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Résumé 
 

 L’objectif principal de cette recherche est de contribuer au développement 

de biocapteurs commerciaux utilisant des surfaces de papier comme matrices 

d’immobilisation, capables de produire un signal colorimétrique perceptible dans 

les limites sensorielles humaines. Ce type de biocapteur, appelé papier bioactif, 

pourrait servir par exemple à la détection de substances toxiques ou d’organismes 

pathogènes.  

 Pour atteindre l’objectif énoncé, ce travail propose l’utilisation de systèmes 

enzymatiques microencapsulés couchés sur papier. Les enzymes sont des 

catalyseurs biologiques dotés d’une haute sélectivité, et capables d'accélérer la 

vitesse de certaines réactions chimiques spécifiques jusqu’à des millions des fois. 

Les enzymes sont toutefois des substances très sensibles qui perdent facilement leur 

fonctionnalité, raison pour laquelle il faut les protéger des conditions qui peuvent 

les endommager. La microencapsulation est une technique qui permet de protéger 

les enzymes sans les isoler totalement de leur environnement. Elle consiste à 

emprisonner les enzymes dans une sphère poreuse de taille micrométrique, faite de 

polymère, qui empêche l’enzyme de s’echapper, mais qui permet la diffusion de 

substrats à l'intérieur. La microencapsulation utilisée est réalisée à partir d’une 

émulsion contenant un polymère dissous dans une phase aqueuse avec l’enzyme 

désirée. Un agent réticulant est ensuite ajouté pour provoquer la formation d'un 

réseau polymérique à la paroi des gouttelettes d'eau dans l'émulsion. Le polymère 

ainsi réticulé se solidifie en enfermant l’enzyme à l'intérieur de la capsule. Par la 

suite, les capsules enzymatiques sont utilisées pour donner au papier les propriétés 

de biocapteur. Afin d'immobiliser les capsules et l'enzyme sur le papier, une 

méthode courante dans l’industrie du papier connu sous le nom de couchage à lame 

est utilisée. Pour ce faire, les microcapsules sont mélangées avec une sauce de 

couchage qui sera appliquée sur des feuilles de papier. Les paramètres de viscosité 
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de la sauce et ceux du couchage ont été optimisés afin d'obtenir un couchage 

uniforme répondant aux normes de l'industrie.  

 Les papiers bioactifs obtenus seront d'abord étudiés pour évaluer si les 

enzymes sont toujours actives après les traitements appliqués; en effet, tel que 

mentionné ci-dessus, les enzymes sont des substances très sensibles. Une enzyme 

très étudiée et qui permet une évaluation facile de son activité, connue sous le nom 

de laccase, a été utilisée. L'activité enzymatique de la laccase a été évaluée à l’aide 

des techniques analytiques existantes ou en proposant de nouvelles techniques 

d’analyse développées dans le laboratoire du groupe Rochefort. Les résultats 

obtenus démontrent la possibilité d’inclure des systèmes enzymatiques 

microencapsulés sur papier par couchage à lame, et ce, en utilisant des paramètres à 

grande échelle, c’est à dire des surfaces de papier de 0.75 x 3 m2 modifiées à des 

vitesses qui vont jusqu’à 800 m/min. Les biocapteurs ont retenu leur activité malgré 

un séchage par évaporation de l’eau à l’aide d’une lampe IR de 36 kW. La 

microencapsulation s’avère une technique efficace pour accroître la stabilité 

d’entreposage du biocapteur et sa résistance à l’exposition au NaN3, qui est un 

inhibiteur connu de ce biocapteur. 

 Ce projet de recherche fait partie d'un effort national visant à développer et à 

mettre sur le marché des papiers bioactifs; il est soutenu par Sentinel, un réseau de 

recherche du CRSNG. 

Mots-clés : Laccase, microencapsulation, couchage à grande échelle, papier 

bioactif, activité enzymatique. 
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Abstract 
 

 The main objective of this research is the development of a commercial 

biosensor immobilized on paper surfaces, able to produce a colorimetric signal 

detected by human sensorial limits. This kind of biosensor could be used, for 

example, in the detection of toxic substances or pathogens.  

 To achieve this objective, microencapsulated enzymes fixed on paper are 

proposed. Enzymes are biological catalysts with a high selectivity that can 

accelerate the speed of some chemical reactions up to a million times. However, the 

enzymes are very sensitive substances that lose their functionality easily; it is 

therefore necessary to protect them from conditions that could damage them. 

Microencapsulation is a technique that protects the enzymes without totally 

isolating them from their environment. In fact, microencapsulation entraps the 

enzymes into a micron size sphere, made of a porous polymer which prevents the 

enzyme to be released but allows the diffusion of its substrate inside. The 

microencapsulation process consists in making an emulsion containing a polymer 

dissolved in an aqueous phase with the desired enzyme, and the wall of the 

microcapsule is formed by adding a crosslinking agent that forms a polymer 

network at the interface of the emulsion. The crosslinked polymer solidifies and it 

encloses the enzyme in the interior of the capsule. Thereafter, this kind of 

microcapsules are used to give biosensor properties to the paper. Blade coating 

technique is used in order to immobilize the enzyme capsules on paper because it is 

the most widely used method in the paper industry. The microcapsules are mixed 

with a coating suspension and applied on sheets of paper. The viscosity parameters 

of the suspension and those of the coating are optimized to obtain a uniform coating 

in order to meet the industry standards. 

 Bioactive paper obtained is first studied to assess whether the enzymes are 

still active or not after all the treatments because, as described above, enzymes are 
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very sensitive substances. An enzyme known as laccase is used, which allows an 

easy evaluation of its activity. Enzymatic activity was evaluated through existing 

analytical techniques or new analysis techniques developed in the Rochefort lab. 

The results demonstrate the possibility to transfer microencapsulated enzyme 

systems onto paper by blade coating, by using large scale settings, with paper 

surfaces of 0.75 x 3 m2 modified at speeds ranging up to 800 m/min. Biosensors 

retained their activity, despite a drying process by evaporation of water using an IR 

lamp of 36 kW. The microencapsulation technique proposed here is an effective 

technique to increase the storage stability of the biosensor and its resistance to 

exposure to NaN3, which is a known inhibitor of this biosensor. 

 This research is part of a national effort in order to develop a commercial 

device called bioactive paper; it is supported by the NSERC research network 

Sentinel. 

 

Keywords : Laccase, microencapsulation, large-scale coating, bioactive paper, 

enzyme activity. 
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1  Introduction 

1.1 Mise en contexte 

La santé est un état relié à la vie, qui décrit le bon fonctionnement de l’organisme 

(1) et on peut dire que c’est elle qui nous tient loin de la mort, comme le mentionne Perros 

dans son ouvrage Papiers collés : « la santé, c’est ce qui sert à ne pas mourir chaque fois 

qu’on est gravement malade » (2).  

Étant donné que la santé est reliée à toute activité humaine, il devient difficile de 

mesurer son impact économique au niveau mondial, mais il suffit d’observer les 

investissements pour maintenir et rétablir la santé pour se faire une idée de cet impact. 

Ainsi, pour l’année 20071, la Banque Mondiale a rapporté qu’en moyenne les pays 

investissent 9.3 % de leur produit intérieur brut (PIB) pour des dépenses reliées au domaine 

de la santé2; en comparaison, et pour la même année, les pays ont dépensé, en moyenne, et 

en pourcentage de leur PIB : 6.2 % en technologie de l’information et communication, 2.4 

% en dépenses militaires3 et 2.2 % en recherche et développement. On peut donc conclure à 

la lumière de ces chiffes que la santé et les facteurs qui l’affectent nous occupent et nous 

préoccupent tous.  

                                                

 

1 Dernière évaluation publiée et disponible à ce jour. 

2 En comptant les organismes privés et publics. 

3 Description : ces données incluent les dépenses d’équipement, les ministères de la 

défense, les forces paramilitaires, les activités spatiales militaires, le coût du personnel 

militaire et civil (incluant les pensions et services sociaux), les coûts d’entretien, de 

recherche et de développement et l’aide civile militaire. Ne sont pas inclus : les dépenses de 

défense civile et les avantages destinés aux anciens combattants, la démobilisation, la 

conversion ou la destruction d’armement. Il faut noter toutefois que les données relatives à 

certains pays sont incertaines, partiales ou approximatives. 
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Il est donc important de connaître les principaux facteurs qui peuvent affecter la 

santé : maladies d’origine psychologique, sociale, environnementale, biologique ou 

chimique. Mais parmi toutes les maladies existantes, ce sont les maladies infectieuses et 

transmissibles qui produisent le plus grand impact sur la santé, tant dans l’actualité que 

dans l’histoire de l’humanité, et ce de façon plus importante que n'importe quel autre 

groupe de maladies, à cause de leurs conséquences psychologiques, économiques et 

démographiques (3).  

En effet, selon l’Organisation mondiale de la santé, sept des dix maladies qui 

causent le plus de décés par année à l’échelle mondiale sont des maladies infectieuses. La 

diarrhée, en particulier, est, même dans les pays développés, la maladie d’origine 

alimentaire la plus courante (4).  

Les maladies infectieuses peuvent être causées par des bactéries, des virus, des 

champignons ou parasites qui s’introduisent dans le corps et se multiplient ou produisent 

une toxine qui affecte l’organisme hôte (5). Afin de combattre les maladies infectieuses, 

l’homme a dans l’histoire utilisé différents types de stratégies basées sur le développement 

des médicaments, des antibiotiques et des vaccins ainsi que sur l’application de mesures 

sanitaires et de contrôle de la qualité des produits de consommation. C’est ce qui a permis 

de soigner et de prévenir un grand nombre des maladies infectieuses partout dans le monde. 

Toutefois, un grand nombre de maladies se développent simplement parce que nous ne 

nous rendons pas compte de la présence des agents pathogènes, car ils échappent à la 

détection de nos cinq sens.  

