ne fait pas exception, en plus d’être vitale, 

l’eau est aussi un moteur pour le développement des sociétés. De plus, 96.5% de l’eau sur terre 

est contenue dans les océans sous forme salée. Les 3.5% restants sont de l’eau douce que l’on 

peut retrouver dans les lacs, les rivières, les nappes phréatiques et dans les glaciers5. L’eau 

douce est donc une ressource rare et précieuse dont il faut prendre soin. 

D’après les études de 2015 de l’European Environment Agency (EEA)6–8, 75% des eaux 

souterraines d’Europe seraient en situation de « good chemical status » contre seulement 44% 

pour les eaux de surface. Ente 75 et 96% des mers européennes ont des problèmes de pollution 

d’origine humaines principalement dues aux produits chimiques et aux métaux lourds. D’autres 

problématiques viennent s’ajouter à la pollution de l’eau, telles que sa surexploitation au 

détriment des besoins naturels de l’écosystème, la détérioration du cycle de l’eau par les 

barrages et son réchauffement par les centrales thermiques (déstabilisant de même les flux 

migratoires dans les rivières)9. La pollution des eaux par les plastiques est un problème 

d’importance car elle a un impact néfaste fort sur la biodiversité. De plus, ces plastiques ont la 

capacité d’absorber les polluants (notamment les hydrocarbures) et les concentrent localement, 

augmentant encore leurs effets délétères sur les organismes aquatiques6. 

La notion de pollution peut être définie comme étant un déséquilibre ou une altération du 

milieu dû à la présence de composés spécifiques, rendant alors l’environnement nocif pour 

l’écosystème et par extension pour l’humain7,8.  

Restaurer un milieu pollué demande l’extraction ou la dégradation des polluants ainsi que le 

retour à l’équilibre, si possible initial, de l’écosystème. Le premier pas vers cette restauration 

est alors d’identifier les sources et les types des polluants présents dans le milieu. 



10 

 

I.1.b  Type de polluants & leur origine 

Comme nous venons de le voir, les eaux souterraines européennes montrent un bien meilleur 

état que les eaux de surface ou que les mers. Nous allons donc nous concentrer brièvement sur 

les types et l’origine des polluants que l’on retrouve dans les rivières, lacs et mers d’Europe. 

Les deux sources des stress principales exercées sur ces eaux sont les conditions climatiques 

et leur surexploitation9. Ces stress entrainent une détérioration de l’eau en quantité (sécheresse, 

demande et besoins croissants) et en qualité (pollution et eutrophisation). Lorsque l’on regarde 

le facteur humain, en moyenne, 240 000 hectomètres cubes d’eau douce sont utilisés chaque 

année en Europe dont la majorité retourne dans l’environnement contenant des impuretés ou 

des produits chimiques toxiques (140 000 hectomètres cubes)9. Les plans d’eaux peuvent être 

altérés par la pollution rejetée directement par des activités ponctuelles telles que les industries 

ou les stations d’épuration, mais ils sont aussi fortement impactés par la pollution rejetée dans 

l’air ou dans le sol et qui se retrouve finalement dans l’eau par diffusion – nous pouvons évoquer 

ici l’agriculture ou les transports, et plus globalement la pollution de l’air10. 

I.1.c  Pollution par Colorants 

L’industrie textile est un des domaines les plus polluants à ce jour. Elle utilise en effet une 

importante quantité d’eau qu’elle rejette ensuite dans les rivières, contaminée par des impuretés 

telles que des détergents, des métaux lourds, des colorants ou des suspensions insolubles11–15. 

Cette industrie utilise une variété de plus de 10 000 colorants différents et rejette dans ses eaux 

usées environ 15% de tous ses colorants utilisés, soit environ 100 tonnes/an 16–21 dans le monde. 

La présence de colorants dans ces eaux, même en faible concentration, peut avoir de graves 

conséquences sur la faune et la flore mais aussi sur la santé humaine18,22. En effet, ils changent 

la couleur des eaux, diminuent la quantité de lumière disponible impactant fortement le 

processus de photosynthèse de la flore23 et pouvant causer une eutrophisation des eaux – une 

accumulation de nutriments qui provoque un déséquilibre de la biodiversité. Ces colorants 

diminuent de plus la disponibilité de l’oxygène dans l’eau, de plus, leur persistance dans le 

milieu ainsi que leur bioaccumulation dans les organismes, accentuent leur effet délétères et 

toxique24,25. Il est important de noter qu’une réévaluation de leur toxicité, tend à montrer que 

leur effets cancérigènes, mutagènes ainsi que leur toxicité ont été sous-estimés dans les décades 

précédentes26. Ces colorants impactent aussi fortement la santé humaine lorsqu’ils remontent 

la chaîne alimentaire27. 
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Il existent différentes stratégies pour classifier les colorants textiles16,19,28 : par origine, par 

couleur, par structure (ou groupements fonctionnels), par méthode d’application ou bien par 

leur charge (cationiques = basiques ; anioniques = acides, directes et réactives ; neutres = 

disperses)20. La grande majorité des colorants utilisés contient un ou plusieurs cycles 

aromatiques et fait partie du groupe de colorants azoïques (>70%)29,30. Comme la majorité des 

composés organiques, ces colorants peuvent être naturellement dégradés par des mécanismes 

tels que l’oxydation, la photo-dégradation ou bien de la biodégradation.  

 

I.1.d  Méthodes de traitement des effluents contaminés par des colorants textiles 

Lorsqu’un polluant atteint un milieu donné, plusieurs possibilités s’ouvrent alors. Il peut 

garder une certaine mobilité et être transféré vers un autre milieu, par lixiviation (en passant par 

l’hydrosphère) ou par volatilisation (en passant par l’atmosphère) contaminant alors cet autre 

milieu. Il peut sinon s’accumuler dans le premier milieu atteint en détériorant l’écosystème 

correspondant. Enfin, il peut subir des dégradation biotiques ou abiotiques. En effet, les milieux 

naturels peuvent dégrader certains contaminants par le biais de processus physico-chimiques 

ou biologiques. Cependant certains polluants ne sont pas dégradables (même si certains 

processus de réduction, d’oxydation ou de complexation peuvent réduire leur toxicité). Parmi 

ces polluants se trouvent les métaux – qui peuvent être extrêmement toxiques pour les êtres 

vivant, notamment pour l’homme s’ils parviennent à remonter la chaîne alimentaire – ou bien 

les matériaux radioactifs31. 

Dans la majeure partie des polluants persistant dans les eaux, l’action de l’homme est 

nécessaire pour restaurer l’environnement. Pour cela il existe différentes stratégies : la 

dégradation physico-chimique et la biodégradation. 

De multiples traitements physico-chimiques ont été mis au point pour le traitement des eaux 

usées : l’adsorption, la floculation et coagulation, la photo-dégradation, les oxydations ou 

encore les membranes. 

Ces stratégies de décontamination doivent être soigneusement choisies afin de garantir leur 

adaptation aux polluants et aux sites contaminés. L’United States Environment Protection 

Agency32 met en avant une variété de techniques pour le traitement des sols et des eaux pollués. 

Cependant, afin d’avoir un rétablissement complet du milieu il peut être nécessaire de combiner 

plusieurs techniques. En effet, comme nous allons le voir, la plupart des traitements physico-
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chimiques ont des inconvénients non négligeables tels que leur coût, la génération de produits 

de dégradation toxiques ou encore de grandes quantités de boues d’épuration. 

De nombreux procédés sont utilisés pour le traitement des eaux usées notamment à travers 

des stratégies d’absorption. Ainsi, une large gamme de matériaux a été synthétisée (charbon 

actif, copeaux, gels de silices, zéolites et autres matrices) avec de grandes surfaces spécifiques 

et de bonnes capacités d’adsorption, applicables à différents polluants33,34. Facilement 

applicable, peu chère, efficace et partiellement régénérable, ces techniques sont couramment 

utilisées pour nettoyer des milieux pollués35–37. Cependant, ces techniques de captation ne 

permettant pas la dégradation des polluants, elles doivent être couplées à d’autre stratégies pour 

obtenir une dépollution complète. Bien que les stratégies de floculation et de coagulation des 

polluants sont efficaces et massivement utilisées, la grande quantité de boues d’épuration 

générée et le coût des procédés élevé20,38 appellent à l’innovation dans ce domaine de la 

dépollution. 

La décoloration des eaux usées par oxydation est la stratégie physico-chimique la plus 

couramment utilisée33. Sa popularité vient de la facilité de mise en œuvre du procédé. Le 

mécanisme de cette stratégie est l’oxydation et le clivage entre les cycles aromatiques des 

polluants39. Une grande variété d’agents oxydants a été identifiée et utilisée 

conventionnellement : le peroxyde d’hydrogène (activé par le rayonnement ultraviolet), 

hypochlorite de sodium ou encore par déstructuration électrochimiquee20 ou photo-oxydation. 

Bien que la dégradation soit effective, les sous-produits sont souvent toxiques et créent aussi 

une boue d’épuration qui reste à traiter. De plus ces procédés sont chers et consommateurs 

d’énergie. Le cas particulier de l’ozonation est prometteur car il ne génère aucune boue 

supplémentaire à traiter, son coût reste cependant considérable39. 

L’utilisation de membranes comme technique de filtration des eaux usées est une méthode 

très prometteuse. Certaines techniques telles que l’osmose inverse, la nanofiltration et 

l’ultrafiltration sont déjà utilisées pour dépolluer les eaux usées de certaines industries 

textiles40–42. Leur facilité d’installation et d’utilisation ainsi que de maintenance en fait des 

candidats intéressants. De plus, des avancées récentes permettent d’augmenter la sélectivité des 

membranes20,43. Cependant, l’obstruction et l’encrassement des membranes ainsi que la gestion 

des résidus de polluants concentrés dessus sont un frein à leur utilisation. Enfin, les polluants 

ne sont de pas minéralisés ou valorisés, il faut donc ajouter une étape de traitement 

supplémentaire. L’incapacité des membranes à traiter de grands volumes d’eaux usées ainsi que 

leur instabilité sous de fortes pressions sont encore des points d’amélioration33. 
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Alternativement à ces stratégies physico-chimiques, la bioremédiation est vue aujourd’hui 

comme une stratégie écologiquement responsable (peu polluante et peu chère en énergie) et 

efficace44. Elle se base sur l’utilisation d’organismes vivants pour effectuer une captation et 

minéralisation complète des polluants18,45,46. 

I.1.e  Bioremédiation 

I.1.e.i Principe de la bioremédiation 

La bioremédiation se définie comme l’utilisation d’entités biologiques pour décontaminer 

un milieu et englobe une variété de techniques allant de la biodégradation à la biosorption en 

passant par la phyto-remédiation. 

La biodégradation peut se définir comme l’utilisation d’organismes vivants pour la 

dégradation de composés polluants. Cette définition englobe toutes les variétés d’utilisation de 

plantes, de bactéries, de levures et d’algues pour la remédiation de différents types de polluants 

tels que des HAP, des colorants, des métaux, entre autres. La biodégradation est considérée 

comme étant plus écologiquement responsable – peu polluante et peu cher, tant financièrement 

qu’énergétiquement – et potentiellement plus efficace que les techniques physico-chimiques. 

La biodégradation peut mener, dans des cas spécifiques, jusqu’à la minéralisation complète des 

polluants organiques en produits non toxiques18,44,47 (tels que CO2 ou H2O). 

Il faut cependant bien distinguer la biodégradation de la biosorption. Cette dernière est en 

effet un mécanisme qui agit naturellement dans l’environnement en présence d’organismes et 

qui diminue la pollution de son écosystème en l’adsorbant. Cependant la biosorption laisse 

intacte la structure chimique des contaminants, elle ne les dégrade pas en fragments et, par 

conséquent, ne règle pas le problème de la pollution48. En effet, bien que des produits néfastes 

soient adsorbés par la biomasse, ils restent toxiques – le plus souvent pour l’organisme lui-

même – et peuvent être soit relargués à la mort de cet organisme soit remonter dans une chaîne 

alimentaire. De plus, leur rétention par des organismes non capables de biodégradation peut 

être un frein aux processus de dépollution49. La biosorption peut néanmoins être un levier non 

négligeable pour la dépollution en permettant aux organismes capables d’effectuer de la 

biodégradation de capter une plus grande quantité de contaminants, augmentant ainsi leur 

efficacité. 

Le principe de biodégradation est applicable à un large spectre d’écosystèmes – à différents 

types de sol (sablonneux, argileux, limoneux) et d’eau (lacs, rivières, eaux souterraines, 
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environnements marins, eux usées d’origine humaines) – ainsi qu’à un large éventail de 

polluants. De nombreux travaux font état de biodégradation appliqués avec succès aux 

métaux50,51, aux huiles minérales52, aux pesticides53, aux colorants54,55 ou encore aux 

hydrocarbures56. 

I.1.e.ii La phytoremédiation 

Certaines définitions de la bioremédiation séparent la phytoremédiation – l’utilisation de 

plantes pour décontaminer – et la biodégradation – comme l’utilisation uniquement de 

microorganismes57. La phytoremédiation consiste en l’utilisation de plantes et de leur biotopes 

associés (le plus souvent microbien) pour la décontamination d’un milieu 51,58. Dans le cadre 

de la phytoremédiation, les polluants peuvent être dégradés dans la zone racinaire des plantes 

– procédés de phytostimulation et de rhizodégradation – ou absorbés et transportés vers les 

feuilles pour d’autres mécanismes de dégradation (souvent photocatalysés). Ils peuvent être 

aussi séquestrés dans des tissus récoltables (phytoextraction) ou bien se volatiliser10. La 

phytoextraction est principalement utilisée pour cibler des métaux, alors que les mécanismes 

actifs dans la rhizosphère (zone qui comprend l’espace d’environ 1mm autour des racines) 

visent naturellement les polluants organiques tels que les colorants, les HAPs et huiles59,60. 

La rhizosphère nous intéresse tout particulièrement car c’est le siège de deux voies de 

dégradation complémentaires. Lorsqu’un polluant atteint le système racinaire il peut être soit 

dégradé par des enzymes sécrétés par la plante elle-même, soit par les communautés 

microbiennes symbiotiques : la plante relargue des composés issus de la photosynthèse qui 

peuvent être utilisés comme source de carbone par les bactéries et champignons, augmentant 

ainsi leur concentration de 1 à 4 ordres de grandeur61. De plus d’autres composés relargués par 

les racines peuvent induire spécifiquement l’expression de gènes microbiens impliqués dans la 

dégradation ou bien agir comme co-métabolites62,63. Cependant la mise en place de dépollution 

par phytoremédiation est contraignante et demande un espace suffisant proche du site de 

contamination lui-même et la mise en place de tels systèmes prennent du temps. C’est pourquoi 

de nombreuses études se focalisent sur l’utilisation uniquement des microorganismes pour 

dépolluer. 

I.1.e.iii Utilisation de microorganismes 

Le terme générique de microorganismes est utilisé tant dans la phytoremédiation que dans 

la biodégradation, et se rapporte à un large éventail d’acteurs biologiques. Les trois principales 

familles de microorganismes utilisées16,47,64 sont les bactéries55, champignons65 (dont les 
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levures66) et les microalgues67. Les bactéries sont la famille la plus utilisées pour la 

bioremédiation pour leur exceptionnelle variété et adaptabilité31,68,69. De plus, des études 

mettent en avant l’utilisation de consortia de microorganismes tels que différentes souches de 

bactéries, des bactéries et des microalgues70 ou des bactéries et champignons71 pour atteindre 

un effet synergique de dégradation72. 

Bien que de nombreuses études ont été menées, et indépendamment des microorganismes 

utilisés, les mécanismes de la biodégradation ne sont pas entièrement compris à cause de leur 

complexité et de celle des milieux. Cependant, certains mécanismes généraux de 

biodégradation ont été identifiés. Il y a en effet deux principales voies de dégradation qui 

opèrent lors de la biodégradation : une ayant lieu dans l’espace intracellulaire des 

microorganismes et une autre ayant lieu dans l’espace extracellulaire. Dans le cas d’une 

dépollution externe, les mécanismes de dégradation sont basés sur l’utilisation d’exo-enzymes 

qui officient dans leur microenvironnement. Bien que ces phénomènes soient très variés et 

complexes à étudier, certaines étapes classiques restent communes à la dégradation par la voie 

interne. En effet, la première étape de ces décontaminations est la captation des polluants ciblés, 

plusieurs mécanismes sont identifiés tels que l’utilisation de chélateurs ou de surfactants73. 

Dans le cas d’une biodégradation par voie interner, une étape supplémentaire d’internalisation 

est nécessaire. Les polluants peuvent ensuite soit être utilisés comme ressources et métabolisés 

(source de carbone) ou bien traités par un mécanisme de défense et dégradés. 

Il existe trois principales stratégies pour la mise en place d’une décontamination in situ par 

biodégradation qui sont la bioatténuation, la biostimulation et la bioaugmentation. La 

bioatténuation concerne la capacité de dépollution naturelle du milieu contaminé. Des milieux 

naturels ont la capacité à s’auto-nettoyer grâce aux différents organismes présents. 

L’adaptabilité des microorganismes endogènes permet en effet de sélectionner naturellement 

les souches capables de survivre dans de telles conditions, tout en dépolluant progressivement 

leur environnement. Cette stratégie consiste alors en la surveillance de la concentration des 

polluants pour rester dans un domaine de concentration de polluants acceptable permettant cette 

sélection. 

La biostimulation est appliquée lorsque la bioatténuation n’est pas assez rapide ou 

suffisamment efficace en raison des concentrations de polluants trop importantes pour le 

maintien de la population microbienne endogène. Cette stratégie consiste donc en l’ajout 

d’additifs – des nutriments, des systèmes donneurs ou accepteurs d’électrons, des sources de 

carbone44,74 – qui aident les mécanismes de dégradation des microorganismes endogènes. Par 
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exemple, l’augmentation de la disponibilité des polluants par l’ajout de chélateurs et de 

surfactants, ou encore la gestion de l’oxygénation du milieu sont des stratégies répertoriées en 

biostimulation73. 

Dans les cas où la pollution surpasse les capacités d’action des organismes endogènes – par 

exemple trop grande concentration de polluants, présence de contaminants non dégradables par 

les organismes présents, ou simplement trop faible quantité d’organismes endogènes – les deux 

précédentes stratégies ne sont plus suffisantes. La bioaugmentation peut alors être une réponse 

adaptée pour ces cas extrêmes en introduisant des microorganismes exogènes – qui proviennent 

d’un autre milieu – qui pourront dégrader ces polluants. Ces microorganismes exogènes sont 

choisis pour leur capacité à dégrader spécifiquement les polluants ciblés et proviennent donc 

d’un milieu pollué par le même polluant ou sont sélectionnées et modifiées génétiquement pour 

accroître leurs capacités de biodégradation. Cette stratégie est également intéressante pour 

introduire des consortiums de microorganismes. Cependant l’introduction d’organismes 

exogènes peut se révéler dangereuse en induisant une déstabilisation de l’écosystème déjà 

fragilisé. 

De nombreux paramètres complexifient l’étude de la biodégradation par leurs effets 

importants sur l’activité des microorganismes29. Par exemple, la plupart des souches 

bactériennes sont plus adaptées aux pH neutres ou légèrement basiques75,76 alors que des 

milieux légèrement acides conviennent d’avantage aux champignons et levures77. La 

température influence aussi fortement la capacité de biodégradation des microorganismes, et 

une température proche de celle du milieu de culture – dépendamment des souches utilisées – 

permet d’atteindre une dépollution optimale47,75. La concentration en polluants et la 

composition du milieu sont aussi des facteurs importants. En effet, des concentrations trop 

élevées en polluants peut réduire l’efficacité des microorganismes (des concentrations 

optimales pour des dégradations optimales sont observées), et la présence de composés donneur 

ou accepteur d’électrons, la salinité ainsi que la présence de nutriments ont aussi un impact. De 

plus la présence d’oxygène joue un rôle important car il influence fortement certains 

mécanismes métaboliques ayant lieu de manière exclusive en milieu aérobique ou anaérobique. 

Afin de s’affranchir de la complexité du milieu pouvant rendre la biodégradation difficile, il 

est possible d’appliquer une stratégie ex situ78,79. Cette stratégie consiste en la collecte des 

polluants et leur biodégradation en dehors du site contaminé. Elle permet alors de s’affranchir 

des limites physiologiques imposées par le milieu en ayant un contrôle fin des paramètres 

appliqués afin d’optimiser le traitement. 
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I.1.f  Conclusion 

L’utilisation d’organismes pour la dépollution est considérée comme étant compétitive et 

peu chère, vis-à-vis de leurs homologues physico-chimiques, grâce à leur profil écoresponsable 

et leur efficacité (pouvant aller jusqu’à la minéralisation complète des polluants sans sous-

produits toxiques). Il existe alors différentes stratégies pour trouver le traitement adéquat au 

milieu, tel que la bioatténuation, la biostimulation, la bioaugmentation, la phytoremédiation et 

l’utilisation de consortia de microorganismes ou encore des traitement ex situ. 

Cependant ces techniques ont certains désavantages comme mentionné précédemment. En 

effet, bien que compétitifs avec les techniques physico-chimiques, la bioremédiation est plutôt 

lente à mettre en place et à traiter les polluants et ne peut pas être utilisé comme traitement 

d’urgence. De plus, les écosystèmes pollués étant fragilisés, l’introduction de microorganismes 

exogènes se doit d’être contrôlée pour éviter tout déséquilibres supplémentaires qui serait fatale 

à l’écosystème donné. Ces microorganismes sont aussi sensibles aux paramètres physico-

chimiques du milieu, tel que la température, le pH, la salinité, qui peuvent être limitant pour 

l’activité microbienne et la dépollution. 

Une dernière stratégie serait en mesure de répondre à ces limitations en protégeant les 

organismes de ces paramètres contraignants tout en contrôlant leur évolution et en étant 

déployable rapidement et efficacement. L’encapsulation des microorganismes dans des 

matrices capables d’assurer leur viabilité est en effet un moyen de combiner les avantages des 

traitements in situ et ex situ en augmentant potentiellement leur efficacité de dépollution et leur 

ténacité dans l’environnement contaminé1,80,81.  

I.2  Encapsulation  

Les premières techniques d’immobilisation ont été développées initialement pour répondre 

à des problématiques industrielles, avec pour but de diminuer la consommation de solvants et 

de développer des procédés industriels plus économes et responsables. C’est dans les années 

1960 que la première utilisation industrielle d’enzymes immobilisés a eu lieu82. Au Japon, la 

société Tanabe Company a utilisé une aminoacylase immobilisée de manière covalente sur un 

support de cellulose pour l’obtention de L-methionine77. Le Japon fut aussi pionnier dans 

l’immobilisation de cellules – vivantes et mortes, par exemple pour la production d’éthanol et 

d’acrylamide. Cependant les premiers systèmes à grande échelle d’immobilisation de cellules 
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ont vu le jour dans les années 80, avec par exemple l’usine de Bayer aux États Unis où les 

cellules sont retenues par une membrane dans un système de flux continu82. 

Il existe en effet, différentes techniques d’immobilisation de cellules que l’on peut séparer 

en trois stratégies distinctes1,84,85 : a) l’attachement de surface, b) l’encapsulation et c) 

l’agrégation. 

I.2.a  L’attachement de surface  

Cette stratégie d’immobilisation peut être considérée comme la plus anciennement utilisée 

grâce à sa facilité d’application et sa réversibilité86. Elle se traduit par la formation de différentes 

liaisons entre les microorganismes et le support : liaisons de van der Waals, des liaisons 

hydrogènes, des interactions d’hydrophobicité, de liaisons ioniques ou encore des liaisons 

covalentes87,88. 

Lorsque les liaisons entre le substrat et les microorganismes sont non-covalentes, les forces 

mises en jeu sont suffisamment faibles pour conserver la structure naturelle des cellules 

immobilisées et ainsi minimiser l’impact sur leur activité88,89. Les principaux avantages de 

l’immobilisation de surface sont sa rapidité et sa simplicité de réalisation, son efficacité ainsi 

que son faible coût et, enfin, la possibilité de récupérer le substrat pour y refixer de nouvelles 

cellules après utilisation87. Cependant, certains facteurs intrinsèques et extrinsèques influencent 

fortement l’efficacité de la liaison telle la nature du support et de l’organisme ou bien du 

microenvironnement – par exemple le pH, la température ou encore la puissance du flux dans 

le cas des systèmes sous flux90,91. Ainsi la faible force de liaison a le désavantage de présenter 

un fort taux de relargage des cellules immobilisées durant l’utilisation87. Cette technique est 

principalement utilisée dans le domaine biomédicale pour l’implantation de matrices 

cellularisées pour la régénération tissulaire92. 
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Figure I-1 : Différentes méthodes d’immobilisation de cellules à un support sont ici proposées : (a) 

par l’adsorption à la surface du support (interaction physiques faibles) ; (b) par la formation de liaisons 

covalentes avec cette même surface (liaison chimique forte) ; (c) par piégeage dans une matrice 

isolante ; et (d) par l’encapsulation dans une matrice perméable. D’après Bouadibi93. 

Au contraire, lorsque des liaisons covalentes sont établies, les cellules sont attachées 

fortement aux groupements fonctionnels du support 89. Ces liaisons sont irréversibles et le taux 

de relargage négligeable94. Cependant les agents de réticulation (le plus communément utilisé 

est le glutaraldéhyde95,96) sont cytotoxiques et impactent fortement la viabilité des cellules 

immobilisées, diminuant ainsi l’efficacité de la technique97. Cette technique est alors 

principalement utilisée dans l’immobilisation d’enzymes plutôt que de cellules84,87.  

I.2.b  L’encapsulation et le piégeage 

L’encapsulation et le piégeage regroupent un large panel de processus qui permettent 

d’emprisonner ou d’enrober un ou plusieurs matériaux, particules ou cellules. Dans le cadre de 

l’immobilisation de microorganismes, cette encapsulation a pour but de protéger les cellules 

des facteurs extérieurs délétères en réduisant leur exposition aux conditions du milieu – tels que 

les propriétés physico-chimique de pH, de salinité, de température ou encore la trop grande 

concentration des polluants1,80,98. On peut ainsi définir l’encapsulation de microorganismes 

comme l’aménagement de leur microenvironnement par la formation d’une matrice qui les 

englobe – organique, inorganique, voire hybride – adaptée à leurs conditions physiologiques. Il 

faut donc considérer ces dispositifs comme étant la combinaison d’une partie biologique – 

choisie spécifiquement pour dégrader un ou plusieurs polluants cibles (la partie fonctionnelle 

de la biodégradation) – avec une partie structurelle – conçue pour protéger la partie biologique 

en leur conférant un milieu adapté. 
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Il est crucial de bien choisir les matériaux d’encapsulation ainsi que la structure de la matrice. 

Ce sont en effet les interactions entre les microorganismes encapsulés et les matériaux de la 

matrice qui vont en partie définir la qualité de la protection. Afin de mieux adapter le système 

à son application finale, des morphologies et des techniques très variées ont été proposées, telles 

que l’encapsulation dans des coquilles99, des films100, des fibres101, des gels102 entre autres. Ces 

morphologies sont primordiales car elles définissent, en partie, comment les cellules 

interagissent avec le milieu dans lequel elles sont introduites (vis-à-vis de la diffusion, de 

l’accessibilité), mais elles définissent aussi comment les cellules vont pouvoir se développer 

(contrôle de la prolifération des levures ou bactéries encapsulées par exemple). 

 

Figure I-2: L’immobilisation des cellules par liaison de surface est réalisée en deux étapes avec tout 

d’abord la formation d’un support matriciel puis de la liaison des cellules. À l’inverse, les stratégies 

d’encapsulation se caractérisent par la formation de la matrice directement autour des cellules à 

immobiliser. D’après Christoph103. 

Le piégeage consiste en l’immobilisation irréversible de microorganismes à l’intérieur d’une 

matrice de support lors de l’étape de formation de cette matrice87. Il est important de préciser 

ici que le piégeage et l’encapsulation se font lors de l’étape de structuration de la matrice, les 

microorganismes sont alors présents à cette étape et se retrouvent à l’intérieur de la matrice de 

support, piégés physiquement – contrairement aux techniques d’immobilisation de surface qui 

structurent d’abord une matrice de support puis y ajoute les microorganismes (Figure I-2). Cette 

immobilisation au sein d’une matrice offre alors une forte protection contre les agressions 

extérieures,104 tout en conservant l’activité métabolique des microorganismes et empêche leur 

relargage3,93. L’encapsulation dans une matrice semi-perméable permet un bon développement 
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des microorganismes mais induit également une stabilité et une résistance mécanique 

moindres3,93 ce qui peut donner lieu à un relargage progressif des cellules encapsulées.  

Dans le domaine de la bioremédiation, l’encapsulation de biocatalyseurs tel des enzymes105, 

des microalgues106, des champignons107 et des bactéries1,108,109 joue un rôle central. En effet, 

l’encapsulation apporte un avantage sur la viabilité et permet d’utiliser ces biocatalyseurs 

complexes et sensibles pour des applications de bioremédiation lorsque le système matrice-

organisme-milieu est bien choisi. 

 

Figure I-3: Exemples de techniques d'encapsulation : Séchage par atomisation, billes fluidifié, 

électro-filage, liposome, coacervation et gélification ionique. D’après Valdivia-Rivera3. 

Pour résumer, l’encapsulation est une technique d’immobilisation permettant la protection 

des microorganismes contre les facteurs externes, caractéristiques du milieu, prodiguant ainsi 

une amélioration de la viabilité et de l’activité catalytique. De plus, l’avantage de cette 

technique par rapport au piégeage est sa capacité de diffusion, par exemple lors de la 

bioremédiation, avec une accessibilité des polluants aux microorganismes. Cependant, la 

détérioration prématurée de la matrice reste problématique, notamment lorsque les 

microorganismes encapsulés sont relargués. Bien qu’un développement des cellules 

encapsulées soit observable dans la plupart des cas, une part importante des cellules encapsulés 

périssent lors du procédé de mise en forme. Cependant, la stratégie d’encapsulation est 

couramment utilisée car elle permet une variabilité de propriétés ajustable à l’application 

souhaitée. 
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I.2.c  L’agrégation  

L’utilisation d’une matrice de support, tant bien pour l’adsorption que pour l’encapsulation, 

implique de nombreux ajustements pour optimiser les interactions entres cellules et support110.  

La technique d’immobilisation par agrégation est ainsi une stratégie permettant la formation 

de macroparticules composées de cellules sans besoin d’aucun support84,85. Au début des années 

1960111, la stabilisation d’enzymes rendues insolubles par inter-réticulation, en gardant leur 

activité catalytique, est rendu possible par la découverte de la réticulation d’enzymes dispersées 

via la réaction de leur groupement NH2 de surface avec des agents de réticulations 

bifonctionnels tels que le glutaraldéhyde. Les premières utilisations industrielles de ces agrégats 

dénommés CLECs (cross-linked enzyme crystals) ont eu lieu dans les années 1990 par Altus 

Biologics112,113 qui utilisait des CLECs de thermolysin (EC 3.4.24.4) pour la production 

d’aspartame. Ces agrégats réticulés ont montré être plus résistants à la dénaturation par la 

chaleur, aux solvants organiques que les équivalents en solution, avec une activité 

conservée112,114 

 

Figure I-4: Schéma de préparation de cryogel, par l’assemblage de cellules, de polymères et d’agent 

de réticulation, structurés par congélation. La réaction entre les groupes amino présentés à la surface 
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des cellules avec des polymères macromoléculaires se déroule dans la phase non congelée au cours de 

l'étape de réaction. D’après Zaushitsyna115 

Cette technique d’immobilisation est peu utilisée sur des cellules à cause des agents 

réticulant qui sont toxiques, et l’étape d’agrégation nécessite des procédés de mise en forme 

souvent délétère pour les cellules. Cependant Kirsebom et al.116 ont développé une méthode de 

structuration par agrégation avec des cellules, en formant un cryogel de cellules qui est ensuite 

réticulée par glutaraldéhyde. Cependant cette technique ne permet pas de conserver la viabilité 

des cellules117. Börner et al. ont alors développé une méthode à partir d’agents réticulants plus 

adaptés aux contraintes physiologiques de cellules118. En formant un cryogel à partir de 

Clostridium acetobutylicium et d’un mélange de réticulant de toxicité faible – à partir de dextran 

oxydé de haute masse moléculaire, d’alcool polyvinylique modifié par des fonctions aldéhyde 

et de polyéthylèneimine également modifié par des fonctions aldéhyde – la production 

d’acétone-butanol-éthanol par ces cellules immobilisées a été multiplié par 2,7 comparée aux 

cellules en suspension115. Ces cryogels sont aussi utilisés pour d’autre applications telles que la 

dépollution (dégradation du phénol), en utilisant des cryogels encapsulant des bactéries des 

genres Pseudomonas, Rhodococcus ou Acinetobacter.119,120. Les avantages d’une telle 

technique sont la grande concentration de cellules, une bonne diffusion ainsi qu’une bonne 

stabilité dans le temps117,119. Cependant cette technique prometteuse ne permet pas de protéger 

les cellules du milieu extérieur et se doit d’être utilisé ex situ dans un environnement contrôlé 

tel qu’un bioréacteur. Les cellules sont en effet exposées aux conditions potentiellement 

délétères du milieu d’application121,122.  

 

I.2.d  Matériaux pour l’encapsulation 

Comme il a été mentionné précédemment, le choix des matériaux d’encapsulation est capital. 

En fonction de la nature de la matrice, différentes techniques d’encapsulation seront possibles. 

Ainsi, pour une application de bioremédiation, les matériaux formant les matrices 

d’encapsulation se doivent d’être insolubles, non toxiques et biocompatibles (les cellules 

doivent garder leur activité biocatalytiques sans perturbation majeur de leur métabolisme)101, 

peu cher et facile à mettre en oeuvre93. Elles doivent de plus permettre l’encapsulation d’une 

grande quantité de microorganismes – comparable à l’efficacité d’encapsulation – ainsi 

qu’avoir une bonne stabilité physique, biologique et chimique123,124. Une diffusion optimale des 

nutriments et des polluants est aussi attendue. Les matrices peuvent aussi être non polluantes et 
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biodégradables pour certains cas particuliers où un relargage des microorganisme n’est pas 

problèmatique87. Cependant, dans une majorité de cas où ce relargage des cellules encapsulées 

n’est pas souhaitable, des matrices non biodégradables seront préférées, et pourront 

potentiellement être réutilisées93. 

Il existe trois familles de matériaux pour l’encapsulation : Les matrices organiques, les 

matrices inorganiques et les matrices hybrides. 

I.2.d.i  Matrices inorganiques 

De nombreux organismes ont été encapsulés dans des matrices inorganiques telles que des 

carbonates125 ou des oxydes métalliques126. Cependant le matériau inorganique le plus utilisé 

reste la silice102. Les oxydes de silicium sont en effet des minéraux les plus présents dans le sol 

mais aussi présents de manière organisée dans certains êtres vivants tels que les diatomées127. 

L’encapsulation dans la silice se fait par procédé sol-gel, qui correspond à la polymérisation de 

précurseurs – des alcoxydes de silicium ou les silicates en solution – pour former une structure 

tridimensionnelle branchée donnant lieu à un gel hydraté128. L’avantage de ces matrices à base 

de silicium réside en leurs voies de synthèse (sol-gel), qui peuvent se faire en condition douces 

(température ambiante)129. Bien que pendant l’étape de formation du gel (l’hydrolyse et la 

condensation) des alcools soient formés et induisent une toxicité, de nombreuses recherches ont 

été menées pour contourner ce problème en modifiant les précurseurs ou les étapes du 

procédé130–132. Grâce à ces conditions et à sa cyto-comptabilité, différentes cellules ont pu être 

encapsulées telles que des levures100, des algues133 et des bactéries102. La solidité de ces matrices 

permet leur application dans une grande variété de conditions. De plus, leurs procédés de mise 

en forme et propriétés physiques (mécaniques, optiques, de diffusion) peuvent facilement être 

adaptés134. Finalement, toutes ces caractéristiques font de ces gels inorganiques de bons 

candidats pour l’encapsulation en vue d’une application dans la bioremédiation135. 

I.2.d.ii Matrices organiques 

Une autre approche, très différente de l’utilisation des procédés sol-gel et des matériaux 

inorganiques, est l’utilisation de matériaux organiques tels que les polymères. Il existe deux 

sous catégories de polymères utilisés : les polymères synthétiques – tels que le poly(vinyle 

alcool) (PVA), les polyuréthanes et les acrylamides – et les biopolymères d’origine naturelle – 

tels que la chitine, l’alginate ou le carraghénane136. Les polymères synthétiques forment des 

matrices qui sont robustes, avec de bonnes propriétés mécaniques mais peuvent être 

cytotoxiques pour les microorganismes93,137. Au contraire, les biopolymères ont généralement 
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une plus faible résistance mécanique mais ont tendance à être biocompatibles, non toxiques 

pour les microorganismes et plus respectueux de l’environnement2. Les biopolymères sont donc 

particulièrement intéressants pour l’encapsulation de microorganismes. La plupart des 

biopolymères utilisés couramment sont des polysaccharides ou des protéines. Cependant, la 

provenance naturelle des polysaccharides, implique des variations dans leur composition bien 

que leur structure soit généralement connue. Par ailleurs les techniques d’extraction et de 

traitement ont aussi un impact sur la structure ou la longueur de ces polysaccharides (modifiant 

certaines propriétés physiques telles que la viscosité).  

Tableau I-1: Source et application des biopolymères les plus communément utilisés. D’après 

Christoph103. 

Type Polymère Origine Application Réf.. 

Polysaccharides     

Anioniques Alginate Algues brunes Alimentaire, biomatériaux 138,139 

 Carraghénane Algues rouges Alimentaire, cosmétiques 140 

 Pectine 
Fruits (citrons, pommes, 

betterave) 
Alimentaire, biomédecine 141,142 

 Xanthane Bactérie Alimentaire, pharmaceutique 143,144 

Cationiques Chitine Crustacés Alimentaire, biomédecine 145,146 

 Chitosane Dérivés de la chitine Alimentaire, pharmaceutique 145,146 

Neutres Cellulose Paroi cellulaire de plantes 
Industrie papetière, 

biomédecine 
147,148 

 Amidon Maïs, blé, pommes de terre Alimentaire, pharmaceutique 149,150 

 Agar Algues rouges Alimentaire, microbiologie 140 

Protéines     

 Collagène Animal (bétail, porc) Biomédecine 151,152 

 Gélatine Dérivé du collagène Alimentaire, biomédecine 153,154 

 Fibroïne 
Soie (larves de papillons, 

araignées) 
Biomédecine, textiles 155,156 

 Zéine Maïs Textiles, revêtement 157 

Polyphénol     

 Lignine Bois Industrie papetière, chimie 158 

Polyisoprène     

 Caoutchouc Hévéa 
Automobile, bien de 

consommation 
159 
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Il est intéressant de noter que les biopolymères sont naturellement désignés comme matériel 

de support4,160–162. En effet, les polysaccharides se trouvent par exemple dans les murs des 

cellules végétales ou ils jouent un rôle mécanique163 ou bien autour de bactéries (appelés alors 

exo-polysaccharides ou capsule) jouant un rôle protecteur et d’ancrage (notamment à travers la 

formation de biofilms pour les bactéries)164. Les protéines quant à elles peuvent jouer le rôle de 

matrice extracellulaire, récoltables à partir de sources animales. Les biopolymères sont donc 

des candidats idéaux pour l’encapsulation de microorganismes. 

Le polymère le plus utilisé dans l’encapsulation de microorganismes est un biopolymère : 

l’alginate162,165. L’alginate est un biopolymère naturel anionique qui peut être extrait de 

différents organismes tels que des bactéries (Azobacter vinelandii et certaines espèces de 

Pseudomonas) et des algues – dont la principale source utilisée est l’algue brune. L’alginate est 

un excellent candidat pour l’encapsulation car son procédé de gélification – par l’utilisation 

d’ion divalents tels que le Ca2+ et le Ba2+ – a lieu dans des conditions douces, c’est-à-dire à 

température ambiante et avec des agents de réticulation biocompatibles, et est considéré comme 

non-toxique et facilement adaptable166. Ainsi son utilisation comme matrice d’encapsulation 

dans le domaine de la bioremédiation a été largement reportée167–171. 

I.2.d.iii Matrices hybrides 

Cette dernière approche d’encapsulation consiste en l’utilisation de matrices combinant des 

composés organiques et inorganiques. Les matériaux hybrides sont considérés comme étant un 

mélange de composant à l’échelle nanométrique ou moléculaire. L’avantage des matériaux 

hybrides est le large panel de combinaisons possibles de composés et techniques, qui offre alors 

une large gamme d’ajustements possibles pour maximiser la survie et l’activité cellulaire des 

espèces encapsulées172,173. Le contrôle de la gélification des deux parties est alors primordial 

pour contrôler les propriétés finales. La combinaison la plus communément utilisée est celle du 

biopolymère d’alginate (grâce à ses propriétés de biocompatibilité, sa facilité d’utilisation 

notamment pour la gélification et son moindre coût) et la silice174. Elle est utilisée pour 

l’encapsulation de différentes cellules telles que des bactéries175, des champignons et des 

microalgues176 et des cellules animales177. Des encapsulations de bactéries dans des matrices 

hybrides alginate-silicate ont été étudiés pour la bioremédiation109,178 avec des résultats 

prometteurs. 
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I.2.d.iv Conclusion 

L’obtention d’un matériau cellularisé, pour des applications en bioremédiation, repose sur 

l’utilisation de stratégies d’immobilisations variées, dont l’encapsulation qui figure parmi les 

plus prometteuses. Cette stratégie propose de piéger les cellules lors de la formation des 

matrices, en structurant le matériau autour des microorganismes. Bien qu’une partie des cellules 

puissent être endommagées lors du procédé, leur encapsulation permet une protection accrue 

face aux nombreux stress liés au milieu, améliorant ainsi leur survie lors de l’application. De 

plus les procédés d’encapsulation permettent la structuration de polymères biocompatibles en 

garantissant une bonne diffusion et viabilité. Parmi les nombreuses techniques d’encapsulation 

existantes, le freeze casting a retenu notre attention. Cette technique remplit en effet toutes les 

conditions décrites précédemment mais permet, de plus, la structuration de blocs 

macroscopiques avec un procédé de fabrication peu couteux tant économiquement 

qu’écologiquement et facilement applicable. 

I.3  Freeze-casting 

Le freeze-casting – aussi appelée ice-templating et congélation directionnelle selon le 

domaine d’application – est une technique de structuration utilisant la cristallisation du solvant 

d’une solution ou suspension, pour former des matrices poreuses, avec comme particularité 

d’induire des pores fortement anisotropes179,180. En plus d’un contrôle de la morphologie, ce 

procédé permet de modifier les propriétés physiques du matériau – tels que la résistance 

mécanique181,182, le module élastique160 ou les conductivités électrique183 et thermique184 – 

selon les besoins de l’application. 

I.3.a  Principe du Freeze-casting  

Le freeze-casting est un procédé qui permet la structuration de matériaux par le contrôle de 

la croissance de cristaux d’un solvant. Le principe du freeze-casting est en effet de congeler une 

solution, ou une suspension de particules, grâce à l’application d’un gradient thermique où la 

diminution de la température dépasse le seuil de cristallisation du solvant. En contrôlant 

différents paramètres, le solvant va cristalliser et induire une ségrégation de phase où les solutés 

(ou particules) vont se retrouver concentrés entre ces cristaux, formant ainsi les futures parois 

de la matrice. Après une étape de sublimation de la glace, une matrice poreuse sera obtenue 

avec des pores ayant la morphologie des cristaux, c’est-à-dire avec un grand facteur de forme 

(caractérisant l’importance de l’anisotropie) suivant le gradient thermique. 
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Un des avantages d’une telle technique est le contrôle de la morphologie des pores qui est 

ajustable grâce à la maitrise de la nucléation et de la croissance des cristaux du solvant. 

Cependant, même si des études cherchent à utiliser la nucléation comme levier de contrôle de 

la macrostructure (par exemple en contrôlant la chimie de surface du substrat de nucléation ou 

sa conductivité thermique)185,186, la majorité des travaux et applications limitent l’influence de 

cette nucléation, qui est difficile à maîtriser187. Au contraire, l’étape de croissance des cristaux 

est facilement adaptable grâce à la maitrise du gradient thermique et permet plus de liberté sur 

la morphologie finale. Le caractère anisotrope des pores est en effet directement lié à la 

croissance des cristaux contrôlée par le gradient thermique. Ainsi la gestion d’un tel gradient 

va permettre la formation d’un front de cristallisation – appelé aussi front de glace dans les cas 

où le solvant utilisé est l’eau – ayant un fort impact sur la taille des pores188. Cependant d’autre 

paramètres importants sont à prendre en compte pour la morphologie tels que la nature des 

solutés et des particules, la conductivité thermique et composition de la phase ségrégée, la 

densité de la mixture, sa viscosité179. Cependant, l’utilisation de l’ajustement de la composition 

du mélange initiale pour contrôler le front de glace a aussi un fort impact sur les caractéristiques 

des parois du matériau final. 

 

Figure I-5: Schéma des montages couramment utilisé pour le freeze-casting. A) Configuration de 

congélation à élément thermique unique, B) Configuration de congélation à double élément thermique 

et C) Congélation directionnelle 2D. A', B' et C' représentent l'évolution des températures 

caractéristiques (élément froid, élément chaud et un point arbitraire dans l'échantillon) au cours du 

temps pour les configurations A, B et C, respectivement. D’après Qin189. 

Afin d’appliquer un gradient thermique induisant la formation d’un front de cristallisation, 

différentes installations sont possibles. Un moyen simple de former un gradient thermique pour 
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le freeze-casting est de plonger, à vitesse contrôlée, l’échantillon dans une solution réfrigérante 

– le plus couramment de l’azote liquide en ébullition. Cependant cette technique restreint les 

possibilités de contrôle du font de cristallisation par la température de refroidissement qui est 

fixe. Ainsi une autre méthode de freeze-casting répond à ces limitations par un meilleur contrôle 

de la température en utilisant une résistance chauffante fixée sur une tige de métal conductrice 

qui est plongé dans la solution réfrigérante. L’échantillon est alors placé dans un moule placé 

sur une extrémité d’une tige conductrice, où le gradient de température est contrôlé. Au contact 

de la tige, la nucléation de cristaux va avoir lieu et leur croissance se fera le long du gradient 

ainsi appliqué. De nombreux dispositifs de freeze-casting ont été mises au point189–191 avec par 

exemple un double contrôle de température (par le bas et le haut de l’échantillon) ou encore des 

montages très différents où l’échantillon est mobile et le front de cristallisation fixé, permettant 

ainsi un contrôle plus fin de vitesse de la croissance des cristaux. 

Le choix du solvant est primordial car il est à la fois responsable de la stabilité des 

suspensions et solutions, mais aussi des conditions de cristallisation – température de 

congélation, pression, morphologie des cristaux formés – et définissant ainsi la structure finale 

obtenue192. De plus, l’étape de sublimation, qui peut être critique dans certains cas, est fixée par 

les propriétés du solvant. Ainsi les solvants les plus utilisés sont le camphre (possédant une 

température de cristallisation (Tfus) entre 44°C et 48°C avec une morphologie en dendrite de 

ses cristaux), le tert-butyl alcool (Tfus de 23,5°C et des cristaux prismatiques) et enfin l’eau – 

Tfus de 0°C, avec une morphologie dendritique et lamellaire. Le solvant idéal pour 

l’encapsulation de cellules dans des biomatériaux à travers cette technique est l’eau, pour sa 

non-toxicité (contrairement à certains solvant inorganiques), son abondance et son prix. 

I.3.b  Évolution et applications du freeze-casting 

La technique du freeze-casting est aujourd’hui utilisé dans de nombreux domaines grâce à 

sa polyvalence, autant par le fin contrôle de la morphologie que par la variété de matériaux 

utilisables193. Bien que chaque matériau possède ses propres particularités et contraintes 

d’applications, le principe de cette technique de structuration grâce aux cristaux reste identique. 

Les différents domaines où des matériaux structurés par freeze-casting sont utilisés sont : la 

structuration de céramiques haute performance194, le stockage d’énergie195,196, la fabrication de 

capteurs piézoélectriques197,198 et plus récemment dans la culture cellulaire 3D189,199 et 

l’ingénierie tissulaire200,201 ou encore la dépollution (sous forme d’absorbant)202 et 

l’encapsulation pour la cryopreservation4,203.  
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Figure I-6: Représentation de la maturité de la technique du freeze-casting en fonction des 

matériaux structurés. De gauche à droite : des boues céramiques telles que l'alumine ou 

l'hydroxyapatite, des solutions de biopolymères telles que des polysaccharides et des protéines, et des 

suspensions cellulaires telles que des bactéries, des cellules de levure et des cellules animales sont 

piégées dans l'espace interstitiel défini par des cristaux de glace. La hauteur des cristaux de glace 

indique la maturité respective des matériaux développés. D’après Qin189. 

Les premières utilisations de la technique de congélation directionnelle appliquées aux 

biomatériaux tels que le chitosane et le collagène sont reportées dès les années 1999-2000204,205 

(comme matrice 3D pour l’ingénierie tissulaire). Cependant son développement a 

principalement été axé sur la structuration de matériaux céramiques. On peut par exemple 

évoquer l’utilisation d’alumine pour la structuration de membranes d’ultrafiltration206, 

d’oxydes de nickel et de zirconium pour la formation de piles à combustible à oxyde solide207 

ou encore des isolants thermique208 à partir de céramiques composites silicate/SiN4
209 ou 

Y2SiO5
210. L’utilisation d’alumine211,212 et d’hydroxyapatite213 se fait aussi pour la formation 

de matériaux mimant la structure de la nacre212,214 et de l’os211,215. L’hydroxyapatite est ainsi 

utilisé pour des applications biomédicales de régénération osseuse215,216. 

L’utilisation de la technique de freeze-casting s’est ensuite progressivement redirigé vers les 

nombreux matériaux de la famille des polymères (aussi bien synthétiques que biosourcés). La 

majorité de ces polymères sont initialement en solution dans l’eau et se trouvent dans la 

catégorie dit d’ice-templating 190. On peut évoquer par exemple la création de matériaux 

mimant la nacre à partir de polymères synthétiques (poly(N,N-isopropylacrylamide)) et 
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d’argile182 ou l’utilisation de chitosane comme support de minéralisation pour de la nacre 

synthétique217. Par ailleurs on peut aussi reporter l’utilisation de polyacrylamide pour la 

purification et désalinisation de l’eau 218 ou encore la fabrication de bois synthétique à partir de 

phénol-formaldéhyde avec des propriétés améliorées219 (telle qu’une meilleur résistance 

mécanique, aux acides et au feu). 

Cependant, l’utilisation de biopolymères se fait principalement dans le domaine biomédical 

car la structure poreuse et anisotrope obtenue est particulièrement utile pour la croissance 

orientée de cellules220,221. Dans le domaine du freeze-casting, le biopolymère le plus utilisé est 

la cellulose184,222–224 car il est abondant et facilement fonctionnalisable190, utilisable par exemple 

comme absorbant225 ou support biomédicaux226. Le deuxième biopolymère le plus utilisé est le 

chitosane, il est peu cher aussi (car souvent dérivé des déchets de l’industrie des fruits de 

mer)190, non-toxique, résistant et a été utilisé comme support d’implant osseux et de stents173,227. 

D’autres biopolymères sont ainsi utilisés comme l’alginate228, le collagène199,229, la 

pectine103,160 ou encore la fibroïne155,230. 

Lors du procédé de freeze-casting, des particules de tailles variées peuvent être utilisées. 

Cependant, en fonction de la taille des particules, leur devenir est assez différent179,231. En effet 

les petites molécules et particules nanométriques se retrouvent systématiquement rejetées par 

la glace ou confinées entre les cristaux car non miscibles avec ces cristaux purs189,192,232,233. 

Cependant si leur taille devient de l’ordre de grandeur du micron, différents scénarios peuvent 

subvenir : soit elles sont piégées dans la glace, soit elles sont repoussées par le front, soit elles 

sont encapsulées entre les cristaux192,234,235. Le phénomène de ségrégation qui définit le procédé 

de freeze-casting peut être ainsi utilisé pour encapsuler des particules et molécules d’intérêt 

(telles que des médicaments, principes actifs ou cellules), qui se trouvent alors emprisonnés 

dans les murs par le contrôle de la vitesse du front de glace. Pour des applications de 

bioremédiation des bactéries peuvent être utilisées, comme nous l’avons vu plus tôt, et étant de 

l’ordre de grandeur du micron, leur comportement et leur devenir lors du procédé de freeze 

casting peuvent être comparés à ceux des particules en suspension de tailles analogues. 
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Figure I-7: Diagramme général de stabilité et de structure pour la solidification de suspensions 

colloïdales. Les zones vertes correspondent aux conditions optimales pour la congélation de cellules. 

D’après Deville236. 

I.3.c  Microorganismes et congélation 

Comme nous venons de le voir, la technique du freeze-casting est adapté pour structurer des 

biopolymères – souvent utilisés dans l’encapsulation de microorganismes – et leur prodiguer 

une morphologie qui peut être idéale pour l’absorption et le transport de liquides160. De plus 

elle permet l’encapsulation de particules entres les cristaux et utilise couramment l’eau comme 

solvant, ce qui est avantageux pour l’encapsulation d’entités biologiques. Cependant, ce 

procédé utilisant des températures négatives, la problématique de la cryopréservation doit être 

abordée. De plus il n’existe que peu de travaux sur l’encapsulation de microorganismes via 

cette technique de freeze-casting. 

I.3.c.i Cryopréservation 

Bien que la congélation puisse entraîner la mort pour une grande partie des êtres vivants, 

elle peut cependant aussi être synonyme de préservation237. Les conditions optimales pour la 

survie des microorganismes congelés ont été formulés à travers de l’hypothèse à deux facteurs 

par Mazur et al. en 1972238. Ainsi, lors de la congélation d’organismes, deux facteurs ont été 

identifiés comme principales cause mortalité : la formation de cristaux de glace intracellulaire 

et une altération des solutions intra et extracellulaires. En effet, la formation de glace 

intracellulaire cause des dommages structurels définitif aux microorganismes et peut aussi être 



33 

 

observées lors de la décongélation. L’altération des solutions intra et extracellulaires cause, 

quant à elle, une déshydratation brutale des cellules due à l’augmentation de la concentration 

en solutés dans le microenvironnement des cellules – par le phénomène de ségrégation de phase 

(ou au contraire une réhydratation brutale lors de la décongélation). Les membranes cellulaires 

jouent alors un rôle vital par leur perméabilité qui régulent les évènements physiques 

intracellulaires (dont la pression osmotique) et sont de plus les premiers sites de lésion observés 

lors de la congélation de cellules237. Lors de la congélation, les premiers cristaux se forment 

dans la solution. En effet, les cellules, par leur composition interne, induisent un abaissement 

cryoscopique de l’eau et retardent la nucléation de glace intracellulaire. Ainsi lors de leur 

déshydratation, les cellules augmentent leur concentration en soluté interne et décalent encore 

la surfusion et la nucléation de glace. Lorsque des cellules sont congelées, leur réponse 

biologique et physique à cette diminution de température est donc une combinaison entre 

déshydratation et changement d’état de l’eau238 et sont donc des leviers utilisables pour 

améliorer leur survie.  

Une des stratégies les plus couramment employée est l’utilisation de cryoprotecteurs. Décrit 

pour la première fois en 1949239, l’utilisation de glycérol comme agent de cryoprotection (ACP) 

à permit de préserver des cellules spermatiques d’oiseaux dans l’état congelé et de garder leur 

mobilité après décongélation. D’autres ACP furent ensuite découverts tels que le diméthyle 

sulfoxyde240, l’éthylène glycol241 et le erythriol242. L’ajout d’ACP permet de diminuer la 

température de cristallisation diminuant ainsi la formation de glace intracellulaire. De plus, en 

pénétrant dans les cellules les molécules d’ACP diminuent l’impact de la pression osmotique 

croissante grâce à leur grand volume molaire ce qui minimise la contraction cellulaire243. Ainsi 

une concentration suffisante de cryoprotecteurs permet de prévenir les dommages liés à une 

rétractation critique des cellules due à la déshydratation osmotique lors de la croissance de glace 

extracellulaire, et de contrôler la formation de glace intracellulaire. Cependant leur efficacité 

dépend de leur capacité à pénétrer dans les cellules ainsi que de leur cytotoxicité. 



34 

 

 

Figure I-8: Impact de la vitesse de descente en température sur la survie des cellules et fonction des 

différents phénomènes de cristallisation. (a) Une vitesse de refroidissement élevée induit la formation 

de glace intracellulaire alors qu’une vitesse lente cause une déshydratation cytotoxique. (b) Une vitesse 

refroidissement optimale peut être obtenue dépendamment de la nature des cellules. Adapté de Mazur 

et Pegg 238,244, d’après Christoph103. 

Une stratégie complémentaire est le contrôle de la vitesse de refroidissement. Une partie des 

dommages survient lors de la déshydratation (avec la pression osmotique ainsi que par l’état de 

rétractation final) et le contrôle d’une telle cinétique peut améliorer la viabilité245. Si la vitesse 

de descente en température est assez élevée, et si la solution intracellulaire est suffisamment 

concentrée, elle devrait se vitrifier lorsque la température continue de diminuer.243 Cependant 

si la vitesse de refroidissement est trop lente (pour un organisme donné), l’eau présente dans la 

cellule peut sortir à travers la membrane et cristalliser en dehors de la cellule. Comme 

mentionné précédemment, la déshydratation qui survient peut-être trop importante et le 

rétrécissement de la cellule fatale. De plus, si la vitesse de refroidissement est trop rapide, l’eau 

ne peut pas sortir de la cellule à temps et va cristalliser de manière intracellulaire ce qui entraine 

la mort cellulaire. Il y a alors un optimum de vitesse de refroidissement qui permet de minimiser 

la déshydratation et la formation de cristaux intracellulaire. Cependant cet optimum est 

dépendant du type de cellules car fortement relié aux propriétés de la membrane ainsi qu’à la 

composition interne des organismes. Il dépend ainsi de la perméabilité de la membrane aux 

cryoprotecteurs, de sa résistance vis-à-vis de la déshydratation, de la concentration de ACP 

nécessaire pour atteindre un état vitreux et de la concentration à laquelle les ACPs deviennent 

toxiques246,247. 
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La vitrification totale est aussi envisageable. En ayant des concentrations initiales très 

élevées en ACP il est possible d’empêcher toute nucléation de cristaux. Cependant la toxicité 

et l’élimination post congélation des cryoprotecteurs sont des limites à cette technique248,249. 

Une autre stratégie consiste en l’utilisation de polymères non pénétrant. Pendant que les 

premiers cristaux se forment dans la solution, ils vont être concentrés et leur viscosité va 

augmenter, diminuant ainsi la diffusion et la mobilité de l’eau depuis les cellules vers les 

cristaux. Ainsi, la déshydratation est ralentie et à un certain point totalement arrêtée lorsque la 

solution extracellulaire devient vitreuse (les polymères avec une température de transition 

vitreuse, Tg, vers -20°C fournissent une survie maximale)250. De par leur masse moléculaire 

élevé, les polymères sont les meilleurs agents vitrifiant extracellulaires. Lorsque l’abaissement 

cryoscopique induit par la concentration progressive du milieu intracellulaire n’est plus 

suffisante, une nucléation intracellulaire est observée. Dans ces cas, si la taille des cristaux 

formés n’excède pas 300 nm, cette nucléation reste bénigne pour la majorité des cellules. Une 

limitation de cette méthode est l’utilisation d’ACP complémentaire pénétrant les cellules pour 

limiter la croissance des nuclei et augmenter la survie cellulaire. Cette technique peut être 

complétée par le contrôle de la vitesse de congélation afin de mieux gérer la vitrification. 

Il existe ainsi différents paramètres et leviers sur lesquels il est possible de jouer pour 

atteindre l’encapsulation à basse température de microorganismes pour la bioremédiation en 

conservant leur viabilité et activité. Les paramètres principaux sont donc : le contrôle de la 

nucléation et croissance de la glace intra et extracellulaire, la cinétique de déshydratation et le 

contrôle de la décongélation. Les stratégies pour régler ces paramètres sont l’utilisation de 

cryoprotecteurs – pénétrant dans la cellule ou de haute masse molaire – et le contrôle de la 

vitesse de refroidissement (et de la vitesse du front de glace pour le cas du freeze-casting). 

I.3.c.ii Encapsulation par FC 

Comme vu précédemment, lors de la ségrégation de phase du freeze-casting, les petites 

molécules se retrouvent confinées entre les cristaux. Cependant lorsqu’une taille critique est 

atteinte (et dépendamment de la vitesse de congélation) différents comportements peuvent être 

observés236. Les cellules, telles que les bactéries, peuvent être considérées comme ayant un 

comportement analogue à des particules, mais plus souples et déformables251. Elle se retrouvent 

ainsi sujets, contrairement aux petites molécules, autant aux mécanismes de rejet par le front de 

glace que de piégeage au sein des cristaux et d’encapsulation entre les cristaux, dépendamment 

de la vitesse du front. Leur devenir dépend ainsi fortement de la vitesse du front de glace mais 
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aussi des caractéristiques des cellules elles-mêmes – leur taille, densité et chimie de surface – 

et de la viscosité de la solution de polymères. 

Des bactéries ont été ainsi encapsulées par le procédé de freeze-casting dans des 

céramiques252, des murs de nanotubes de carbone253 et des polymères203. L’encapsulation en 

céramique (pour former des biofiltres dégradant les phénols) par procédé de freeze-casting a 

été suivie d’une gélification liant de manière irréversible les nanoparticules de SiO2 aux 

particules de céramique qui encapsulent les bactéries en présence d’ACP. La matrice ainsi 

obtenue était robuste et l’étape de séchage (ici une lyophilisation) a permis de stocker sur le 

long terme les bactéries encapsulées sous forme sèche. Néanmoins les conditions de 

congélation ne sont pas optimales et la viabilité en est affectée. De plus l’étape de lyophilisation 

est critique aussi pour la survie des bactéries et une forte mortalité est observée. L’encapsulation 

en matrices de nanotubes de carbone (pour la formation de piles à combustible microbienne) 

est réalisée par l’encapsulation de billes de glucose-alginate contenant les bactéries. 

L’utilisation de bactéries préalablement encapsulées en billes de polymère permet d’outrepasser 

certains problèmes lors de la congélation, notamment en diminuant l’impact de la 

déshydratation et en protégeant les cellules de la pression exercée par les cristaux 

extracellulaires254,255.  

 

Figure I-9: Clichés MEB de levures encapsulées dans des aérogels d’alginate structurés par freeze 

casting. 

Dans des études récentes réalisé au sein de notre équipe, Sarah Christoph a réussi à 

encapsuler des levures (Saccharomyces Cerevisiae) par procédé de freeze-casting dans de 
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l’alginate sans utiliser de ACP. Ainsi l’utilisation de biopolymères non toxiques est primordiale 

car elle diminue les contraintes mécaniques subies mais augmente aussi l’efficacité de 

l’encapsulation dans les murs189. 

Il a été ainsi démontré qu’il est possible d’encapsuler des microorganismes tel que des 

bactéries grâce au procédé de freeze-casting. Cependant certaines questions restent ouvertes 

tels que l’évolution du microenvironnement des bactéries pendant la congélation et la possible 

optimisation du procédé pour la viabilité cellulaire. 
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Introduction 

Comme mentionné dans le chapitre I, la bioremédiation par l’utilisation de microorganismes 

exogènes est une alternative intéressante face aux techniques physico-chimiques. Leur 

encapsulation dans des matrices permet d’assurer leur viabilité et efficacité en les protégeant 

des agressions externes et en leur conférant un microenvironnement adapté à leur survie et 

activité de biodégradation. 

La première question qui se pose alors est : le freeze-casting est-il un procédé adapté pour 

l’encapsulation de bactéries ? L’hypothèse sous-jacente est que le control de l’environnement 

des bactéries défini par les paramètres de mise en forme déterminera leur viabilité et donc leur 

potentiel de biodégradation. Pour y répondre nous commencerons par chercher un système 

polymère/bactérie utilisable, puis nous étudieront le procédé de freeze-casting notamment à 

travers les paramètres influençant le contrôle de la morphologie des matrices et leur impact sur 

le devenir des bactéries. 

II.1  Quelle souche bactérienne et dans quel matériau ? 

II.1.a  Pseudomonas putida, une espèce pertinente pour la bioremédiation 

Pseudomonas putida est une espèce de bactéries gram-négative capable de se développer 

dans différents environnements (milieux aqueux, sols) notamment dans la rhizosphère (sol 

colonisé par les racines de plantes dans lequel de nombreuses interactions ont lieu) et dans les 

milieux pollués256,257. Cette espèce possède une croissance rapide, une faible demande en 

nutriments et un métabolisme polyvalent. Sans qu’elle puisse être considérée extrêmophile, 

P. putida tolère une large gamme de pH et de température ainsi qu’une haute concentration de 

substances toxiques et de polluants organiques258,259. Cette espèce possède un arsenal d’outils 

de dégradation (les plus étudiés sont les plasmides TOL pWW0, NAH7 et CAM codant pour 

des enzymes d’oxydoréductases)257,260 qui lui permet le catabolisme de nombreux composés 

aromatiques (HAP) tels que le toluène, le naphtalène et le camphre.  

En particulier, la souche Pseudomonas putida mt-2 – isolée au Japon en 1961 par Keiichi 

Hosokawa à partir d’un prélèvement d’un sol pollué, nommée aussi souche ATCC23973 (aussi 

référencée comme ATCC33105)261 – a été étudiée de nombreuses fois pour la biodégradation 

d’hydrocarbures aromatiques et de colorants257,262–265. 
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Il est reconnu que les bactéries de type Pseudomonas possèdent un microenvironnement 

composé de polysaccharide, de protéines, de glycoprotéine, de glycopeptides266. Cette capsule 

naturelle autrefois nommée glycocalyx possède des propriétés essentielles à la survie des 

bactéries et leur confère notamment une certaine capacité d’adhésion utilisé par ailleurs pour la 

formation de biofilm90,267,268. De plus, lors de stress hydriques, les Pseudomonas (dont les 

P. putida mt-2) produisent et externalisent des exo-polysaccharides (EPS) tels que l’alginate et 

la cellulose qui leur permettent de conserver une hydratation locale et une meilleure résistance 

face aux stress oxydants (ROS)268,269. 

L’espèce Pseudomonas putida est un candidat idéal pour nos études d’encapsulation en vue 

d’une application de biodégradation de par sa polyvalence tant en résistance qu’en efficacité de 

dégradation. 

II.1.b  L’alginate, biopolymère d’encapsulation par excellence 

Comme vu précédemment, les bactéries du genre Pseudomonas produisent des 

exo-polysaccharides pour former des biofilms et comme réponses à certains stress. Parmi ces 

EPS figure l’alginate, qui permet un contrôle de l’hydratation du microenvironnement autour 

de ces bactéries et une protection face aux stress oxydants. 

L’alginate est principalement extrait des algues marines brunes (Phaeophyceae) avec une 

production industrielle d’environ 30000 tonnes par an138. Ce polymère est majoritairement 

présent dans la matrice extracellulaire de ces algues et joue un rôle de structuration conférant à 

la fois une résistance mécanique et une certaine flexibilité270. L’alginate est un copolymère 

linéaire naturel composé de deux unités monomères : l’acide β-D-mannuronique (que nous 

appellerons M) et l’acide α-L-guluronique (appelé par la suite G). Elles sont représentées dans 

le schéma (A) de la Figure II-1. 
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Figure II-1: Représentation des structures de l'alginate. Les schémas (A) illustre les structures des 

acides β-D-mannuronique et α-L-guluronique déprotonnés, les deux unités monomères composant 

l’alginate. Le schéma (B) représente une conformation de chaîne possible des monomères G et M où un 

enchaînement d’unité G forme une demi cage (adapté de K. Draget138). Le schéma (C) est une 

représentation hiérarchique de la structure de l’alginate réticulé par des ions calcium. La première 

échelle est la coordination du calcium dans une cavité (cage appelée « egg-box ») crée par deux 

successions de deux unités G (intra-chaîne ou inter-chaîne) et les oxygènes représentés en noir sont 

potentiellement ceux impliqués dans la coordination avec l’ion calcium. La structure suivante 

représente un dimère de deux chaînes d’alginates reliées entre elles par des « egg-box » et enfin un 

multimère est représenté regroupant plusieurs chaînes d’alginate réticulées. 

Comme la plupart des polymères naturels, la structure de l’alginate peut varier 

considérablement en fonction de la source, impactant les propriétés physico-chimiques du 

polymère. Ces différences sont dues à la longueur des chaînes ainsi qu’au ratio entre unités G 

et unités M. Une des propriétés faisant de l’alginate un des principaux biomatériaux utilisés est 

sa capacité à gélifier en présence de cations divalents. L’alginate étant couramment employé 

dans le domaine des matériaux en contact avec le vivant (biomatériaux, matériaux pour la 

biodégradation, agroalimentaire), le cation le plus utilisé pour réticuler l’alginate est le calcium 
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pour sa biocompatibilité. Les capacités de gélification de l’alginate sont principalement due aux 

blocs G qui forment des cages permettant la coordination avec les ions Ca2+ en formant une 

structure dite en « egg-box » (de boîte à œuf)271,272. Cette structure est représentée par le schéma 

(C) de la Figure II-1. 

Grâce à cette propriété de gélification et à sa biocompatibilité, l’alginate réticulé est très 

utilisé dans le domaine biomédical (encapsulation et relargage médicamenteux, cicatrisation 

des plaies, ingénierie tissulaire) et dans l’industrie agroalimentaire162,273–276. La gélification et 

la polyvalence de l’alginate lui permet d’être mit en forme sous différentes géométries telles 

que des billes176,277 et des capsules162,278,279 par un simple bain dans une solution de CaCl2,
 la 

gélification y est rapide et nécessite peu de calcium (un rapport [Ca2+]/[G]>0,55 est suffisant 

pour former un gel)272. D’autres morphologies peuvent être formées telles que les fibres280, les 

revêtements281 ou bien encore les films282. Des gels poreux anisotropes d’alginate ont aussi été 

obtenue avec leur structuration par congélation directionnelle103,220. 

II.2  La congélation directionnelle comme stratégie de structuration 

Comme présenté au chapitre précédent, la congélation directionnelle permet la structuration 

de suspensions précéramiques, métalliques ou de solutions de polymère sous forme de matrices 

poreuses et anisotropes.  

D’après la littérature, différents paramètres permettent d’affiner le contrôle de la 

morphologie de ces matrices produites par freeze-casting. Les principaux paramètres 

influençant la structure sont la nature du solvant, la taille de particules et les conditions de 

congélation188,213,283–285. Cependant si l’on souhaite encapsuler des cellules lors d’une 

structuration par ice-templating, le meilleur solvant utilisable est l’eau (car non toxique, très 

abondant et peu cher) et n’est alors plus un paramètre ajustable. 