Ainsi, la création et le développement de dispositifs accessibles au grand public, 

servant à percevoir en temps réel les agents pathogènes, pourrait s’avèrer un outil puissant 

de prévention des maladies infectieuses, capable de révolutionner notre façon de « voir » 

les maladies dans le monde. Ce type de technologie pourrait par exemple servir à construire 

des emballages capables d’indiquer la péremption des produits qu’ils renferment juste avant 

leur consommation; ce serait une grande amélioration sur les estimations qui se font 
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actuellement sur la durée de vie des produits, qui sont basées sur des statistiques issues 

d’études de péremption réalisées dans des conditions qui ne représentent pas toujours la 

réalité vécue par le produit. 

La conception de ce genre de dispositif est restée impossible jusqu’à la fin du siècle 

dernier; néanmoins, l’avancement actuel de la recherche relié au développement des 

biocapteurs fait en sorte qu’on est plus proche que jamais de pouvoir proposer un tel 

dispositif.  

 

1.2 Le papier bioactif 

1.2.1 Fonctionnalité du papier bioactif 

Les travaux présentés dans ce mémoire ont été orientés vers la mise au point à des 

fins commerciales d’un biocapteur de pathogènes et toxines, appelé papier bioactif. Ce 

papier est caractérisé par l’inclusion d’un système d’inactivation de ces cibles. Ces 

fonctionnalités, dites bioactives, sont conçues pour se manifester sans l’aide d’aucun 

équipement ou appareil additionnel en produisant comme signal un changement de couleur 

visible au contact avec ces cibles; ce mode d’opération rend le dispositif adaptable à de 

multiples applications, même lorsque les équipements conventionnels ou les techniciens ne 

sont pas disponibles, ou lorsque leur disponibilité est limitée. 

Le potentiel d’application d’un tel dispositif est énorme, mais le concept 

d’utilisation du papier bioactif vise en premier lieu les domaines de la santé, de la sécurité 

et de l’alimentation. 

 

1.2.2 Le réseau de développement 

Ce projet développé au laboratoire du professeur D. Rochefort, en collaboration 

avec le professeur F. Bertrand de l’École Polytechnique de Montréal, a le soutien du 
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Conseil de recherche en sciences naturelles et en génie (CRSNG). Le réseau Sentinel est 

aujourd’hui composé de quatre partenaires industriels et de douze centres de recherche dont 

cinq ont leur siège social au Québec. Tandis que Sentinel est le principal organisme de 

développement du papier bioactif au Canada, il existe dans le monde d’autres centres de 

recherche intéressés à développer ce dispositif, que ce soit à l’Université Harvard aux États-

Unis (6), au Centre technique de recherche de Finlande (VTT) (7) ainsi qu’en Scandinavie, 

en Australie et au Japon (8, 9). L’intérêt pour le développement du papier bioactif est en 

croissance constante et suscite la concurrence au niveau international. 

Chaque membre du réseau Sentinel est spécialisé dans un domaine différent de la 

science, y compris la mise en marché, ce qui permet de développer un produit en utilisant 

des points de vue complémentaires. Ainsi, notre groupe étudie le développement des 

biocapteurs sur papier via l’immobilisation des enzymes et, plus spécifiquement, pour le 

travail présenté ici, par l’immobilisation des molécules en utilisant des conditions 

semblables à celles trouvées dans l’industrie papetière. 

 

1.2.3 Le papier comme matrice 

Le papier est amplement utilisé pour fabriquer divers objets : filtres, contenants, 

masques, tapis, serviettes, nappes, vêtements, qui sont utilisés quotidiennement dans les 

domaines de l’alimentation, de la médicine, de la construction, etc. Pour imaginer le 

potentiel d’utilisation du papier bioactif, il suffit de visualiser les objets déjà existants avec 

les propriétés bioactives que promet le dispositif, et ce sans mentionner les nouveaux 

dispositifs qui peuvent en dériver. 

De ce fait, les raisons d’utilisation du papier comme matrice sont très nombreuses et 

comprennent des justifications techniques et économiques qui ne font pas l’objet de notre 

étude mais dont nous présenterons quelques exemples par la suite. 
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1.2.3.1 Raisons techniques 

« Je n’existe plus puisque je n’ai plus de papier » (10) , cette phrase tirée d’un 

ouvrage de Bulgakov (Le maître et Marguerite) peut être utilisée dans le cas du papier 

bioactif puisque le papier ne représente pas qu’un simple support pour les biomolécules 

mais aussi une structure fonctionnelle (8), qui contribue au bon fonctionnement du 

dispositif bioactif. En effet, le papier est un matériau solide à l’innocuité prouvée, flexible 

et facile à modifier par des méthodes bien établies, et qui possède des caractéristiques de 

perméabilité pour filtrer les substrats et les mettre en contact avec les molécules bioactives. 

D’autre part, grâce à l’absorption des liquides par l’action de la capillarité propre au papier, 

les molécules cibles s’imprègnent facilement sur toute la structure du papier. Comme la 

couleur du papier peut être modifiée, on peut augmenter le contraste par rapport au signal 

colorimétrique.  

 

1.2.3.2 Raisons économiques 

L’industrie forestière dont le revenu annuel en 2005 a été de 84 milliards de dollars 

est un pilier important de l’économie canadienne, presqu’égal au revenu économique de 

l’industrie automobile (94 milliards de dollars pour la même année) (11-13). Avec 23 

millions de tonnes de papier, on estime que le Canada est le troisième producteur de papier 

à l’échelle mondiale (14). Cependant, le marché canadien du papier a été mis à mal dans les 

dernières années par l’arrivée de nouveaux compétiteurs capables de produire des matières 

premières à un prix inférieur grâce aux techniques avancées de sylviculture de la Suède, au 

climat favorable du Brésil, à la main d’œuvre abordable de la Chine, ainsi que par la 

substitution du papier par divers types de documents numérisés (15).  

Ainsi, le développement de nouveaux produits à valeur ajoutée a été mis en place 

par le Canada comme stratégie de sauvetage de l’industrie papetière canadienne. En 2009, 

le gouvernement du Canada a annoncé que 80 millions de dollars sur un total de 170 

millions de dollars seront investis directement dans le développement de nouvelles 
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technologies dans ce secteur afin d’aider l’industrie du papier. Ce qui s’ajoute aux 40 

millions de dollars qui iront à des programmes d’aide aux compagnies forestières pour 

qu’elles mettent des produits innovateurs sur le marché international. Un autre 10 millions 

de dollars ira au développement de constructions à base de bois et 40 autres millions de 

dollars seront dédiés aux projets pilotes de production de nouveaux produits du bois (16, 

17). Selon le ministre canadien du Revenu national et ministre d'État à l’agriculture, M 

Jean-Pierre Blackburn, « En ciblant les aspects de marketing et d'innovation de nos 

industries forestières, notre gouvernement non seulement apporte une assistance nécessaire 

à ce secteur durant une période difficile, mais il lui prépare également une base solide pour 

l'avenir. » (17) 

Le développement du papier bioactif en utilisant le papier comme support offre 

donc l’avantage d’utiliser des procédés et machineries déjà existants, en plus d’être 

subventionné par différents organismes et de proposer un palier de développement durable, 

le papier étant un matériau abordable, local, dégradable, facile à récupérer et renouvelable.  

 

1.3 Les biocapteurs comme plateformes de développement 

Le principe d’action du papier bioactif repose sur sa capacité à réagir en présence de 

cibles et, par conséquent, sur sa fonctionnalité comme biocapteur. Les biocapteurs sont des 

instruments analytiques portatifs qui permettent la détection, l’enregistrement et la 

transmission de l’information concernant la présence, la concentration et la distribution 

d’un élément (18). Ils sont composés d’un récepteur qui réagit en présence d’un élément 

quelconque et d’un transducteur capable de transformer cette réaction en un signal 

détectable.  
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1.3.1 Les différents éléments de reconnaissance 

La spécificité des molécules de reconnaissance détermine la complexité des milieux 

où les biocapteurs peuvent être utilisés. Comme le papier bioactif sera utilisé dans des 

milieux complexes, il est souhaitable d’utiliser des éléments hautement spécifiques dans 

son élaboration. À cet effet, diverses molécules peuvent être ajoutées au papier pour le 

modifier : anticorps, aptamères, cellules, enzymes, nanoparticules, polymères, tissus et 

virus (19) (Figure 1). 

 

 

Figure 1. Les éléments d'un biocapteur. Adaptation de (7, 19). 
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Tel qu’illustré à la Figure 1, la transduction transforme la réponse du système de 

reconnaissance en un signal exploitable par le détecteur, tel que la formation d’un produit 

chimique, un changement de température ou l’émission d’un signal sonore, lumineux, 

magnétique ou électrique. Afin d'obtenir un biocapteur portatif, le signal de transduction du 

papier bioactif doit être perceptible par les sens. Dans le travail présenté ici, nous avons 

choisi d’utiliser un changement rapide de coloration dans le spectre visible (380-780 nm), à 

cause de la facilité d’interprétation de ce signal en absence de tout autre dispositif. 

 

1.3.1.1 Les systèmes enzymatiques 

Les systèmes enzymatiques sont les plateformes de développement des biocapteurs 

les plus étudiées et développées (20) à cause de leurs caractéristiques telles que la 

reconnaissance spécifique des molécules, la capacité à fonctionner comme transducteurs et 

la propriété de transformer ou d’éliminer les composants-cibles. Les enzymes ont donc été 

décrites comme plateformes viables pour le développement du papier bioactif (7) et les 

prototypes basées sur ces plateformes ont mené à des applications commerciales (21).  

Les enzymes sont des catalyseurs biologiques, dont la plupart (à l’exception des 

ribonucléoprotéines) sont des protéines capables d’augmenter la vitesse de réaction des 

cibles (dits substrats) de 106 à 1012 fois sans être consommées pendant la formation des 

produits de la réaction. Ce changement de vitesse représente un avantage en terme de temps 

d’analyse et en matière d’amplification du signal (22); et est réalisable grâce au fait que les 

enzymes fractionnent l’énergie de la réaction en plusieurs étapes à plus faible énergie 

d'activation. Les substrats sont reconnus et transformés par le site actif de l'enzyme de 

façon spécifique, ce qui veut dire que le site actif identifie seulement un type de substrat et 

la réaction face à ce substrat est toujours la même (20).  
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1.3.1.1.1 Cinétique enzymatique selon Michaelis et Menten 

 

Au moment où l’enzyme (E) reconnaît le substrat (S) par contact avec le site actif, il 

se forme un complexe dit enzyme-substrat (ES) et c’est grâce à ce contact que l’enzyme 

transforme le substrat en produits de la réaction (P), ce qui entraîne la disparition du 

complexe (ES) tel que représenté dans l’équation [1] ci-dessous : 

 

   [1] 

 

Selon Henri, Michaelis et Menten (23), il existe un équilibre thermodynamique 

entre l’enzyme, le substrat et le complexe enzyme-substrat dont la vitesse de formation est 

égale à sa vitesse de disparition; en d’autres mots, la concentration (ES) se trouve dans un 

état stationnaire puisqu’elle reste constante. Pour expliquer l’état stationnaire, les auteurs 

considèrent que la constante de regénération de l’enzyme k2 est beaucoup plus faible que la 

constante de dissociation du complexe enzyme substrat k-1, c'est à dire k-1 >>k2; c’est donc 

la formation du produit qui limite la réaction. Briggs et Haldane ont specifié que l’équilibre 

de formation du complexe (ES) n’est pas instantané et que c’est après un délai appelé pré-

stationnaire que la concentration du complexe enzyme-substrat reste constante par rapport 

au temps, moment pendant lequel la concentration du complexe arrive à l’état stationnaire. 

L’évolution d’une réaction enzymatique peut être évaluée en fonction de la disparition de 

substrat ou de la formation de produit par rapport au temps, on parle ainsi de vitesse 

enzymatique (v). Si une réaction suit la cinétique expliquée par Michaelis et Menten, la 

vitesse enzymatique change par rapport à la concentration de substrat, et donne une 

hyperbole rectangulaire où l’on observe deux étapes tel qu’illustré à la Figure 2. 
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Figure 2. Réaction qui suit la cinétique de Michaelis et Menten. Adapté de (24). 

 

Dans la première étape, la quantité de substrat limite la vitesse de transformation de 

l’enzyme. Le phénomène s’explique si l’on tient en compte que l’enzyme a une vitesse 

maximale de transformation (vmax); ainsi, à faibles concentrations de substrat, celui-ci prend 

plus de temps pour entrer en contact avec l’enzyme et former le complexe enzyme-substrat 

que le temps que le complexe prend pour former les produits; conséquemment, une certaine 

quantité d’enzyme se trouve toujours en solution sans être utilisée. Dans la deuxième étape, 

la concentration de substrat commence à excéder la capacité de transformation de 

l’enzyme. Ainsi, une fois que l’enzyme devient disponible, une nouvelle molécule de 

substrat entre en contact avec elle pour former le complexe enzyme-substrat. Si on prend 

une moyenne des espèces en solution, le complexe enzyme-substrat prédomine et peu 

d’enzyme se trouve disponible en solution puisqu’elle se trouve en tout temps occupée à 

transformer le substrat. On dit alors que l’enzyme se trouve saturée et la vitesse ne change 
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plus par rapport à la concentration de substrat. Quand l’enzyme est saturée, la vitesse 

maximale (vmax) est observable (plateau de la Figure 2).  

L’activité enzymatique est une mesure de la vitesse de réaction; elle est utilisée pour 

quantifier les systèmes enzymatiques quand mesurée en conditions de vitesse maximale. On 

utilise l'activité enzymatique à la place de la concentration enzymatique car cette valeur ne 

représente pas forcément le nombre d’enzymes actives. En effet, les enzymes sont des 

molécules très sensibles aux changements, ce qui entraîne leur désactivation sans forcément 

produire leur désintégration. 

 

1.3.1.1.2 Équation de Michaelis et Menten 

Michaelis et Menten ont représenté mathématiquement le comportement cinétique 

des enzymes par l’équation suivante : 

 

v = vmax [S] / (Km + [S])   [2] 

Km = (k2 + k-1) / k1   [3] 

 

Dans cette équation, les constantes k1, k2 et k-1 sont réunies dans une seule constante 

[3], appelée constante de Michaelis et Menten (Km) en l’honneur des auteurs. À partir de 

cette équation, on voit que, quand Km augmente, il faut une concentration plus grande de 

substrat pour arriver à la moitié de la vitesse maximale (voir la Figure 2). 

Cette équation aide à mieux comprendre l’affinité de l’enzyme pour son substrat 

puisqu’elle établit que, quand Km augmente, l’affinité de l’enzyme pour son substrat 

diminue. Il faut aussi remarquer que Km est indépendante de la concentration d’enzymes, 

elle dépend cependant des conditions cinétiques de la réaction, telles que le pH, la 

température et la concentration du substrat. D’autre part, les enzymes sont des molécules 
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sensibles à cause de leur caractère protéinique; leur intégrité peut être affectée notamment 

par la présence d’interactions électrostatiques (telles que la force ionique de la solution et 

les interactions avec d’autres protéines), par le stress mécanique (tel que le cisaillement et 

la centrifugation), par les interactions hydrophobiques/hydrophiliques (telles que celles 

produites par des changements ou des pertes de solvant) ou par la présence d’agents 

protéolytiques (tels que d’autres enzymes ou des microorganismes). 

Dans la section suivante, on énumère les différents types d’enzymes étudiées par le 

groupe Rochefort au moment de la rédaction de ce mémoire, et on procède à la description 

de la laccase, qui est l’enzyme utilisée dans le présent travail. Avant de poursuivre, il faut 

mentionner que le système décrit par l’équation [2] est valable seulement pour des enzymes 

à un seul substrat, ce qui n’est pas le cas de la laccase qui est une enzyme à deux substrats : 

l’oxygène et un médiateur. Afin de simplifier nos calculs, nous avons cependant travaillé 

dans des conditions qui permettent d’obtenir un seul Km. Comme l’oxygène est mise en 

excès, le réactif limitant est le médiateur à étudier. 

 

1.3.1.1.3 Enzymes étudiées 

Diverses enzymes sont étudiées au sein du groupe Rochefort telles que le glucose 

oxydase, la laccase, la peroxydase de raifort et la luciférase. Les enzymes sont choisies par 

pour leur fonctionnalité, leur disponibilité, leur résistance, ou leur possibilité 

d’accouplement avec un autre système de reconnaissance; ce qui consiste à choisir au 

moins deux éléments de reconnaissance, dont un doit reconnaître la cible et un ou plusieurs 

autres doivent amplifier et réaliser la transduction du signal. Dans la section suivante, on 

énumère les differents raisons pour lesquelles la laccase a été choisie dans le cadre de ce 

travail. 
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1.3.1.1.4 Laccase  

La laccase est une cuproprotéine thermostable de masse molaire comprise entre 50 et 

130 kDa qui a été découverte au Japon en 1883 dans les exsudations de l’arbre Rhus 

vernicifera , et qui a été, par la suite, trouvée également dans d’autres organismes tels que 

les bactéries (Azospirilum lipoferum), les insectes (Manduca sexta) et surtout dans plus de 

cent types de levures (Trametes versicolor, Polysporus versicolor, T. hirsute, T. ochracea, 

T. villosa, T. gallica, Cerrena maxima, Coriolopsis polyzona, etc) (25-30).  

La laccase est une glycoprotéine hydrosoluble du groupe des polyphénols oxydases 

bleues (31), capable d’oxyder un grand nombre des molécules aromatiques, surtout celles 

du type phénolique, mais aussi quelques molécules du type non phénolique (25). Parmi les 

molécules oxydables par la laccase se trouvent les benzènediols, les polyamines, les 

aminophénols, les polyphénols et les lignines. L’oxydation de ces substrats implique la 

réduction de l’oxygène moléculaire vers eau tel qu’indiqué à la Figure 3. 

 

 

Figure 3. Réaction redox catalysée par la laccase. Adapté de (27, 32). 

 

1.3.1.1.4.1 Site actif de la laccase (cuivres type T1, T2, T3) 

La réaction d’oxydoréduction catalysée par la laccase se réalise dans une région 

appelée site actif (Figure 4), qui contient généralement quatre atomes de cuivre (27). 

L’arrangement et les liaisons moléculaires des atomes de cuivre jouent un rôle fondamental 

dans la catalyse des substrats, ces cuivres étant classifiés selon leurs caractéristiques 
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spectroscopiques et fonctionnelles en trois groupes : type 1 (T1), type 2 (T2) et type 3 (T3). 

Le groupe T1 inclut un atome de cuivre qui est lié à quatre aminoacides, dont deux sont des 

histidines, une troisième est une cystéine, qui lui confère une coloration bleue à cause de sa 

liaison covalente avec le cuivre (absorption à 600 nm), et une quatrième qui est, soit une 

phénylalanine ou une leucine (quand la laccase provient d’un champignon) ou une 

méthionine (si la laccase est d’origine bactérienne). Le cuivre T1 est responsable de 

l’oxydation des substrats grâce à son haut potentiel redox qui va jusqu’à +790 mV par 

rapport à l’électrode de calomel (27). 

  

Figure 4. Représentation du site actif de la laccase. Adapté de (25). 

 

Le groupe T2 est composé d’un seul cuivre et le groupe T3 est formé de deux 

cuivres, formant un cluster responsable de la réduction de l’oxygène. Le cuivre T2, 

coordonné avec deux histidines et une molécule d’eau (25), présente une faible adsorption 

dans le spectre visible, mais il a des propriétés paramagnétiques en résonance 
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paramagnétique électronique (RPE). Les cuivres T3 sont liés à trois histidines et sont reliés 

entre eux par un hydroxyde (25); ils présentent une adsorption dans leur forme oxydée à 

330 nm (27). Il a été démontré que le cuivre T2 est nécessaire pour la réduction de 

l’oxygène moléculaire tandis que le centre formé par les cuivres T3 est requis pour la 

stabilisation des intermédiaires de nature peroxyde. 