II.2.a  Contrôle de la vitesse du front de glace 

Les matrices structurées par congélation directionnelle réalisées au sein du laboratoire sont 

structurées par un contrôle de la température par le bas de l’échantillon, permettant ainsi 

l’application d’un gradient thermique. Cependant d’après des études récentes menées au sein 

du laboratoire par Rieu et al.199, lorsqu’une descente constante en température est appliquée (ici 

5°C/min) la taille des pores des matrices obtenues change le long des échantillons (voir Figure 

II-2). En effet, la distribution de la taille des pores évolue et des pores plus larges sont observés 
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lorsque la distance à la surface refroidissante augmente. La taille des pores étant directement 

relié à la taille des cristaux produits durant le procédé, eux même dépendant de la vitesse de 

congélation, cet élargissement des pores traduit le ralentissement de la vitesse de congélation. 

Ainsi la vitesse de congélation n’est pas homogène le long de l’échantillon et il faut s’attendre 

à ce que la survie de cellules encapsulée par freeze-casting en soit de même. 

 

 

Figure II-2: Clichés MEB de matrices de collagène structurées par congélation directionnelle et 

séchée par lyophilisation. (A) Reconstruction par mosaïque de plusieurs clichés MEB d’une coupe 

longitudinale prise le long de l’axe de croissance des cristaux. (B) Coupe transversale effectué dans le 

haut de l’échantillon. (C) Coupe transversale réalisé dans le bas de la matrice. Les deux coupes 

obtenues à différentes hauteurs de l’échantillon mettent en évidence les différences de taille des pores 

en fonction de la localisation dans l’échantillon. 

Afin d’atteindre une viabilité égale – et optimale – tout au long de l’échantillon ainsi qu’un 

contrôle précis de la morphologie, la première étape de ma thèse a été d’obtenir une vitesse de 

congélation constante tout au long des matrices. Pour cela nous avons commencé à nous référer 

à la vitesse de propagation du front de glace qui traduit la vitesse à laquelle les cristaux 

grandissent et qui est donc un paramètre précis pour décrire la vitesse de congélation. Nous 

partons aussi de l’hypothèse que l’interaction avec ce front de glace va déterminer de manière 
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plus précise la viabilité des cellules encapsulées comme mis en évidence par la littérature dédiée 

à la congélation directionnelle en cryobiologie255,286,287. 

Pour obtenir ce front de glace à vitesse constante, nous avons utilisé les équations décrites 

par Stolze et al. (Équation II-1). Cette équation permet de calculer les variations de la 

température à appliquer au bas de l’échantillon pour obtenir une vitesse de progression du front 

de glace constante dans un montage de freeze-casting analogue à celui utilisé dans notre 

laboratoire. 

 

Équation II-1   

Dans l’Équation II-1, 𝑇𝑚 est définie comme la température de cristallisation de la solution, 

𝐻 l’enthalpie de cristallisation de la glace et 𝐶𝑠 la capacité thermique spécifique. ρ
𝑠
 est la 

fraction volumique de la glace, λ𝑠est la conductivité thermique de la partie congelée et enfin 𝑣𝑓 

la vitesse du front de glace. Pour appliquer cette équation au contrôleur utilisé pour régler la 

température de la résistance du montage, il faut segmenter les courbes de température obtenues. 

En effet, le contrôleur utilisé dans le montage ne peut appliquer que des descentes linéaires en 

température. C’est pourquoi les courbes obtenues ont été approximées par l’utilisation d’une 

succession de droites calculées en découpant la courbe d’équation en parties de temps égales. 

Pour vérifier l’obtention d’un front de glace à vitesse constante, des vidéos de la progression 

du front de glace ont été enregistrées lors des expériences de freeze-casting. Une solution 

d’alginate à 4% a été congelée à différentes vitesses, 10, 25 et 35 µm.s-1, et la progression du 

front de glace suivie par vidéo. Les images ainsi obtenues ont ensuite été traitées par le logiciel 

ImageJ. 

Matériel et méthode : 

Une solution aqueuse à une concentration massique de 4% (notée 4 wt%) d’alginate de sodium 

est préparée à partir d’alginate de viscosité moyenne (Sigma Aldrich, référence 9005-38-3) et 

d’eau ultrapure, puis mise sous agitation magnétique à température ambiante (Tamb) pendant 

une nuit pour homogénéiser la solution. On prélève 2mL de cette solution et les place dans un 

tube en polystyrène au sommet de la tige de cuivre plongeant dans l’azote liquide. Différentes 

vitesses ont été appliquées : 10 µm/ s, 25 µm.s-1 et 35 µm.s-1. Une feuille noire est utilisée 

comme fond pour contraster avec les cristaux de glace. Un microscope portatif est utilisé pour 

𝑇 𝑡, 𝑧 = 𝑇𝑚 +
𝐻

𝐶𝑠
−
𝐻

𝐶𝑠
∗ exp 

𝑣𝑓
2 ∗ ρ

𝑠
∗ 𝐶𝑠

λ𝑠
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mesurer la progression du front de glace. L’analyse se fait via l’utilisation du logiciel ImageJ 

(Fiji)288 et les différentes régions sont délimitées par la fonction « Threshold ». Le bas des 

échantillons n’a pas été pris en compte pour ces analyses car cette zone correspond à la 

nucléation des cristaux de glace, qui n’est pas contrôlable à cause de la surfusion. 

 

 

Figure II-3: Mesure de la vitesse du front de glace lors de l’utilisation de l’Équation II-1. De A à 

D les clichés pris par la caméra pour mesurer le front de glace sont représentés, pour la vitesse de 

35 µm.s-1. Les résultats des mesures de la progression des fronts de glace à différentes vitesses sont 

présentés dans le graphique. Hauteur des échantillons : 1,1 cm. 

La mesure de l’avancement du front de glace est reportée dans la Figure II-3. Les positions 

des fronts de glace évoluent linéairement lors de ces expériences. Les valeurs des pentes 

mesurées sont de 10, 25 et 35 µm.s-1, qui correspondent bien à celles imposées. Ainsi 

l’approximation de la courbe de descente en température (d’après Stolze et al.289) par des 

équations linéaires à bien permit d’avoir un contrôle précis de la progression du front de glace.  

Toutes les manipulations de congélation directionnelle effectuées lors de cette thèse sont 

réalisées à partir de ces résultats, avec un contrôle de la vitesse du front de glace, afin d’avoir 

une structure la plus homogène possible tout le long des matrices. 
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II.2.b  Impact de la vitesse du front de glace sur la morphologie des pores 

Afin de mesurer l’effet de la vitesse du front de glace sur la morphologie, plusieurs matrices 

ont été structurées par freeze-casting aux trois vitesses précédemment décrites. Une fois les 

matrices lyophilisées, elles ont été observées par microscopie électroniques à balayage (MEB) 

puis les clichés obtenus ont été traités par ImageJ pour déterminer les facteurs de forme des 

pores. Les dimensions ainsi reportées (voir Figure II-4) sont le diamètre de Feret – cercle de 

plus petit diamètre pouvant entourer tout le pore et donne ainsi leur longueur – et le diamètre 

minimum de Feret – cercle le plus grand pouvant se trouver dans le pore définissant ainsi sa 

largeur (et ainsi la distance inter-murs). 

 

 

Figure II-4: Schéma des mesures des longueurs et des largeurs des pores sur une image MEB traitée 

par ImageJ. Le diamètre de Feret maximal est alors le diamètre du cercle de plus petite circonférence 

possible pouvant contenir le pore : la longueur du pore. Le diamètre de Feret minimal est le diamètre 

du cercle le plus grand pouvant être contenu dans ce même pore, soit da largeur (analogue à la distance 

entre les parois). 

Matériel et méthode : 

2 mL d’une solution d’alginate à 4 wt%, homogénéisé sous agitation magnétique pendant une 

nuit, sont placées dans un tube en polystyrène en haut de la tige d’aluminium qui est plongée 

dans l’azote liquide. 
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La congélation directionnelle est contrôlée comme décrit précédemment à l’aide des équations 

de Stolze, pour atteindre les vitesses de 10, 25 et 50 µm.s-1. Lorsque le front de glace atteint le 

sommet de la solution, le tube et la solution congelée sont prélevés et stockés une nuit à -80°C. 

Elles sont ensuite extraites de leur tube de polystyrène et lyophilisées pendant 24 heures 

(pression de 0,005 mbar, en présence d’un collecteur à -80°C). Elles sont découpées à la lame 

de rasoir de manière perpendiculaire au sens de croissance des cristaux de glace pour les 

analyses des tailles des pores et dans le sens de la croissance des cristaux de glace pour les 

mesures d’orientation. Une couche de 20 nm d’or est déposée par un métaliseur (Ref). Des 

clichés MEB sont pris et leur analyse est réalisée grâce au logiciel ImageJ (Fiji). 

Le plugin « MorpholibJ » est utilisé pour délimiter les pores puis la commande « analyse 

particles » est utilisé pour dénombrer et mesurer les diamètres de minFeret et maxFeret des 

différents pores précédemment délimités (voir Figure II-4). Pour éviter de mesurer les erreurs 

de délimitations (qui sont dans la plupart des cas dues à une inclinaison de certaines parois), 

les pores d’une taille inférieur à 150 µm2 sont ignorés ainsi que ceux en bordure d’image qui 

ne sont alors pas complets. Ces mesures sont effectuées sur 352 pores pour la vitesse de 10 

µm.s-1, sur 767 pores pour 25 µm.s-1 et sur 1598 pores pour la vitesse de 50 µm.s-1 (la quantité 

de pores analysées est définie en proportion des pores présents dans une même surface 

d’échantillon). Pour mesurer les orientations des pores, le plugin « OrientationJ » est utilisé. 
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Figure II-5: Clichés MEB des pores obtenus à différentes vitesse de progression du front de glace 

après lyophilisation. Ces vues sont perpendiculaires à l’axe de croissance des cristaux de glaces. Les 

différentes vitesses observées sont ici 10 µm.s-1 (a), 25 µm.s-1 (b) et 50 µm.s-1 (c). Les images de droites 

(a’, b’ et c’) sont les images des pores reconnus et délimités par le plugin « MorpholibJ » sur lesquelles 

la commande « analyse particle » a été réalisée. Échelle 250 µm (et 100 µm pour c’). 

Les clichés de la Figure II-5 présentent les variations observables entre les matrices structurés 

aux différentes vitesses de progression du front de glace. L’observation de ces coupes 

transversales (perpendiculaires au gradient thermique lors du procédé de freeze-casting) permet 

de visualiser les pores crées lors du retrait des cristaux de glace, qui sont en quelque sorte des 

négatifs. Comme rapporté dans la littérature, le rapport entre vitesse de congélation et taille des 

pores est ici observée : plus cette vitesse de congélation est rapide, plus les pores finalement 

obtenus vont être fins et nombreux, plus cette vitesse sera lente, plus les pores seront gros mais 

moins nombreux. Ces morphologies sont définies par la taille des cristaux de glaces qui suivent 
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la même évolution en fonction de la vitesse du front de glace. Ces clichés MEB ont été alors 

utilisés pour quantifier cette différence de morphologie – par les mesures des diamètres de Feret 

minimaux et maximaux – et les résultats sont présentés en Figure II-6. 

 

 

Figure II-6: Graphiques de l'évolution de la taille des pores en fonction de la vitesse du front de 

glace. (a) La longueur des pores caractérisé par maxFeret diminue avec la vitesse ainsi que la 

distribution de taille qui s'affine. (b) Il en va de même pour la largeur des pores caractérisée par 

minFeret (les moustaches correspondent à 5% et 95% des donnés). 

Les variations de la longueur de la section des pores sont présentées dans la Figure II-6.(a) 

et leur largeur en (b). La moyenne de leur longueur diminue lorsque la vitesse augmente en 

passant de 201 µm pour la vitesse de 10 µm.s-1 à 139 µm pour 25 µm.s-1 et à 110 µm pour 50 

µm.s-1. Il en est de même pour leur largeur qui passe de 50 µm pour la vitesse la plus faible à 

35 µm puis à 25 µm lorsque la vitesse de propagation du front de glace augmente. Il est aussi 

intéressant de noter que la variation de la dispersité diminue aussi avec l’augmentation de la 

vitesse, les cristaux de glace auraient alors une répartition en taille plus homogène. 

Le gradient thermique appliqué (définissant la vitesse de progression du front de glace) a 

une incidence directe sur le nombre de cristaux et leurs dimensions. La morphologie des 

cristaux dépend de leur vitesse de croissance le long de l’axe imposé par le gradient thermique 

mais aussi de leur croissance latérale (le long d’un autre plan cristallin orienté 

perpendiculairement au gradient imposé)193. Ainsi plus le gradient thermique est important 

(plus la vitesse du front de glace l’est) et plus la croissance des cristaux dans cet axe sera 

dominante, résultant dans des cristaux plus fins. 
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Figure II-7: Analyse des orientations des pores des coupes transversales (a, b et c) et longitudinales 

(a’, b’ et c’) des matrices structurées à différentes vitesses : 10 µm.s-1 (a et a’), 25 µm.s-1 (b et b’) et 50 

µm.s-1 (c et c’). Les différentes couleurs sur les clichés représentent une orientation spécifique. Les 

distributions de ces orientations sont représentées dans les graphiques d (pour les coupes transversales) 

et e (pour les coupes longitudinales). Ces graphiques sont normalisés et centrés sur l’orientation 

dominante. Echelle 250 µm 

Ces mêmes matrices ont été analysées à travers l’orientation de leurs pores. En utilisant le 

plugin OrientationJ, les pores ont été colorisés en fonction de leur orientation. Pour les coupes 

transversales (Figure II-7) plusieurs couleurs sont observées traduisant la présence de 

différentes orientations des pores. De plus les pores semblent former des domaines 

d’orientations regroupant une certaine quantité de pores localement. Ces domaines semblent 

plus petits et nombreux lorsque la vitesse du front de glace est plus élevée. Ces résultats sont 

retranscrits dans le graphique (d) représentant la distribution de ces alignements des pores 

(normalisé à l’orientation majoritaire de chaque cliché). 

Pour les coupes longitudinales (a’, b’ et c’) une couleur est très fortement présente sur chaque 

cliché traduisant une orientation des pores unique. Ce résultat se retrouve sur le graphe associé 

(e) avec l’absence de pics à différents degrés d’orientation qui traduit la prévalence d’un 

alignement le long de l’axe du gradient thermique imposé par le freeze-casting. Cependant pour 

la vitesse de 10 µm.s-1, deux orientations proches sont observables qui traduisent une légère 

inclinaison des cristaux de glace d’un des domaines observés lors de leur croissance. 
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Ces variations du nombre de domaines et de leur taille observable dans les coupes 

transversales résultent de la différence de stabilité des cristaux lors du freeze-casting. En effet 

lorsque aucun contrôle de surface n’est appliqué à l’interface entre la solution de polymère et 

la tige refroidissante, une nucléation aléatoire des cristaux de glace est observée conduisant à 

des domaines d’orientation de macropores eux aussi aléatoire193.  

La distribution homogène de l’orientation des pores dans les coupes longitudinales traduit 

l’importance du gradient thermique dans le contrôle de la structure des cristaux, selon lequel 

les pores s’alignent. La légère différence observée dans le cas de la vitesse de 10 µm.s-1 peut 

s’expliquer par un gradient plus faible et donc une inclinaison de l’axe de croissance des 

cristaux facilité par la compétition entre la croissance le long du gradient souhaité et 

l’orientation du cristal. Ces analyses permettent de mettre en avant la forte anisotropie des pores 

le long du gradient et leur alignement, propice à la conduction des fluides160. 

 

 

Figure II-8: Comparaison de la distance entre les murs (associé à la largeur des pores) entre le 

haut et le bas des matrices (coupes réalisées à environ 3 mm de chaque extrémités).  

Enfin, des mesures de la largeur des pores sont réalisées sur des échantillons analogues mais 

cette fois les coupes sont réalisées proches des extrémités supérieures et inférieures des matrices 

(à environ 3 mm de la surface du haut et du bas de chaque échantillons). Ces mesures permettent 

d’analyser l’évolution de la taille des pores – et donc des cristaux précédemment présent – le 

long des échantillons. 
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Le graphique de la Figure II-8 montre la conservation de ces largeurs entre le haut et les bas 

des échantillons pour les différentes vitesses. Ainsi grâce au contrôle de la vitesse de front de 

glace de manière constante, la taille des cristaux est conservée le long des échantillons et valide 

l’utilisation des équations de Stolze et al. pour la structuration lors de cette thèse. 

II.3  Diagramme de composition 

L’utilisation du procédé de freeze-casting permet de former des matrices poreuses 

structurées par les cristaux de glace à croissance contrôlée. Comme décrit précédemment, cette 

structuration est possible grâce au phénomène de ségrégation de phase qui rend possible la 

cristallisation de l’eau et la concentration des solutés dans des interstices entre ces cristaux. En 

effet, les espèces solubles dans l’eau ne sont pas miscibles dans la glace (à quelques rares 

exceptions) et sont alors ségrégées et concentrées dans les interstices lors de la congélation232, 

tout comme les particules192 et cellules4,234. Les bactéries alors présentes dans la solution 

d’alginate ne font pas exception (si on les compare comme précédemment à des particules 

souples et déformables) et vont alors être ségrégés avec l’alginate entre les cristaux de glace. 

Le succès de cette encapsulation des bactéries dans les murs d’alginate dépend alors de la 

proportion de bactéries présentes dans les parois ainsi que de leur survie et activité. 

Ainsi, lors de l’encapsulation par freeze-casting le microenvironnement autour des bactéries 

change. Grâce à la ségrégation de phase, les bactéries se retrouvent alors piégée entre les 

cristaux, dans une solution qui se concentre en alginate. L’évolution d’un tel environnement 

autour des cellules lors du freeze-casting a été étudié au sein du laboratoire donnant lieu à un 

article en co-auteur avec le docteur Kankan Qin. Cette évolution a été analysée in situ ainsi que 

par analyse calorimétrique afin de mieux comprendre l’environnement proche des cellules lors 

du procédé de freeze-casting. 

II.3.a  Analyses thermiques 

Pour comprendre le comportement des mélanges eau/alginate, des analyses DSC 

(Differential Scanning Calorimetry) ont été réalisées. Cette technique permet de quantifier les 

flux de chaleur associés aux phénomènes de transformation thermodynamiques tels que les 

phénomènes de fusion, de cristallisation et d’évaporation, etc. La DSC peut alors être utile pour 

étudier la formation des cristaux de glace afin de mieux comprendre le devenir de l’eau au sein 

du matériau lors de la congélation.  
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Matériel et méthode : 

L’analyse calorimétrique de mélanges eau/alginate (Sigma Aldrich 9005-38-3) a été réalisée 

par DSC (Differential Scanning Calorimetry) afin de mettre en évidence le comportement 

thermique à différentes concentrations.  

Pour cela 20mg de mélanges d’alginate de sodium et d’eau en différentes proportions, allant 

de 4 wt% à 90wt%, ont été placés dans des capsules d’aluminium. Ces capsules ont été scellées 

et laissées à homogénéiser à température ambiante pendant une semaine. Cette manipulation 

permet d’obtenir des mélanges le plus homogènes possible de ces deux composés, même au-

delà de la limite de solubilité de l’alginate de sodium. 

Le profil de température utilisé pendant l’analyse DSC consiste en une descente en température 

de 20°C à -80°C à une vitesse de -10°C/min. S’en suit une étape isothermique de 3 minutes et 

une remonté en température à la même vitesse jusqu’à 20°C. Ces mesures sont réalisées avec 

un équipement DSC TA instrument Q20 opérant en compensation de puissance sous un flux 

d’Azote à 50 mL.min-1. Pour s’affranchir de la surfusion, les échantillons ont été cycliquement 

refroidit à -80C puis une remontée en température jusqu’au milieu de l’endotherme de fusion 

de la glace est effectuée. Le cycle suivant s’effectue de même avec un décalage de la 

température de retour de 0,5°C plus froid.  

L’analyse des données ainsi obtenues s’effectue avec le logiciel TA Universal analysis qui 

permet la mesure de la température de cristallisation ainsi que l’intégration du pic de fusion 

(endothermique, dont par convention le pic est dirigé vers les valeurs négatives). La mesure de 

la température de congélation aux différentes concentrations d’alginate permet d’établir une 

courbe de liquidus (température séparant une zone du diagramme caractérisée par l’existence 

d’une seule phase liquide d’une zone caractérisée par la coexistence entre une phase liquide et 

une phase solide). La mesure de l’endotherme de fusion de la glace permet de calculer la 

composition de la partie vitreuse du mélange après congélation. 
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Figure II-9: Thermogrammes des mélanges eau/alginate à 25wt% et 62wt% d'alginate. En 

diminuant la température, des pics exothermiques sont observés et correspondent à la cristallisation de 

l'eau. L'aire sous ces pics correspond à la quantité d'eau cristalisée. Lorsque la température augmente, 

des pics endothermiques sont observés et traduisent la fusion de ces cristaux précédement formés 

dont l’intégration quantifie la proportion de glace fondue. Ces expériences ont été menées à une vitesse 

de variation de température de 10°C/min. 

Dans la Figure II-9, deux thermogrammes réalisés par DSC sont montrés. Les deux 

compositions choisies (25 et 62 wt%) permettent de mettre en évidence la dépendance des pics 

caractéristiques du mélange eau / alginate avec leur concentration.   

Pour la cristallisation, lorsque la concentration en polymère augmente, l’intensité du pic 

diminue – en fonction de la quantité de glace formée – et il se décale vers les plus basses 

températures. Ce décalage, nommé abaissement cryoscopique, est dû à la diminution du 

potentiel chimique de l’eau liquide en présence d’un soluté290 – alors que le potentiel chimique 

de sa phase solide ne varie pas car elle cristallise pur en ségrégant les solutés. Ainsi, plus la 

concentration augmente et plus cette température de cristallisation diminue. Cependant un autre 

phénomène intervient ici : la surfusion de l’eau. Lorsque l’énergie libérée par la cristallisation 

de germes, appelée aussi chaleur latente de cristallisation, est inférieure à la barrière énergétique 

associée, chaque germe formé fond (sans avoir atteint la taille critique requise à l’initiation de 

la cristallisation). L’eau peut alors continuer de refroidir sans cristalliser. Cependant, lorsque la 
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cristallisation commence elle est rapide et libère de l’énergie, la chaleur latente de 

cristallisation291. Ainsi la quantité d’eau cristallisant à ce moment peut être suffisante pour 

contrebalancer le flux de chaleur contrôlé par DSC. C’est pourquoi un léger retour en arrière 

est observé pour la courbe verte à 25wt% d’alginate dans la Figure II-9. L’analyse de ce pic est 

alors imprécise, il existe cependant des méthodes pour régler ce problème. En faisant des cycles 

de cristallisation et de fusion avec un décalage de la température de retour (à laquelle on choisit 

de redescendre en température) on peut s’affranchir de la surfusion. Cette méthode est alors 

appliquée pour mesurer la température de cristallisation du mélange. 

Lors de la fonte des cristaux de glace, lorsque la concentration en polymère augmente, la 

seule différence observée est l’intensité du pic endotherme. En effet, l’aire sous les pics 

endothermiques de fusion de la glace correspond à l’énergie nécessaire à la fonte de la glace 

formée au moment de la congélation. Cependant lorsqu’elles sont comparées à la masse d’eau 

du système, une différence est observée. La quantité d’eau ayant cristallisée est inférieur à celle 

introduite. Ainsi la proportion d’eau n’ayant pas cristallisée est sous forme vitreuse290 et n’est 

pas observable directement par DSC. En comparant alors ces deux proportions, d’eau 

initialement dans le mélange et d’eau ayant cristallisée, on peut remonter indirectement à la 

proportion d’eau n’ayant pas cristallisée. Cette proportion d’eau vitreuse se retrouve alors dans 

la partie ségrégée, avec le polymère auquel elle est liée, dans une zone emprisonnée entre les 

cristaux de glace. Ces proportions peuvent alors être calculées et sont représentées en (c) de la 

Figure II-10. 

En présence de solutés (dont les polymères), l’eau peut être séparée en plusieurs groupes 

possédants différentes sphères d’hydratation. Ces sphères d’hydratation décrivent l’interaction 

des molécules d’eau avec le soluté290,292. L’eau libre aussi nommée freezing water ou bulk sont 

les molécules d’eau qui ont un potentiel chimique non modifié par les chaînes polymères et qui 

peuvent alors congeler. L’eau liée aussi appelée non-freezing water compose la première sphère 

d’hydratation. Les molécules d’eau de ce groupe ont un potentiel chimique suffisamment 

abaissé par les chaînes polymères pour que leur réseau de liaison hydrogène soit déformé de 

manière critique. Ainsi, lors de la descente en température, tandis que les molécules du bulk 

cristallisent, celles de la première sphère d’hydratation se trouvent associées aux chaînes 

polymères, sous forme vitrifiée. 
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Figure II-10 : (a) Diagramme de composition du mélange eau/alginate. Les points magentas ont été 

mesurés par DSC à une vitesse de descente en température de -10°C/min et décrivent le phénomène 

d’abaissement cryoscopique en fonction de la fraction volumique initiale d’alginate. La courbe du 

liquidus est définie théoriquement par l’Équation II-2 et la courbe théorique de la température de 

transition vitreuse est, elle, calculée d’après le modèle de Gordon-Taylor décrit en Équation II-3. (b) 

Composition de la phase ségrégée en fonction de la concentration initiale d’alginate après congélation. 

La proportion d’eau liée (non-freezing water) représentée en magenta, est calculée d’après la différence 

de la quantité d’eau mesurée avec l’enthalpie de fusion de la glace et la quantité d’eau initiale. La 

proportion d’alginate dans cette même phase est représentée en noir. 

Le diagramme de composition de la Figure II-10 a ainsi pu être établi en analysant les 

thermogrammes effectués, allant des fractions volumiques initiales ∅alginate de 0,025 à 0,65. Par 

la mesure de la température à laquelle la cristallisation commence (la température onset) la 

courbe du liquidus peut être retrouvée. Pour calculer théoriquement la courbe du liquidus nous 

avons utilisé la combinaison de l’extension de l’équation de Schröder avec le model de Flory 

proposé par les travaux de V. Kocherbitov290. L’Équation II-2 nous permet alors de tracer les 

températures de cristallisation pour des polymères à haut degrés de polymérisation (N>>1). 

Équation II-2   

𝑇𝑓 =
1 +

𝑤
𝛥𝐻

𝜙𝑝
2

1
𝑇0 −

𝑅
𝛥𝐻 (ln 1 −𝜙𝑝 + 𝜙𝑝)
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Dans cette équation, 𝑤 est le paramètre d’interaction de la solution (J.mol-1), 𝛥𝐻 est 

l’enthalpie de fusion de la glace (𝛥𝐻 = 6007 J.mol-1), 𝜙𝑝 est la fraction volumique du polymère, 

ici l’alginate et 𝑅 est la constante des gaz parfait (en J.K-1.mol-1). 

Cependant aucune cristallisation n’est observée lorsque la concentration initiale dépasse une 

fraction volumique de ∅p=0,54 d’alginate (dans les limites de détection de la DSC utilisée). 

Ainsi, à cette vitesse de refroidissement, l’eau présente dans le système ne cristallise plus au-

delà de cette concentration et se trouve sous forme vitreuse. Ces résultats sont par ailleurs en 

concordance avec les équations de Godon-Taylor qui ont été ici utilisées pour compléter ce 

diagramme de composition par la représentation théorique de la courbe de la transition vitreuse 

(Tg). 

Équation II-3         

Où 𝑇𝑔 correspond à la température de transition vitreuse à un composition donnée, 𝑇𝑔𝑤 = -

137,15°C est la température de transition vitreuse de l’eau, 𝑇𝑔𝑝 = 120°C celle du polymère et 𝑘 

un facteur empirique fixé à 0,5 d’après les travaux de Kocherbitov290 sur d’autre systèmes 

polysaccharides. 

Cette courbe de Tg croise la courbe du liquidus vers une température de -27°C et a une 

fraction volumique de ∅crit=0,6. Ainsi, pour une concentration initiale d’alginate inférieure à 

∅crit, lorsque la température passe sous la ligne du liquidus, la solution va se séparer entre de la 

glace pure et une solution alors plus concentrée. Le mélange continue de se concentrer en 

alginate jusqu’à atteindre la température de la ligne du solidus (définie par la température 

d’intersection du liquidus et de la Tg). La solution concentrée ne peut alors plus être déshydratée 

et se vitrifie. Il y a coexistence entre la glace et la solution vitrifiée. La concentration cette 

solution vitreuse est fixée à ∅crit et n’évolue plus si la température diminue. 

En utilisant l’intégration des pics de fusions comme mentionné précédemment, la 

composition de la phase vitreuse a pu être déterminée. Ainsi d’après la Figure II-10 (c), pour 

toute concentration initiale en alginate inférieure à ∅crit la phase vitreuse est composée de ∅crit 

d’alginate et de 1-∅crit d’eau vitreuse. Cependant lorsque la concentration initiale en polymère 

est supérieure à ∅crit il n’y a pas de cristallisation et le système se vitrifie entièrement à cette 

concentration initiale 

. 

𝑇𝑔 =
𝑇𝑔𝑤𝜙𝑤 + 𝑘𝑇𝑔𝑝𝜙𝑝

𝜙𝑤 + 𝑘𝜙𝑝
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Figure II-11: Schéma de l'impact de la vitesse sur le diagramme de composition eau/alginate. 

Contrairement à la courbe du liquidus fixée par les lois de la thermodynamique, la Tg est un 

phénomène éminemment cinétique. Alors que le liquidus est invariant pour une composition 

donnée, la courbe de la Tg est fortement dépendante de la vitesse des variations de 

températures293,294. Une vitesse de descente en température plus élevée induit alors une 

augmentation de la température de transition vitreuse du mélange. Ainsi nous pouvons formuler 

l’hypothèse suivante : le point d’intersection du liquidus et de la Tg se trouve modifié lorsque 

la vitesse de congélation varie, impactant alors la composition de la solution vitreuse finale : 

∅crit. Et de manière plus spécifique, lorsque la vitesse de progression du front de glace augmente, 

la Tg augmente aussi, déplaçant le point d’intersection des deux courbes, faisant évoluer la ∅crit 

vers des compositions moins concentrées en alginate. 

Grâce à ces analyses thermiques, nous avons pu déterminer qu’une évolution de la 

composition a lieu dans les interstices des cristaux formés lors de la congélation. Ainsi les 

fractions volumiques entre les cristaux de glace sont fixées indépendamment des proportions 

initiales par l’intersection des courbes du liquidus et de la Tg, et pour un mélange eau/alginate 

elle est fixée à ∅crit =0,6 – pour une vitesse d’analyse de 10°C.min-1. 

Afin de compléter les analyses thermiques, l’analyse spatiale d’un tel phénomène lors de la 

congélation directionnelle a été réalisé. 
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II.3.b  Analyse spatiale de la croissance des cristaux 

L’analyse spatiale a pour but de mieux comprendre l’évolution du microenvironnement 

autour des bactéries que nous allons encapsuler. En effet, contrairement à la DSC où chaque 

phénomène ayant lieu dans les capsules sont analysés simultanément, une résolution spatiale 

de ces phénomènes permettrait une analyse plus spécifique de l’environnement proche des 

cellules. Ainsi, en collaboration avec Sylvain Deville, Directeur de recherche CNRS à l’Institut 

Lumière Matière (Lyon, France), des observations in situ par microscopie confocale ont été 

réalisées. 

Le montage représenté en Figure II-12 (a) permet d’observer le front de glace lors de la 

congélation directionnelle. Il est composé de deux Peltiers – un chaud et un froid – afin 

d’appliquer un gradient thermique contrôlé, une solution de polymère mélangé à un fluorophore 

est emprisonnée entre deux lamelles de verre formant une cellule Hele-Shaw et déplacé du 

Peltier chaud vers le Peltier froid. L’objectif du microscope confocale est placé au-dessus du 

gradient à la température de formation des cristaux – au front de glace. 

Matériel et méthode : 

Le système de congélation directionnelle couplée au microscope confocale, utilisé pour 

observer in situ la croissance de la glace et la ségrégation de phase, est composé de deux 

Peltiers indépendants contrôlés par un module ainsi que d’un contrôle de déplacement de 

l’échantillon en XY. 

Les deux Peltiers sont séparés de 2 mm. Les observations ont été réalisés à travers un 

microscope confocal Laser Scanning Plateform Leica TCS SP8 (Leica Microsystems SAS, 

Allemagne). 

Une solution d’alginate à 4 wt% est utilisé avec de rhodamine B (0,1mM). Cette solution 

fluorescente est alors placée entre deux lamelles de verre (chambre Hele-Shaw) et déplacé 

depuis le Peltier chaud (12°C) vers le Peltier froid (-8°C) à différentes vitesses linéaires, à 10, 

20, 30 et 50 µm.s-1. La distance entre les deux Peltiers est fixée ici à 2 mm. 

L’objectif du microscope confocale est placé au-dessus du gradient thermique, au niveau du 

front de glace. Les clichés de croissance de la glace et de ségrégation de phases sont analysés 

par le logiciel Fiji. 
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Figure II-12: Évaluation spatiale de la composition des interstices entre les cristaux de glace pour 

différentes vitesses de front de glace. (a) L’observation de la croissance de la glace in situ est réalisée 

en utilisant un microscope confocale, couplé avec un montage de congélation directionnelle modifié. 

Les deux Peltiers établissent un gradient thermique contrôlé. L’objectif du microscope confocale est 

placé au-dessus de la température de cristallisation, et permet l’observation du front de glace. (b) Cliché 

de la congélation directionnelle de la solution d’alginate fonctionnalisé par de la rhodamine-B. Les 

interstices formés entre les cristaux de glace, riches en alginate, sont visibles en magenta, et en noir les 

zones occupées par la glace. (c) La concentration en alginate des interstices peut être obtenue en 

intégrant le volume des cristaux de glace et augmente avec la distance au front de glace (avec comme 

hypothèse une solubilité nulle des solutés dans la glace). (d) Grâce à la vitesse de la congélation, 

l’évolution de la concentration d’alginate dans les interstices peut être retrouvé. La concentration de 

l’alginate au contact avec le front de glace est ici présenté. 

Afin de mesurer l’impact de la vitesse de croissance des cristaux de glace sur la ségrégation 

de phase qui a lieu dans notre système eau/alginate pendant la congélation directionnelle, une 

solution d’alginate à 4 wt% marquée avec de la rhodamine B a été utilisée. Cette solution permet 

d’obtenir des clichés 2D ainsi que 3D de la congélation directionnelle grâce au microscope 

confocale utilisé en couplage avec des Peltiers à températures contrôlées. Par le déplacement 

de l’échantillon à différentes vitesses : 10, 20, 30 et 50 µm.s-1, les différents fronts de glace 

générés sont observés – représentés en Figure II-12(b) – avec en magenta, la solution d’alginate 

et de rhodamine, et en noir les cristaux de glace. Dix clichés consécutifs sont analysés pour 
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chaque vitesse. L’analyse de ces clichés se fait par l’intégration de l’aire occupée par les 

cristaux, en noir, en fonction de leur distance au front de glace. La conversion de ces données 

de ∅glace à ∅alginate permet de mettre en évidence des évolutions de composition locale en fonction 

de la vitesse de congélation. La Figure II-12 (c) présente ainsi l’évolution de la concentration 

en alginate dans les interstices, entre les cristaux de glace, en fonction de leur distance au front 

de congélation et de leur vitesse. L’évolution de la concentration d’alginate peut être aussi 

représentée en fonction du temps, en Figure II-12 (c), mettant en lumière l’aspect cinétique des 

changements de concentration d’alginate dans les interstices formés entre les cristaux de glace. 

Le graphe (c) met en évidence la proximité de l’évolution de la composition des interstices 

pour les vitesses de 10 et 20 µm.s-1 évoluant linéairement jusqu’à 40wt% d’alginate à une 

distance au front de congélation de 600 µm. Pour la vitesse de 50 µm.s-1, la zone entre les 

cristaux de glace est moins concentrée en alginate pour une même distance avec une 

concentration se stabilisant vers les 20wt%. Pour la vitesse intermédiaire de 30 µm.s-1, la 

concentration finale d’alginate dans les interstices atteint les 26wt% à 600 µm. Ces données 

mettent clairement en avant l’importance de la vitesse du front de glace sur la composition des 

zones interstitielles durant la congélation directionnelle. 