 

1.3.1.1.4.2 Mécanisme catalytique 

Le mécanisme d’action de la laccase consiste en l’oxydation du substrat par le 

cuivre T1, le transfert des électrons depuis T1 vers le cluster T2/T3 (à une distance de ~13 

Å) et dans la réduction de l’oxygène moléculaire en eau. Cette réduction implique 

l’utilisation de quatre électrons en deux étapes : dans la première étape, l’oxygène 

moléculaire est réduit par le site T2/T3 par l'action de deux électrons pour ainsi produire un 

peroxyde intermédiaire dont un atome d’oxygène reste lié à T2 et à un des cuivres T3 alors 

que l’autre atome d’oxygène est lié à l’autre T3. La deuxième étape consiste à réaliser une 

deuxième réduction à l’aide de deux électrons, ce qui est possible quand les cuivres se 

trouvent à une distance maximale de 3.3 Å. Cette réduction produit le clivage de la liason 

entre les deux oxygènes et la formation d’un intermédiaire dit natif relativement stable, ce 

qui est la clé de l’efficacité du transfert électronique responsable de la réduction du 

substrat. 

 

1.3.1.1.4.3 Laccase provenant de Trametes versicolor 

La laccase provenant de Trametes versicolor (diamètre ~ 5 nm (33, 34)) a été 

choisie comme point de départ pour nos modifications en conditions industrielles, 

lesquelles incluent des contraintes mécaniques et thermiques, à cause de sa robustesse et de 

sa thermostabilité (top E.C. 1,10,3,2: 45-80 °C (26, 35)). De plus, la laccase presente l’avantage 

d’être une des enzymes dont le mécanisme de réaction est le plus amplement connu, et en 

même temps, cette enzyme est une des plus abordables et disponibles sur le marché (26).  
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Nous utilisons aussi la laccase comme modèle pour construire du papier bioactif à 

cause de ses propriétés comme biocapteur et sa capacité à désactiver certaines substances 

toxiques. En effet, la laccase est capable de détecter et d’inactiver d’elle-même un grand 

nombre de substances toxiques (36-40). Parmi les substances détectables et inactivables, on 

trouve différents types d’hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAPs) (38, 41) comme 

le benzopyrène qui est reconnu pour être une des substances les plus cancérogènes (35). La 

laccase est aussi capable de détecter des inhibiteurs respiratoires tels que les azidures (N3
-) 

et les cyanures (CN-) (42, 43), et des toxines d’origine naturelle telles que les aflatoxines, 

qui sont des toxines produites par des champignons et qui sont responsables du cancer du 

foie. Ces toxines sont hautement répandues dans les céréales ; selon l’agence canadienne 

d’inspection des aliments, elles sont présentes dans 25 % des récoltes mondiales (44, 45). 

La laccase représente donc une enzyme très intéressante pour le développement du papier 

bioactif, elle a été déjà immobilisée pour être utilisée pour des applications industrielles sur 

différentes surfaces avec des résultats prometteurs (25, 46, 47). 

 

1.3.1.2 L’immobilisation des enzymes. 

Même si la laccase est une enzyme très robuste (section 1.3.1.1.3), son activité 

enzymatique peut être affectée par les conditions de pH, de température et de concentration 

du substrat (section 1.3.1.1.2) jusqu’à sa totale disparition quand elle est exposée à des 

conditions extrêmes; d’autre part, la plupart des enzymes sont hautement solubles dans les 

milieux de réaction où elles doivent agir, ce qui peut entraîner leur perte même avant 

d’avoir été en contact avec les substrats. L’immobilisation devient donc un aspect critique 

dans l’utilisation des enzymes comme biocapteurs. 

Dans le cas du papier bioactif, les enzymes sont exposées à divers milieux et 

conditions depuis leur production jusqu'à leur dernière utilisation; en effet, les techniques 

d’application des substrats existant dans l’industrie impliquent des conditions extrêmes 

pour la partie protéinique des enzymes, telles que de hautes températures de séchage et des 
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forces de cisaillement élevées (section 1.4). D'autre part, le papier bioactif est censé être 

utilisé dans diverses conditions et être capable de maintenir son activité jusqu’à sa dernière 

utilisation. Il devient donc nécessaire d’augmenter la stabilisation des systèmes 

enzymatiques face aux conditions impliquées pendant leur implantation sur papier et celles 

trouvées avant et pendant leur utilisation.  

L’immobilisation des enzymes permet de fixer les systèmes enzymatiques à la 

matrice, ce qui évite leur perte avant leur utilisation et parfois leur réutilisation. D'autre 

part, plusieurs publications ont démontré l’immobilisation est une alternative pour 

augmenter la stabilisaté de l’enzyme (48, 49). En principe, l’immobilisation augmente la 

stabilisaté de l’enzyme soit en rendant plus rigide sa structure stéréochimique, soit en 

l’enfermant dans un milieu qui reste constant; soit par une combinaison de ces deux 

méthodes. Toutefois, l’immobilisation peut produire l’effet contraire, rendant indisponible 

le site actif par obstruction ou par modification de sa structure. Parmi les différentes 

techniques actuelles d’immobilisation d’enzymes (microencapsulation, réticulation et 

adsorption par liaison ionique ou covalente), la microencapsulation est une technique 

avantageuse puisqu’elle est capable d’immobiliser un grand nombre d’enzymes du même 

type ou différents types sans affecter sa configuration stérique (50-52). 

Dans le passé, notre groupe a démontré dans diverses publications (32, 34, 53-55) 

que la microencapsulation était une méthode valide et efficace d’immobilisation d’enzymes 

sur des surfaces de papier (32, 34, 53, 55). L’immobilisation est assurée en créant des 

microcapsules d’une taille moyenne de 60 $m, ce qui est suffisant pour éviter la mobilité à 

travers les pores du papier (1 - 10 $m); les enzymes sont ainsi immobilisées par voie 

physique et non chimique. 
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1.3.1.2.1 La microencapsulation 

Comme plusieurs autres techniques, la microencapsulation constitue une imitation 

de la nature en prenant comme modèle la cellule (56). La cellule est une entité isolée de son 

milieu grâce à des membranes semi-perméables qui permettent l’entrée de substrats 

essentiels ou la sortie des métabolites, tout en bloquant d’autres substances, telles que les 

éléments structuraux et fonctionnels (ATP, ADN, RNA mitochondrial, etc.), ainsi que 

certaines molécules dont la cellule n’a pas besoin ou qui peuvent nuire à son bon 

fonctionnement. Ainsi, la microencapsulation est un ensemble de techniques qui consistent 

à enrober un produit ou un système à l’intérieur d’une entité individuelle de 1 à 1000 $m de 

diamètre à l’aide d’une membrane (57).  

Cet enrobage est réalisé à des fins structurales ou fonctionnelles qui sont diverses : 

isolation des éléments du milieu pour les protéger face aux conditions et éléments nuisibles 

externes, ou à l’inverse, rétention des éléments incorporés qui peuvent être dangereux pour 

l’environnement (par exemple, les pesticides (58)), concentration des éléments fonctionnels 

ou essentiels dans un endroit disponible ou à proximité, libération contrôlée des substances, 

augmentation ou conservation de la stabilité des éléments sensibles à la dégradation, tels 

que les médicaments, immobilisation ou piégeage des substances dans un matériau pour 

ainsi les conserver sur place ou les rendre réutilisables et fonctionnalisation du produit ou 

amélioration de sa présentation comme dans le cas de l’encapsulation de parfums dans 

l’industrie textile, ce qui permet d’ajouter un effet déodorant aux vêtements (59, 60). 

 

1.3.1.2.1.1 Techniques et étapes de microencapsulation 

La microencapsulation, comme son nom l’indique, peut impliquer la formation de 

microcapsules, qui sont des sphères creuses remplies de liquide et dont la membrane est 

solide, comme dans le cas de nos expériences (section 1.3.1.2.1.3); cependant, cette 

technique peut aussi consister en la formation de microsphères, qui possèdent un cœur et 

une membrane solides, de liposomes, qui ont une membrane et un cœur liquides, ou de 
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niosomes, qui sont similaires aux liposomes mais avec une membrane de nature synthétique 

(60). Les techniques et méthodes de microencapsulation sont très variées. Toutefois, en 

général, on peut distinguer trois étapes de microencapsulation : l’inclusion du produit, la 

dispersion de la matrice et la stabilisation du produit de microencapsulation (61):  

L’inclusion du produit à l’intérieur de la matrice consiste à diluer, disperser, 

agglomérer ou adsorber la substance à encapsuler dans un autre composant, sauf quand la 

substance à encapsuler doit être à l’état pur (57). La dispersion ou pulvérisation de la 

matrice sert à donner la taille et à séparer les particules qui formeront les microcapsules. 

Cette étape consiste en général en une séparation des phases liquide/liquide, liquide/air, 

solide/air, solide/liquide. La dispersion peut être réalisée par nébulisation ou atomisation, ce 

qui consiste à asperger le produit, ou par émulsification, qui consiste généralement à 

produire une dispersion en régime turbulent et « prilling », qui est la formation de gouttes à 

l’aide d’une aiguille ou d’un injecteur (56, 57). La stabilisation de la matrice dispersée ou 

pulvérisée vise la séparation des produits de microencapsulation (particules) pendant une 

période de temps appréciable pendant laquelle aucune énergie externe n’est appliquée afin 

de maintenir la séparation; cette stabilisation est réalisée par des processus tels que la 

gélatinisation, la coacervation, l’émulsification, l’évaporation, la coalescence, la 

polymérisation, la polycondensation, la congélation, la vitrification, la cristallisation, la 

solidification ou l’extraction de solvant (57, 62). La microencapsulation est donc le résultat 

de la combinaison de ces trois étapes; le choix des techniques dépend de la nature de la 

matière première à encapsuler et des contraintes du produit final (57). 

 

1.3.1.2.1.2 Exemples d’application de la microencapsulation 

La microencapsulation est utilisée dans plusieurs domaines tels que l’alimentaire, le 

pharmaceutique, le médical, le textile, le chimique, les biotechnologies, les cosmétiques 

dans le traitement des déchets, ou pour créer de nouveaux matériaux de construction; dans 
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l’agriculture, dans l’industrie de la photographie; on l’utilise également dans la fabrication 

de certaines peintures et en électronique (60).  

Comme le nombre d’applications existantes est très élevé, nous ne présentons ici 

que quelques exemples. Dans le domaine de l’alimentation, la microencapsulation sert à 

enfermer des parfums, des huiles essentielles, des agents antigels, des nutraceutiques, des 

probiotiques, des vitamines, afin de donner au produit d’intérêt un goût plus intense et 

prolongé, ou de lui ajouter une valeur nutritive, ou pour améliorer son apparence, lui faire 

subir une autre transformation (par exemple ; dans la fermentation des fromages). La 

microencapsulation sert aussi à conserver plus longtemps les produits en rendant 

indisponibles les composants faciles à dégrader ou en ajoutant un agent de conservation à 

libération prolongée. En agriculture, il est possible d’utiliser la microencapsulation pour 

piéger des pesticides et ainsi augmenter leur temps de libération, diminuer la contamination 

de l’environnement ou décroître les pertes par évaporation (58). En pharmaceutique, la 

microencapsulation est utilisée pour produire des médicaments à libération prolongée ou 

pour les protéger de l’adsorption ou décomposition par le métabolisme. On se sert aussi de 

la microencapsulation dans le traitement de résidus, comme pour l’épuration des eaux 

usées, le traitement de déversements de pétrole, etc. (60). Dans le domaine de la 

construction et des nouveaux matériaux, les microcapsules sont utilisées pour libérer des 

éléments réparateurs au moment où le matériau est soumis à un stress physique. Ces 

matériaux appelés aussi auto-cicatrisants sont développés pour des produits divers tels que 

les peintures, les bétons, les métaux, les polymères, etc. L’utilisation de cette technologie 

est indispensable surtout dans des cas où la réparation d’un objet reste restreinte, 

impossible, non déterminable ou dont le coût est trop élevé, par exemple dans le cas des 

prothèses internes ou des satellites artificiels (63-68). 
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1.3.1.2.1.3 Microencapsulation par polycondensation interfaciale  

Notre groupe a déjà prouvé que la microencapsulation par polycondensation 

interfaciale est une technique efficace pour immobiliser des enzymes sur le papier (32, 34, 

43, 53, 55, 69). Ce genre de microencapsulation est un procédé qui utilise des conditions de 

température, de pH et de pression qui sont compatibles avec plusieurs molécules 

biologiques, ce qui le différencie de la polycondensation en masse dont les conditions sont 

considérées comme nuisibles pour la plupart de ces molécules (70). La microencapsulation 

par polycondensation interfaciale utilise la réaction de Schotten – Bauman (71) (Figure 5) à 

l’interface entre deux liquides immiscibles et dispersés à la façon de gouttelettes, qui sont 

stabilisées à l’aide d’un tensioactif. La phase aqueuse contient au moins deux polymères 

complémentaires hydrosolubles tandis que la phase organique contient un chlorure d’acide 

hydrophobe (57, 72, 73). Lorsque les deux milieux entrent en contact pendant l’étape de 

dispersion, le réseau de polymère réticulé s’élargit à mesure que les polymères 

complémentaires migrent vers l’interface. 
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Figure 5. Réaction de Schotten-Bauman pour réaliser la polycondensation interfaciale: a) 

représente les polymères complémentaires et b) l'acide de sébacoyl. Adapté de (24). 

 

Nous utilisons comme polymère la polyéthylèneimine (PEI, Figure 6), qui est un 

matériau disponible commercialement à différentes masses molaires et dont la chaîne est 

composée d’amines primaires et secondaires (34) qui réagissent avec l’acide de sébacoyl 
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pour créer des liens covalents entre les molécules de PEI, permettant ainsi la formation d'un 

toile qui, à la fin du processus, génèrera la membrane de la microcapsule. 

 

 

Figure 6. Structure générale de la polyéthylèneimine (PEI). 

 

Au laboratoire Rochefort, deux techniques de dispersion sont disponibles : 

l’émulsification par action mécanique et le « prilling » par résonance du jet. La technique 

d’émulsification par action mécanique (utilisée dans ce travail) consiste à disperser le PEI, 

à l’aide d’une hélice tournante, dans une solution dans laquelle il est insoluble et qui 

contient du monooléate de sorbitane (émulsifiant span® 85) comme agent dispersant. Tout 

au long de l’émulsification, il y a formation et destruction des gouttelettes, dont le diamètre 

moyen (%), tel que illustré dans l’équation ci-dessous (74), dépend, d’une part, de la 

constante du système d’émulsion (K) (cette constante tient compte des paramètres tels que 

le design de l’appareil, le type d’agitateur, l’auto - stabilisation des gouttes, etc.) et, d’autre 

part, des variables du système telles que le diamètre du récipient (Dv), le diamètre de 

l’agitateur (Ds), la vitesse ou la puissance d’agitation (N), la viscosité de la solution 

aqueuse de polymère (vd), la viscosité de la matrice (vm), le volume de la phase en émulsion 

par rapport à la matrice (R), la concentration de l’émulsifiant (Cs) et la tension superficielle 
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entre les deux phases (&) (74). Avec cette technique, le diamètre moyen des microcapsules 

peut varier entre 5 et 100 $m (34). 

 

! ! ! !!!!!!!!!!!!
!!!!!!!!!!!!!

   [4] 

 

La deuxième technique mise au point dans le laboratoire Rochefort, la 

microencapsulation par résonance du jet, consiste à faire passer le PEI à travers un injecteur 

et à couper le jet de la solution aqueuse de polymère par vibration à haute fréquence, ce qui 

donne lieu à la formation et à la chute des microgouttelettes du polymère dans une solution 

qui contient l’agent de réticulation (acide de sébacoyl) nécessaire pour la formation de 

microcapsules par polycondensation interfaciale. Notre groupe a rapporté que cette 

technique permet l’obtention de microcapsules d’un diamètre moyen de 200 $m (variance 

de 22 %) et qu’il est possible d’ajuster le diamètre, entre 180 et 260 $m, en ajustant 

l’ouverture de l’orifice, la viscosité du polymère, la tension superficielle, la concentration 

de polymère, l’intensité de la dispersion, etc (34).  

On a ici choisi la première technique, la dispersion par agitation, parce qu’elle 

permet la production d'une plus grande quantité de microcapsules que la dispersion par 

« prilling », ce qui s’avérait essentiel pour produire des microcapsules en quantité suffisante 

pour réaliser ce travail.  

 

1.4 Application industrielle des biomolécules 

Tel que mentionné à la section 1.3.1, le papier peut acquérir des propriétés 

bioactives par l’ajout de biomolécules. Différentes techniques peuvent être utilisées afin de 

déposer des molécules sur une surface de papier. Cependant, les trois techniques les plus 
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utilisés dans l’industrie pour leur capacité à modifier des surfaces étendues de papier à 

haute vitesse et pour leur prix abordable sont : l'incorporation à la pâte à papier, 

l’impression et le couchage (75-77).  

 

1.4.1 L’incorporation à la pâte à papier 

Cette technique consiste à mélanger les biomolécules avec la pâte à papier avant 

l’intégration des filaments dans ce qui formera plus tard la surface du papier. Elle peut être 

considérée comme la plus simple des trois techniques puisqu’elle implique le plus petit 

nombre d’opérations unitaires à réaliser. Cependant, comme les biomolécules sont ajoutées 

dans une suspension et non sur une surface sèche, la quantité d’eau à évaporer est très 

élevée, par conséquence, la possibilité de perdre la fonctionnalité des biomolécules 

augmente (8, 76). 

 

1.4.2 L’impression 

L’impression est un procédé de marquage par contact qui reproduit une forme 

prédéterminée sur la surface. Cette technique présente donc l’avantage de pouvoir déposer 

les biomolécules (21) sur une région spécifique et peut être utilisé pour créer des 

avertissements visibles suite à la bioreconnaissance (réponse du biocapteur en présence de 

ses cibles). Comme cette modification peut s’effectuer dans une région bien délimitée du 

papier, elle permet de réduire la quantité de biomolécules utilisées comme éléments de 

reconnaissance. 

Les biomolécules de reconnaissance sont stabilisées à l’intérieur d’une suspension, 

dans les conditions optimales pour leur conservation, ce qui permet de les entreposer 

pendant de longues périodes de temps avant leur application sur le papier. Cette technique, 

développée au réseau Sentinel (21, 76, 78), offre la possibilité de produire le papier bioactif 

au fur et à mesure qu’il est requis (78), ce qui évite le gaspillage relié à la surproduction. 
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1.4.3 Le couchage 

Le couchage dans l’industrie du papier consiste à étendre une suspension sur une 

surface de papier brut; cette suspension, appelée aussi sauce de couchage, est composée en 

général de liants, de pigments et d’additifs, la proportion de chacun de ces composés 

donnant au papier ses caractéristiques (79). Il existe différents types de couchage, qui 

peuvent être classés selon la technique utilisée pour étendre la suspension sur le papier. 

Ainsi, on parle de couchage par rouleau, par barreau, par rideau liquide, par jet et à la lame 

(79-81). Cette dernière est la technique la plus répandue pour appliquer des suspensions sur 

des surfaces de papier (77). Le couchage à lame, comme son nom l’indique, utilise une 

lame qui limite et étend la suspension de couchage sur une longueur continue de papier. Le 

papier se déplace vers la lame par l’action d’un rouleau rotatif, dont la vitesse de rotation 

determine la vitesse d’application de la sauce de couchage (79). L’épaisseur de la couche 

ou poids de la couche (CWT en anglais) résulte en grande partie de la rigidité de la lame, de 

la pression exercée sur le papier, de la vitesse d’application et de la nature rhéologique de la 

suspension appliquée. 