Les différences de profils observées pour les différentes vitesses peuvent être expliquées par 

la température de -8°C fixée pour le Peltier froid. La transition vitreuse étant un phénomène 

éminemment cinétique, sa température caractéristique dépend de la vitesse de la transformation. 

Ainsi pour des vitesses de front de glace relativement élevée (telles que 50 µm.s-1, dans notre 

expérience), la Tg devrait se décaler vers des températures plus hautes, décalant alors son 

intersection avec la courbe de liquidus à des températures plus hautes ( possiblement proches 

de -8°C). Ainsi ∅crit peut être atteinte et la composition est fixée à 20wt% ce qui se traduit ainsi 

par un plateau. Pour des vitesses plus faibles, le croisement entre la Tg et le liquidus se fait à 

des températures plus basses ne permettant alors pas d’atteindre ∅crit au cours de cette 

expérience, la courbe d’évolution de la concentration observée n’atteint alors pas de plateau et 

pourrait continuer à se concentrer si la température du Peltier était plus basse. Le fait de 

représenter l’évolution de la zone interstitielle en fonction du temps permet d’obtenir sa vitesse 

de concentration – les pentes des courbes représentées en (d) sont maximales à proximité du 

front de glace puis diminuent. Ainsi l’échelle utilisée permet de visualiser les pentes critiques 

des concentrations. 

Cette représentation met en évidence l’impact de la cinétique, en particulier de la vitesse du 

front de glace, sur l’évolution de la concentration entre ces cristaux. Pour des vitesses plus 
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faibles, l’évolution de la concentration est plus lente mais la concentration finale est plus 

importante. Pour des vitesses de front de glace élevées, la concentration entre les cristaux de 

glace augmente plus rapidement mais atteint sa limite à une valeur plus faible. 

Dans le cadre de cette thèse, ces expériences d’analyses spatiales (en liens avec les analyses 

thermiques pour le diagramme de composition) permettent de se rapprocher des changements 

subvenant lors de la congélation directionnelle, au voisinage local des bactéries encapsulées. 

En effet, ces analyses locales permettent de faire une ébauche de la composition finale autour 

des bactéries – proportion d’alginate vitreux et d’eau vitreuse – ainsi que les cinétiques de 

variation de la concentration qui peuvent toutes deux avoir un impact sur la survie des bactéries 

encapsulées. Ainsi la Figure II-12 (d) permet de sonder les vitesses et amplitudes des variations 

de compositions qui ont lieu dans le microenvironnement proche des bactéries. 

 

 

Figure II-13: (a) Schéma de la croissance de la glace lors du procédé de freeze-casting avec, en 

cyan des cellules lors de leur encapsulation, en magenta, la concentration d’alginate qui augmente avec 

l’intensité, et en blanc les cristaux de glace. Ce schéma est relié au diagramme de composition pour 

une compréhension plus claire des différentes étapes par lesquelles passent les cellules lors du procédé 

de freeze-casting. En t1, les cellules entrent en contact avec le front de glace et se retrouvent dirigées 

vers les interstices. Puis entre t1 et t2 la ségrégation de phase déshydrate le milieu interstitiel, 

concentrant ainsi la suspension jusqu’à atteindre la composition de ∅crit. En t2, la ségrégation s’arrête 

car la composition est de ∅crit et le milieu interstitiel se vitrifie. 
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Pour comprendre l’évolution du microenvironnement autour des cellules, le schéma (a) de 

la Figure II-13 représente schématiquement les différentes étapes par lesquelles passent ces 

cellules lors du procédé de freeze-casting. Au temps t1, les cellules rentrent en contact avec le 

front de glace (qui est alors à la température critique de la congélation) et entrent dans les 

interstices entres ces cristaux. Entre t1 et t2, les cellules se trouvent dans les interstices où la 

solution est de plus en plus concentrée en alginate et en cellules. La suspension entre les cristaux 

de glace se déshydrate, au profit du grossissement des cristaux, jusqu’à atteindre la composition 

∅crit. En t2, les cellules se retrouvent piégées dans une phase vitreuse où la cristallisation et la 

ségrégation associées s’arrêtent, fixant ainsi la concentration et le microenvironnement des 

cellules. Ce schéma est relié au diagramme de composition présenté en (b). 

Lors de l’encapsulation des bactéries par freeze-casting (jusqu’à -80°C), la concentration en 

alginate est de 4 wt% (correspondant à ∅=0,025, donc inférieure à ∅crit) et la vitesse de 

progression du front de glace est constant. Il est donc possible d’utiliser ce diagramme de 

composition pour décrire l’évolution du microenvironnement des bactéries. Ainsi, le 

microenvironnement des cellules évolue lors du freeze-casting et devient plus concentré en 

alginate, suivant la ligne de liquidus jusqu’à atteindre la fraction volumique de ∅crit où il se 

solidifie à l’état vitreux, arrêtant ainsi l’augmentation de sa concentration. Il est possible ici 

d’établir de manière analogue au front de glace, une nouvelle limite spatiale appelée front 

vitreux qui définirait la limite entre la ségrégation de phase et la zone vitreuse où ∅crit est 

atteinte. 

Il est toutefois important de rappeler que les conditions de congélation directionnelles 

réalisées dans cette coopération sont différentes de celles réalisées au sein du laboratoire. Le 

montage est en effet différent avec dans un cas la congélation à travers un montage 2D où les 

températures des deux extrémités sont contrôlées, et dans l’autre un montage 3D avec un seul 

contrôle de température. Cependant les résultats obtenus ici sont riches en information et 

permettent de mieux aborder l’évolution des concentrations entre les cristaux lors du freeze-

casting. 

Comme nous l’avons vu précédemment, la vitesse du front de glace a un fort impact sur la 

morphologie des pores, mais aussi sur la composition lors du procédé. Ce paramètre va donc 

définir la composition de l’environnement proche des bactéries (par ∅crit) ainsi que la vitesse de 

modification de ce microenvironnement. La vitesse de progression du front de glace peut donc 

prendre un rôle prépondérant pour déterminer la survie bactérienne lors de l’encapsulation par 

freeze casting. 
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II.4   La congélation directionnelle comme outil pour 

l’encapsulation de bactéries 

Comme vu précédemment, le procédé de freeze-casting est un bon candidat pour 

l’encapsulation de bactéries. Par le contrôle de la croissance de la glace, une structure poreuse 

et anisotrope est obtenue, composée d’une multitude de parois. Des études menées sur des 

particules de céramiques192 et sur des levures4,103 (avec la compréhension des interactions entre 

les particules et le front de glace : sédimentation, rejet et piégeage), suggèrent que 

l’encapsulation de bactéries par congélation directionnelle est envisageable. Cette 

encapsulation serait principalement dépendante de deux phénomènes : une répulsion – 

dépendante des énergies d’interactions de Van der Waals aux interfaces solide-liquide – et 

d’une attraction vers le front de glace – dépendant des forces de frottement due à la viscosité 

de la solution179,192. Grâce à ces paramètres, des vitesses critiques des fronts de glace peuvent 

être trouvées pour les régimes de sédimentation, de rejet et de piégeage. L’ajustement des 

vitesses de progression du front de glace peut alors s’optimiser afin d’assurer l’encapsulation 

des bactéries en suspensions. 

Historiquement, dans la littérature, la viabilité des cellules lors d’une congélation a été 

associée à la vitesse de refroidissement (que l’on peut associer à la vitesse du front de glace 

dans le cas de la congélation directionnelle)189,295. En effet, l’hypothèse des deux facteurs lors 

de la congélation a été mise en évidence par Mazur et al. en 1972238 et traduit les principaux 

paramètres pour optimiser la survie des cellules congelées (voir I.3.iii.a) – la survie des cellules 

congelées serait principalement dépendante de la vitesse et amplitudes de leur déshydratation 

ainsi que de la formation de glace intra-cellulaire. Ainsi, si la vitesse de congélation est trop 

lente, les cellules se déshydratent de manière critique et la concentration en sel dans ces cellules 

devient cytotoxique. Inversement, si la vitesse est trop grande, la formation de glace 

intracellulaire est observée (la déshydratation n’ayant pas lieu, la surfusion induite par ces sels 

ne suffisent plus à empêcher la cristallisation) menant aussi à la mort de la cellule. Il existe donc 

un optimum de vitesse de congélation qui permet une déshydratation partielle et une 

minimisation de la croissance des cristaux intra-cellulaire. Cependant cette vitesse optimale 

dépend de la nature des membranes et parois ainsi que de la composition interne des cellules et 

est ainsi spécifique à chaque espèce. Il est donc important de pouvoir contrôler cette vitesse de 

descente en température et de congélation tant pour la capacité d’encapsulation que pour la 
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survie des bactéries. Leur survie est aussi étudiée en faisant varier différents paramètres clés 

tels que la concentration initiale et la vitesse du front de glace. 

II.4.a  Encapsulation  

Le travail réalisé en collaboration avec Sylvain Deville sur la congélation directionnelle in 

situ sous microscope confocale présenté précédemment, a été reproduit cette fois lors de la 

congélation d’une suspension de bactéries, afin d’observer en temps réel l’encapsulation des 

Pseudomonas putida. Une suspension de bactéries (d’une concentration initiale comprise entre 

108 et 109 CFU.mL-1) a été ajoutée à une solution d’alginate à 4 wt%. Un test live/dead 

(SYTO9/Propidium Iodide) a été utilisé afin de pouvoir observer au microscope confocal les 

bactéries lors de la congélation directionnelle. Ces expériences ont été réalisées à une vitesse 

de 25 µm.s-1 et sont présentés en Figure II-14. 

Matériel et méthode : Microscopie confocale de l’encapsulation de bactéries 

Le système de congélation directionnelle couplée au microscope confocale, utilisé pour 

observer in situ l‘encapsulation des Pseudomonas putida, est composé de deux Peltiers 

indépendants contrôlés par le même élément ainsi que d’un contrôle de déplacement de 

l’échantillon en XY. Les deux Peltiers sont séparés de 2 mm. Les observations ont été réalisés 

à travers un microscope confocal Laser Scanning Plateform Leica TCS SP8 (Leica 

Microsystems SAS, Allemagne). 

Une préculture de Pseudomonas putida mt2 (commandées chez DSMZ, Allemagne ref : DSM 

3931) est réalisée en mélangeant 100 µL d’aliquote de stockage à 14,9 mL de LB Broth et mis 

à incuber une nuit (30°C sous agitation). Puis une culture est réalisée en prélevant 1,2 mL de 

la préculture que l’on ajoute à 58,8 mL de LB Broth. Cette culture est ensuite mise à incuber 

pour 24 heures, puis séparée dans deux tubes de 30 mL et centrifugée à 3046 G pendant 10 

min. Les culots obtenus sont redispersés dans 30 mL d’une solution d’alginate à 4 wt%. Ces 

suspensions sont marquées par fluorescence avec un test Live/Dead (REF SYTO:9/Iodure de 

Propidium) mettant en évidence les bactéries vivantes et mortes. Elles sont ensuite placées entre 

deux lamelles de verre (cellules Hele- cells) séparées d’une épaisseur de 100 µm. Ces 

échantillons sont déplacés depuis le Peltier chaud (12°C) vers le Peltier froid (-10°C) à une 

vitesse linéaire de 25 µm.s-1. 
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L’objectif du confocale est placé au-dessus du gradient thermique crée par les deux Peltiers, 

au niveau du front de glace. Le montage est similaire à celui représenté en Figure II-12. Les 

clichés de croissance de la glace et de l’encapsulation des bactéries par la ségrégation de 

phases sont analysés en utilisant le logiciel Fiji (Threshold). 

 

 

Figure II-14: Évaluation spatiale de la ségrégation de phase induite par le procédé de congélation 

directionnelle à 25 µm.s-1 d’une suspension de bactérie dans l’alginate. (A) Cliché de la congélation 

directionnelle de la suspension de Pseudomonas putida marquées par du SYTO9 (en vert). Les cristaux 

de glaces ne sont pas marqués et apparaissent en noir. Seules les bactéries sont fluorescentes, l’alginate 

n’est pas visible. (B) Traitement du cliché précédent par le logiciel Fiji. (C) L’intégration des cristaux 

de glaces obtenue en B nous permet de remonter à l’évolution de la fraction volumique de la glace en 

fonction de la distance au front de congélation. (D) Représentation graphique de l’évolution de la 

concentration de la suspension dans les interstices en fonction du temps après le contact avec le front 

de glace. Ici la concentration est normalisée à 1 correspondant à la concentration en bactérie et alginate 

avant la ségrégation. Échelle (A) et (B): 100 µm, concentration initiale : alginate 4 wt%, bactéries : 

108-109 CFU.mL-1. 

L’image (A) de la Figure II-14 est un cliché de microscopie confocale de la progression des 

cristaux où la ségrégation de phase est observable. Le gradient thermique est appliqué 

horizontalement avec le coté froid à droite, le front de glace est visible sur la gauche du cliché. 

Les bactéries représentées en vert (marqués par l’iodure de propidium) et par contraste, les 

zones noires correspondent aux cristaux de glace. Ainsi de nombreux cristaux alignés et bien 

définis sont visibles et un front de glace linéaire est obtenue, de plus l’augmentation de la 
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concentration de la suspension dans les interstices est observable. Cependant, l’hétérogénéité 

de la suspension peut être souligné qui – contrairement à l’alginate fonctionnalisé utilisé dans 

la précédente étude formant une solution homogène (Figure II-12) – engendre une difficulté 

d’analyse pour le calcul de la fraction volumique de la glace (∅glace). Ainsi après un traitement 

par le logiciel Fiji, l’image (B) est obtenue. Grâce aux différentes étapes de traitements 

(Threshold, gaussian, movie stabilization), la suspension dans les interstices a été lissé pour 

permettre la délimitation des cristaux de glace et leur intégration. 

La fraction volumique de la glace peut être ainsi mesuré et est représenté en (C) en fonction 

de la distance au front de glace. La courbe obtenue présente une progression similaire à celles 

observés dans les expériences précédentes. 

La conversion de ces données de ∅glace à ∅suspension (fraction volumique de la suspension de 

bactéries et alginate, respectivement) permet de mettre en évidence l’évolution de la 

concentration du mélange dans les interstices en fonction du temps, après le contact avec le font 

de glace. Ainsi le graphique (D) représente l’évolution de la concentration de la suspension 

entre les cristaux, normalisée à la concentration initiale de la solution avant ségrégation. Les 

calculs étant effectués à partir de l’intégration des cristaux de glace (∅glace), l’évolution de la 

concentration du mélange ne permet pas de différencier les bactéries et de l’alginate, mais reste 

pertinente. 

D’après ces expériences, la concentration du mélange est multipliée par 4 entre les cristaux 

et atteint un plateau – ce qui correspondrait à une concentration d’environ 16wt% pour 

l’alginate et de 4x.108 - 4x.109 CFU.mL-1 pour les bactéries. La mesure de la pente initiale en 

fonction du temps permet de calculer la vitesse de l’augmentation de la concentration dans les 

premiers instants, qui serait d’environ 3,35 wt%.s-1 pour l’alginate – la concentration est 

multiplié par 1,8 chaque seconde après être entrée en contact avec le front de glace. Cette 

expérience permet d’établir une approximation de la modification de l’environnement des 

bactéries lors de la congélation directionnelle. 

Il faut cependant être vigilant si l’on veut comparer ces résultats aux expériences 

précédemment réalisées où seul de l’alginate était congelé. En effet dans ces nouvelles 

manipulations la présence de bactéries modifie légèrement la concentration initiale – pour une 

concentration de 109 CFU.mL-1 la variation de masse est aux alentours de 0,028wt% du 

(mélange calcul en annexe) – mais surtout, l’ajout de particules modifie les interactions à 
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l’interface avec les cristaux ainsi que la viscosité. Ces deux paramètres jouent un rôle clef dans 

la structure des cristaux193. 

Matériel et méthode : Encapsulation de bactéries et observation MEB 

Une préculture de Pseudomonas putida est réalisée en mélangeant 100 µL d’un aliquote 

conservées à -80°C avec 14,9 mL d’une solution de culture de LB Broth (ref). Après une nuit à 

l’incubateur (35°C et agitation de 150 RPM) 1,2 mL de la préculture sont ajouté à 58,8 mL de 

la solution de culture LB Broth et remis à incuber pour une nuit. Les 60 mL de suspension de 

bactéries ainsi obtenue sont séparés en 2 tubes de 30 mL et centrifugés à 3046 G dans une 

centrifugeuse pendant 10 min. Les culots sont ensuite dispersés dans 30 mL d’une solution 

d’alginate à 4 wt% et utilisés directement pour l’encapsulation. 

Les matrices cellularisées sont alors réalisées par congélation directionnelle : 2 mL de la 

suspension de bactérie et d’alginate sont versés dans le tube en polystyrène situé au sommet de 

la tige en aluminium, plongeante dans l’azote liquide. Par le contrôle de la température via 

une résistance, des vitesses de progression de front de glace de 10, 25 et 50 µm.s-1 sont 

appliquées. Les matrices ainsi obtenues sont stockées à -80°C jusqu’à leur utilisation. 

Pour obtenir des images MEB, ces matrices sont lyophilisées pendant 24 heures et découpées 

en tranches d’environ 3-4 mm à l’aide d’une lame de rasoir. Puis une couche de 20 nm d’or 

est déposée avec un métaliseur afin d’éviter l’accumulation d’électrons sur les échantillons non 

conducteurs. Ces clichés MEB ont ensuite été traitées en utilisant le logiciel Fiji et le plugin 

« MorpholibJ » afin de quantifier les grandeurs caractéristiques. 

L’encapsulation des bactéries Pseudomonas putida a été réalisé en utilisant le montage 

présenté précédemment – où une suspension de bactéries et d’alginate est placée au sommet 

d’une tige d’aluminium plongée dans de l’azote liquide. Les observations MEB de ces matrices 

cellularisées sont exposées en Figure II-15. En A – une coupe transversale perpendiculaire à la 

croissance des cristaux de glace – une structure composée de parois et de pores organisées en 

différents domaines d’orientation est observée. De même en B – une coupe longitudinale 

parallèle à la croissance des cristaux de glace – des pores et des parois continues uniformément 

orientées dans le sens de la croissance de la glace peuvent être observés. De plus, en C et C’, 

des bactéries encapsulées dans les murs sont visibles, présentes dans la coupe du mur et sous la 

surface de la paroi, créant ainsi les nombreux reliefs d’environ 1 µm de long. 
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Figure II-15: Clichés MEB de matrices cellularisées et lyophilisées. L’image A est une coupe 

transversale de l’échantillon et la B une coupe longitudinale (dont les orientations sont exprimés pars 

les schémas de matrice en blanc, où les flèches bleues représentent la direction de la croissance de la 

glace et les parties grises les coupes observées). Les bosses visibles sous la surface des parois des 

clichés C et C’ ainsi que le long de la coupe sont des bactéries de Pseudomonas putida encapsulées. 

Échelle 250 µm (A et B) et 2 µm (C et C’). Concentration initiale de bactéries de 3,63.1010CFU/mL. 

Ces clichés MEB montrent une conservation de la morphologie imposée par la congélation 

directionnelle avec des pores organisés en domaines (A) possédant une forte anisotropie (B). 

Ainsi ces clichés permettent de confirmer que l’ajout de bactéries ne modifie pas 

drastiquement la structure obtenue par freeze-casting malgré leur concentration élevée 

(3,63.1010 CFU/mL). 
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Figure II-16: Graphiques de l'évolution de la distance inter-parois (largeur des pores) en fonction 

de la concentration en bactérie P.p. introduites. En A, l’impact de la vitesse sur la taille des pores en 

présence ou non de bactérie. En B, l’influence de la concentration des bactéries pour une vitesse donnée 

sur cette largeur des pores. 

En traitant les clichés MEB présentés précédemment, une quantification des variations de 

structure due à la présence de bactéries lors du procédé de freeze-casting est rendue possible. 

La distance entre les parois (correspondant à la largeur des pores) est mesurée par le diamètre 

de Feret minimal dont les résultats sont présentés en Figure II-16. La caractérisation des pores 

par la distance inter-parois est justifiable car ce paramètre joue un rôle important dans la 

conduction des fluides le long de la matrice160. En effet la distance entre les murs définit le 

transport capillaire des liquides au sein de la matrice (nous n’avons cependant pas analysé le 

transport de fluide, qui pourrait donner des indications sur la vitesse de front de glace optimale 

à privilégier). 

Dans un premier temps l’évolution de la largeur des pores en fonction de deux vitesses et 

d’une présence ou non de bactérie est présentée dans le graphique A. Ces données mettent en 

avant la diminution de la distance entre les parois pour une vitesse de 25 µm.s-1 lorsque des 

bactéries sont ajoutées et une conservation de cette distance pour une vitesse de 50 µm.s-1. Le 

graphe B montre l’évolution de cette même largeur des pores à une vitesse donnée – de 25 µm.s-

1 – en fonction de l’augmentation de la concentration en bactérie. Une première diminution peut 

être observée à une concentration de 107 CFU.mL-1, cependant lorsque la concentration 

augmente, aucune différence significative est observable. 

La présence de bactéries lors du procédé de congélation directionnelle ne modifie pas la 

morphologie globale obtenue grâce à ce procédé : des pores fortement anisotropes dans le sens 

de la croissance de la glace et organisés en domaines. De plus la présence des bactéries au sein 
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des parois d’alginate est attestée par les clichés MEB. Les cellules de Pseudomonas putida sont 

observables à travers les coupes et visibles par les déformations de surface des parois. Ainsi le 

freeze-casting permet bien l’encapsulation de bactéries au sein des parois d’alginate tout en 

conservant la morphologie contrôlée des matrices. Cependant de légères variations dans les 

distances inter-murs peuvent être reportées. 

Ces faibles différences de dimension suite à l’introduction de bactéries et leur conservation 

malgré l’augmentation de plusieurs ordres de grandeur de la concentration des P. putida 

interpellent. En effet, l’ajout des bactéries a légèrement diminué la taille des cristaux de glace 

sans pour autant changer leur morphologie. Les paramètres majeurs influençant la taille de ces 

cristaux sont les suivant : la vitesse du front de glace (à travers le gradient thermique), la 

concentration, l’instabilité du front de glace et enfin la viscosité188,213,296–298. Lors de l’ajout de 

particules dans une solution de polymère, la structure des cristaux de glace est en partie 

dépendante des caractéristiques et concentration du polymère et des particules, cependant le 

volume des bactéries est très inférieur comparé à celui de l’alginate. En effet pour une 

concentration de 1010 CFU.mL-1 la proportion de bactérie par rapport à l’alginate revient à 7% 

soit 0,28% de la masse totale de la solution (Calcul en annexes). Il semble donc raisonnable de 

négliger l’impact sur la morphologie due à cette variation de volume apportée par ces 

concentrations en bactéries. 

Il a été montré dans la littérature que la présence de particules en suspension lors du procédé 

de freeze-casting induisait une variation locale du gradient thermique299. De plus des modèles, 

décrits par Mullin et Sekerka, prédisent qu’une quantité restreinte de particules est suffisante 

pour déstabiliser l’interface initial de croissance de la glace, en partie grâce à cette variation 

locale du gradient251 et par la modification des énergies de surface. Il est alors possible de 

formuler l’hypothèse selon laquelle la présence de bactéries – considérées ici comme des 

particules souples – soit suffisante même en petit nombre pour déstabiliser l’interface planaire 

initiale de la glace formée par la surfusion. Ainsi l’ajout de bactéries augmenterait l’instabilité 

de l’interface solution-glace diminuant ainsi leur fréquence de répartition et augmenterait le 

nombre de cristaux. Cette augmentation du nombre de cristaux se traduirait alors par une 

diminution de la distance entre les parois. 

À travers les expériences présentées dans les chapitres suivants, nous avons remarqué la 

présence systématique d’une couche d’alginate enveloppant les bactéries. Afin d’essayer 

d’expliquer la légère variation de distance entre les murs due à la présence des bactéries nous 

avons formulé l’hypothèse suivante : les bactéries en suspension dans la solution d’alginate 
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concentreraient le polymère autour d’elles, faisant varier leur diamètre et augmenterait ainsi la 

viscosité locale. Cependant cette augmentation de la viscosité serait contrebalancée par la 

diminution de la concentration d’alginate en solution et l’ajout de nouvelles bactéries ne 

modifierait pas drastiquement cette nouvelle viscosité (en deçà du seuil de percolation). 

Des expériences sont nécessaires afin de mieux comprendre les phénomènes mis en jeu lors 

de la congélation de nombreuses bactéries en suspension dans un polysaccharide. 

II.4.b  Viabilité 

Bien que les Pseudomonas putida étudiés soient encapsulables par freeze-casting, leur survie 

n’a pas encore été analysée. En effet, lors du procédé de freeze-casting, les bactéries se 

retrouvent à de basses températures en présence de glace sans aucun cryoprotecteur (autre que 

l’alginate servant de support matriciel et de cryoprotecteur extra-cellulaire). La déshydratation 

due à la croissance de cristaux à proximité ainsi que la possibilité de nucléation intra-cellulaire 

(suivie d’une croissance interne des cristaux) peuvent être des phénomènes critiques pour la 

survie des bactéries. Les clichés MEB réalisés ne permettent pas de déterminer la viabilité des 

bactéries encapsulées. Ainsi leur viabilité après encapsulation doit être mesurée – par 

déstructuration et comptage en boîte de Petri – afin d’évaluer les différents leviers pouvant 

influencer leur survie. 

Matériel et méthode : Viabilité des bactéries 

Une préculture de Pseudomonas putida est réalisée en mélangeant 100 µL d’un aliquote 

conservés à -80°C avec 14,9 mL d’une solution de culture de LB Broth. Après une nuit à 

l’incubateur, 1,2 mL de la préculture sont ajoutés à 58,8 mL de LB Broth pour former une 

solution de culture remise à incuber pour une nuit. Les 60 mL de suspension de bactéries ainsi 

obtenues sont séparés en 2 tubes de 30 mL et centrifugés à 3046 G pendant 10 min. Les culots 

sont ensuite dispersés dans 30 mL d’une solution d’alginate à 4 wt% et utilisés directement 

pour l’encapsulation. La suspension obtenue correspond alors à une concentration initiale de 

l’ordre de grandeur de 1010 CFU/mL. Différentes concentrations initiales sont testées en 

diluant les culots des cultures centrifugées dans différents volumes de solution d’alginate à 

4 wt%. Afin de mesurer ces concentrations initiales, un comptage du nombre de colonies en 

boîte de Petri est réalisé : pour cela 100 µL de la suspension sont prélevés et rajoutés à 900 

µL d’eau ultrapure et stérilisée. Les dilutions alors effectuées successivement sont étalées en 

boîte de Petri pour obtenir des concentrations en bactéries de l’ordre de la centaine de colonie 

par boîte. 
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Les matrices cellularisées sont alors formées par congélation directionnelle : 2 mL de la 

suspension de bactéries et d’alginate sont versés dans le tube en polystyrène situé au sommet 

de la tige en aluminium plongeant dans l’azote liquide. Par le contrôle de la température via 

une résistance, des vitesses de progression de front de glace de 10, 25 et 50 µm.s-1 sont 

appliquées. Les matrices ainsi obtenues sont stockées à -80°C jusqu’à leur utilisation. Afin de 

mesurer la viabilité des bactéries lors de leur encapsulation, la déstructuration des matrices 

est nécessaire et se réalise par la décongélation dans 20 mL d’eau ultrapure à 30°C pendant 

10min. Puis après centrifugation de 10 min, les culots sont redispersés dans 10mL d’eau 

ultrapure et stérile. Les dilutions et l’étalage en boîte de Petri permettent alors de compter le 

nombre de bactéries ayant survécu au processus de congélation directionnelle (Figure II-17). 

Pour étudier l’impact du temps de stockage à -80°C sur la viabilité des bactéries, certaines 

matrices (de concentration initiale 5,6.1010 et de 1011) sont laissées pendant différents temps à 

-80°C. Puis le processus de comptage est reproduit après le temps souhaité (Figure II-18). 

 

 

Figure II-17: Viabilité des Pseudomonas putida encapsulées par freeze-casting, pour différents 

temps de stockage à -80°C. (a) Évolution de la viabilité représentée en nombre de bactéries par mL 

obtenue par comptage en boîte de Petri. Comparaison des différentes vitesses du front de glace avec la 

référence (concentration de bactéries dans la suspension avant freeze-casting). (b) Représentation en 

pourcentage de viabilité par rapport à la référence. 

La survie des Pseudomonas putida mt-2 a été mesurée après le processus de congélation 

directionnelle par comptage en boîte de Petri. En effet le comptage de bactéries encapsulées 

dans des matrices 3D reste aujourd’hui un défis300. Afin d’évaluer les différents paramètres clés 

pour leur survie, deux principales conditions ont été testées : la concentration initiale des 

bactéries et la vitesse du front de glace. 

L’influence des vitesses du front de glace sur la survie des bactéries est exposée en Figure 

II-17, de plus le temps de stockage à -80°C après freeze-casting est aussi évalué afin de rendre 
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compte du potentiel du procédé pour l’encapsulation des bactéries et la conservation de leur 

viabilité. Le graphique de gauche représente le nombre de colonies comptées en boîte de Petri 

avec, en gris, la quantité initiale de bactéries introduite dans le moule de polystyrène (représenté 

en CFU.mL-1 avec 2 mL par échantillon) et en couleur la survie après congélation à différentes 

vitesses du front de glace, soit 10, 25 et 50 µm.s-1 (plus la couleur est sombre plus la vitesse 

augmente). Les différents comptages ont été réalisés après un jour, une semaine et un mois de 

stockage à -80°C après voir décongelé les matrices à 30°C pendant 10 min dans de l’eau stérile. 

Le graphique de droite est une représentation du taux de survie en pourcentage par rapport à la 

concentration initiale. 

On peut premièrement observer que la survie après freeze-casting ne diminue que d’un ordre 

de grandeur pour chaque vitesse. Il semble que la vitesse de progression du front de glace ayant 

obtenue les meilleurs taux de survie soit à chaque fois 50 µm.s-1. De plus le fait de stocker ces 

bactéries encapsulées par congélation directionnelle pendant une semaine et un mois ne semble 

pas changer drastiquement leur survie qui reste satisfaisante, les ordres de grandeur sont 

conservés. 

L’influence de la concentration initiale des Pseudomonas putida sur leur viabilité après 

congélation directionnelle a été mesuré pour 4 concentrations d’ordre de grandeurs différents 

allant de 106 CFU.mL-1 à 1010 CFU.mL-1. La Figure II-18 A met en avant les résultats de survie 

bactérienne après congélation directionnelle obtenus en CFU.mL-1. Les concentrations initiales 

des suspensions freeze-castées sont représentées en gris et leur survie en fonction de la vitesse 

du front de glace en couleur. Pour la figure B les mêmes résultats sont présentés cette fois en 

pourcentage de survie comparativement à la concentration initiale des suspensions. 
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Figure II-18: Viabilité des Pseudomonas putida après freeze-casting. (a) Comparaison de la 

viabilité en fonction de la concentration initiale (vairant entre 5,9.106 et 5,6.1010) et de la vitesse (25 et 

50 µm.s-1) mesurée en CFU.mL-1. (B) Représentation en pourcentage de la viabilité présenté en (A) par 

rapport à la concentration initiale de la suspension de Pseudomonas putida. 

Premièrement on peut noter la conservation de la survie bactérienne suite au procédé 

d’encapsulation par freeze-casting, de l’ordre de la dizaine de pourcent pour chaque 

concentration initiale. Cette perte de seulement un ordre de grandeur en viabilité varie 

cependant en fonction de la vitesse du front de glace et de la concentration. On peut ainsi voir 

que pour la vitesse de 25 µm.s-1 le taux de survie ne varie pas significativement lorsque la 

concentration initiale de P.p. change. Cependant pour la vitesse de 50 µm.s-1 des variations du 

taux de survie en fonction de la concentration initiale ont été mises en évidence. En effet, Il 

s’avère que ce taux de survie est maximal pour la concentration de 5,9.106 CFU.mL-1 et diminue 

pour 1,4.107 CFU.mL-1 puis augmente progressivement lorsque la concentration initiale 

augmente. 

Comme montré dans les graphes précédents, la viabilité est plus élevée lorsque la vitesse du 

front de glace augmente. En effet, le taux de survie à une vitesse de 50 µm.s-1 est supérieur à 

celle de 25 µm.s-1. Cependant la diminution de viabilité observée lorsque la concentration 

initiale de bactérie se trouve entre 106 et 1010 CFU.mL-1 est intrigante car pour la concentration 

initiale de 1,4.107 CFU.mL-1 le taux de survie à 25 µm.s-1 est supérieur à celui de 50 µm.s-1. 

Selon la prédiction de l’hypothèse des deux facteurs238 (décrite plus tôt) il y aurait une vitesse 

optimale de descente en température où l’influence de la vitesse de déshydratation et de la 

possible croissance de glace intracellulaire atteint un équilibre permettant la survie maximale.  

Cependant le montage utilisé lors de cette thèse ne permet pas d’atteindre des vitesses 

supérieures à 50 µm.s-1. Ainsi une viabilité supérieure pourrait être possiblement atteinte avec 
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une vitesse de front de glace supérieure ou bien au contraire une diminution pourrait être 

observée. Une modification du montage est nécessaire afin de répondre à cette question – en 

utilisant une tige de métal avec une conductivité thermique supérieure par exemple. 

Il est important de noter aussi que la quantité de bactéries actives est un levier important 

pour l’efficacité de la dépollution, ainsi bien que le taux de survie puisse être supérieur pour 

une basse concentration initiale comme 5,6.106 CFU.mL-1, la quantité totale de bactéries aptes 

à dépolluer sera plus faible que pour une concentration initiale avec 1,5.109 CFU.mL-1 avec un 

taux de survie légèrement plus faible. 

Grâce aux expériences de DSC présentées plus tôt, il est possible d’expliquer la meilleure 

viabilité lorsque la vitesse du front de glace augmente. Sur le diagramme de composition, nous 

avons émis l’hypothèse que lorsque la vitesse du front de glace augmentait, la température de 

transition vitreuse du mélange se décale vers des températures plus élevées, modifiant alors le 

point d’intersection avec la courbe du liquidus. Ainsi un comportement vitreux serait atteint à 

des températures plus élevées et une proportion plus importante d’eau serait conservée à 

proximité des bactéries limitant ainsi l’impact délétère de la déshydratation. Bien qu’une vitesse 

plus élevée aille de pair avec une déshydratation plus rapide – comme nous l’avons montré 

précédement295 – il semblerait que les Pseudomonas putida y soit tolérantes. Il est possible que 

des vitesses de progression du front de glace encore supérieures résultent en l’amélioration de 

la survie des bactéries, jusqu’à atteindre la vitesse optimale évoqué dans l’hypothèse des deux 

facteurs. 

Afin d’expliquer l’impact de la concentration initiale des bactéries sur la survie, on peut 

formuler l’hypothèse que plus la concentration initiale est élevée (dans la limite des 

concentrations étudiées ici) plus les agrégats de bactéries formés les protègent des effets de la 

déshydratation. L’alginate est de plus un polymère très utile pour conserver l’humidité d’un 

milieu et est produit rapidement par les P.p. (ainsi que de la cellulose)268,269,301 en réponse à une 

déshydratation. Cela leur permet une meilleure tolérance au stress ainsi induit en limitant la 

diffusion des molécules d’eau et en contribuant à la conservation de la structure. Il est aussi 

possible que les agrégats de bactéries créent une concentration locale élevée et permet 

d’atteindre l’état vitreux plus tôt limitant les effets de la déshydratation. 
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II.5  Conclusion 

Ce premier chapitre s’est focalisé sur le procédé de congélation directionnelle, tant pour sa 

capacité de structuration des matrices que pour son potentiel d’encapsulation. 