 Le couchage à lame permet des modifications du papier de haute qualité en utilisant 

des vitesses d’application au-delà de 1500 m/min (81), ce qui fait du couchage à lame une 

des techniques les plus rapides de modification sur surface sèche (77, 81). C'est la raison 

pour laquelle ce genre de technique s’avère intéressante pour des applications où la surface 

d’analyse est très étendue ou lorsque la production d’échantillons à analyser requiert une 

production abondante de biocapteurs. Cette technique peut également être adaptée aux 

besoins du produit puisqu’elle permet le contrôle des paramètres afin d’obtenir une 

application uniforme et sans patrons indésirables, par exemple, la pression que la lame 

exerce sur le papier, l’angle d’application, la dureté de la lame, la vitesse d’application, 

l’épaisseur et la résistance du papier, le temps de séchage, l’intensité de séchage, la porosité 

du papier et les conditions rhéologiques de la suspension. (82-85).  

En résumé, nous avons sélectionné le couchage à lame parce que c’est une 

technique prometteuse pour le développement du papier bioactif puisqu’elle permet de 
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réaliser des modifications rapides de grandes surfaces de papier, tout en offrant une 

plateforme très répandue et adaptable aux procédés industriels conventionnels. 

 

1.5 Développement récents et motivation 

Jusqu’ici, nous avons décrit le papier bioactif, son utilité, son fonctionnement et les 

différents plateformes servant à sa fabrication. Cependant, tel que mentionné à la section 

1.2.2, le papier bioactif développé par le réseau Sentinel n’est pas le seul biocapteur à base 

de papier en développement dans le monde. En effet, il est possible de trouver différents 

dispositifs semblables au papier bioactif, avec d’autres appellations telles que : « paper 

based microfluidic device » (6, 86), « Lab on paper » (86), « paper-based diagnostics and 

analytical device (µPADs)» (87, 88), « paper based sensor chip » (89, 90), « paper strip 

biotest » (91), « Paper-Based ELISA » (92), etc., la création d’un biocapteur commercial 

étant le but visé par tous ces dispositifs (76). C’est pourquoi les cibles recherchées et 

l’échelle de modification du biocapteur peuvent servir d’indication du niveau de 

développement des dispositifs étudiés. Comme le dispositif décrit dans ce travail est de 

nature enzymatique (section 1.3.1), nous limiterons notre révision aux dispositifs de ce 

type4. Tel que montré (Tableau 1), il existe un grand éventail de cibles ou de combinaison 

de cibles, parmi lesquelles on peut trouver des neurotoxines, des pesticides, des bactéries, 

des virus, etc. La reconnaissance de pathogènes ou de toxines est l’objectif le plus commun 

                                                

 
4 Pour classer les dispositifs, il est possible de tenir compte du type d’agent de 

reconnaissance utilisé (anticorps, aptamères, enzymes, nanoparticules, cellules, tissus, 

polymères, virus, etc.) et de la façon dont ils sont immobilisés sur le papier (chimique, 

physique, biochimique) . Pelton R. Bioactive Paper Provides a Low-Cost Platform for 

Diagnostics. Trends in Analytical Chemistry. 2009;28(8):925-42 
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(76), car elles possèdent un haut potentiel d’application dans différents domaines, comme 

l’environnement, les diagnostics médicaux, la sécurité au travail, la sécurité nationale, la 

protection des documents, la santé publique, la chimie analytique, l’emballage des aliments, 

etc. 

Cible Récepteur Signal Échantillon Support 
Méthode 

d’application 

Pesticides 

organophosphorés 

(bendiocarbe, 

carbaryl, paraoxon, 

malathion) 

Acétylcholinestérase, Colorimétrique 
Lait, jus de 

pomme 
Papier Whatman #1 

Impression à jet 

d’encre 

(21, 78) 

E. coli K12 DNAzyme RFD-EC1 Fluorimétrique 

Mélange brut de 

fluides 

extracellulaires 

Papier (non spécifié) 
Impression à jet 

d’encre (93) 

Hépatite B 

(antigène HBsAg) 

Arsénate réductase, E. 

coli, luciférase, '-

galactosidase 

Fluorimétrique Sérum de boeuf 
Papier 

chromatographique 

Impression 

thermique (88) 

E. coli O157:H7 
Peroxydase de raifort, 

T4 phages 
Colorimétrique 

Culture en agar 

d’E. Coli 

Papier à couché 

léger5 

Impression par 

rotogravure 

(94) 

Glucose, bilirubine, 

urobilinogène, 

cétones, nitrites, 

proteines, pH, 

érythrocytes, 

leucocytes 

Peroxydase de raifort Colorimétrique Urine 
Papier Whatman, 

papier bond 

Couchage par rideau 

liquide. 

photolithographie, 

stylo à cire, 

impression. 

(95, 96) 

Antigène gp41 

(HIV-1) 

Phosphatase alcaline, 

anticorps anti-humane 

IgG 

Colorimétrique Sérum humain 
Papier 

chromatographique 

Photolithographie 

(92) 

Tableau 1. Exemples des biocapteurs à base de papier développés entre 2010 et 2011. 

 

                                                

 
5 Light weight coating (LWC) 
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On observe (Tableau 1) que la plupart des recherches sont dirigées vers l’utilisation 

de l’imprimerie comme méthode d’immobilisation. Une originalité de notre projet est qu’il 

propose l’utilisation du couchage à lame pour ajouter les systèmes enzymatiques sur le 

papier. Ainsi, la laccase, une enzyme prometteuse pour la détection de différentes 

substances toxiques (section 1.3.1.1.4), est utilisée comme modèle pour évaluer la 

technique de couchage à lame. En même temps, nous évaluons la microencapsulation 

comme méthode d’immobilisation de la laccase, appliquée à grande échelle. À notre 

connaissance, c’est la première fois que le couchage à lame d’enzymes est utilisé pour créer 

un papier bioactif. 

 

1.6 Présentation du projet de recherche et objectifs 

Ce projet, soutenu par le réseau Sentinel, a comme objectif général la création et le 

développement du papier bioactif. Les applications visées touchent les domaines de la santé 

(santé publique et diagnostics), de l’alimentation (emballages et assurance de qualité des 

aliments) et de la sécurité (anticontrefaçon de documents et biodéfense). Le dispositif doit 

être capable d’éliminer toxines et pathogènes (section 1.2). Afin d’avertir de la présence de 

ces cibles au grand public, il doit émettre un signal facilement interprétable et perceptible 

par les sens humains (section 1.3.1). Comme il s’agit d’un produit commercial, il est de 

grande importance de réussir sa production à grande échelle et à un prix abordable. 

L’utilisation des méthodes conventionnelles de l’industrie papetière vise à atteindre ce 

dernier objectif. 

Nous proposons l’utilisation du couchage à lame afin d’inclure des éléments de 

reconnaissance de type enzymatique sur le papier. Cependant, le couchage à lame implique 

des conditions extrêmes pour la partie protéique des enzymes, telles que de hautes 

températures de séchage et des forces de cisaillement élevées. La microencapsulation, une 

technique d’immobilisation éprouvée par notre groupe, sera utilisée afin d’accroître la 

stabilité des enzymes face aux conditions trouvées pendant le couchage à lame. Ainsi, les 
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objectifs du travail présenté ici sont, d’une part, d'évaluer la possibilité d’implantation du 

couchage à lame (section 1.4.3) comme méthode de modification du papier bioactif et, 

d’autre part, évaluer si la microencapsulation est une méthode efficace d’immobilisation 

d’enzymes dans des conditions semblables à celles utilisées commercialement. Nos travaux 

démontrent qu’il est possible d’utiliser le couchage à lame à grande échelle afin d’appliquer 

des systèmes enzymatiques et ils dévoilent que la microencapsulation augmente le temps de 

vie utile du biocapteur et sa résistance face à la présence d'ions azidure, qui est un 

inhibiteur du site actif de l’enzyme (97).  

Jusqu'ici, nous avons présenté les raisons qui nous ont conduit à nous intéresser au 

couchage à lame comme méthode d’application et la microencapsulation comme système 

d’immobilisation des systèmes enzymatiques, et ce, en tenant toujours compte de notre 

objectif. Nous présentons au prochain chapitre les techniques expérimentales qui nous ont 

servi à atteindre nos objectifs. La première section (2.1) expose les étapes de préparation du 

matériel et des réactifs utilisés; la deuxième section (2.2) montre les méthodes de 

modification utilisées à partir du couchage à échelle laboratoire jusqu’aux modifications à 

l'échelle industrielle, pour compléter ce chapitre, la section (2.3) présente les analyses 

réalisées afin de déterminer la présence des microcapsules dans le papier et d'évaluer 

l’activité des enzymes immobilisées.  

Nous présentons nos résultats et la discussion au chapitre 3, qui est divisé en trois 

sections avec nos observations dans un ordre croissant d’échelle de modification, c’est-à- 

dire, échelle laboratoire, petite échelle et grande échelle. Cette toute dernière section est 

présentée en langue anglaise puisqu’elle a été utilisée à des fins de publication dans le 

périodique scientifique « Chemical Engineering Science ». Finalement, un dernier chapitre 

présente nos conclusions et les perspectives de développement du papier bioactif qu’elles 

inspirent. 
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2 Partie expérimentale 

 

2.1 Préparation des solutions et des microcapsules 

Nous énumérons ici les différents réactifs utilisés et nous expliquons la méthode de 

préparation des solutions et suspensions qui ont été requises tout au long de nos 

expériences. 

 

2.1.1 Réactifs 

La polyéthylèneimine (PEI, Mn : 1200 g mol-1, 50 % H2O), le chlorure de sébacoyl 

(SC, purum), le span 85, l'acide citrique (réactif conforme aux spécifications de l’American 

Chemistry Society - A.C.S.), le phosphate de sodium dibasique heptahydrate (réactif 

A.C.S.), le chlorure de sodium, le fluorure de sodium, l’isothiocyanate de fluorescéine 

(FITC), l’azide de sodium, le para-phénylènediamine (PPD) et la laccase provenant de 

Trametes versicolor (code de la commission d’enzymes (EC) : 1.10.3.2) ont été obtenus 

chez SIGMA Aldrich. 

Le cyclohexane (A.C.S.) provient de J.T. Baker, l'2-hydroxyéthylamidon nous a été 

donné par de Pendfort Products, et le papier sans bois (55 g/m2, 5-25% filaments) nous a 

été donné par le Centre international du couchage. 

De l’eau désionisée provenant d’un système de purification MilliQ (18 M( cm) a 

été utilisée pour préparer toutes les solutions. 

 

2.1.2 Préparation des solutions et suspensions 

2.1.2.1 Solutions tampons  

Parce que l’activité enzymatique dépend des conditions de pH, les expériences qui 

requéraient une quantification de cette activité ont été réalisées en utilisant des milieux 

tamponnés. Pour ce faire, la solution tampon McIlvaine a été choisie car elle peut se 
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stabiliser dans l’intervalle de pH compris entre 2.6 et 7.6, qui est l’intervalle de pH optimal 

(3.5-7.0) de la plupart des laccases (98). La solution McIlvaine reste stable pendant 

plusieurs jours (à la différence des solutions qui ont un point d’évaporation faible, tel que 

l’acide acétique présent dans les tampons acétates) en conditions standard et est compatible 

avec les différents substrats utilisés dans nos expériences (32, 34, 53-55).  

 Les solutions tampons ont été préparées de façon hebdomadaire, selon les 

indications de la littérature (99), en ajoutant peu à peu une solution d’acide citrique 0.1 M 

(acide faible) dans une solution de phosphate diacide de sodium 0.2 M (base conjuguée) 

sous agitation constante, jusqu’à obtenir le pH désiré (±0.1) à l’aide d’une électrode de 

verre. 

 

2.1.2.2 Substrats 

Le p-phénylènediamine (PPD) et le 2,2"-azino-bis (3-éthylbenzothiazoline-6-acide 

sulfonique) (ABTS), représentés à la Figure 7, ont été préparés par dilution, dans une 

solution tamponnée. 

 

Figure 7. Structure moléculaire du PPD et de l'ABTS. 

 

Les solutions d’ABTS ont été conservées pendant un maximum de quinze jours à 4 

°C, alors que les solutions de PPD ont été conservées pendant un maximum de trois heures. 

Ces produits ont étés utilisés comme substrats de la laccase parce qu’ils produisent un 
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changement de couleur visible en présence de la laccase (mauve pour le PPD et vert pour 

l’ABTS) et parce que leur quantification est facile, par des méthodes directes et indirectes 

tel que présenté à la section 2.3.3. 

 

2.1.2.3 Solubilisation de l’enzyme 

La quantité d’enzyme à utiliser a été pesée par rapport à son activité spécifique 

(selon l’activité spécifique massique indiquée par le fournisseur), puis rehydratée en 

utilisant des solutions tamponnées (section 2.1.2.1) optimales pour son activité. Toutes les 

solutions ont été filtrées afin d’enlever les particules insolubles en utilisant un filtre à base 

de fibres de borosilate (taille de 1$m) à chaque préparation. 

 

2.2 Techniques de synthèse, modification et application 

 

Cette deuxième section de la partie expérimentale vise à présenter la technique 

d’immobilisation (microencapsulation) et les différents procédés d’application utilisés, 

lesquels ont été réalisés dans un ordre croissant d’échelonnage.  

 

2.2.1 Microencapsulation 

Tel que présenté à la section 1.3.1.2.1.3, nous utilisons la technique de 

microencapsulation par polycondensation interfaciale sous agitation mécanique. Pour ce 

faire, nous avons adapté la méthode décrite par Poncelet et al. (70), qui consiste en trois 

étapes, Figure 8 : 

Dans la première étape, dite d’inclusion (section 1.3.1.2.1.1), 200 U/mL d’enzyme 

dilué dans 10 mL de solution tampon à pH 8.5 (section 2.1.2.3), sont mélangé avec 1 ml de 

PEI pendant au moins 1 min avec un agitateur magnétique dans un bécher de 50 mL. La 
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solution obtenue est alors versée dans un bécher de 250 mL contenant un volume de 50 ml 

de solution organique composée de 95.3 % de cyclohexane et de 4.7 % de monooléate de 

sorbitane (émulsifiant span® 85). Le tout est réalisé sous agitation constante à 1200 rpm à 

l’aide de l’agitateur mécanique.  

Pendant la deuxième étape, appelée de dispersion (sous agitation continue) (section 

1.3.1.2.1.1), se produit un phénomène de formation et de destruction des gouttelettes au 

sein de l’émulsion. Comme la taille des microcapsules dépend de l’équilibre, l’agitation se 

poursuit pendant 15 minutes afin d’obtenir des microgouttelettes de taille plus homogène. 

Finalement, pendant la troisième étape, dite de stabilisation, 10 ml d’une solution de 

chlorure de sébacoyl en cyclohexane (1 :10) est ajouté à l’émulsion qui continue à être sous 

agitation constante; le chlorure de sébacoyl et le PEI entrent en contact grâce à l’agitation, 

ce qui résulte en la polycondensation du PEI à l’interface des gouttelettes (voir la section 

1.3.1.2.1.3). La réaction se poursuit pendant 5 minutes afin d’assurer la formation et la 

solidification de la paroi des microcapsules, puis l’émulsion est filtrée sous vide à l’aide 

d’un entonnoir Büchner muni d’un papier Whatman® numéro 4 (pore de 20-25 $m) et 

rincée avec ~400 ml de cyclohexane, ce qui cause l’arrêt de la réaction et enlève les résidus 

de sébacoyl. Un rinçage postérieur avec 2 L d’acide citrique (0,01 M) sert à enlever les 

résidus aqueux tels les chlorures et l’enzyme non étrapée par les microcapsules; ce rinçage 

en conditions acides assure la charge positive des microcapsules, ce qui contribue à les 

disperser. Les microcapsules obtenues dans ces conditions ont une taille moyenne de 30 $m 

(voir la section 2.3.2.1) et un poids humide de 18 g. Elles sont alors entreposées dans des 
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contenants fermés, soit à 4 °C, soit à la température ambiante, selon les besoins 

d’expérimentation6. 

 
Figure 8. Étapes de préparation des microcapsules. 

 

Le volume de synthèse décrit ci-dessus nous a permis d’obtenir des microcapsules 

en quantité suffisante pour nos expériences à petite échelle, mais pas pour les expériences 

de couchage à grande échelle (voir la section 2.2.2.3). L’augmentation du diamètre de 

l’agitateur ainsi que du volume de synthèse et d’émulsion nous a permis d’ajuster la 

production des microcapsules à grande échelle, sans trop affecter la morphologie et la taille 

des microcapsules. Ainsi, en augmentant de 30 fois le volume de synthèse et d’émulsion et 

en utilisant un agitateur deux fois plus grand (diamètre : 8 cm), nous avons obtenu 500 g 

des microcapsules (poids humide) d’une taille de 60 $m. 

 

                                                

 
6 Les microcapsules entreposés pendant des temps supérieurs à une semaine ont étés rangés 

dans des contenants dont le volume était de 1.5 ml afin de réduire la variation du poids par 

évaporation d’eau. 
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2.2.2 Couchage 

Cette section explique les différentes méthodes utilisées pour appliquer les enzymes 

sur le papier. Des essais ont été réalisés à l’échelle laboratoire, puis dans des conditions 

recréant la production à petite et à grande échelles.  

 

2.2.2.1 Échelle laboratoire 

2.2.2.1.1 Couchage des microcapsules avec l'amidon 

Afin d’immobiliser les microcapsules sur le papier, l’amidon a été choisi comme 

liant dû à ses propriétés rhéologiques hautement adaptables (100). L’amidon est aussi 

préféré à cause de sa non-réactivité avec la laccase (101) et parce que, en terme de poids, 

c’est l’encollant liant le plus répandu dans l’industrie papetière (102), ce qui est souhaitable 

si on veut reproduire les conditions trouvées dans l’industrie. Il existe différents types 

d’amidon sur le marché (naturel et modifié) dont les plus courants dans l’industrie papetière 

sont ceux provenant de la pomme de terre, du maïs, du blé ou du tapioca. 

Les propriétés rhéologiques dépendent de plusieurs facteurs tels que la longueur des 

chaînes d’amylose (action encollante), les ramifications d’amylopectine (effet épaississant), 

la charge nette, le niveau d’oxydation (pouvoir dispersant), les types et le niveau des 

substitutions chimiques (degré de viscosité, hydrophobicité et autres interactions). De 

l’usage de l’amidon résulte une suspension hautement modifiable et adaptable à un grand 

nombre d’applications. Nous avons choisi le 2-hydroxyéthylamidon à cause de sa charge 

neutre, afin de réduire d’éventuelles agglomérations des microcapsules chargées 

positivement.  

Les suspensions servant de base à la sauce de couchage ont été préparées moins de 

24 heures avant la réalisation des applications. Cette préparation consiste à mélanger 
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l’amidon dans l’eau distillée7 dans une proportion de 25 à 33 %. La suspension est chauffée 

à 80 °C dans un bain thermostaté pendant 30 minutes afin de faire gélatiniser l’amidon. À 

la fin du processus de réchauffement, la suspension était retirée du bain thermostaté et 

laissée à refroidir à la température ambiante dans un récipient fermé, puis agitée à 800 rpm 

pendant 5 min, afin de l’homogénéiser. La viscosité a été mesurée dans tous les cas à l’aide 

d’un viscosimètre Brookfield (section 2.3.1.1) et ajustée par addition d’eau distillée. 