Le contrôle de la vitesse de progression du front de glace a été la première étape atteinte afin 

d’obtenir un contrôle sur la morphologie des matrices. En effet, l’obtention d’un front de glace 

de vitesse constante permet d’instaurer une taille de pore régulière tout au long des matrices. 

De plus, l’influence de la vitesse du front de glace sur l’évolution de la morphologie des pores 

a été étudiée, et les résultats obtenus coïncident avec ceux reportés dans la littérature. Ainsi 

lorsque la vitesse du front de glace augmente, l’instabilité de l’interface solution-glace 

augmente, les cristaux sont alors plus nombreux et leur taille diminue. Les pores des aérogels 

obtenus après lyophilisation de ces matrices congelées, possèdent alors la même dépendance 

morphologique à la vitesse de propagation du front de glace. 

Les phénomènes advenant lors de la congélation directionnelle ont été étudiés par DSC et 

par microscopie confocale. Ainsi, lors de la déshydratation subvenant au cours de la ségrégation 

de phase, une composition critique du mélange concentré entre les cristaux a pu être observée. 

Cette fraction volumique de polymère critique, déterminée par l’intersection entre la courbe du 

liquidus et celle du la température de transition vitreuse, permet de fixer la composition limite 

à partir de laquelle une vitrification du mélange survient. Cependant, le phénomène de transition 

vitreuse étant éminemment cinétique, l’intersection des deux courbes définissant ∅crit dépend 

elle aussi de la vitesse de progression du front de glace. Ainsi, lorsque cette vitesse augmente 

la ∅crit diminue mais est atteinte plus rapidement. Ces expériences permettent d’estimer 

l’évolution du microenvironnement encadrant les bactéries encapsulées. 

Le procédé de congélation directionnelle a été employée avec succès pour l’encapsulation 

de bactéries, piégées dans les parois des matrices d’alginate. De plus, la structure macroporeuse 

et anisotrope est conservée après l’ajout des P. putida. Différentes vitesses de propagation du 

front de glace ont été expérimentées et des taux de survie compris entre 10 et 20 % ont été 

obtenus. Les viabilités les plus prometteuses ont été obtenues à la vitesse maximale atteignable 

avec le montage utilisé, soit 50 µm.s-1. De plus, la viabilité des bactéries est préservée lorsque 

les matrices cellularisées sont conservées à -80°C (jusqu’à un mois). Le procédé de congélation 

directionnelle est donc efficace pour structurer des matrices macroporeuses et encapsuler des 

bactéries. Ce procédé possède alors le potentiel pour la formation de matériaux cellularisés pour 

la biodégradation. 
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Chapitre III :   Stabilisation des 

matrices d’alginate obtenues par 

congélation directionnelle 
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III.1  Stabilisation par réticulation ionique et amélioration 

Les études réalisées dans le chapitre précédent ont permis d’apercevoir les conditions 

optimales tant pour la structure que pour la survie bactérienne lors de l’étape de congélation. 

Cependant, afin de pouvoir traiter des eaux usées avec de telles matrices, des étapes 

supplémentaires sont nécessaires. En effet, une fois les suspensions de bactéries et d’alginate 

congelées une étape de lyophilisation est nécessaire pour sublimer les cristaux de glace et 

obtenir des aérogels. Malheureusement le procédé de freeze-casting n’induit pas 

d’enchevêtrement (nœuds physiques) assez résistant pour consolider les aérogels en milieu 

aqueux, ainsi ils se déstructurent et se dispersent lorsqu’ils sont dans un environnement humide. 

Une étape de stabilisation est donc nécessaire afin de rendre insoluble les matrices pour rendre 

possible leur utilisation en dépollution de milieu aqueux pollués. 

Une stratégie couramment utilisée pour stabiliser les matrices d’alginate est la formation de 

gel par la réticulation aux ions calcium1,271,272,302,303. Comme présenté au chapitre précédent, les 

ions Ca2+ vont venir former des complexes dans les cavités formées par les blocs guluronate 

présents dans les chaînes d’alginate. Les chaînes forment ainsi plusieurs cavités et un dimère 

en structure de boîte à œuf est obtenu (le terme « egg-box » est alors utilisé dans la littérature 

faisant référence à cette structure). Ces dimères vont ensuite pouvoir s’assembler en multimères 

pour former un gel272. Ce gel est stable en milieu aqueux tant que la compétition avec d’autres 

sels n’est pas critique. Le sel le plus couramment utilisé pour réticuler l’alginate est le chlorure 

de calcium, son efficacité (caractérisable par la rapidité de la réticulation et la force de la 

liaison), sa solubilité et son faible coût en font effectivement un candidat de premier 

ordre.1,162,304 

Cependant il est probable que chaque étape du protocole pour l’obtention d’hydrogels 

structurés et cellularisés impose des stress aux bactéries encapsulées dans les parois du 

matériau. Ainsi nous avons choisi de quantifier la viabilité des Pseudomonas putida 

encapsulées après la lyophilisation et la réticulation. 
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III.1.a  Stabilisation des matrices structurées par freeze-casting : 

lyophilisation et réticulation 

La stabilisation des matrices d’alginate par réticulation aux ions calcium est un procédé 

rapide permettant l’obtention de gels stables en milieu aqueux. Pour les réticuler il faut tout 

d’abord sublimer les cristaux de glace par lyophilisation puis l’aérogel obtenu pourra être 

stabilisé en étant plongé dans un bain de calcium. Ces différentes étapes, de lyophilisation et de 

réticulation, peuvent exercer une influence sur la survie des bactéries encapsulées et impacter 

l’activité de biodégradation du matériau final. Ainsi, afin d’analyser l’impact de ces étapes sur 

la survie, des bactéries en suspension dans des solutions d’alginate à 4 wt% sont structurées par 

congélation directionnelle à une vitesse de 25 µm.s-1 et leur survie après freeze-casting est 

mesurée pour servir de référence. Puis les matrices sont lyophilisées pendant 24 heures et une 

nouvelle mesure de viabilité est réalisée – pour cela les aérogels sont déstructurés dans de l’eau 

DI puis les bactéries sont récupérées par centrifugation et comptées en boîte de Petri. Enfin le 

reste des aérogels cellularisés sont plongés dans un bain de chlorure de calcium à 1 M pendant 

30 min (ces aérogels étant macroporeux la diffusion de la solution réticulante au sein du 

matériau se fait en quelques secondes et n’est pas un facteur limitant du procédé) et est ensuite 

lavée à l’eau DI. Les hydrogels obtenus sont très stables dans l’eau et peuvent être stockées 

plusieurs mois en solution sans modification apparente (pour les hydrogels non-cellularisés) – 

en présence de bactéries le stockage en solution doit être étudié. Cette stabilité pose cependant 

un problème lors de la quantification de la survie des bactéries encapsulées. En effet, la 

déstructuration des matrices indispensable à la mesure de la viabilité nécessite l’utilisation 

d’une solution spécifique contenant des chélateurs d’ions calcium. Cette solution de 

déstructuration se doit alors d’impacter le moins possible la viabilité des bactéries. 

Les travaux de Mater et coll300 ont mis en évidence la possibilité d’utiliser une telle approche. 

Ils ont encapsulé deux souches différentes de Pseudomonas putida dans des billes d’alginate 

(gels réticulés par des solutions de chlorure de calcium) qu’ils ont ensuite déstructurés avec un 

mélange de carbonate de sodium (Na2CO3) et acide citrique (AC) en solution aqueuse. Le 

mélange optimal est de 0,05 M de Na2CO3 et 0,02 M de AC et permet de conserver jusqu’à 

100% de viabilité tout en chélatant le calcium et solubilisant les gels. 

Ainsi les derniers triplicatas des matrices obtenues après congélation directionnelle, 

lyophilisation et réticulation sont déstructurés avec la solution de Na2CO3 0,05 M et 
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0,02 M AC. Les bactéries récupérées par centrifugation sont alors mises en boîte de Petri pour 

le comptage. Les résultats sont présentés en Figure III-1. 

Matériel et méthode : Viabilité après lyophilisation et réticulation 

Une préculture de P. putida est réalisée en mélangeant 100 µL d’aliquote conservés à -80°C 

avec 14,9 mL d’une solution de culture de LB Broth. Après une nuit à l’incubateur (35°C et 

agitation orbitale de 150 RPM) 1,2 mL de la préculture sont ajoutés à 58,8 mL de la solution 

de culture LB Broth et remis à incuber pour une nuit. Les 60 mL de suspension de bactéries 

ainsi obtenues sont séparés en 2 tubes de 30 mL et centrifugés à 3046 G dans une centrifugeuse 

pendant 10 min. Les culots sont ensuite dispersés dans 30 mL d’une solution d’alginate à 4 

wt% et utilisés directement pour l’encapsulation. La suspension de P. putida dans la solution 

d’alginate obtenue (concentration initiale de l’ordre de grandeur de 1010 CFU/mL) est ensuite 

utilisée pour l’encapsulation. Différentes concentrations initiales sont testées en diluant les 

culots des cultures centrifugées dans différents volumes de solution d’alginate à 4 wt%. Afin de 

mesurer ces concentrations initiales, un comptage de colonie en boîte de Petri est réalisé : pour 

cela 100 µL de la suspension sont prélevé et rajouté à 900 µL d’eau déionisée et stérilisée. Les 

dilutions alors effectuées successivement et étalées en boîte de Petri permettent d’obtenir une 

concentration en bactérie comptable de l’ordre de la centaine de colonie par boîte. 

Les matrices cellularisées sont alors formées par congélation directionnelle : 2 mL de la 

suspension de bactérie dans la solution d’alginate sont versés dans le tube en polystyrène situé 

au sommet de la tige en aluminium plongeant dans l’azote liquide. Par le contrôle de la 

température via une résistance et des descentes en température contrôlées, une vitesse de 

progression de front de glace de 25 µm.s-1 est appliquée (en utilisant les équations de Stolze et 

al.289 Décrites au chapitre précédent). Les matrices ainsi obtenues sont stockées à -80°C 

jusqu’à leur utilisation. 

Afin de mesurer la viabilité des bactéries lors de leur encapsulation, la déstructuration des 

matrices est nécessaire et se réalise par la décongélation dans 20 mL d’eau déionisé à 30°C 

pendant 10min. Puis après centrifugation de 10 min, les culots sont redispersés dans 10mL 

d’eau stérile. Les dilutions et l’étalage en boîte de Petri permettent alors de compter le nombre 

de bactéries ayant survécu au processus de congélation directionnelle. Ces échantillons 

réalisés en triplicata sont notés « Freeze-casting » dans les graphiques. 

Des matrices équivalentes sont lyophilisées pendant 24 heures avant d’être dispersées dans 20 

mL d’eau DI puis suivent le même protocole que précédemment. Ces triplicatas sont nommés 

« lyophilisés ». Un autre triplicata de matrices équivalentes est lyophilisé puis plongé dans une 
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solution de CaCl2 à 1M pendant 30 min. Ces matrices sont déstructurées dans 20 mL d’une 

solution de Na2CO3 (0,05M) et d’AC (0,02M) pendant 30 min avant de suivre le protocole de 

comptage en boîte de Petri300 et sont nommée « réticulée ». 

 

 

 

Figure III-1: Graphiques représentant l'impact des différentes étapes sur la viabilité des bactéries 

encapsulées par freeze-casting pour l'obtention d'un hydrogel cellularisé. (a) Comparaison de la survie 

après congélation, lyophilisation puis réticulation dans une solution de chlorure de calcium. (b) 

Représentation de ces mêmes donnés en pourcentage par rapport à la concentration de bactérie initiale. 

La Figure III-1 présente les résultats de survie des Pseudomonas putida encapsulées aux 

différentes étapes d’obtention de l’hydrogel final. La référence est la quantité de bactéries par 

mL dans la solution initiale utilisée lors de l’étape de congélation directionnelle, ici d’environ 

3,5.1010 CFU.mL-1. Le graphique (a) représente la survie à chaque étape en concentration de 

bactéries alors que le graphique (b) la représente en pourcentage de la concentration initiale. 

La survie après congélation directionnelle est cohérente avec les résultats obtenus dans le 

chapitre précédent, avec la perte d’un seul ordre de grandeur (1 log). La viabilité après 

lyophilisation a diminué de plusieurs ordres de grandeurs (5 par rapport à la référence et 4 par 

rapport à l’étape de freeze-casting). La survie finale, dans l’hydrogel après réticulation, a aussi 

diminué par rapport à l’étape précédente d’un ordre de grandeur. La viabilité finale obtenue 

dans les hydrogels est alors extrêmement basse, avec une perte de 6 logs par rapport à la quantité 

de bactéries initialement congelées. 

L’utilisation de ces étapes de lyophilisation et de réticulation sont à proscrire pour des 

applications finales de dépollution. Nous avons modifié ce protocole afin d’améliorer la survie 
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bactérienne tout en obtenant un hydrogel stable et cellularisé comme matériau final. Il est alors 

important de trouver une alternative au procédé de lyophilisation tout en modifiant le nombre 

d’étape du nécessaire. En effet la lyophilisation est l’étape critique du protocole (où la plus 

grande perte de viabilité est observée), de plus chacune des étapes induit un stress aux bactéries 

encapsulées, il est alors préférable de réduire le nombre d’étapes. 

III.1.b  Réticulation topotactique des matrices d’alginate cellularisées 

Développé récemment au laboratoire, le procédé de fibrilogenèse topotactique a tout d’abord 

été mis au point pour la stabilisation de matrices de collagène structurées par congélation 

directionnelle199. Cette méthode est schématisée dans la Figure III-2. Ainsi, après l’obtention 

d’une matrice congelée – par freeze-casting – elle est thermostatée à 0°C et un agent réticulant 

est ajouté. L’agent réticulant doit répondre à au moins deux critères : il doit pouvoir stabiliser 

le polymère utilisé – par la formation d’un gel chimique ou physique – et il doit induire un 

abaissement cryoscopique de la glace (un abaissement de la température de fusion). La glace 

alors en contact avec l’agent réticulant va donc fondre progressivement tout en découvrant le 

polymère qui peut alors être réticulé par cet agent. Cette simultanéité de fonte et de réticulation 

permet alors de conserver la structure imposée par les cristaux de glace lors de l’étape de 

congélation. Ainsi, sans déshydratation ni réhydratation induisant des stress aux cellules 

encapsulées, un hydrogel structuré et stable dans l’eau est obtenu en une seule étape. 

 

 

Figure III-2: Schéma représentant le principe général de la réticulation topotactique tel qu'utilisé 

précédemment au laboratoire. Premièrement, une solution de polymère est structurée par congélation 

directionnelle. Une fois la matrice congelée, elle est placée à 0°C et un agent réticulant est ajouté. Cet 

agent réticulant induit un abaissement de la température de fusion de la glace en contact (abaissement 
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cryoscopique) et peut ainsi réticuler et stabiliser les parois de polymère. Une fois toute la glace fondue 

un hydrogel stable est obtenu ayant conservé la structure définie par freeze-casting. Adapté de L’HDR 

de F.M. Fernandes305. 

Dans le cadre de ces travaux effectués au laboratoire, des matrices de collagènes de type I 

(protéine la plus abondante dans la matrice extracellulaire chez les mammifères) ont été 

structurées par congélation directionnelle, puis stabilisées en utilisant comme agent réticulant 

de la vapeur d’amoniac199. Cette vapeur va pouvoir faire fondre la glace et induire une 

stabilisation du collagène. Cette stabilisation est différente d’une réticulation ionique, c’est une 

précipitation isoélectrique : au pH imposé par l’ajout d’ammoniac, les molécules de collagène 

possèdent autant de charges positives que négatives et s’agrègent en formant un réseau 

insoluble hydraté, un hydrogel. 

Ce procédé de fibrillogenèse topotactique est efficace pour les matrices de collagène, mais 

peut-il être adapté aux matrices d’alginate ? 

III.1.b.i Élaboration du procédé de réticulation topotactique 

L’adaptation de cette technique aux matrices d’alginate s’est faite en plusieurs étapes. Tout 

d’abord le choix de l’agent réticulant fut abordé. Pour l’alginate, le chlorure de calcium était 

naturellement désigné. En effet, les ions Ca2+ permettent de réticuler les chaînes d’alginate en 

formant les structures du type « egg-box ». Comme toute solution ionique, la présence des ions 

en solution induit un abaissement cryoscopique. Contrairement à la vapeur d’ammoniac utilisée 

pour la stabilisation de matrices de collagène – où la fibrillogenèse était induite par un gaz 

ajouté au monolithe congelé – nous proposons ici une stratégie où l’agent réticulant est en 

solution, respectant les deux critères énoncés précédemment : induction d’un abaissement 

cryoscopique de la glace et stabilisation des chaînes de polymère. Émergent alors les questions 

de concentration, de volume et de temps de réticulation. Afin de les aborder, il est important de 

noter que ces questions sont fortement dépendantes d’un autre paramètre du procédé qu’est la 

température. Nous allons voir ici l’évolution du procédé dont nous discuterons les résultats et 

analyses après. 

Des expériences préliminaires ont été réalisées avec un protocole proche de celui développé 

précédemment au LCMCP pour le collagène. Ainsi les matrices structurées par congélation 

directionnelle ont été thermostatées à 0°C en plongeant leurs flacons dans un bain de glace. Les 

matrices ont ensuite été immergées dans une solution de chlorure de calcium à 1 mol.L-1 

pendant différents temps : entre deux et trois jours sont nécessaires à la stabilisation complète 
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des matrices. Des clichés des matrices ainsi obtenues sont analysées et nous discuterons les 

résultats ultérieurement. 

Une seconde approche a ensuite été mise au point en remplaçant le bain de glace par un bain 

thermostaté à -3°C. Ce changement de température permet une nette séparation entre la glace 

au cœur des matrices qui peut ainsi rester congelée et la glace au contact de l’agent de 

réticulation qui va pouvoir fondre grâce à l’abaissement cryoscopique. La compétition entre la 

cinétique de la fonte de ces deux zones congelées – au contact de la solution de chlorure de 

calcium, et au cœur du matériau – est l’axe primordiale pour mener à bien la réticulation 

topotactique dont nous discuterons prochainement. Les résultats de cette amélioration seront 

discutés ultérieurement. 

De légères, mais néanmoins importantes, modifications ont été apportées afin d’améliorer 

encore le procédé. Dans les expériences précédentes les matrices congelées restaient fixées dans 

les tubes en polystyrène utilisés lors de la congélation directionnelle. L’extraction des matrices 

congelées de leurs moules a été réalisée avant la réticulation topotactique et les solutions de 

réticulation sont mises préalablement à -3°C afin d’homogénéiser la température de la solution 

de réticulation. Le temps de réticulation a ainsi pu être diminué. 

Le protocole de réticulation topotactique appliqué aux matrices d’alginate que nous avons 

alors retenu est schématisé en Figure III-3. 
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Figure III-3: Schéma complet du procédé pour former des hydrogels cellularisés via l'étape de 

réticulation topotactique. À gauche, le procédé de congélation directionnelle est représenté, avec 

l'utilisation d'une suspension de bactéries (représentées en jaune) dans une solution d’alginate à 4 wt% 

(en vert). Par le contrôle de la température via une résistance, un front de glace de vitesse constante est 

appliqué. Ces matrices congelées sont ensuite stabilisées par réticulation topotactique : elles sont 

plongées, sans leurs moules de polystyrène, dans une solution de CaCl2 pré-thermalisée, représentée en 

beige, à -3°C pendant 3 jours. 

La Figure III-3 décrit l’ensemble du protocole retenu pour l’obtention d’hydrogels 

cellularisés. Pour la stabilisation de ces matrices, 20 mL d’une solution de chlorure de calcium 

à 1 mol.L-1 préalablement thermalisée sont utilisées pour induire la réticulation. La matrice 

congelée est extraite de son tube de polystyrène puis est plongée dans cette solution elle-même 

mise dans un bain thermostaté à -3°C. À cette température, la matrice reste congelée mais les 

cristaux en contact avec la solution vont fondre grâce à l’abaissement cryoscopique produit par 

les ions Ca2+ et Cl-. Les ions Ca2+ vont alors avoir directement accès aux parois d’alginate et 

vont pouvoir les réticuler – en formant les complexes en forme de « egg-box » avec les 

groupements carboxylates entre deux groupes GG (succession de deux monomères 

guluronique). Une fois toute la glace fondue, la matrice est entièrement stable dans l’eau, des 

clichés réalisées au MEB sont présentée dans la Figure III-4 (C). 

Les différentes itérations du protocole développé au LCMCP permettent alors de répondre à 

la question de l’adaptabilité du protocole de fibrillogenèse topotactique aux matrices 
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d’alginate : la réticulation topotactique des matrices d’alginate permet-elle une conservation de 

la structure induite par la congélation directionnelle lors de sa gélification ? 

Matériel et méthode : Réticulation topotactique de matrices d’alginate 

Les matrices ont été réalisée comme décrit au chapitre précédent avec une solution d’alginate 

de sodium à 4 wt% où 2 mL ont été congelées à une vitesse de 25 µm.s-1 puis conservées 

à -80°C. 

Pour la première méthode un bain de glace est utilisé et les matrices congelées sont placées 

(toujours dans leurs moules de polystyrène) dans des falcons de 50 mL remplis de 20 mL d’une 

solution de CaCl2 à 1M pendant 2 jours. (A et A’). Pour améliorer la reproductibilité un bain 

isotherme à -3°C est utilisé pour la deuxième méthode, avec un temps de réticulation de 3 jours 

cette fois ci, toujours dans 20 mL de CaCl2 à 1 M (B et B’). Enfin une version finale est élaborée 

où le tube de polystyrène est retiré à l’aide de pince coupante et la solution de CaCl2 est 

thermalisée à -3°C, la matrice est placée dans les 20 mL de CaCl2 à 1M pendant 3 jours à -3°C 

(C et C’). 

Après leur élaboration, les hydrogels obtenus suivant les différents protocoles décrits 

auparavant ont été conservés dans de l’eau à 4°C. Ils ont ensuite été préparés pour les 

observations MEB par séchage supercritique. Pour cela des bains de déshydratation dans 

l’éthanol ont été réalisés – de 50% puis 75%, 90%, 96% puis deux fois 100% pendant 10 

minutes chacun – puis le séchage est effectué. Pour cela 22 cycles d’échange sont réalisés avec 

du CO2 liquide sous haute pression (70 bar), avant de chauffer le réacteur pour induire le 

passage du CO2 en phase supercritique. 

Pour permettre l’observation de la structure macroporeuse des matériaux, ainsi que pour 

caractériser les pores formés, les hydrogels séchés ont été découpés au scalpel, 

perpendiculairement à l’axe de croissance des cristaux de glace. Les tranches obtenues (d’une 

épaisseur de 3 à 4 mm) ont été recouvertes d’une couche de 20 nm d’or avant d’être observés 

au MEB. 

La Figure III-4 montre des clichés représentatifs des hydrogels obtenues pour chacune des 

différentes versions du procédé de réticulation topotactique mentionnées précédemment. Les 

clichés (A) et (A’) illustrent la texture des hydrogels obtenus après 2 jours de stabilisation 

topotactique, par CaCl2, dans un bain de glace. En (A), la perte de la structure macroporeuse 

obtenue lors de la congélation directionnelle est observable. En particulier, les pores semblent 

avoir collapsés suite à l’agrégation des parois adjacentes. Ces morphologies ne correspondent 

pas à celles observées au MEB pour les matrices lyophilisées. Cependant pour le cliché (A’) la 
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matrice semble avoir conservé la morphologie organisée en parois et en pores (bien que les 

pores semblent s’être effondrés). Ces deux clichés ont été choisis pour mettre en évidence la 

grande variabilité des résultats obtenus par l’utilisation du bain de glace pour thermaliser le 

procédé de réticulation topotactique. En effet, la plupart des hydrogels obtenus via ce protocole 

perdent leur structure pendant qu’une minorité gardent partiellement la morphologie imposée 

par congélation directionnelle. 

Ces rares hydrogels ayant conservé partiellement leur structure ont été encourageants et nous 

ont poussés à comprendre les phénomènes à la base de ces différences. Nous avons alors 

formulé l’hypothèse que ces deux morphologies obtenues seraient dues à l’instabilité de la 

température du bain de glace. La température de ce bain de glace est en effet variable et se 

réchauffe progressivement (observable par la fonte de la totalité des cristaux du bain de glace). 

Il ne permet pas une homogénéité thermique au sein même de la matrice et limite aussi la 

reproductibilité entre les différents échantillons. Lors du procédé de réticulation topotactique il 

y aurait une compétition entre la stabilisation par les agents de réticulation et la fonte des 

cristaux de glace qui solubiliserait alors les parois d’alginate encore non réticulées. Cette 

compétition se jouerait entre deux zones distinctes : une première qui n’est pas en contact avec 

la solution de réticulation – la glace pourrait recristalliser ou bien fondre à cause de la remontée 

de température. Et une deuxième zone où la glace serait en contact avec la solution de 

réticulation – la compétition serait alors dirigée par les cinétiques respectives de réticulation et 

de solubilisation de l’alginate des parois. 
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Figure III-4: Clichés MEB des matrices sèches obtenues après réticulation topotactique et séchage 

supercritique. En A et A’, matrices après 2 jours dans 20 mL d’une solution de CaCl2 à 1M dans un 

bain de glace. Les clichés B et B’ montrent les matrices réticulées (toujours par une solution de chlorure 

de calcium à 1M) dans un bain isotherme à -3°C. En C et C’, les matrices ont été réticulées dans un 

bain isotherme à -3°C et les moules en polystyrènes dans lesquelles les solutions furent congelées ont 

été enlevées. Le cliché C’ est une vue macroscopique d’un hydrogel structuré par congélation 

directionnelle puis stabilisées par réticulation topotactique. Toutes les matrices ont été élaborées à une 

vitesse de propagation du front de glace de 25 µm.s-1. Échelle : A et A’100 µm, B, B’ et C 200 µm. 
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Afin de s’attaquer à ces problèmes nous avons modifié le protocole comme décrit plutôt en 

échangeant le bain de glace par un bain thermostaté à -3°C. Cette température a été choisie 

d’après la loi de Raoult (aussi appelé loi de Blagden en Équation III-1) permettant de calculer 

l’abaissement cryoscopique induite par un soluté : 

Équation III-1        

Où 𝛥𝑇 représente l’abaissement cryoscopique, 𝑘𝑐 la constante cryoscopique de l’eau et est 

fixée à 1,85°C.kg.mol-1, 𝑛 la molalité du sel de CaCl2 (en mol.kg-1) et 𝑖𝐶𝑎𝐶𝑙2  le facteur de Van’t 

Hoff (coefficient de dissociation des ions) de 2,71 pour le CaCl2. Ainsi pour une concentration 

de 1 mol.L-1 de CaCl2, l’abaissement cryoscopique est de 5°C. Nous avons pris en compte 

également la concentration finale des ions lorsque tout la glace aura fondu, les ions seront alors 

dilués dans environ 2 mL supplémentaires (les 2mL de glace formée lors du freeze-casting) ce 

qui diminuerait l’abaissement cryoscopique à 4,58°C (pour une utilisation de 20 mL de solution 

de réticulation). Ainsi en fixant la température du bain isotherme à -3°C, la matrice resterait 

congelée, mais l’abaissement cryoscopique serait suffisant pour faire fondre les cristaux au 

contact de la solution de CaCl2. 

Après séchage supercritique, les hydrogels obtenus en fixant la température du bain 

isotherme à -3°C ont conservé des pores et des parois. Les clichés MEB visibles en (B) et (B’) 

de la Figure III-4 sont représentatifs des structures obtenues. Le cliché (B) – une vue du dessus 

perpendiculaire au gradient thermique appliqué lors de la congélation directionnelle – met en 

évidence de nombreux pores, ayant une largeur moyenne d’environ 75 µm (moyenne du 

diamètre de Feret minimal). Cette valeur est supérieure (environ 3 fois plus grande) à celles 

obtenues pour les matrices lyophilisées après le freeze-casting. Le cliché (B’) – une vue de côté, 

parallèle à la croissance des cristaux – met en évidence la conservation de l’anisotropie des 

pores observables en (B). À la différence des matrices stabilisées avec le bain de glace, les 

matrices obtenues via ce protocole thermalisé à l’aide d’un bain isotherme possèdent toute une 

structure analogue à celles présentées en (B) et (B’) et ont conservé une structure macroporeuse 

anisotrope. La différence de variation de température au cours du procédé a alors bien eu un 

impact sur la structure finale obtenue, comme formulé dans une hypothèse précédente. En fixant 

la température du bain à -3°C, la température de la matrice est donc restée en dessous de la 

température de fusion de la glace pure tout le long du procédé et a empêché la fonte inopportune 

des cristaux. Cependant, bien que la morphologie soit reconnaissable, les distances 

caractéristiques telles que la largeur des pores et l’épaisseur des parois sont, elles, clairement 

𝛥𝑇 = 𝑘𝑐 .𝑛. 𝑖𝐶𝑎𝐶𝑙2  
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différentes de celles observées après freeze-casting. Les pores sont en moyenne 3 fois plus 

larges et la différence pour l’épaisseur des murs semble encore plus importante (non quantifiée). 

En analysant ces clichés, il semblerait que les murs observés soient composés de plusieurs murs 

collés ensemble, il est alors possibles certains pores aient disparu. 

Nous nous sommes alors demandé si lors de la réticulation topotactique des phénomènes de 

recristallisation sont possibles. En effet, à -3°C des réarrangements peuvent avoir lieux dans la 

glace et certains cristaux peuvent fondre et d’autres, au contraire, se développer. Ainsi, certains 

cristaux pourraient fondre libérant progressivement de l’espace que d’autre cristaux (formant 

les pores finaux) s’approprieraient en grandissant. La disparition de certains cristaux pourrait 

décaler les parois d’alginate en les rapprochant et la fonte de ces cristaux pourrait de plus 

entrainer une solubilisation partielle des parois au contact, comblant alors l’espaces entre les 

différentes parois concernées. Les murs observées semblant alors plus épais pourraient être 

composés de plusieurs parois d’alginates ayant fusionnées lors de la fonte et de la solubilisation 

partielle. Au contraire, les cristaux se développant pourraient écarter les parois et former des 

pores plus larges dans la matrice finale. Des analyses de clichés de microscopie électronique à 

transmission (MET) ont alors été réalisées afin d’appréhender cette possibilité et sont exposées 

en Figure III-5. 

Matériel et méthode : Observation MET d’hydrogels stabilisées par réticulation topotactique 

Ces matrices ont été réalisées comme décrit au chapitre précédent avec une solution d’alginate 

de sodium à 4 wt% où 2 mL ont été congelées à une vitesse de 25 µm.s-1 puis conservées 

à -80°C. Pour la réticulation topotactique un bain isotherme de -3°C a été utilisé avec comme 

agent réticulant 20 mL d’une solution de CaCl2 à 1 mol.L-1. Au bout de 3 jours les matrices 

sont récupérées et lavées par 3 bains d’eau DI de 10 min. Les hydrogels sont fixés par du 

paraformaldéhyde et du glutaraldéhyde puis inclus dans une résine époxy (Le protocole de 

fixation est décrit en annexe). 

Des coupes d’épaisseur comprises entre 50 et 80 nm sont alors réalisées sur un ultra microtome 

Leica UC7. Elles sont déposées sur des grilles de Cuivre de 300 mesh et elles sont contrastées 

à l'acétate d'uranyle 0,5% dans un mélange eau/EtOH (50/50). Ces coupes sont ensuite 

recouvertes de 5 nm de carbone par métaliseur avant d’être observées au MET (JEM 2011, 

Vacc=200 kV). Une cartographie élémentaire est réalisée par EDS (en collaboration avec la 

plateforme technique de la Fédération de Chimie et matériaux de Paris-Centre, FCMat) et les 

résultats sont ensuite analysés à l’aide du logiciel Fiji. 
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Figure III-5: Clichés MEB et MET des aérogels obtenus par séchage des hydrogels stabilisés par 

réticulation topotactique dans un bain isotherme à -3°C. (A) Cliché MEB d’une paroi d’alginate 

réticulée par le deuxième procédé de réticulation topotactique. (B) Cliché MET d’une paroi analysée 

par cartographie élémentaire dont les résultats sont présentés en (C). La densité des points violet 

représente la densité de calcium présent dans le mur. Cette répartition est ensuite quantifiée en (C’) qui 

est une mesure de la densité de calcium dans la largeur du murs (normalisé). Echelle : (A) 25 µm, (B) 

et (C) 2 µm. 

Sur le cliché MEB représenté en (A) de la Figure III-5, les parois les plus fines semblent 

s’associer pour former des parois plus épaisses. Contrairement aux clichés MEB des matrices 

structurées par congélation directionnelles puis lyophilisées, où tous les murs semblaient avoir 

une épaisseur similaire, ici il semble y avoir une forte dispersion dans la largeur des murs. Pour 

les clichés MET associés, où un mur à la fois est visible, des bandes fines dans la continuité des 

murs sont observées (B). Alors que la largeur des murs est comprise entre 2 µm et 10 µm, la 

largeur des bandes les composant est de la même dimension que celle mesurée après 

lyophilisation – entre 0,5 µm et 1,5 µm. De plus la cartographie élémentaire nous renseigne sur 

une disparité de la répartition du calcium dans les murs – en (C) et (C’). Les atomes de calcium 
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semblent en effet concentrés dans les structures fines des murs et en plus faibles quantités entre 

ces structures. 

D’après ces observations il semblerait que les murs d’alginate obtenus avec ce protocole de 

réticulation topotactique soient composés de plusieurs murs formés lors de la congélation 

directionnelle qui se seraient agrégés ensemble. En effet, si nous reprenons l’hypothèse selon 

laquelle des recristallisations ont lieu avant l’arrivée des ions Ca2+, où certains cristaux de glace 

fondent pendant que d’autres grossissent, les murs auraient pu être en contact avec de l’eau 

liquide et auraient commencé à se solubiliser. Il est alors envisageable que la partie plus sombre 

des murs observée en microscopie électronique à transmission soit de l’alginate solubilisé 

extrait des parois (formées par freeze-casting) par le phénomène de recristallisation et ensuite 

stabilisés par les ions calcium de la réticulation topotactique. Cela pourrait de plus expliquer la 

répartition du calcium qui serait alors en plus grande quantité dans les parois initiales. Si l’on 

considère que le calcium est en excès et qu’une réticulation complète de tous les sites G des 

chaînes d’alginate ait lieu, la densité de calcium serait alors dépendant de la concentration 

d’alginate – il suffirait donc d’un ratio de [Ca2+]/[G] de 0,55 pour que tous les sites G soient 

complexés272, ce qui correspondrait à une concentration d’environ 100 mmol.L-1 dans notre cas 

(dans l’hypothèse théorique où les chaînes soient composées uniquement de groupement G). 

Ainsi les parties moins denses en Ca2+ seraient aussi moins dense en alginate. Ces parties du 

mur moins denses en Ca2+ correspondrait aux zones plus claires associées à la solubilisation 

d’une partie des parois initiales, elles-mêmes associables aux parties plus sombres et plus dense 

en Ca2+. 

Il est raisonnable de se demander si ce phénomène de recristallisation, qui semble impacter 

directement la composition des murs, ne pourrait pas avoir aussi un impact négatif sur la survie 

des bactéries alors encapsulés dans ces parois primaires. De plus, la diffusion des nutriments 

ainsi que l’efficacité de dépollution des bactéries encapsulées pourraient être réduites par cet 

épaississement des murs lors du regroupement des parois. Nous n’avons cependant pas poussé 

les analyses plus en avant car le dernier protocole de réticulation topotactique semblait plus 

prometteur, comme nous allons le voir. 

Le dernier protocole de réticulation topotactique garde l’utilisation d’un bain thermostaté 

donnant des résultats encourageants. Les modifications introduites dans ce nouveau protocole 

visent à favoriser la réticulation de l’alginate au détriment de la solubilisation des parois due à 

la recristallisation de la glace. Les modifications apportées décrites en Figure III-3 reposent sur 

la pré-thermalisation des solutions de CaCl2 à -3°C avant l’ajout des matrices. De plus, les tubes 
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de polystyrènes, servant de moules lors de l’étape de congélation directionnelle, sont retirés 

avant l’étape de réticulation afin d’améliorer la diffusion de la solution réticulante. Les résultats 

de ces changements sont exposés en (C) et (C’) de la Figure III-4. La photo (C’) représente un 

hydrogel structuré après un mois de stockage dans de l’eau. On peut alors remarquer la stabilité 

de l’hydrogel qui a conservé la forme cylindrique imposée par le tube en polystyrène (bien qu’il 

ait été enlevé) et dont les clichés MEB révèlent une structure présentée dans le cliché (C). On 

peut par ailleurs observer dans ce cliché MEB une morphologie identique à celle obtenue 

directement après congélation directionnelle (observations faites après lyophilisation), avec la 

présence de nombreux pores et parois d’alginate. De plus les dimensions des murs observées 

ici sont plus fines que celles du protocole précédent et sont comparables avec celles imposées 

par freeze-casting. Ainsi ce dernier protocole de réticulation topotactique semble permettre la 

stabilisation des matrices tout en conservant la structure poreuse et anisotrope, en une seule 

étape. De plus, nous en discuterons ultérieurement, les modifications ainsi apportées permettent 

de réduire le temps de réticulation, ce qui est intéressant d’un point de vue de l’optimisation du 

procédé mais peu aussi jouer un rôle important dans la survie des bactéries. Nous avons donc 

décidé d’analyser plus en détail les résultats obtenus par ce protocole tels que la structure, 

microstructure et la survie des bactéries. 

III.2  Caractérisation des matrices hydrogels sans bactéries 

Comme nous venons de le voir, la morphologie des hydrogels réalisés par cette méthode 

finale de réticulation topotactique est très proche de celle obtenue directement après freeze-

casting. Nous allons maintenant analyser plus en détail les dimensions caractéristiques des 

matériaux obtenus par ce processus. 

Matériel et méthode : Morphologie des hydrogels 

Ces matrices ont été réalisées comme décrit au chapitre précédent avec une solution d’alginate 

de sodium à 4 wt% où 2 mL ont été congelés à des vitesses de 10, 25 et 50 µm.s-1 puis stockés 

à -80°C. 

Pour leur réticulation topotactique, des flacons de 50 mL sont préparés contenant 20 mL d’une 

solution de CaCl2 à 1M et refroidis à l’avance à -3°C. Puis les moules en polystyrène sont 

enlevés à la pince coupante et les matrices congelées placées dans les solutions pré-refroidies. 

Ces ensembles sont ensuite transférés dans un bain isotherme à -3°C et la réticulation 

topotactique se déroule alors pendant 3 jours. 
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Les hydrogels ainsi obtenus sont alors préparés pour les observations MEB par séchage 

supercritique. Ils sont d’abord découpés en deux dans l’axe de croissance des cristaux de glace, 

puis perpendiculairement en tranches d’environ 3±1 mm au scalpel. Des bains de 

déshydratation dans l’éthanol sont réalisés – de 50% puis 75%, 90%, 96% puis deux fois 100% 

pendant 10 minutes chacun – puis le séchage est effectué. Pour cela 22 cycles d’échanges lent 

sont réalisés avec du CO2 liquide sous haute pression. 

Les hydrogels séchés sont ensuite recouverts d’une couche de 20 nm d’or avant d’être observés 

au MEB. Les clichés ainsi obtenus sont analysés à travers le logiciel Fiji. Le plugin MorpholibJ 

est utilisé pour délimiter les pores. 
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Figure III-6: Clichés MEB de coupes transversales des aérogels obtenus par séchage supercritique 

des hydrogels formés par congélation directionnelle puis stabilisés par réticulation topotactique. (a) 

Vue transversale d’une coupe d’hydrogel structuré à 10 µm.s-1, (b) à 25 µm.s-1, et (c) à 50 µm.s-1. Les 

images (a’), (b’) et (c’) sont les masques représentant les pores quantifiés à l’aide du logiciel Fiji et du 

plugin MorpholibJ. Échelle : 200 µm pour chaque cliché.  

L’impact du nouveau procédé de réticulation topotactique sur la structure macroporeuse a 

été évalué sur des matrices obtenues par congélation directionnelle à différentes vitesses de 

progression de front de glace. Pour cela des solutions d’alginate à 4 wt% ont été structurées par 

freeze-casting avec une vitesse du front de glace de 10, 25 et 50 µm.s-1. Puis ces matrices ont 

été stabilisées par réticulation topotactique selon les conditions énoncées précédemment et 

préparées pour des analyses MEB. 
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Les clichés des coupes transversales sont utilisés pour les analyses de morphologie et et les 

résultats sont présentés en Figure III-6. Ces clichés ont été analysés par le logiciel Fiji nous 

permettant de mesurer les tailles caractéristiques grâce aux masques réalisés – (a’), (b’) et (c’). 

Ces analyses morphologiques sont détaillées dans la Figure III-7. 

Les hydrogels présentés en Figure III-6 (séchés afin de rendre possible leur observation au 

MEB) possèdent de nombreux pores et parois comme observé dans le chapitre précédent pour 

les matrices lyophilisées. Une évolution dans la taille des pores inversement proportionnelle à 

la vitesse du front de glace est observable suite au nouveau procédé de réticulation topotactique. 

Cette évolution semble correspondre à celle caractérisée au chapitre précédent, où la taille des 

pores diminuait avec l’augmentation de la vitesse. Ces clichés semblent indiquer que le 

protocole de réticulation topotactique mis en place afin de stabiliser les matrices congelées 

permet de conserver la morphologie macroporeuse imposée par congélation directionnelle pour 

les différentes vitesses de front de glace utilisées. De plus les masques obtenus par l’utilisation 

du plugin MorpholibJ semblent correspondre de manière qualitative aux clichés analysés et les 

résultats de ces analyses sont présentés en Figure III-7. 
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Figure III-7: Évolution des tailles caractéristiques des pores des hydrogels après réticulation 

topotactique (en orange) et leur comparaison avec les matrices obtenues après congélation 

directionnelle et lyophilisation (en bleu). Les graphiques (a) et (b) représentent uniquement les données 

obtenues après la stabilisation topotactique. Avant et après réticulation topotactique la longueur (c) et 

la largeur (d) des pores diminuent avec l’augmentation de la vitesse. En (e) le rapport d’anisotropie 

(facteur de forme) est représenté, il est calculé en divisant la longueur des pores par leur largeur. En 

(f) la section des pores est représentée et semble diminuer avec l’augmentation de la vitesse dans les 

deux conditions évaluées. 

Ces mesures, présentées en Figure III-7, montrent tout d’abord les résultats pour les tailles 

caractéristiques des pores des hydrogels séchés qui sont comparées dans un second temps avec 

celles de matrices lyophilisées directement après congélation directionnelles. Ces mesures 
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quantitatives confirment l’évolution des tailles caractéristiques des pores de manière 

inversement proportionnelle à la vitesse du front de glace – (a) et (b). Lorsque la comparaison 

est établie avec les matrices lyophilisées, des évolutions comparables sont retrouvées. 

Cependant, des différences sont observables avant et après l’étape de réticulation topotactique. 

En effet, les dimensions des pores mesurés après réticulation topotactique sont 

systématiquement inférieures à celle obtenues après lyophilisation. De plus le facteur de forme 

représenté en (e) montre une anisotropie plus forte pour les matrices lyophilisées que pour les 

hydrogels stabilisés – l’anisotropie selon l’axe de croissance des cristaux de glace ne peut pas 

être analysée à partir de ces clichés et l’anisotropie évoquée ici correspond au rapport entre 

largeur et longueur des pores et non leur hauteur. Il est aussi intéressant de noter l’invariance 

de ces facteurs de forme aux différentes vitesses utilisées. L’évolution de la section des pores 

(analogue à la section des cristaux qui ont fondu) est représentée en (f). Cette section diminue 

avec l’augmentation de la vitesse du front de glace (concordant avec les résultats du chapitre 

précédent où une vitesse supérieure diminuait la taille des cristaux) mais est systématiquement 

inférieure après la réticulation topotactique. 

En résumé, le procédé de réticulation topotactique utilisé ici permet bien de conserver la 

morphologie définie par la congélation directionnelle, avec des structures et des tailles de pores 

comparables. Cependant, les matrices obtenues par l’utilisation de ce procédé de stabilisation 

topotactique en une seule étape semble avoir une morphologie de pores légèrement différente 

de celle observée après lyophilisation et sans réticulation. En effet, une diminution de la section 

des pores et de leur anisotropie est mesurée. Autrement dit, les pores semblent plus petits et 

arrondis. Ces différences peuvent être dues à plusieurs facteurs, il peut s’agir d’un artefact due 

au séchage supercritique faisant se contracter les matrices – cependant le changement 

d’anisotropie reste difficile à expliquer dans ce cas – ou bien d’une déformation due à la 

souplesse de l’hydrogel en solution afin de diminuer les tensions. L’eau pourrait en effet agir 

comme un plastifiant du réseau polymère d’alginate en induisant une relaxation des chaînes – 

en augmentant leur mobilité. Des analyses supplémentaires sont nécessaires afin de mieux 

comprendre ces différences. Cependant les résultats obtenus ici sont amplement suffisants en 

termes de conservation de la structure pour permettre l’utilisation du procédé de réticulation 

topotactique pour stabiliser les matrices cellularisées et structurées par congélation 

directionnelle. 

Les caractérisations des hydrogels ont été poussées à une échelle plus fine, de l’ordre de 

grandeur des bactéries afin de sonder le microenvironnement auquel elles seront exposées. Des 
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analyses de microscopie électronique à transmission ainsi que des mesures de cartographie 

élémentaires ont alors été réalisées. 

Matériel et méthode : Caractérisation MET des matrices stabilisées par réticulation 

topotactique 

Des hydrogels structurés par congélation directionnelle et stabilisés par réticulation 

topotactique tel que précédemment présenté (pour les analyses MEB) sont réalisés à 10, 25 et 

50 µm.s-1. Les hydrogels sont fixés par du paraformaldéhyde et du glutaraldéhyde puis inclus 

dans une résine époxy. Le protocole de fixation est détaillé en annexe. 

Les coupes sont alors réalisées sur un ultra microtome Leica UC7. Elles font entre 50 et 80 nm 

d'épaisseur. Elles sont déposées sur des grilles de cuivre de 300 mesh et elles sont contrastées 

à l'acétate d'uranyle 0,5% dans EtOH 50%. Une couche de 5 nm de carbone est déposée par 

métaliseur et enfin l’observation au microscope électronique à transmission est réalisée. Une 

cartographie élémentaire est réalisée par EDS (en collaboration avec la plateforme technique 

de la Fédération de Chimie et matériaux de Paris-Centre FCMat) et les résultats sont ensuite 

analysés à l’aide du logiciel Fiji. 
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Figure III-8: Clichés de microscopie électronique à transmission des parois des hydrogels. Les 

clichés A, B, C et E ont été réalisés sur des échantillons congelés avec une vitesse de front de glace de 

10, 25, 50 et 25 µm.s-1 respectivement. Des mesures d’épaisseur des murs sur plusieurs clichés 

permettent de tracer le graphe en (D). Une analyse élémentaire par EDX – d’un échantillon réalisé à 

25 µm.s-1 – permet de cartographier la répartition du calcium (E’) dans la largeur des murs (analyse 

du rectangle violet en E) qui est homogène (F). Échelle : 1 µm de (A) à (D) et 500 nm pour (E) et (E’). 

Les observations MET présentées en Figure III-8 ont été réalisées sur des hydrogels 

structurés à différentes vitesses de front de glace – à 10, 25 et 50 µm.s-1 – et stabilisés via le 

protocole de réticulation topotactique décrit précédemment. Pour les observations MET, ces 
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hydrogels ont été préparés par fixation (utilisation de paraformaldéhyde puis de glutaraldéhyde 

pour réticuler de manière covalente les matrices) puis ils ont été inclus en résine époxy afin de 

faciliter la découpe. Ces procédés sont possibles pour ces hydrogels car ils ont été stabilisés et 

rendus insolubles dans l’eau, cependant les tentatives d’appliquer cette même stratégie aux 

matrices lyophilisées ont échouées à cause de leur solubilisation pendant la réticulation au 

paraformaldéhyde, expliquant leur déstructuration. Des coupes fines d’une épaisseur de 50 à 

80 nm ont été réalisées à l’aide d’un ultramicrotome. Ainsi les parois des hydrogels, obtenues 

aux différentes vitesses, ont pu être observées individuellement et des analyses élémentaires 

ont été réalisées pour déterminer la répartition du calcium au sein des murs. La quantification 

de cette cartographie a été réalisée dans l’épaisseur des murs puis moyennée afin de voir la 

répartition du calcium à travers les parois. 

Les clichés (A), (B) et (C) de la Figure III-8 montrent des segments de murs d’alginate 

réticulés à des vitesses de 10, 25 et 50 µm.s-1 respectivement. On peut tout d’abord noter 

l’apparence des parois qui, contrairement à celle des autres protocoles, semblent n’être composé 

que d’une partie hétérogène (les taches noires nanoscopiques ainsi que les zones claires sont 

des artéfacts de l’agent de contraste, l’acétate d’uranyle, respectivement plus ou moins 

concentré). Les murs observés issus des protocoles précédents semblaient composés de 

plusieurs parois qui n’apparaissent pas ici. Les mesures de leur largeur sont présentées en (D) 

et diminuent lorsque la vitesse augmente, passant de 2,2 à 1,5 puis 0,8 µm pour les vitesses de 

10, 25 et 50 µm.s-1 respectivement. La cartographie élémentaire réalisée sur le mur en (E) – 

présentée en (E’) – met en évidence la répartition du calcium dans la paroi observée. L’analyse 

de cette cartographie est montrée en (F) et présente une répartition homogène du calcium dans 

la largeur des parois. 

Il est intéressant de noter la conservation de la différence des tailles caractéristiques pour les 

différentes vitesses de front de glace. En effet, comme attendu, plus la vitesse du front de glace 

est rapide lors de la congélation directionnelle et plus les pores sont petits et les murs fins. Le 

procédé de réticulation topotactique permet ainsi de conserver la vitesse du front de glace 

comme paramètre clef sur le contrôle de la morphologie des matrices. L’évolution du protocole 

de réticulation topotactique et son impact sur la morphologie des parois sont remarquables. En 

thermalisant les solutions réticulantes en amont et en enlevant les moules de polystyrène, la 

taille des murs a diminué drastiquement et traduit un changement dans la compétition entre la 

recristallisation et la réticulation. Les dimensions ainsi obtenues sont maintenant proches des 

tailles caractéristiques obtenues après lyophilisation. En comparaison avec les clichés MET 
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exposés en Figure III-5, les murs obtenus par le protocole final ne sont composés que d’une 

seule paroi, justifiant par ce fait la différence de largeur. La cartographie élémentaire confirme 

cette observation en montrant une répartition homogène du calcium dans les murs. L’épaisseur 

des parois obtenue par cette méthode est proche des dimensions caractéristiques des 

Pseudomonas putida et les problèmes liés à la diffusion des nutriments et des polluants au sein 

des murs pourrait alors être atténués (des études sur l’activité de l’eau et la diffusion des 

nutriments n’ont pas été réalisées et restent nécessaires). En reprenant les hypothèses évoquées 

plus tôt, les différences observées dans la structure des hydrogels à travers l’évolution du 

procédé de réticulation topotactique pourraient être dues à une modification de la compétition 

entre réticulation et solubilisation des murs – que cette solubilisation soit due à de la 

recristallisation ou bien à la fonte de la glace induite par l’abaissement cryoscopique. Les effets 

de la pré-thermalisation de la solution de chlorure de calcium n’ont pas été étudiés. Il est 

possible qu’elle puisse jouer un rôle dans la compétition précédemment évoquée en ralentissant 

la recristallisation dès le début du procédé, limitant ainsi la modification de la structure aux 

extrémités et impactant la diffusion. Le retrait du moule de polystyrène peut lui aussi avoir un 

impact sur la diffusion de la solution de réticulation. En effet en présence du tube de 

polystyrène, la diffusion de la solution réticulante est limitée et pénètre les matrices 

principalement par le haut et le bas – les côtés étant entourés par le moule. De plus la diffusion 

de cette solution par le bas de l’échantillon risque d’être limitée par le phénomène de surfusion 

décrit au chapitre précédent, formant alors une zone où la cristallisation – définissant la 

morphologie – n’est pas contrôlée. Le retrait de ce moule utilisé pendant la congélation 

directionnelle permet d’améliorer la diffusion des agents réticulants. Par conséquence, une 

diminution du temps nécessaire à l’étape de réticulation topotactique est observée, comme nous 

allons le voir. 

III.3  Étude cinétique de la réticulation topotactique 

Après avoir observé les améliorations obtenues après le retrait des moules de polystyrène, 

nous avons décidé de mesurer la vitesse de réticulation. Si le transport et la diffusion des ions 

calcium sont améliorés par le retrait du tube, il devrait s’ensuivre une diminution du temps de 

réticulation qui était jusqu’alors de 3 jours pour obtenir un hydrogel totalement stable. 

Matériel et méthode : Mesure macroscopique de la vitesse de réticulation topotactique 

Des matrices à 25 µm.s-1 sont réalisées (en triplicata) à partir d’une solution d’alginate à 

4 wt%. Les matrices préparées ici ont en moyenne une hauteur d’environ 1,3 cm et d’un 
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diamètre de 1,7 cm. Des solutions de réticulation de CaCl2 sont pré-refroidies à -3°C. Les 

moules des matrices sont retirés à la pince coupante puis les matrices sont plongées dans les 

solutions de réticulation et dans le bain isotherme à -3°C. Le procédé de réticulation est arrêté 

à différents temps (4h,6h,10h,20 et 24h) afin de mesurer l’avancement de la réticulation. Pour 

cela les matrices sont découpées en deux à la lame de rasoir et une photo est prise. Les surfaces 

des zones encore gelées et des zones réticulées sont alors mesurées à l’aide du logiciel Fiji 

pour calculer les volumes respectifs. Le rapport du volume réticulé par le volume total est alors 

représenté en Figure III-9. 

 

 

Figure III-9 : (A) Coupe d’une matrice pendant l’étape de réticulation topotactique. Les pointillés 

rouges délimitent les contours de la partie réticulée de la matrice et les bleus de la zone encore congelée. 

Ces mesures permettent d’obtenir le graphe présenté en (B) représentant l’avancement de la 

réticulation. Cliché pris après 10 heures de réticulation. Échelle 2,5mm.  

Des matrices congelées – structurées à une vitesse de front de glace de 25 µm.s-1 – ont été 

réticulées topotactiquement et le procédé a été interrompu à différents temps afin de mesurer la 

vitesse de progression de la solution de réticulation. L’observation des coupes de ces matrices 

permet de différencier les parties réticulées et hydratées des zones encore congelées. La photo 

d’hydrogel présenté en (A) de la Figure III-9 permet d’identifier et de discriminer ces deux 

zones par leur apparence et propriétés mécaniques (ressenties lors de la coupe). D’apparence 

blanche et délimité par les pointillés bleu, le cœur de la matrice est encore congelé après 

10 heures de réticulation topotactique. D’apparence grise et délimitée par les pointillés rouges, 

la partie la plus exposée à la solution de réticulation est stabilisée sous forme d’hydrogel et ne 

contient plus de cristaux de glace. En mesurant les surfaces ici observées et en utilisant les 

propriétés de symétrie des échantillons, le volume de chaque partie est calculé et comparé dans 
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le graphe (B). Le rapport des volumes de la partie réticulée sur la partie congelée est ici 

représenté en fonction du temps que ces échantillons ont passés dans le procédé de réticulation 

topotactique. Ces données montrent une augmentation du volume de la partie réticulée très 

rapide dans un premier temps et qui ralentie par la suite. Un point crucial des données recueillies 

est la réticulation complète des matrices au bout de 24 heures, pour les dimensions des matrices 

utilisés – 1,3 cm de diamètre et 1,7 cm de hauteur. 

Cette expérience a montré que lors du procédé de réticulation topotactique les matrices sont 

bien stabilisées au contact de la solution de réticulation alors que le cœur, reste congelé. De 

plus, les modifications apportées au procédé permettent de diminuer drastiquement le temps de 

stabilisation en passant de 3 jours à 24 heures de réticulation. 

Afin de confirmer le mécanisme de la réticulation topotactique, une étude microscopique du 

procédé a été réalisé in situ. L’observation en temps réel de la fonte des cristaux de glace et de 

la stabilisation des parois a été réalisée en collaboration avec le Dr. S. Deville à l’Institut 

Lumière Matière à Lyon. Le montage de microscopie confocale utilisé au chapitre précédent 

est repris ici et des modifications sont apportées. Ces expériences ont été réalisées en présence 

de bactéries de Pseudomonas putida afin d’appréhender leur devenir lors du processus de 

réticulation topotactique. 

Matériel et méthode : Analyse confocale de la réticulation topotactique 

Le système de congélation directionnelle couplée au microscope confocal, utilisé pour observer 

in situ la croissance de la glace et la ségrégation de phase dans le chapitre précédent est 

réutilisé ici. 

Le système se compose de deux Peltiers indépendants contrôlés par le même élément ainsi que 

d’un contrôle de déplacement de l’échantillon en XY. 

Les deux blocs thermiques sont séparés de 2 mm. Les observations ont été réalisés à travers un 

microscope confocal Laser Scanning Plateform Leica TCS SP8 (Leica Microsystems SAS, 

Allemagne). 

Une pré-culture de Pseudomonas putida mt2 (ATCC) est réalisée en mélangeant 100 µL 

d’aliquote de stockage à 14,9 mL de LB Broth et mis à incuber une nuit. Puis, pour la culture, 

on prélève 1,2 mL ajoute à 58,8 mL de LB Broth et mis à incuber pour 24 heures. Cette culture 

est ensuite séparée dans deux tubes de 30 mL et centrifugée à 3046 G pendant 10 min. Les 

culots obtenus sont redispersés dans un total de 30 mL d’une solution d’alginate à 4 wt%. Ces 

suspensions sont marquées en fluorescence par un test Live/Dead (SYTO:9/Iodure de 

Propidium) mettant en évidence les bactéries vivantes et mortes. Elles sont ensuite placées entre 
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deux lamelles de verre (chambre Hele-Shaw) avec une épaisseur de 100 µm. Ces échantillons 

sont déplacés depuis le Peltier chaud (12°C) vers le Peltiers froid (-10°C) à une vitesse linéaire 

de 25 µm.s-1. 

Une fois la suspension entièrement congelée, une solution de réticulation de chlorure de 

calcium à 1M contenant 2-3 ppm de rhodamine B (chromophore) est injectée entre les deux 

lamelles par une seringue reliée à un tuyau fin – le volume injecté est de l’ordre de la dizaine 

de microlitres. La solution de réticulation se propage par capillarité jusqu’à atteindre la goute 

congelée d’alginate. Une acquisition séquentielle d’images permet de décrire la progression 

du front de calcium. Les données ainsi obtenues sont finalement analysées par le logiciel Fiji. 

 

 

Figure III-10: Observation confocale et mesure de la réticulation topotactique. (A) Cliché de la fin 

de la congélation directionnelle où les cristaux de glace arrivent au bord de la goutte de suspension 

d’alginate et de bactéries, dont les parois sont visibles en gris et mis en évidence en pointillés rouges. 

Les cristaux de glace formés lors de la congélation directionnelle sont visibles en noir (délimité par 

des pointillés blancs). (B) Cliché du début de la réticulation topotactique avec en vert la solution de 

calcium marquée par de la rhodamine B. Les lignes délimitées par les pointillés jaunes sont les parois 

stabilisées par la réticulation topotactique. (C) Cliché rapproché de la réticulation topotactique avec, 

mises en évidence, les parois stabilisées par le calcium en jaune (D). Les points noirs sont les mesures 



111 

 

de l’avancement du front de calcium au cours du temps à partir de la surface de l’échantillon, et en 

vert la vitesse instantanée de ce même front. Échelles : (B) 100µm (C)50µm. 

Les résultats des expériences, permettant de mesurer le retrait de la glace lors de la 

réticulation topotactique sous le microscope confocale, sont exposés en Figure III-10. Le 

premier cliché (A) montre l’extrémité d’un échantillon à la fin de l’étape de congélation, les 

murs entre les cristaux sont visibles à travers les bactéries marquées par les chromophores du 

kit live/dead. Comme vu dans le chapitre précédent, la quasi-totalité des bactéries se retrouvent 

encapsulées lors de la ségrégation de phase entre les cristaux de glace et les zones riches en 

alginate. L’observation des bactéries peut donc être corrélée avec la localisation des parois 

d’alginate. Le second cliché (B) montre l’arrivé de la solution de réticulation (en vert) ainsi que 

le début de la réticulation topotactique, avec les parois stabilisées en jaune. Un grandissement 

supérieur est utilisé pour le cliché suivant (C) où l’interface entre la solution de réticulation et 

la partie encore congelée de l’échantillon est observée. La progression de la solution peut être 

suivie en même temps que la disparition des cristaux de glace. On observe la conservation de 

l’organisation des parois après le passage de la solution de calcium, comme attendu d’après les 

résultats MEB. Il est aussi intéressant de noter que la progression du signal de la rhodamine se 

fait parallèlement à la surface de l’échantillon formant un front de progression de la solution de 

réticulation. Les analyses de la position et de la vitesse de progression de ce front de calcium 

sont représentées dans le diagramme en (D). Cette vitesse décroît en progressant dans la matrice 

et atteint une valeur de 600 µm.h-1 au bout de 20 min. 

La vitesse d’avancement du front de réticulation mesurée est globalement dans l’ordre de 

grandeur attendue. En considérant que la vitesse de 600 µm.h-1 se maintient le long de la 

réticulation, elle permettrait de réticuler une matrice de 14,4 mm en 24 heures. Si l’on prend en 

compte la décroissance de cette vitesse mais aussi le fait que la matrice soit réticulée de chaque 

côté, l’évolution de la vitesse mesurée correspond de manière satisfaisante aux mesures 

macroscopiques. Ainsi cette expérience peut être utilisée comme modèle satisfaisant pour 

visualiser microscopiquement la réticulation topotactique. 

On observe alors simultanément la fonte des cristaux de glace et la stabilisation des parois 

qui conservent leur morphologie imposée par ces mêmes cristaux. Il est important de noter ici 

que les murs d’alginate ne sont pas observables directement (le polymère n’est pas 

fonctionnalisé par un fluorophore), en effet comme mentionné plutôt, ce sont les bactéries qui 

sont marquées par un fluorophore. Ainsi après le passage du front de calcium, les bactéries 

restent situées dans la structure imposée par la congélation directionnelle – encapsulées dans 
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l’alginate réticulé. On peut alors dire que lors du procédé de réticulation topotactique, il n’y a 

pas de relargage de bactéries vers les pores formés lors de la fonte des cristaux de glace, et 

qu’elles restent donc encapsulées dans les murs réticulés. Les rares bactéries qui auraient été 

piégées directement dans les cristaux de glace seraient mortes et ne sont pas prises en compte 

dans cette discussion. Ainsi, si une différence de viabilité est observée après réticulation 

topotactique, il ne s’agira pas d’une perte de bactéries par relargage. 

L’utilisation de deux marqueurs fluorescents pour différencier in situ les bactéries ayant 

conservé leur membrane intacte de celles endommagées n’a pas été concluant. En effet, pour 

suivre la survie des bactéries les fluorophores doivent être présents lors de la réticulation 

topotactique mais l’excès de ces molécules en solution ne permet pas de quantifier les 

proportions de bactéries mortes ou vivantes. Cette méthode de marquage est statique, et sert à 

décrire un état des membranes à un moment donné et n’est pas adaptée à la cinétique de 

l’expérience. Cette méthode est utilisée le plus couramment sur des échantillons préalablement 

fixés avec un temps d’incubation puis une étape de lavage qui n’est pas réalisable dans cette 

expérience. Ainsi, bien que le marquage soit utile pour suivre la position des bactéries, cette 

technique ne peut pas être utilisée pour quantifier la survie des bactéries dans notre expérience. 

Cependant le comptage en boîte de Petri reste un outil adapté pour quantifier la survie des 

bactéries. Des expériences de mesure de la survie ont alors été réalisées au laboratoire pour 

mesurer l’impact de ce nouveau procédé, qui permet de former un hydrogel en conservant la 

structure imposée par freeze-casting, sur la viabilité des bactéries. 

III.4  Viabilité des bactéries encapsulées dans des matrices 

stabilisées par réticulation topotactique 

La réticulation topotactique a été mise en place afin de diminuer le nombre d’étapes 

nécessaires à l’obtention d’hydrogels cellularisés et structurés. L’hypothèse sous-jacente était 

que le remplacement des deux étapes de lyophilisation suivie d’une réticulation – critique pour 

la viabilité – par une seule étape adaptée de la fibrillogenèse topotactique, permettrait une 

amélioration de la survie des bactéries encapsulées. Pour vérifier cette hypothèse motrice de la 

réticulation topotactique, la survie des bactéries Pseudomonas putida a été évaluée après leur 

encapsulation par congélation directionnelle et comparée à l’étape de réticulation topotactique. 

Différentes concentrations sont testées ainsi que les deux vitesses les plus prometteuses, 25 et 

50 µm.s-1.  
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Matériel et méthode : Survie des bactéries encapsulées après réticulation topotactique 

Une préculture de P. putida est réalisée en mélangeant 100 µL d’aliquote conservés à -80°C 

avec 14,9 mL d’une solution de culture de LB Broth (ref). Après une nuit à l’incubateur (35°C 

et agitation de 150 RPM) 1,2 mL de la préculture sont ajoutés à 58,8 mL de la solution de 

culture LB Broth et remis à incuber pour une nuit. Les 60 mL de suspension de bactéries ainsi 

obtenue sont séparés en 2 tubes de 30 mL et centrifugés à 3046 G dans une centrifugeuse 

pendant 10 min. Les culots sont ensuite dispersés dans 30 mL d’une solution d’alginate à 4 

wt% et utilisé directement pour l’encapsulation. La suspension de P. putida dans la solution 

d’alginate obtenue (concentration initiale de l’ordre de grandeur de 109 CFU/mL) est ensuite 

utilisée pour l’encapsulation. Afin de mesurer cette référence, un comptage de colonie en boîte 

de Petri est réalisé. 

Les matrices cellularisées sont alors formées par congélation directionnelle : 2 mL de la 

suspension de bactéries et d’alginate sont versés dans le tube en polystyrène situé au sommet 

de la tige en aluminium plongeant dans l’azote liquide. Des vitesses de progression de front de 

glace de 25 et 50 µm.s-1 sont appliquées. Six matrices de chaque vitesse de front de glace sont 

réalisées afin de mesurer la viabilité en triplicata après l’étape de congélation puis après 

l’étape de réticulation topotactique. Les matrices ainsi obtenues sont stockées à -80°C jusqu’à 

leur utilisation. Pour mesurer la survie des bactéries après l’étape de freeze-casting les 

matrices sont décongelées dans 20 mL d’eau stérile à 30°C pendant 10 min. Après 10 min de 

centrifugation, les culots sont redispersés dans 10 mL d’eau déionisée et stérile. Les dilutions 

et l’étalage en boîte de Petri permettent alors de compter le nombre de bactéries ayant survécu 

au processus de congélation directionnelle. 

Les matrices restantes sont réticulées dans 20 mL d’une solution de chlorure de calcium à 1M. 

Pour cela les solutions sont pré-refroidies et les tubes de polystyrène sont enlevés puis les 

matrices sont plongées dans les solutions dans un bain thermostaté à -3°C pendant 24 heures. 

Une fois la réticulation terminée les matrices sont découpées au scalpel (lames stérilisées et 

sous post de sécurité microbiologique) et le calcium résiduel est enlevé par 3 bains d’eau DI 

successifs de 5 min. Enfin les morceaux de matrices sont dispersés dans une solution de 

déstructuration de Na2CO3/acide citrique (respectivement à 0,05M et 0,02M) pendant 30 min 

sous agitation. Finalement après centrifugation de 10 min, les culots sont redispersés dans 

10 mL d’eau déionisée et stérile. Des dilutions et un comptage sur boîte de Pétri sont réalisés. 
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Figure III-11: Mesure de la viabilité des bactéries encapsulées après l’étape de freeze-casting et 

après l’étape de réticulation topotactique à différentes concentrations. La survie en fonction des vitesses 

de front de glace de 25 et 50 µm.s-1 sont présentés à gauche en valeur absolue et à droite en pourcentage 

par rapport à la concentration de la suspension initiale. Les trois lignes des graphes représentent 

chacune une concentration initiale de bactéries différente (6,5.1010, 1,5.109 et 1,4.107 CFU.mL-1 

respectivement).  

La mesure de l’impact du procédé de réticulation topotactique sur la viabilité des bactéries 

est une étape importante car elle détermine les conditions à utiliser pour effectuer les 

expériences de dépollution dans le cadre de cette thèse. 
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Pour mesurer la survie des bactéries après leur stabilisation topotactique, trois concentrations 

initiales ont été utilisées : 6,5.1010 CFU.mL-1, 1,5.109 CFU.mL-1 et 1,4.107 CFU.mL-1. Deux 

vitesses de front de glace imposées lors de l’étape de congélation directionnelle ont été 

choisies : 25 et 50 µm.s-1. Celle de 10 µm.s-1 n’a pas été analysée ici car les résultats de viabilité 

sont constamment inférieurs aux autres vitesses et surtout, le temps de congélation est ici bien 

supérieur et limite les nombre de conditions analysables si des triplicatas sont réalisés. 

L’obtention des mesures de viabilité des Pseudomonas putida encapsulées après congélation 

directionnelle est décrite au chapitre précédent. Les matrices structurées et congelées sont 

stabilisées par le processus de réticulation topotactique pendant 24 heures. Ces hydrogels sont 

ensuite déstructurés par la solution précédemment utilisée de Na2CO3/AC permettant la 

chélation des ions calcium tout en conservant la viabilité des bactéries. Leur survie est alors 

mesurée par comptage en boîte de Pétri. 

L’impact de l’étape de congélation directionnelle sur la viabilité des bactéries ayant déjà été 

traité au chapitre précédent nous nous focaliserons sur celui de l’étape de la réticulation 

topotactique. Pour la concentration initiale de 6,5.1010 CFU.mL-1 on peut tout d’abord observer 

une perte importante de viabilité après l’étape de réticulation topotactique. En effet, une perte 

de 4 ordres de grandeur pour une vitesse de front de glace de 25 µm.s-1 est mesurée et aucune 

colonie n’a été observée lors du comptage des matrices structurées à une vitesse de 50 µm.s-1 

(le nombre de bactéries viables est alors sous le seuil de détection de ces comptages avec une 

perte supérieure à 4 log). Cependant pour les concentrations initiales inférieures, la 

concentration ne diminue que d’un ordre de grandeur. On peut aussi remarquer l’inversion de 

viabilité après réticulation topotactique qui a lieu pour la concentration initiale de 

1,4.107 CFU.mL-1 en fonction de la vitesse du front de glace. En effet, après freeze-casting la 

vitesse de 25 µm.s-1 donne de meilleurs résultats que celle de 50 µm.s-1 alors qu’après 

réticulation topotactique, la vitesse de 50 µm.s-1 affiche une viabilité supérieure. 

Ainsi la viabilité finale après l’obtention d’un hydrogel fonctionnel est de l’ordre des 

centièmes. La conservation de la viabilité via ce procédé de réticulation topotactique en une 

étape donne de meilleurs résultats que l’obtention d’hydrogel cellularisé en utilisant une étape 

intermédiaire de lyophilisation tel que présenté en début de chapitre. 

Ces résultats ont été regroupés dans des graphes présentes en Figure III-12 afin d’en avoir 

une meilleure préhension. 
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Figure III-12: Résumé de la viabilité bactérienne après chaque étape, en fonction de la vitesse et de 

la concentration initiale. Dans un premier temps le nombre de bactérie par millilitre de solution de 

déstructuration est représenté puis, dans un second temps, la viabilité relative à la concentration 

initialement congelée. 

La Figure III-12 permet de comparer l’impact des concentration initiales des bactéries sur 

leur survie aux différentes étapes et vitesses de progression du front de glace. L’utilisation de 

graphiques en pourcentages permet une comparaison des taux de survie entre les différentes 

concentrations de bactéries initiales. 
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Pour la vitesse de front de glace de 25 µm.s-1, les taux de viabilité varient peu en fonction 

des concentrations initiales après freeze-casting, contrairement à la vitesse de 50 µm.s-1 où les 

taux de survie varient significativement (comme évoqué au chapitre précédent). Cependant 

après réticulation topotactique seules les concentrations inférieures à 1010 CFU.mL-1 ont des 

résultats satisfaisants. La conservation de la viabilité est en effet de l’ordre du pourcent, et est 

meilleur pour la vitesse de 50 µm.s-1 ainsi que pour la concentration de 1,5.109 CFU.mL-1. 

La représentation de la viabilité des bactéries à l’aide de leur concentration met en évidence 

la différence de concentration finale de bactéries encapsulées dans les hydrogels. En effet, la 

concentration finale des bactéries pour la concentration initiale de 1,4.107 CFU.mL-1 est 

d’environ 8.104 CFU.mL-1 et de 3.105 CFU.mL-1 pour les vitesses de 25 et 50 µm.s-1 

respectivement. Pour la concentration initiale de 1,5.109 CFU.mL-1, elles sont d’environ 

2.107 CFU.mL-1 et de 5.107 CFU.ml-1 respectivement. Au vu de la concentration finale environ 

100 fois plus importante, on peut s’attendre à une efficacité plus élevée pour la dépollution avec 

l’utilisation des hydrogels formés à partir de la concentration de 1,5.109 CFU.mL-1. Ces attentes 

sont évidemment à confirmer lors d’expériences de dépollution. 

Des clichés MEB ont été réalisés aux concentrations de 6,5.1010 CFU.mL-1 et de 

1.107 CFU.mL-1 afin de visualiser la différence de répartition des bactéries dans ces matrices. 

Matériel et méthode : Observation MEB de bactéries encapsulées 

Deux suspensions de Pseudomonas putida dans de l’alginate à 4 wt% sont préparées comme 

précédemment décrit. Succinctement, des précultures et cultures de bactéries sont effectuées, 

les culots obtenus après centrifugation sont dispersés dans une solution d’alginate à 4 wt%. Un 

prélèvement de ces suspensions permet d’évaluer leur concentration initiale qui se révèle être 

de 6.1010 CFU.ml-1 et de 107 CFU.ml-1. 

Ces suspensions sont structurées par congélation directionnelle à la vitesse de 25 µm.s-1. Les 

solutions de réticulation de chlorure de calcium (20 mL à 1 M) sont pré-refroidies à -3°C et les 

matrices congelées précédemment sont stabilisées par réticulation topotactique – les moules 

de polystyrène sont préalablement enlevés. 

Après 24 heures les hydrogels obtenus sont découpés en petits pavés et rincés plusieurs fois à 

l’eau. Des bains de déshydratation dans l’éthanol sont réalisés – de 50% puis 75%, 90%, 96% 

puis deux fois 100% pendant 10 minutes chacun – puis le séchage supercritique est effectué. 

Pour cela 22 cycles d’échanges sont réalisés avec du CO2 liquide sous haute pression (Revoir 

protocole exact pour les valeurs). Les hydrogels séchés sont ensuite recouverts d’une couche 

de 20 nm d’or avant d’être observés au MEB. 
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Figure III-13: Clichés MEB des hydrogels préparés par séchage supercritiques structurés à 

25 µm.s-1. Les clichés mettent en évidence la présence des bactéries dans les murs réticulés d’alginate 

ainsi que leurs concentrations de 6.1010 CFU.ml-1 (gauche) et de 107 CFU.ml-1 (droite). Sur clichés A’ 

et B’ les bactéries visibles dans les coupes sont mises en évidences en vert. Échelle : 2 µm et 1 µm pour 

A et B. 

Les clichés MEB de la Figure III-13 montrent des murs d’hydrogel à deux concentrations 

différentes. En A et A’, la concentration y est de 6.1010 CFU.ml-1, en B et B’ elle est de 

107 CFU.ml-1. Les bactéries visibles en A et B sont coloriées en vert, en A’ et B’, afin de faciliter 

leur visualisation. On peut voir que pour la concentration initiale la plus élevée, de nombreuses 

bactéries sont en contact les unes avec les autres. Pour la plus faible concentration au contraire 

on peut voir une bactérie isolée dans le mur. De plus, les bactéries encapsulées sont le plus 

souvent isolées, contrairement à la concentration de 6.1010 CFU.mL-1 où des bactéries sont 

présentes en grand nombre, agrégées et observables tout le long des murs. 

Comme montré précédemment, la forte concentration de bactéries lors de l’étape de freeze-

casting ne semble pas être critique pour la viabilité cellulaire et permet même une conservation 

parmi les meilleurs obtenues dans cette thèse. Cette concentration initiale joue cependant un 

rôle important lors de l’étape de réticulation topotactique où plus de 99,99% (4 logs) des 

bactéries ne survivent pas dans le cas d’une concentration initiale de 6.1010 CFU.mL-1. En nette 

opposition avec ces résultats, l’utilisation d’une concentration initiale de 107 CFU.mL-1 permet 
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la survie de 10% des bactéries encapsulées lors du freeze-casting. Les résultats encourageants 

obtenues ici sont bien supérieurs à ceux obtenus après le protocole comprenant l’étape de 

lyophilisation. 

Il serait possible que le contact entre les bactéries lors de l’étape de la réticulation 

topotactique soit un élément critique pour leur survie. Lors de la réticulation topotactique, la 

forte concentration en ions Ca2+ et Cl- induit un stress osmotique aux bactéries : elles vont se 

déshydrater, augmentant ainsi leur concentration interne en soluté afin d’atteindre l’équilibre 

osmotique avec leur environnement. Lorsque la concentration en ions du milieu est trop grande, 

la déshydratation peut devenir létale pour les bactéries. Nous pouvons alors formuler une 

hypothèse pour expliquer l’impact de la concentration initiale des P. putida sur leur viabilité 

lors de l’étape de réticulation topotactique : Dans le cas d’une concentration de bactéries de 

l’ordre de 109 CFU.mL-1 et inférieurs, les bactéries auraient tendance à être encapsulées dans 

les parois en étant entourées seulement d’alginate – comme représenté dans la Figure III-13, B. 

Ainsi, bien qu’elles subissent un choc osmotique lorsque la solution ionique entre en contact, 

elles pourraient être protégées en partie par l’alginate qui les entoure. Il a en effet été montré 

que l’alginate joue un rôle important dans la régulation et la conservation de l’hydratation des 

bactéries, qui en produisent par ailleurs elle-même en réponse à un stress osmotique 

important269. 

Dans le cas d’une concentration initiale de l’ordre de 6.1010 CFU.mL-1, les bactéries 

semblent, pour la majorité, en contact avec d’autres bactéries. En présence de la solution 

réticulante, les bactéries devraient se déshydrater et, par le fait même, se contracter créant ainsi 

des cavités au sein des parois. Ces cavités pourraient alors se remplir en solution de réticulation, 

concentré en ions. Les bactéries précédemment en contact, due à leur agrégation, seraient alors 

exposées à ces cavités remplies de solution ionique concentrées et pourraient subir un stress 

osmotique plus important. Bien que le regroupement de bactéries en conditions natives tend à 

améliorer leur viabilité par la formation d’un biofilm protecteur face à de nombreux 

stress266,268,306, ce processus est long et nécessite plusieurs étapes85 et le procédé de congélation 

directionnelle et de réticulation topotactique ne devrait pas permettre sa formation dans le temps 

imparti. Des expériences supplémentaires sont à réaliser afin de pouvoir valider ou infirmer ces 

hypothèses et compléter ces réflexions. 



120 

 

III.5  Conclusion 

Les matrices cellularisées et congelées nécessitent des étapes supplémentaires de 

stabilisation en milieux aqueux en vue de l’obtention d’hydrogels cellularisés utilisables pour 

la biodégradation d’eaux usées. La stratégie classique de lyophilisation puis de réticulation au 

ions Ca2+ entraine une mortalité importante des bactéries encapsulées. 

Dans cette partie, un nouveau procédé a été mis au point en adaptant une méthode 

précédemment développée au LCMCP. La réticulation topotactique permet la fonte et le retrait 

des cristaux de glace ainsi que la conservation de la structure macroporeuse associée formée 

lors de la congélation directionnelle. Cette nouvelle technique permet alors la stabilisation sous 

forme d’hydrogels des matrices précédemment structurées, en une seule étape. Cette diminution 

du nombre d’étapes et du temps de réticulation ainsi que la suppression de la lyophilisation a 

permis d’améliorer significativement la survie des bactéries encapsulées au sein des matrices. 

De plus aucun cryoprotecteur potentiellement toxique n’est utilisé tout au long des procédés, 

permettant de s’affranchir des étapes d’addition et de retrait de ces molécules. En effet, 

l’utilisation de l’alginate comme matrice d’encapsulation – grâce à son action de 

cryo-protection extracellulaire243,248,307 et à sa capacité de maintien de l’hydratation – permet 

l’amélioration significative du taux de survie bactérienne durant l’étape de congélation 

directionnelle et de réticulation topotactique. 

Les meilleurs résultats ont été obtenus pour une vitesse de progression du front de glace de 

50 µm.s-1 et une concentration de 1,5.109 CFU.mL-1. La concentration initiale de bactéries a en 

effet un impact sur le taux de survie après la réticulation topotactique. Il semblerait que 

l’agrégation des bactéries soit un facteur non négligeable lors de la réticulation topotactique. 

Une proportion encourageante de bactéries est maintenue vivante dans les parois de ces 

hydrogels structurés et macroporeux, quid de la capacité de ces matériaux à dépolluer des eaux 

usées ? 
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Chapitre IV :  Biodégradation 
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IV.1  Biodégradation  

L’industrie textile utilise une grande quantité d’eau à travers différents procédés de 

transformation, qu’elle rejette en générant un grand volume d’eaux usées contenant 

d’importante quantités de colorants, de détergents et d’additifs64,308,309. En particulier, les étapes 

de teintures de textiles peuvent utiliser jusqu’à 150 litres d’eau par kilogramme de tissu310. Les 

colorants azoïques (possédant un groupe -N=N-) constituent la classe de colorants la plus 

utilisée à travers le monde (≥60%) et une grande proportion se retrouve rejetée dans 

l’environnement – dont la concentration peut varier entre 5 et 200 mg/L (l’unité que nous 

utiliserons alors sera exprimé en partie par million : « ppm »). Malheureusement la quantité 

exacte de colorant ainsi relarguée est inconnue mais peut être estimée à environ 1-2% des 

colorants produits et 5-10% des colorants utilisés et varie fortement dépendamment des sites de 

production et d’utilisation18,20,311. 

Dans le cadre de la biodégradation des colorants présents dans les eaux usées, de nombreuses 

études utilisent des bactéries du genre Pseudomonas119,312,313, notamment l’espèce 

Pseudomonas putida262,263,314 pour leur capacité à dégrader les colorants azoïques. Ces 

différentes études montrent la possibilité de dégradation des colorants azoïques sous conditions 

aérobiques par la souche de Pseudomonas putida mt2, utilisée aussi au cours de cette thèse, 

bien que cette voie de dégradation ne soit considérée initialement possible que sous condition 

anaérobique. En effet, bien que le système d’azo-réduction (utilisant l’enzyme azoréductase) 

soit plus efficace en condition d’anaérobie – à cause de la compétition avec le système de 

respiration aérobique – la biodégradation aérobique reste possible. Cette souche a été adoptée 

au cours de cette thèse pour les études de dégradation de colorants azoïques. 

Le but de cette dernière partie de la thèse est alors d’étudier la possibilité de conservation 

des capacités de biodégradation des bactéries une fois encapsulées dans les matrices et stabilisés 

en hydrogel par la réticulation topotactique. Le travail effectué dans ce chapitre a été réalisé en 

collaboration avec Léa Alonso lors de son stage de master 2 que j’ai co-encadré. Pour cela il 

est important de pouvoir quantifier efficacement la concentration du colorant à l’aide de 

mesures de spectrométrie UV-Vis afin d’assurer le suivi de la dépollution. Pour cela plusieurs 

tests de biodégradation ont été réalisés sur différents colorants azoïques tels que le 2,5-dichloro-

4-[3-méthyl-5-oxo-4-(4-sulfonatophényl)diazenyl-4H-pyrazol-1-yl]benzenesulfonate de 

dissodium (aussi nommé Jaune 2G ou E107 dont l’usage en tant que colorant alimentaire a été 

interdit), le 2-(éthyl{4-[(E)-(4-nitrophényl)diazényl]phényl}amino)ethanol (rouge disperse 1) 
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ainsi que le 2,2′-[4-(4-aminophénylazo)phénylimino]diethanol (noir disperse 9 que nous 

nommerons DB9 pour son nom commercial en anglais : Disperse Black 9). Les résultats de 

biodégradation du jaune 2G ainsi que du rouge disperse 1 ne seront pas présentés ici. Ces 

colorants ne sont pas des modèles faciles à utiliser à cause soit de leur trop faible solubilité 

(d’une valeur d’environ 170 µg/L pour le rouge disperse 1) soit à cause de difficultés à 

quantifier l’évolution de leur concentration (couleur du milieu de culture proche de celui du 

colorant jaune 2G). 

 

Figure IV-1: Structure chimique du noir disperse 9 (DB9) comprenant le groupement azoïque (-

N=N-) pouvant être dissocié par les azoréductases des Pseudomonas putida262 (en association avec 

NADH).  

Le choix du milieu de culture des bactéries et du milieu pollué a été réalisé en comparant 

plusieurs études314,315 afin d’obtenir un milieu de culture permettant le développement des 

bactéries mais aussi pour permettre la quantification des colorants et leur biodégradation. Le 

milieu alors utilisé pour la croissance des bactéries et pour le suivi de la dépollution est un 

milieu de culture minimal, contenant le strict nécessaire à la croissance des bactéries et qui est 

incolore pour permettre une quantification des colorants (la composition est explicitement 

décrite dans la section matériel et méthode). Les résultats des tests de biodégradation du DB9 

par les Pseudomonas putida mt2 sont présentés dans l’expérience suivante. 

Matériel et méthode : Biodégradation du Disperse black 9 par Pseudomonas putida en 

suspension 

Une préculture de P. putida est préparée en mélangeant 100 µL d’un aliquote conservé à -80°C 

avec 9,9 mL d’un milieu de culture minimal, filtré avec une unité de filtration à 0,22 µm, 

contenant 50 ppm de polluant Disperse Black 9 (DB9). La composition de ce milieu de culture 

(MG7f5) est la suivante : 3 g.L-1 de K2HPO4 ; 1,5 g.L-1 KH2PO4 ; 0,01 g.L-1 NaCl ; 0,1 g.L-1 

MgSO4.7H2O ; 0,001 g.L-1 FeSO4 ; 0.8096 g.L-1 NH4Cl et 5 g/L de D-(+)-glucose. Après une 

nuit d’incubation à 30°C et sous agitation à 150 RPM, 1,2 mL de cette préculture sont prélevés 
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et mélangés à 58,8 mL du même milieu de culture minimal MG7f5, toujours avec 50 ppm de 

DB9316, pour obtenir la culture. Cette suspension est placée à incuber pendant une nuit. 

Cette culture est ensuite séparée en 2 tubes de 30 mL qui sont centrifugés à 3046 G pendant 

20 min. Les culots sont redispersés dans 30 mL de milieu MG7f5, des prélèvements de cette 

solution sont utilisés pour faire un comptage en boîte de Petrie afin de déterminer la 

concentration en bactéries ; 2 mL sont ensuite prélevés et mélangés au milieu de culture 

minimum pollué dont l’absorbance est mesurée par spectromètre UV-Visible, entre 300 et 800 

nm à différents temps de dépollution. Cette expérience de dépollution est réalisée en triplicata 

dans des flasques (en condition d’aérobie grâce au bouchon perméable contenant un filtre de 

0,22 µm) contenant 40 mL de la solution, mises à 30°C sous agitation pendant plusieurs jours. 

Des mesures d’absorbance sont réalisées sur 3x200 µL de la suspension, après centrifugation 

et filtration (0,22 µm), avec un lecteur multi-plaques à différents temps. Cette expérience a été 

répétée avec une concentration en bactérie inférieure (dilué par 2). 

La longueur d’onde d’absorption maximale est de 462 nm pour le DB9 et est utilisée pour 

suivre l’évolution de sa concentration dont la valeur est calculée grâce à une courbe 

d’étalonnage réalisée dans le milieu. 

 

Figure IV-2: Représentation graphique de l’évolution de l’absorbance à 462 nm du colorant 

Disperse Black 9 en présence de P. putida en suspension. Les concentrations des bactéries en 
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suspensions sont 1.109 CFU.mL-1 et 6.108 CFU.mL-1. L’évolution de la concentration de colorant en 

présence d’une suspension de bactéries autoclavées (1,4.107 CFU.mL-1) est représentée en rouge. 

Le suivie de la concentration du DB9 permet d’évaluer le rôle des bactéries Pseudomonas 

putida mt2, cultivées en milieu minimal pollué, sur la biodégradation de la liaison azo à 

différentes concentrations de bactéries. Cette expérience est réalisée en conditions aérobiques, 

sous agitation, et des mesures de l’absorbance de la solution sont effectuées régulièrement afin 

de quantifier la concentration en DB9 grâce à une courbe d’étalonnage précédemment réalisée. 

Cette première expérience de biodégradation permet de mettre en avant la possibilité 

d’utilisation du DB9 comme modèle pour la quantification de l’impact de l’encapsulation des 

bactéries sur leur capacité à dégrader des colorants azoïques. 

Durant les 4 premières heures de chaque expérience représentée en Figure IV-2 – pour les 

deux concentrations de bactéries et également pour les bactéries autoclavées – une décroissance 

drastique de la concentration en polluant est observée, passant d’environ 50 ppm à 25 ppm. Puis 

la concentration semble diminuer lentement pour les suspensions de bactéries alors qu’un 

plateau est atteint dans le cas des bactéries autoclavées. En effet, pendant que la concentration 

en polluant reste autour de 25 ppm pour les bactéries mortes, la concentration en DB9 diminue 

passant de 25 ppm à environ 5 ppm pour les suspensions de bactéries actives. 

Cette expérience montre plusieurs étapes dans la biodégradation : tout d’abord lors des 

premières heures, une diminution de la concentration en DB9 est constatée en présence de 

bactéries, actives et autoclavées. Cette étape pourrait traduire une absorption ou une adsorption 

du colorant sur les bactéries, qu’elles soient vivantes ou mortes. Puis la concentration en 

colorant suit deux évolutions différentes, en présence de bactéries autoclavées la concentration 

en DB9 est constante alors qu’en présence des suspensions de bactéries vivantes une diminution 

est constatée. Ainsi, bien que le colorant soit en partie adsorbé par les bactéries autoclavées, il 

est nécessaire qu’elles maintiennent une activité métabolique pour les dépolluer. En effet, les 

azoréductases permettant la réduction de la liaison azoïque nécessitent la coenzyme NADH et 

la réaction est donc dépendante du métabolisme cellulaire317. Cette expérience montre aussi que 

le colorant DB9 peut être adopté comme modèle pour analyser la dépollution d’eau usée par les 

Pseudomonas putida utilisées dans cette thèse. 

Ce colorant est alors utilisé dans l’expérience suivante où les bactéries sont encapsulées dans 

des hydrogels structurés par congélation directionnelle – avec un front de glace de 50 µm.s-1 – 

et stabilisés par réticulation topotactique. 
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Matériel et méthode : Biodégradation du Disperse black 9 par les Pseudomonas putida 

encapsulées 

Une préculture de bactéries Pseudomonas putida est préparée en mélangeant 100 µL d’un 

aliquote conservé à -80°C avec 9,9 mL du milieu de culture minimal MG7f5, filtré avec une 

unité de filtration à 0,22 µm, contenant 50 ppm de polluant Disperse Black 9 (DB9). Après une 

nuit d’incubation à 30°C et sous agitation à 150 RPM, 1,2 mL de cette préculture sont prélevés 

et mélangés à 58,8 mL du même milieu de culture minimal MG7f5, toujours avec 50 ppm de 

DB9. La culture ainsi obtenue est placée à incuber pendant une nuit. 

Cette culture est ensuite centrifugée et le culot est dispersé dans un volume équivalent à celui 

de la culture par une solution d’alginate stérile à 4 wt%. Un comptage en boîte de Petrie est 

effectué sur cette suspension et des matrices sont formées par congélation directionnelle en 

imposant une vitesse de front de glace de 50 µm.s-1. Ces matrices cellularisées sont ensuite 

stabilisées par réticulation topotactique pendant 1 jour et après 3 bains de lavage à l’eau 

ultrapure stérilisée, elles sont utilisées pour les tests de dépollution. Des hydrogels d’alginate 

sont préparés de même sans bactéries pour servir de contrôle. Ces hydrogels cellularisés et 

non-cellularisés sont placés dans des flasques contenant 40 mL de la solution MG7f5 avec 

50 ppm de DB9. La mesure de l’absorbance est réalisée sur 3x200 µL, après centrifugation et 

filtration (0,22 µm), par un lecteur multi-plaques à différents temps. L’absorbance à 462 nm 

est utilisée avec la courbe d’étalonnage afin de déterminer l’évolution de la concentration en 

DB9. 

À chaque prélèvement 1 mL de la solution est prélevée, filtrée et stockée à -80°C afin de réaliser 

des analyses HPLC (chromatographie liquide à haute performance). La phase éluante A, est 

de l’eau ultra pure et la phase B du méthanol. On applique un ratio VA/VB (40/60), un débit de 

1 mL.min-1 et une contre pression de 151 atm. On injecte 20 µL dans une colonne Gemini 5µm 

Phenomenex C18 (en phase inverse). Le système HPLC est couplé à un spectromètre UV-Vis 

(longueur d’onde du pic principale du DB9 462 nm) pour la détection et la quantification des 

espèces séparées. 
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Figure IV-3: Représentation graphique de l'évolution de la concentration du colorant DB9 dans le 

milieu en fonction du temps. Des hydrogels seuls ainsi que des hydrogels cellularisés – structurés par 

congélation directionnelle à une vitesse de front de glace de 50 µm.s-1 – sont ici utilisés. 

Dans l’expérience dont les résultats sont exposés en Figure IV-3, des hydrogels cellularisés 

et des hydrogels non-cellularisés formés à partir des solutions d’alginate ont été utilisés. Leur 

impact sur l’évolution de la concentration en DB9 a été mesuré à différents temps par le suivi 

de l’absorbance du milieu à 462 nm. La concentration de bactéries contenue dans les hydrogels 

cellularisés est de 1,4.107 CFU.mL-1. Cette expérience permet de discriminer l’impact des 

hydrogels de l’activité de biodégradation et donc de mesurer l’efficacité de dépollution des 

bactéries encapsulées par le procédé présenté dans cette thèse. 

Les concentrations mesurées lors de cette expérience suivent une évolution semblable à 

celles de l’expérience précédente (Figure IV-2). En effet, on observe tout d’abord une forte 

diminution de la concentration du polluant puis, dans le cas des hydrogels non-cellularisés, un 

plateau est atteint où la concentration de colorant ne varie plus. Il est intéressant de noter que 

dans les cas des hydrogels cellularisés, au cours des 28 premières heures, le profil de la 

concentration en polluant suit celui des hydrogels seuls, suggérant un premier mécanisme 

commun porté par les hydrogels et donc indépendant de la présence de bactéries. Une différence 

commence à être observée à partir d’environ 54 heures avec une diminution de la concentration 

de DB9. Enfin, au bout de 120 heures, une concentration de 2 ppm est mesurée pour les 
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hydrogels cellularisés tandis que la concentration du colorant en absence de bactéries est d’au 

moins un ordre de grandeur au-dessus. 

Ces données semblent montrer que l’hydrogel d’alginate absorbe rapidement une certaine 

quantité de polluant qui est similaire à son absorption par les bactéries en suspensions, observée 

lors de l’expérience précédente. La concentration en polluant dans le milieu où baignent les 

hydrogels non-cellularisés est d’environ 25 ppm, il en est de même pour les hydrogels 

cellularisés. Ainsi la présence de la matrice d’alginate comme matrice d’encapsulation ne 

semble pas impacter le phénomène d’absorption observé en présence de bactéries en 

suspension. Enfin la décroissance de la concentration en DB9 en présence des hydrogels 

cellularisées semble indiquer une activité de biodégradation. 

Les prélèvements du milieu pollué réalisés ont été analysés par chromatographie liquide 

haute performance (HPLC) afin d’étudier l’évolution de la composition du milieu en présence 

d’hydrogels cellularisés. 
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Figure IV-4: Les chromatogrammes des prélèvements des milieux pollués aux différents temps lors 

de la biodégradation par les hydrogels cellularisés sont ici présentés. Le chromatogramme du milieu 

pollué initial est en bleu (A), celui en magenta est obtenu après 24 heures d’expérience (B), celui en 

vert après 96 heures de dépollution (C) et en rouge après 120 heures (D). Ces chromatogrammes sont 

comparés en figure E. 

La technique de chromatographie liquide haute performance permet de séparer les molécules 

présentes dans un milieu grâce à leurs interactions avec la phase stationnaire (qui caractérise la 

colonne d’analyse) et permet la détection de différentes espèces en fonction de leur temps de 
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rétention dans la colonne. Le chromatogramme du milieu pollué au temps initial apparait en 

bleu et trois pics distincts peuvent être observés : le premier apparait avec un temps de rétention 

de 2,02 min, le deuxième de 2,91 min et le dernier de 3,14 min. Une analyse HPLC du milieu 

de culture minimal a aussi été réalisé et aucun pic n’y est observé, ainsi les trois pics observés 

initialement (A de la Figure IV-4) semblent caractéristiques du DB9 – on peut formuler les 

deux hypothèses suivantes : Les cycles aromatiques présents dans les molécules des DB9 

pourraient interagir via des empilements π-π (interactions attractives non covalentes entres 

cycles aromatiques) et former des multimères physiques. Ou bien ces multimères pourraient 

être formés par des liaisons hydrogènes entre les groupements alcools et amines (les azotes de 

la liaisons azoïques peuvent aussi être impliqués)318. Ainsi, un des pics correspondrait au temps 

de rétention caractéristique des molécules de DB9 seules et un second temps de rétention 

correspondrait à une dimérisation, la même occurrence pourrait être appliqué au dernier pic 

(des études sont nécessaires pour vérifier cette hypothèse ainsi que pour trouver les 

correspondances entre les différents pics et les conformations correspondantes). Après 

24 heures de dépollution en présence d’hydrogels cellularisés – représenté en magenta – les 

trois pics sont encore présents mais moins intenses et un nouveau pic est observé à 1,87 min de 

temps de rétention. Après 96 heures de dépollution, l’intensité des trois pics a encore diminuée 

et celle du pic à 1,87 min augmente. Ce nouveau pic est aussi observé après 120 heures où son 

intensité a encore augmenté tandis que les trois autres pics ont drastiquement diminué. Le pic 

apparaissant à 1,87 min semble traduire la présence d’une nouvelle molécule ayant moins 

d’affinité avec la colonne et pourrait être attribué à un produit de dégradation. 

La quantification des molécules séparées par HPLC a été réalisée à une longueur d’onde de 

463 nm, et correspond au maximum d’intensité du spectre d’absorption du colorant DB9. Il est 

important de noter ici un changement de couleur de la solution lors de l’expérience de 

dépollution, où une couleur rouge est finalement obtenue. En effet le spectre d’absorption après 

120 heures de biodégradation possède un pic principal à 325 nm. Les données récupérées lors 

de ces expériences ne permettent alors pas de quantifier la concentration des produits de 

dégradation. Cependant il est possible d’avoir une représentation de l’évolution du DB9 et des 

produits de dégradation détectés dans cette configuration en normalisant les pics obtenus par 

HPLC. La Figure IV-5 est obtenue en intégrant les pics précédemment décrits et en les 

normalisant – par la valeur maximale obtenue pour chaque pics (à t0h pour les trois pics 

caractéristiques du DB9 et à t120h pour le pic des produits de dégradation). 
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Figure IV-5: Évolution relative de l’intégration des pics observés en HPLC aux différents temps de 

dépollution. L’intégration des pics caractéristiques du DB9 sont représentées en nuance orange et pour 

les produits de dégradation en triangles bleue. 

Une décroissance rapide de la surface des pics à 2,91 min et 3,14 min peut être observée 

dans Figure IV-5. L’intégration de ces deux pics – représentés par les losanges et les carrés – 

semble suivre la même évolution au cours de l’expérience. Pour le pic à 2,02 min (aussi 

caractéristique du DB9) une diminution est observée dans les premiers temps en atteignant une 

sorte de plateau. Pour le pic identifié comme décrivant les produits de dégradation, la surface 

augmente progressivement puis une grande quantité de produit de dégradation est retrouvée au 

dernier temps de mesure.  

La différence d’évolution observée pour le pic à 2,02 min pourrait être en relation avec l’état 

des molécules du colorant en solution. Dans le cas où le premier pic à 2,02 min correspondrait 

aux molécules de DB9 en solution sous forme individuelle (non dimérisées) et où les pics 

suivants correspondraient à des multimères, leur biodégradation par les bactéries devrait suivre 

des cinétiques différentes. Il est ainsi possible que seule la forme de molécule isolée soit 

directement dégradable par l’azoréductase et qu’un équilibre entre les molécules dimérisées et 

les molécules individuelles s’établisse. Cependant nous n’avons pas pu étudier ces hypothèses 

et d’avantage d’expériences sont nécessaires, la détermination précise des composantes des 

différents pics et leur interaction avec les bactéries serait ainsi idéale (par exemple, avec 
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l’utilisation d’un couplage à un spectromètre de masse pour identifier les sous-produits, et une 

diffraction X pour la formation de multimères). Le suivi d’absorbance présenté précédemment 

ainsi que la disparition des pics caractéristique observé en HPLC – et l’apparition de pics à un 

temps de rétention plus court – nous permet néanmoins d’affirmer que la souche Pseudomonas 

putida utilisée lors de ces expériences est capable de dégrader le DB9 même après le processus 

d’encapsulation dans des hydrogels. 

L’évolution des pics caractéristiques du DB9 semble similaire à l’évolution de la 

concentration des polluants observés précédemment dans le cas des Pseudomonas putida libres 

en suspension présentées plus tôt. Deux hypothèses peuvent être énoncées. Les bactéries 

encapsulées auraient-elles la même efficacité que les bactéries sn suspension ? Ou bien les 

bactéries ont-elles été relarguées lors de l’expérience permettant la biodégradation dans des 

conditions similaires ? Malheureusement, les matrices d’alginate se sont partiellement 

désagrégées au cours de l’expérience et des précipités blancs sont apparus. De plus un relargage 

des bactéries dans le milieu a été observé et confirmé par prélèvement et culture du milieu où 

des colonies de bactéries sont apparues. Cette déstructuration des matrices peut s’expliquer par 

la présence de phosphates dans le milieu de culture utilisé pouvant former des phosphates de 

calcium, un précipité blanc. En complexant le calcium, le phosphate va entrer en compétition 

avec les liaisons ioniques permettant la réticulation de la matrice d’alginate. La précipitation 

des phosphates de calcium va déplacer l’équilibre diminuant le nombre de liaison calcium-

alginate et donc mener à une redissolution partielle des hydrogels. 

Comme montré dans la littérature, les hydrogels d’alginate de calcium sont stables en milieu 

acide mais gonflent et se déstructurent en milieu alcalins et en milieu salins271. Ainsi la présence 

de cations peut modifier la structure en remplaçant le calcium à travers des échanges d’ions – 

même des cations monovalents à haute concentration peuvent déstabiliser ces hydrogels en 

prenant la place du calcium et en induisant une répulsion électrostatiques entre les chaînes 

d’alginate277. De même, la présence de molécules chélatantes des ions calcium (par exemple 

l’EDTA319, des polyphosphates320 et des citrates300,321) sont critiques pour la stabilité de ces 

hydrogels d’alginate. 

Ainsi une stabilisation supplémentaire semble nécessaire afin de pouvoir utiliser les 

hydrogels d’alginates cellularisés développés dans cette thèse.  
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IV.2  Stabilisation des hydrogels par revêtement de chitosane 

Des études précédentes menées au laboratoire par Sarah Christoph portaient sur 

l’encapsulation de levures et de bactéries par freeze-casting. Les matrices d’alginate obtenues 

étaient lyophilisées puis réticulées avec des ions Ca2+ et un problème de stabilité des matrices 

était alors aussi observé. La solution adoptée lors de sa thèse fut de réaliser un revêtement de 

silice sur les parois des matrices macroporeuses. Cependant, le revêtement obtenu en phase gaz 

– par l’utilisation de TEOS (orthosilicate de tétraéthyle) – nécessitait plusieurs jours (plus de 

10 jours) et une forte baisse de la viabilité était observée. Une solution alternative a été testée 

avec l’utilisation d’un revêtement en phase liquide par l’utilisation d’une suspension colloïdale 

de particules de silice (LUDOX et silicate de sodium). Le principal avantage de cette technique 

reposait sur l’introduction d’une grande quantité de silice dans un temps court, cependant le 

contrôle de l’épaisseur du revêtement était perdu. Bien que la viabilité cellulaire était acceptable 

– perte de 70% de la viabilité à cette étape pour un taux de survie du procédé finale de 0,03% 

(concentration initiale de 109 CFU.mL-1 et de 3.105 CFU.mL-1 pour le matériau final)103 – la 

couche formée était composée de petits agrégats discontinues et ne semblait pas améliorer la 

stabilité des matrices103. 

Lors de recherches bibliographiques sur des alternatives au revêtement de silice présenté 

précédemment, différentes stratégies ont semblé propices à la stabilisation des hydrogels 

cellularisés. Une première approche est la stabilisation par réticulation covalente des matrices 

(remplaçant ainsi la réticulation ionique plus sensible). Cependant les techniques de réticulation 

covalente classiques nécessitent l’utilisation de molécules toxiques causant une perte de la 

viabilité et de l’activité des cellules encapsulées81. Le glutaraldéhyde – dont une concentration 

supérieure à 0.2% est associé à une dénaturation de certains enzymes diminuant l’activité 

métabolique – ainsi que la génipine322,323 peuvent être utilisés pour la réticulation covalente. 

Une adaptation de cette stratégie peut alors être faite par la réticulation covalente d’une couche 

de surface afin de diminuer l’impact de la toxicité de ces molécules sur les bactéries encapsulées 

(nécessitant ainsi l’utilisation d’un second polymère tel que la polyéthylenimine324, la 

polydopamine325,326 ou bien encore la poly-L-ornithine323). Cependant les molécules d’agents 

réticulant n’ayant pas réagi doivent impérativement être éliminées afin de limiter leur diffusion 

et leur impact sur la viabilité et activité des espèces encapsulées81,276. L’utilisation de coquilles 

de polymère photo-réticulé est une autre possibilité, ayant l’avantage de ne pas libérer de sous-

produits toxiques, cependant l’irradiation UV nécessaire à la réticulation peut être 
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dommageable pour les cellules encapsulées (avec toutefois la possibilité d’une restauration 

dans certaines conditions de la croissance des cellules)161,327. 

Une stratégie alternative à la stabilisation covalente des matrices d’alginate serait 

l’utilisation d’un polymère cationique comme revêtement. En effet, l’alginate étant un 

polyanion – ses groupement carboxylates sont chargés négativement (pKa entre 1,5 et 3,5) – il 

peut former des liaisons ioniques fortes avec les polymères chargés positivement (les plus 

couramment utilisés sont les polyamines) tels que les poly-L-lysine, les poly-L-ornithine ou 

encore le chitosane161,328. Cette stratégie est particulièrement intéressante car elle ne nécessite 

pas l’utilisation de réactifs toxiques et des polymères biocompatibles peuvent être utilisés. De 

plus cette étape de revêtement est rapide et facile à mettre en œuvre, le dépôt de la couche se 

fait par un simple bain dans une solution du polycation souhaité. Le chitosane est un bon 

candidat car il est abondant (sous sa forme acétylée appelée chitine il est un des polymère les 

plus produits naturellement et est également un sous-produit de l’industrie alimentaire146) peu 

cher et biocompatible. Il forme des liaisons avec l’alginate considérablement plus fortes que 

certains autres polycations évoqués, qui peuvent être considérées comme irréversibles329 

formant alors une coquille utilisée pour limiter le relargage (de cellules ou de 

médicaments)81,330. Nous avons choisi d’utiliser le chitosane pour stabiliser nos hydrogels 

cellularisés. 

Le chitosane est obtenu à partir de la désacétylation de la chitine qui est un polymère naturel 

abondant qui se trouve principalement dans les coquilles et carapaces des insectes et crustacés 

ainsi que dans les parois cellulaires des champignons et des algues331,332. La transformation de 

la chitine en chitosane peut se faire soit par traitement en milieu alcalin soit par utilisation 

d’enzyme chitine-désacétylase et va permettre d’enlever les groupements acétyles au profit des 

groupements amines, rendant ainsi le polymère soluble en milieu acide (pH inférieur à 6)145. 

Comme représenté dans la Figure IV-6 Le degré de d’acétylation (DA) permet de décrire les 

molécules de chitosane et exercera une influence sur ses propriétés telles que sa solubilité (dont 

sa sensibilité au pH) et sa capacité à former des liaisons ioniques avec les polyanions. Ce 

biopolymère est appelé chitosane à partir d’un DA inférieure à 0,5. 
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Figure IV-6: Schéma de la désacétylation partielle de la chitine pour obtenir du chitosane. Le 

degré de désacétylation (DA) correspond à la proportion des groupements acétyles (en rouge) retirés 

au profit des groupements amines (en bleu). 

Différents protocoles ont été développés pour former des revêtements de chitosane capables 

de protéger les capsules d’alginate contenant des cellules333,334. En effet, certaines études 

modifient les chaînes de chitosane pour améliorer le revêtement (notamment par la formation 

de chlorhydrate de chitosane)330 ou encore élaborent des revêtements constitués de plusieurs 

couches successives de polycations et polyanions pour limiter d’avantage le relargage des 

cellules333–335. Cependant en tant qu’expérience exploratoire nous avons décidé d’utiliser une 

méthode simple et rapide, répertoriée dans différentes publications333,336, permettant la 

formation du revêtement par un simple bain dans une solution de chitosane. 

Matériel et méthode : revêtement de chitosane des hydrogels d’alginate cellularisés 

Les polymères utilisés lors de ces expériences sont fonctionnalisés avec des fluorophores pour 

permettre leur observation ultérieure au microscope confocal : l’alginate est fonctionnalisé 

avec du FITC (isothiocyanate de fluorescéine) et le chitosane avec du RITC (isothiocyanate de 

rhodamine) dont les protocoles sont en annexe (adapté de Lei 2016)336. 

Une préculture de P. putida est effectuée comme décrit précédemment dans une solution de 

milieu minimal MG7f5 contenant 50 ppm de DB9. Après une nuit d’incubation 1,2 mL de cette 

préculture sont ajoutés à 58,8 mL du même milieu pour former la culture. Elle est incubée 
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pendant 24 heures. Cette culture est ensuite centrifugée à 3046 G pendant 20 min et le culot est 

redispersé dans 60 mL d’une solution d’alginate stérile à 4 wt% fonctionnalisée au FITC. 

Ces suspensions sont ensuite structurées par congélation directionnelle (2 mL) à une vitesse de 

50 µm.s-1 et les matrices obtenues sont stabilisées par réticulation topotactique – pendant 

24 heures à -3°C dans 20 mL de CaCl2. Les hydrogels obtenus sont lavés 3 fois dans des bains 

d’eau stériles pendant 10 min afin d’enlever l’excès de calcium. 

Pour effectuer le revêtement de chitosane, les poudres fonctionnalisées obtenues doivent être 

redispersées en solution. Pour cela 40 mg de chitosane fonctionnalisé au RITC sont dispersés 

dans 80 mL d’eau ultrapure stérile à laquelle sont ajoutés 600 µL d’acide acétique glaciale. 

Après dissolution complète le pH est remonté à 6 avec l’ajout d’une solution aqueuse de NaOH 

à 0,5 M et de l’eau ultrapure est rajoutée pour compléter jusqu’à 100 mL. La solution ainsi 

obtenue sera ensuite filtrée (0,22 µm). 

Les hydrogels sont ensuite plongés dans 15 mL de cette solution de chitosane fonctionnalisé au 

RITC pendant 10 min et rincées à l’eau. Certains hydrogels avec le revêtement son utilisés pour 

une caractérisation au microscope confocale pendant qu’un triplicata est utilisé pour des tests 

de dépollution. 

Pour la caractérisation au microscope confocal les hydrogels revêtus de chitosane sont 

découpés en fines lamelles – perpendiculairement à l’axe de croissance des cristaux de glace 

– qui sont ensuite placées dans 2 mL d’une solution de DAPI (marqueur fluorophore se liant à 

l’ADN des cellules et émettant une couleur bleue vers λ=456 nm). Cette solution est diluée par 

50000 et 0,2% de surfactant Tween est ajouté pour perméabiliser les membranes des bactéries. 

L’observation est ensuite réalisée en collaboration avec l’Institut de Biologie Paris Seine 

(IBPS) au microscope confocal inverse (Microscope ZEISS 980 FAST Airyscan II inversé) 

ayant une résolution de 300 nm. Une analyse est ensuite effectuée avec le logiciel ImageJ à 

l’aide d’une macro développée au sein de l’IBPS. 

Les hydrogels préparés pour la dépollution sont placés dans 40 mL de milieu MG7f5 contenant 

50 ppm de DB9 et mis à l’incubateur sous agitation. En parallèle une expérience de dépollution 

de bactéries en suspension est réalisée tel que décrit précédemment. La mesure de l’absorbance 

est réalisée sur 3x200 µL, après centrifugation et filtration (0,22 µm), par un lecteur multi-

plaques à différents temps. Le suivi de l’absorbance à 462 nm couplé à la courbe d’étalonnage 

permet déterminer l’évolution de la concentration en DB9. 
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Figure IV-7: Cliché de microscopie confocale d'un hydrogel cellularisé avec un revêtement de 

chitosane. La matrice d’alginate est représentée en rouge, les bactéries sont représentées en vert – elles 

apparaissent alors en jaune lorsqu’elles sont superposées avec l’alginate – et le chitosane est représenté 

en cyan. Les pores créés par congélation directionnelle sont en noir. 

Le revêtement de chitosane est effectué sur un hydrogel cellularisé et structuré à 50 µm.s-1 

stabilisé par réticulation topotactique. Les polymères utilisés lors de cette expérience sont 

préalablement fonctionnalisés avec des fluorophores afin de rendre leur observation possible 

par microscopie confocale. L’alginate est fonctionnalisé par du FITC (comme présenté aux 

chapitres précédents) et le chitosane est fonctionnalisé par du RITC (Isothiocyanate de 

rhodamine, dont le protocole est décrit en annexe). La première étape du protocole est 

l’abaissement du pH nécessaire à la solubilisation du chitosane fonctionnalisé (pH~2), 

cependant pour limiter l’impact de l’étape de revêtement sur la viabilité des bactéries, une 

remonté en pH est nécessaire. Le chitosane reste soluble à pH 6 et la capacité des P.putida à 

dégrader des polluants ne semble pas impacté à ce pH313,337. Le revêtement est alors appliqué 

par simple trempage des hydrogels dans la solution de chitosane pendant 10 minutes. Après un 

lavage à l’eau ultrapure, une partie des hydrogels cellularisés et enrobés sont préparés pour leur 

caractérisation par microscopie confocale et la seconde partie est déployée pour des essais de 
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dépollution. Ce protocole, simple et rapide, est idéal pour explorer cette stratégie de revêtement, 

mais permet aussi de penser à une transposition aisée en contexte industriel. 

La Figure IV-7 présente un cliché obtenu via microscopie confocale (c’est une mosaïque 

reconstituée à partir de plusieurs clichés pris à plus fort grandissement), d’une coupe 

transversale par rapport à l’orientation de la croissance des cristaux de glace (lors de l’étape de 

congélation directionnelle). Les pores sont en noir, les parois d’alginate sont colorisées en 

rouge, les bactéries sont représentées en vert (elles apparaissent alors en jaune à cause de leur 

superposition avec l’alginate) et enfin le revêtement de chitosane apparait en cyan. Il apparait 

tout d’abord que toutes les parois sont recouvertes de chitosane et que l’alginate n’est plus en 

contact avec les pores. En effet le revêtement semble former une couche homogène tout autour 

des pores et aucune lacune n’a été observé. L’intensité du signal associé au chitosane semble 

proportionnelle à la taille des pores (plus le pore est grand et plus une grande quantité de 

chitosane semble avoir été déposé), cependant certains petits agrégats sont observables, peut 

être due à une reprécipitation du chitosane lors de la remontée en pH. Le procédé semble alors 

avoir été efficace pour réaliser un revêtement couvrant l’ensemble des pores via une liaison 

ionique entre l’alginate et le chitosane. 

On peut remarquer dans ces clichés des zones plus concentrés en alginate, où une intensité 

plus élevée est observée ponctuellement (sur quelques microns). De plus certaines zones 

semblent moins concentrées en alginate et semblent reprendre le schéma de murs observé aux 

chapitre précédent, apparaissant lors de certaines recristallisations. Il est possible qu’il y ait eu 

une recristallisation lors de l’étape de réticulation topotactique. Cependant il est intéressant de 

noter que toutes les bactéries observables par le marquage au DAPI sont localisées au sein des 

taches concentrées d’alginate. En effet, toutes les bactéries observées apparaissent en jaune lors 

de la fusion des canaux, traduisant une superposition systématique de leur signal avec celui 

obtenu dans le canal de l’alginate, en rouge. Nous avons alors travaillé avec Jean-François 

Gilles de l’Institut de Biologie Paris Seine (IBPS) sur l’analyse de ces clichés, notamment sur 

la colocalisation des taches d’alginate avec les bactéries. Les échantillons n’ayant subi aucune 

étape de fixation et étant en milieux aqueux, l’hypothèse selon laquelle le marquage des 

bactéries mortes ne devrait pas être observable au microscope confocale, semble raisonnable. 

En effet, des expériences préliminaires montraient que l’absence de Tween (donc un marquage 

uniquement des bactéries aux membranes endommagées) ne permettait d’observer qu’un 

nombre très limité de signal.  
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Figure IV-8: Analyse de colocalisation entre les bactéries et les zones plus fortement concentrées 

en alginate. (A) Représentation 3D de la zone analysée avec le même code couleur que la Figure IV-7. 

Les résultats sont regroupés dans le graphique (B). La boîte rouge représente le volume des zones 

concentrées en alginate recouvertes par le volume des bactéries associés, et la jaune, le volume des 

bactéries colocalisées avec les taches d’alginates. Ces volumes de colocalisation sont représentés en % 

du volume totale du couple bactérie/alginate pour chaque couple identifié (échelle de gauche). La 

distance entre le centre de la tâche d’alginate et du centre de la bactérie de chaque couple est aussi 

représentée, ainsi que la distance entre leur centre et leur bord (échelle de droite). Ces résultats sont 

issus de l’analyse du cliché par segmentations des différents canaux, permettant un traitement 3D des 

zones concentrées en alginate (C) et des bactéries marquées par fluorescence (D). 

Les analyses ont été réalisées sur un volume de l’échantillon de 145x145x11 µm3 (11 µm de 

hauteur dans l’axe de progression du front de glace) représenté dans la Figure IV-8 A. Les 

traitements effectués à l’IBPS sur le logiciel Fiji permettent d’isoler les zones fortement 
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concentrées en alginate (image C) et de comparer leur coordonnées grâce à une analyse de 

colocalisation avec les Pseudomonas putida (image D). Les résultats sont présentés dans le 

graphique B de la Figure IV-8. On peut voir tout d’abord que chaque bactérie est colocalisée 

avec une tache d’alginate et que le volume des bactéries recouverte par le polysaccharide 

marqué est en moyenne de 80%. Les taches d’alginates sont quant à elles recouvertes en 

moyenne à 50% de leur volume. Ainsi il apparait clairement que le volume des taches d’alginate 

est supérieur à celui des bactéries qui sont, elles quasiment entièrement recouvertes. On 

remarque cependant que le centre des objets analysé est toujours légèrement décalé de 0,5 µm. 

Il est possible qu’un décalage ait lieu lors de l’acquisition car chaque canal est mesuré sur toute 

la hauteur de l’échantillon, ce qui peut induire un léger mouvement de l’échantillon et décaler 

les observations (clairement observé sur d’autres acquisitions). Malgré ce léger décalage, le 

recouvrement reste important et il semble rationnel de visualiser les bactéries comme étant 

emprisonnées à l’intérieure des taches d’alginate. 

Toutes les taches d’alginate ne sont cependant pas en contact avec des bactéries. Il y a en 

effet 52 bactéries observées dans l’échantillon contre 522 taches d’alginate dénombrées. Il y 

aurait donc 10% des zones concentrées en alginate qui contiendraient des Pseudomonas putida. 

Il est intéressant de noter que ce ratio correspond au taux de survie lors de l’étape de réticulation 

topotactique. De plus si l’on reporte la quantité de bactéries au volume analysé (2,27.105 µm3), 

une concentration de 2,3.108 CFU.mL-1 est obtenue. Ce qui correspond à la quantité de bactéries 

attendue dans les hydrogels stabilisés par réticulation topotactique. On pourrait alors avancer 

que l’étape de revêtement par le chitosane n’impacte pas la viabilité, cependant il faut rester 

vigilant car ces données proviennent d’un volume limité d’un échantillon, et peut ne pas être 

représentatif. De plus ces données sont basées sur l’hypothèse précédemment évoquée (les 

bactéries marquées au DAPI sont viables) qui demeure non vérifiée. 

Comme exprimé précédemment, il semblerait qu’une recristallisation ait eu lieu. Une 

hypothèse alors envisageable pour expliquer l’apparition des taches d’alginate serait que lors 

de la réticulation topotactique, lorsqu’une recristallisation survient, certains cristaux fondent au 

profit de plus gros (comme présenté aux chapitres précédents) ce qui entraine une dissolution 

partielle des murs. Cette solubilisation partielle implique une diminution légère de la 

concentration en alginate des parois. Il serait alors possible que les bactéries limitent la 

solubilisation de l’alginate environnant par leur attachement à travers leurs exo-polysaccharides 

(EPS). En effet, il est reconnu que les bactéries de type Pseudomonas possèdent un 

microenvironnement composé d’EPS, de protéines, de glycoprotéines et de glycopeptides266. 
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Cette capsule naturelle autrefois nommée glycocalyx possède des propriétés essentielles à la 

survie des bactéries et leur confère notamment une certaine capacité d’adhésion utilisée par 

ailleurs pour la formation de biofilms90,267,268. Ainsi, il est envisageable que l’affinité des EPS 

des bactéries avec l’alginate des parois, limitent la modification de leur microenvironnement. 

Un corolaire de l’hypothèse évoqué précédemment, serait que les taches d’alginate alors non 

colocalisées avec des bactéries structurellement intactes pourraient être colocalisées avec des 

bactéries endommagées et mortes. Une manière de vérifier ces deux hypothèses serait d’ajouter 

un chromophore marquant aussi les bactéries mortes tel que l’iodure de propidium afin de 

mesurer la colocalisation de ces bactéries endommagées et des taches d’alginate (un protocole 

doit être élaborer pour éviter les biais dus à la présence Tween). 

Une partie des échantillons protégés par le revêtement de chitosane ont été utilisés dans des 

tests de dépollution de DB9. Les résultats sont présentés dans la Figure IV-9.  

 

Figure IV-9: Représentation graphique de la biodégradation du colorant DB9 par des P.putida en 

suspension et encapsulées dans des hydrogels d’alginates structurés possédant un revêtement de 

chitosane. 

Dans l’expérience présenté ici, la capacité de biodégradation de Pseudomonas putida 

encapsulées dans des hydrogels avec un revêtement de chitosane est comparée à celle de 
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bactéries en suspension dans un milieu minimal pollué. La concentration des deux populations 

est comparable et est de l’ordre de 6-7.108 CFU.mL-1. 

L’application d’un revêtement de chitosane permet aux matrices de conserver leur 

morphologie qui ne semblent pas avoir subi de dommage d’un point de vue macroscopique, 

contrairement aux matrices non enduites présentées précédemment. En effet, malgré la présence 

de phosphate dans le milieu qui complexe les ions calcium, et qui pourrait donc déstabiliser les 

matrices d’alginate, le revêtement de chitosane semble protéger de manière acceptable nos 

hydrogels dans le temps de l’étude. Il y a cependant pour quelques échantillons l’apparition de 

précipités blanc au bout de 6 jours d’expérience malgré une conservation macroscopique de la 

forme de l’échantillon ainsi qu’une certaine tenue mécanique (évaluation subjective à la fin de 

l’expérience). Il est possible que pour ces matrices il y ait des lacunes dans le revêtement et 

donc une destruction possible d’une partie des murs. Il est aussi possible que certaines parties 

des parois d’alginate se resolubilisent en présence des ions phosphates, mais que le revêtement 

de chitosane conserve la structure des matrices grâce à la stabilité des liaisons alginate-

chitosane329,333. Une manière d’améliorer la protection accordée par le revêtement de chitosane 

serait d’utiliser un grade d’alginate comprenant plus de groupement G (guluronique) pour 

permettre une meilleur pénétration des molécules de chitosane, qui devraient par ailleurs être 

choisies avec de plus petites masses moléculaires329,333. La création d’un revêtement 

comprenant plusieurs couches alternées de polycations et de polyanion est aussi possible pour 

stabiliser d’avantage les matrices, en limitant drastiquement le relargage des bactéries. 

Toutefois des analyses seraient nécessaires pour étudier l’impact de ces différentes couches sur 

la diffusion des nutriments et des polluants, ainsi que sur la viabilité des bactéries encapsulées. 

L’utilisation de ces matrices pour la dépollution est représentée en Figure IV-9 où une 

activité de dépollution est observée. Le spectre d’absorbance du milieu évolue avec le temps 

montrant une diminution de la quantité de DB9 dans le milieu (dont la concentration est calculée 

par l’utilisation de la courbe d’étalonnage). De plus l’évolution de la concentration du polluant 

dans le cas des hydrogels enduits de chitosane semble suivre la même évolution que pour les 

bactéries libres en suspensions avec un léger décalage rattrapé au bout de 96 heures. La 

concentration finale de DB9 est similaire dans les deux expériences. 

Le revêtement de chitosane ne semble alors pas limiter le potentiel de biodégradation des 

P. putida encapsulées et une dépollution analogue à celle obtenue avec des bactéries libres en 

suspension est observée. De plus, ce revêtement permet de conserver la structure macroporeuse 

et organisée de la majorité des matrices lors de leur utilisation, malgré la présence de molécules 
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complexant le calcium. Ces résultats nécessitent des expériences supplémentaires pour être 

validés car ils ont été obtenus en fin de thèse en tant qu’expérience exploratoire et n’ont pas 

encore été reproduites. Ils sont cependant très prometteurs, autant pour le contrôle du relargage 

et la stabilité des matrices que pour la capacité de dépollution. 

IV.3  Conclusion 

Dans cette partie de la thèse, nous avons évalué la capacité des Pseudomonas putida, en 

solutions ainsi qu’encapsulées dans les hydrogels – stabilisés par le procédé de réticulation 

topotactique – à dépolluer des colorant (le DB9, un colorant azoïque). 

La capacité de la souche P. putida-mt2 à dégrader les colorants azoïques en solution et en 

condition aérobique a été montrée grâce au suivi d’absorbance des expériences de dépollution 

et aux analyses chromatographique (HPLC). Cette capacité de dégradation a été conservée 

après leur encapsulation par congélation directionnelle et la stabilisation par réticulation 

topotactique. Cependant, ces matrices ont été déstabilisées par les phosphates en solution se 

complexant avec le Ca2+ des parois. Une déstructuration des hydrogels ainsi qu’un relargage de 

bactéries ont été observés. 

Un revêtement de chitosane a été appliqué afin de limiter la déstructuration des hydrogels 

lors de la biodégradation. Des couches homogènes réparties sur les surfaces des parois sont 

observées permettant une stabilisation en présence des phosphates et une conservation de la 

structure. Les bactéries encapsulées dans ces hydrogels protégés par la couche de chitosane sont 

toujours capables de biodégradation de manière analogues aux bactéries en solution. 
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Chapitre V :  Conclusion générale 
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Cette thèse portait l’ambition d’élaborer un nouveau biomatériau cellularisé pour une 

application de bioremédiation des eaux usées. Les microorganismes étant la clé de voute de la 

bioremédiation, la conservation de leur activité métabolique tout au long du procédé de mise 

en forme et lors de leur utilisation était un paramètre essentiel. Cependant un objectif 

concomitant était de limiter le relargage des microorganismes exogènes dans le milieu déjà 

fragilisé par les polluants. La stratégie retenue pour conserver la capacité de biodégradation des 

bactéries tout en limitant leur dissémination dans l’environnement a été l’encapsulation. La 

matrice d’encapsulation devait permettre une diffusion optimale des polluant pour assurer leur 

accessibilité aux bactéries. L’obtention d’une matrice macroporeuse a alors été un des 

paramètres clé pour le choix du procédé d’encapsulation. De même, la survie des 

microorganismes lors de la mise en forme a été primordiale. Le piégeage des microorganismes 

dans une matrice a nécessité l’utilisation d’un matériau biocompatible assurant une stabilité 

structurelle lors de son utilisation en milieu pollué. Ainsi, au regard de ces contraintes et de ces 

objectifs, l’alginate a été choisi pour être le composant de la matrice d’encapsulation, et le 

procédé de congélation directionnelle comme stratégie d’obtention de ces matériaux vivants. 

En effet, cette combinaison permet l’obtention de matrices macroporeuses composées de parois 

alignées et biocompatibles. La souche Pseudomonas putida-mt2 a été choisie pour sa capacité 

à dégrader les colorants azoïques en condition aérobiques. A ce potentiel de biodégradation 

s’ajoute le fait qu’elles sont non pathogènes, ce qui assure des conditions expérimentales 

facilitées et une pertinence accrue pour leur application potentielle. 

La première partie du travail expérimental a été focalisée sur le procédé de congélation 

directionnelle, tant pour sa capacité de structuration des matrices que pour son potentiel 

d’encapsulation. Le contrôle de la vitesse de progression du front de glace a été la première 

étape atteinte afin d’obtenir un contrôle sur la morphologie des matrices. En effet, l’obtention 

d’un front de glace de vitesse constante permet d’instaurer une taille de pores régulière tout au 

long des matrices. L’influence de la vitesse du front de glace sur l’évolution de la morphologie 

des pores a été étudiée, et les résultats obtenus coïncident avec ceux reportés dans la littérature. 

Ainsi lorsque la vitesse du front de glace augmente, l’instabilité de l’interface solution-glace 

augmente, les cristaux sont alors plus nombreux et leur taille diminue. Les pores des aérogels 

obtenus après lyophilisation de ces matrices congelées, possèdent alors la même dépendance 

morphologique à la vitesse de propagation du front de glace : leur taille diminue lorsque cette 

vitesse augmente. 
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Les phénomènes advenant lors de la congélation directionnelle ont été étudiés par DSC et 

par microscopie confocale. Ainsi, lors de la déshydratation subvenant au cours de la ségrégation 

de phase, une composition critique du mélange concentré entre les cristaux a pu être mise en 

évidence. Cette fraction volumique de polymère critique, déterminée par l’intersection entre la 

courbe du liquidus et celle du la température de transition vitreuse, permet de fixer la 

composition limite à partir de laquelle une vitrification du mélange survient. Cependant, le 

phénomène de transition vitreuse étant éminemment cinétique, l’intersection des deux courbes 

définissant ∅crit dépend elle aussi de la vitesse de progression du front de glace. Ainsi, lorsque 

cette vitesse augmente la ∅crit diminue mais est atteinte plus rapidement. Ces expériences 

permettent d’estimer l’évolution du microenvironnement encadrant les bactéries encapsulées. 

Le procédé de congélation directionnelle a été employée avec succès pour l’encapsulation 

de bactéries, piégées dans les parois des matrices d’alginate. De plus, la structure macroporeuse 

et anisotrope est conservée après l’ajout de P. putida. Différentes vitesses de propagation du 

front de glace ont été expérimentées et des taux de survie compris entre 10 et 20 % ont été 

obtenus. Les viabilités les plus prometteuses ont été obtenues à la vitesse maximale atteignable 

avec le montage utilisé, soit 50 µm.s-1. De plus, la viabilité des bactéries est préservée lorsque 

les matrices cellularisées sont conservées à -80°C (jusqu’à un mois). Le procédé de congélation 

directionnelle est donc efficace pour structurer des matrices macroporeuses et encapsuler des 

bactéries. Ce procédé possède alors le potentiel pour la formation de matériaux cellularisés pour 

la biodégradation. 

Cependant les matrices cellularisées et congelées nécessitent des étapes supplémentaires de 

stabilisation en milieux aqueux en vue de l’obtention d’hydrogels cellularisés utilisables pour 

la biodégradation des eaux usées. Malheureusement la stratégie classique de lyophilisation puis 

de réticulation aux ions Ca2+ entraine une mortalité importante des bactéries encapsulées. Ainsi 

lors de cette thèse, un nouveau procédé a été mis au point en adaptant une méthode 

précédemment développée au LCMCP. Ce nouveau procédé, que nous avons nommé 

réticulation topotactique, permet – en une seule étape – la fonte et le retrait des cristaux de glace 

ainsi que la conservation de la structure macroporeuse associée, formée lors de la congélation 

directionnelle. Cette diminution du nombre d’étapes et du temps de réticulation ainsi que la 

suppression de la lyophilisation a permis d’améliorer significativement la survie des bactéries 

encapsulées au sein des matrices. De plus aucun cryoprotecteur potentiellement toxique n’est 

utilisé tout au long des procédés, permettant de s’affranchir des étapes d’addition et de retrait 

de ces molécules. En effet, l’utilisation de l’alginate comme matrice d’encapsulation – grâce 
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son action de cryo-protection extracellulaire243,248,307 et à sa capacité de maintien de 

l’hydratation – permet l’amélioration significative du taux de survie bactérienne durant l’étape 

de congélation directionnelle et de réticulation topotactique. 

Les meilleurs résultats ont été obtenus pour une vitesse de progression du front de glace de 

50 µm.s-1 et une concentration de 1,5.109 CFU.mL-1. Une proportion encourageante de 

bactéries est ainsi maintenue vivante dans les parois de ces hydrogels structurés et macroporeux, 

prêtes à être utilisées pour des applications de biodégradation. 

Dans la dernière partie de cette thèse, nous avons évalué la capacité des Pseudomonas putida 

en suspension, ainsi qu’encapsulées dans les hydrogels, à dépolluer un colorant azoïque (DB9). 

La capacité de la souche P. putida-mt2 à dégrader les colorants azoïques en solution et en 

condition aérobique a été montrée grâce au suivi d’absorbance des expériences de dépollution 

et aux analyses chromatographique (HPLC). Cette capacité de dégradation a été conservée 

après leur encapsulation par congélation directionnelle et la stabilisation par réticulation 

topotactique. Cependant, ces hydrogels ont été déstabilisés par les phosphates en solution se 

complexant avec le Ca2+ des parois. Une déstructuration des hydrogels ainsi qu’un relargage de 

bactéries ont été observés. Un revêtement de chitosane a été appliqué afin de limiter la 

déstructuration des hydrogels lors de la biodégradation. Des couches continues et homogènes 

de chitosane, réparties sur les surfaces des parois, permettent une stabilisation des hydrogels en 

présence des phosphates et donc une conservation de la structure des matériaux pendant 

l’activité de biodégradation. Les bactéries encapsulées dans ces hydrogels, protégées par la 

couche de chitosane, possèdent une capacité de biodégradation analogue aux bactéries en 

solution. 

L’élaboration d’une matrice cellularisée, macroporeuse, stable en milieu aqueux et capable 

de biodégradation a été rendu possible lors de cette thèse. Bien que de nombreuses questions et 

hypothèses restent en suspens, la preuve de concept établie ici est prometteuse et ouvre la voie 

à de nouveaux biomatériaux pour la bioremédiation à travers une technique de structuration 

cryogénique et des méthodes de stabilisations innovantes. Au-delà de l’application de ces 

matériaux dans le contexte de la bioremédiation, les techniques d’encapsulation de 

microorganismes et de stabilisation topotactique permettent d’envisager une panoplie d’autres 

innovations dans des domaines alimentaire, pharmaceutique et biomédical. 
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as a technique to enhance the encapsulation of bacteria for biodegradation 
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universal stabilization process of frozen materials, en préparation 2022. 
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(visioconférence due aux conditions sanitaires) 

 Session poster, Internationnal Nature conference, Sustainable Solutions for Pollution 

Control, 2021 (visioconférence) 

 Présentation orale aux journées de l’ED (école doctorale), prix du jury pour la 

présentation 

Calcul bactéries 

Le calcul de la fraction volumique représentée par les bactéries au sein de la solution 

d’alginate est calculé de la manière suivante : 

∅𝑃.𝑝. =
[𝑃. 𝑝. ]𝜋𝑟2ℎ𝜌

[𝐴𝑙𝑔]
 

Où [P.p.] représente la concentration des bactéries (en CFU.mL-1), [Alg] la concentration 

d’alginate. L’expression « 𝑟2ℎ𝜌 » caractérise les P.putida et représente leurs dimensions et 

densité. Ainsi r est fixé à 0,5 µm et h à 1 µm. Une approximation de leur masse volumique est 

fixée pour le calcul à 1,1.10-12 g. µm-3. 

https://doi.org/10.1021/acs.jpclett.0c01729
https://conferences.nature.com/PollutionControl
https://conferences.nature.com/PollutionControl
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Protocole de fonctionnalisation de l’alginate par l’isothiocyanate de 

fluorescéine : 

Préparer 1L de solution tampon de carbonate à pH 9,3 avec de l’alginate : 

o Bicarbonate de sodium (P.M. = 84.01 g/mol) m=3,587 g 

o Carbonate de sodium (P.M. = 105.99 g/mol) m=0,774 g 

Ajouter de l’alginate pour atteindre une concentration de 10 g/L (soit 10 g). Laisser 

homogénéiser sous agitation magnétique à température ambiante. Séparément, rajouter 1 mg 

de l’isothiocyanate de fluorescéine (FITC) pour arriver à à 1 mL de N,N-dimethylformamide 

(DMF) et homogénéiser. Mélanger les deux solutions et laisser agiter toute une nuit à 

température ambiante. La solution est ensuite dialysée contre de l’eau ultrapure dans des 

boudins de membrane MWCO 3500 

o 2 à 3 dialyses de 2 heures (jusqu’à ce que la solution de lavage soit incolore) 

o Suivie de 2 dialyses d’au moins une nuit 

Les échantillons sont ensuite congelés et lyophilisés pour conservation. 

 

Fixation des échantillons en résine pour observation TEM 

Jour 0 

Fixer les échantillons en PFA à 4°C sur une nuit et les découper, idéalement en 

parallélépipèdes 1 * 1* 5 mm de long (pour être mis dans axe de l’alvéole). 

Jour 1 

Pour la préparation des solutions, prévoir un volume de 2mL par salière. Rincer 3 x 10 min 

en tampon cacodylate 0.1M/saccharose 0.6M. Fixer les échantillons dans du glutaraldéhyde 8% 

+ tampon cacodylate 0.05M en proportions 1:2,2 pendant 2h à 4°C. Rincer 3 x 10 min en 

tampon cacodylate 0.1M/saccharose 0.6M (1:1). Incuber pendant 1h dans la solution de rouge 

nucléaire (rouge nucléaire solide 0.1g, sulfate d’aluminium 5g, eau distillée 100mL) à 

température ambiante. Rincer 3 x 10 min en tampon cacodylate 0.1M/saccharose 0.6M (1:1). 

Rincer 30 min en éthanol 50%. Introduire les échantillons dans un bain d’éthanol 70% sur la 

nuit à 4°C en gardant les salières couvertes et filmées. 

Jour 2 



c 

 

Bains de déshydratation : 10 min alcool 70%, 30 min alcool 95%, 10 min alcool 100%, 15 

min alcool 100%. Puis 30 min oxyde de propylène / alcool 100% (1:1). Bain mixte 1/4 résine 

3/4 oxyde de propylène pendant 2h (recette résine ci-dessous). Bain mixte 1/2 résine 1/2 oxyde 

de propylène sur la nuit (4°C - salières couvertes et filmées. 

Préparation de la résine : Mélanger 20 ml d’araldite, 22 ml de durcisseur DDSA et 1,1 ml 

d’accélérateur BDMA. Dégazer la résine une première fois dans un bécher pendant au moins 

30 min sous vide. 

Jour 3 

Introduire les échantillons dans un bain mixte de résine et oxyde de propylène (3 :1) pendant 

2h. Introduire les échantillons dans un bain de résine pure sur la demi-journée : utiliser la résine 

déjà dégazée extensivement une fois, ajouter dans les salières en présence des échantillons, et 

faire un deuxième dégazage (environ 15 mn à 30 mn : il ne doit plus apparaître de bulles pendant 

plusieurs minutes). Introduire les échantillons dans un nouveau bain de résine dégazée sur la 

nuit (4°C – salières couvertes et filmées) 

Jour 4  

Bain de résine neuve sur la matinée, faire un troisième dégazage des salières. 

Inclusion des échantillons dans les moules avec une résine neuve : verser les 2/3 du volume 

du moule en résine à la seringue, placer l’échantillon contre le bord biseauté, et compléter le 

volume du moule avec la résine. Faire un quatrième dégazage de la résine dans les moules.  

Mettre à l’étuve à 60°C pendant 3 jours. 

Protocole de fonctionnalisation du chitosan avec la rhodamine 

isothiocyanate : 

Solubiliser 1 g de chitosan dans 1 L d’une solution d’HCl à 0,6%. Le pH est ensuite 

augmenté à l’aide d’une solution de NaOH à 0,5 mol.L-1 jusqu’à pH 10. Une solution de 5 mg 

de rhodamine isothiocyanate dans 10 mL d’éthanol est préparée. Les deux solutions sont 

mélangées et laissées à agiter toute une nuit à température ambiante à l’abri de la lumière. 

La solution est ensuite centrifugée (20000 RPM) pendant 30 min 2 fois et enlevant le 

surnageant et en redispersant les culots dans une solution de tampon carbonate pH 9,3 – solution 

de 1 L contenant du bicarbonate de sodium et du carbonate de sodium – jusqu’à obtenir un 



d 

 

surnageant limpide. Les échantillons sont congelés à -80°C et lyophilisés pour obtenir une 

poudre de chitosan fonctionnalisée. 
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