 Le couchage a été réalisé sur des feuilles de papier Bond8 de 9 cm x 21,5 cm avec 3-

10 mL de suspension en utilisant une machine à couchage (marque GARDCO® modèle 

DP-1218L) comprenant une plaque en verre et un barreau applicateur en acier-nickel de 

15,24 cm de longueur (numéro de série 110607-20) avec une épaisseur humide de la 

couche de 0,15 mm (selon les spécifications du fournisseur). Ces enductions ont été 

réalisées afin de déterminer les limites de concentration pour lesquelles l’amidon est 

capable de coller les microcapsules sur le papier et afin de trouver les paramètres de 

viscosité qui mènent à des applications uniformes à l’œil nu.  

 

2.2.2.1.2 Couchage des enzymes (échelle laboratoire) 

Après avoir déterminé les paramètres pour lesquels l’amidon est capable de fixer les 

microcapsules sur la surface de papier (section ci-dessus), nous avons procédé en 

laboratoire à des expériences d’enduction du papier en utilisant des suspensions contenant 

des enzymes libres et encapsulées.. Les suspensions avec enzymes ont été préparées en 

utilisant comme base une suspension d’amidon gélatinisé de 25 à 33 % de matières solides 

                                                

 
7 Pour ce faire, il faut incorporer l’amidon lentement dans l’eau en l’agitant; nous avons 

utilisé un agitateur mécanique à hélice et une vitesse de 800 rpm; une fois tout l’amidon 

incorporé, l’agitation se poursuivait pendant 5 min. 
8 Papier tout usage de haute qualité à poids de base entre 50-75 g/ m2 
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(section 2.2.2.1.1), laquelle a été modifiée en ajoutant entre 1 et 10 mL de l’enzyme 

hydratée (section 2.1.2.3) quand il s’agissait d’enzymes libres, ou entre 0 et 80% de 

matières solides quand il s’agissait d’enzymes microencapsulées. Les additions d’enzymes 

libres et encapsulés ont été réalisées à agitation constante de 800 rpm pendant une période 

de deux minutes à l’aide d’une hélice à quatre lames pour assurer l’homogénéité des 

suspensions. La concentration à l’intérieur des microcapsules a été fixée à 700 Ulaccase
9/g de 

capsule et nous avons appliqué 5 mL de ces suspensions en utilisant une machine à coucher de 

la marque GARDCO® (ACCU-LAB modèle DP-1230A, Figure 9) sur du papier kraft 

blanchi (9 cm x 21,5 cm ), choisi à cause de son faible contenu en lignine (101). 

 

 
Figure 9. Machine à coucher ACCU-LAB modèle DP1230A. 

 

Le modèle DP-1230A a été privilégié par rapport au modèle DP-1218L pour 

appliquer les enzymes parce qu’il permet de contrôler la pression exercée au moment de 

l’application, ce qui permet d’obtenir des couchages plus homogènes et reproductibles que 

le modèle DP-1218L grâce à son barreau applicateur fixé à un support mobile (Figure 9). 

La procédure d’application est simple et peut se diviser en trois étapes, dont la première 

                                                

 
9 1 U est la quantité d’enzymes nécessaire pour transformer 1 $mol de catéchol par minute 

(pH 4.5 et 25 °C)  
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consiste à fixer une feuille de 10.80 x 13.97 cm2 sur le support à papier; ensuite, 5 mL de 

suspension sont déposées10 à l’aide d’une seringue le long du barreau applicateur et, 

finalement, la suspension est appliquée sur le papier en déplaçant le support mobile jusqu’à 

l’autre extrémité (voir la direction d’application dans la Figure 9). Une fois les applications 

réalisées, le papier est séché à la température ambiante. Ensuite, on évalue l’activité 

enzymatique en utilisant la cellule à oxygène (section 2.3.3.1) ou le changement d’intensité 

de couleur (section 2.3.3.2.2), et ce, dans un délai maximal de 24 h après l’application. 

 

2.2.2.2 Petite échelle 

2.2.2.2.1 Contrôle des paramètres rhéologiques et d’application 

Une fois démontrée la possibilité d’appliquer les enzymes par des techniques de 

laboratoire, nous avons testé la suspension en utilisant une machine à coucher automatisée 

du Département de génie chimique de l’Université McGill11. Cette machine, appelée 

« Laboratory coater-dryer facility » (LCDF), a l’avantage de produire des applications 

hautement reproductibles et dont certains paramètres tels que les forces parallèles et 

perpendiculaires auxquelles est soumis le papier pendant l’application ressemblent à ceux 

trouvés dans l’industrie (14). Les composantes de cet appareil sont représentées sur le 

schéma de la Figure 10; ces composantes entrent facilement dans une boite à outils, mais 

l’appareil dans son ensemble est loin d’être portable car les éléments permettant son 

fonctionnement, tels que le moteur de l’applicateur, le four de la chambre à séchage, le 

compresseur d’air et les contrôles occupent la totalité d’un laboratoire (~90 m2). 

                                                

 
10 Une pellicule transparente de 3 x 10.80 cm2 déposée entre la suspension et le papier 

empêche le contact avant de commencer l’application. 
11 En collaboration avec le groupe de W. Douglas, membre du réseau Sentinel. 



   40 

    

   

 

 

Figure 10. Photo et schéma de la machine à couchage LCDF. 

 

Le principe d’application est le même que celui des machines à coucher vues dans 

les sections antérieures. Cependant, comme les forces et les vitesses utilisées sont 

différentes, la suspension est soumise à des forces de cisaillement plus intenses, ce qui 

pourrait affecter l’intégrité des microcapsules. Pour vérifier si ces paramètres peuvent 

modifier l’activité enzymatique, nous avons appliqué des suspensions de 45 à 55 % de 
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matières solides, d’une viscosité comprise entre 1775 et 6337 cP12, sur des feuilles de 

papier de 200 cm2 (170 x 120 mm), à l’aide d’une lame mobile placée à 45° par rapport à la 

surface du papier. La lame se déplace à une vitesse de 100 m/min et applique une force de 

61 N; une fois la lame hors de la surface du papier, le support à papier (Figure 10) se 

déplace pour insérer celui-ci à l’intérieur d’une chambre à température ajustable. Le papier 

est alors séché par une injection d’air à la température ambiante afin de diminuer les pertes 

d’activité enzymatique qui sont reliées à la dénaturalisation thermique. L’application de la 

suspension est réalisée en 0.1 s tandis que le processus global dure 0.3 s. Les expériences 

qui ont été réalisées avaient pour but de trouver les conditions rhéologiques optimales et 

d’observer si l’activité était affectée quand les enzymes libres et encapsulées étaient 

soumises à un stress mécanique relativement important. 

 

2.2.2.3 Grande échelle 

2.2.2.3.1 Test quantitatif : contrôle des paramètres d’application 

Le « Cylindrical Laboratory Coater », modèle 7000 (CLC), voir la Figure 11, a été 

sélectionné pour appliquer les suspensions sur le papier. Le CLC permet le couchage des 

papiers de façon reproductible en utilisant des paramètres et conditions trouvés dans 

l’industrie tels que la vitesse d’application et la température de séchage (82, 83). Tel que 

présenté à la Figure 11, le CLC est composé d’un rouleau rotatif qui déplace le papier dans 

la direction de la suspension, qui est alors transférée et étendue par une lame. La pression 

entre la lame et le papier détermine l’épaisseur de la couche; on peut donc ajuster le poids 

de la couche et le cisaillement en fonction de la suspension utilisée (83, 103); le début et la 

fin de l’application sont contrôlées à l’aide d’une paroi amovible.  

                                                

 
12 Brookfield DV-II + Pro, tige 7, 50 rpm, 23 °C. 
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Figure 11. Schéma représentant les éléments principaux du CLC. 

 

Nos expériences de couchage ont été réalisées sur des sections de papier de 0.75 x 

3 m, papier dont le grammage est de 53 g/m2. Afin d’éviter les interactions entre la lignine 

et la laccase, nous avons sélectionné du papier provenant d'une pâte chimique (104). Le 

séchage a été réalisé en utilisant une lampe à rayons infrarouge (IR) dont la puissance a été 

ajustée à 36 kW.  

Les paramètres du CLC ont été ajustés (103) aux propiétés rhéologiques de la sauce 

de couchage afin de permettre une application homogène et de pouvoir tester l’activité 

enzymatique par rapport à la vitesse d’application, la concentration d’amidon, le 

recouvrement enzymatique et le temps de séchage. Ainsi, on a fait varier l’écart entre la 

lame et le papier de 0.05 à 1.27 mm; le papier a été préséché à 29 kW pendant 10 s, puis la 

sauce de couchage appliquée à des vitesses de 500 et 800 m/min; finalement, le papier a été 

séché par intervalles de 0 à 30 s, un séchage plus long n’a pas été nécessaire car le papier 

était complètement sec au bout de 30 s. 

Le poids de la couche a été mesuré en tenant compte de la masse initiale du papier 

et de la masse suite à l’application: nous avons obtenu des poids de couche de 4 g/m2 pour 

la suspension contenant des enzymes non encapsulées et entre 7 et 33 g/m2 pour la 

suspension contenant des enzymes encapsulées. Après le couchage, le papier a été découpé 
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en morceaux de 10 x 30 cm2 pour pouvoir calculer le poids de couche; le papier ainsi 

découpé a été conservé à la température ambiante pour réaliser les évaluations d’activité 

par rapport au temps d’entreposage. 

 

2.3 Caractérisation 

2.3.1 Suspensions et solutions 

2.3.1.1 Viscosité 

La viscosité des suspensions a été déterminée à l’aide d’un viscosimètre à 

cisaillement rotatif, provenant de la compagnie BROOKFIELD (modèle DV-II + Plus), 

lequel est muni de tiges de contrainte de type RV. Le viscosimètre a été sélectionné pour sa 

facilité à être transporté, puisque nos expériences se sont déroulées dans trois laboratoires 

différents13.  

La procédure de mesure a été développée en tenant compte des caractéristiques 

techniques du viscosimètre (105), en utilisant toujours des contenants identiques (bécher en 

verre Pyrex de 600 mL) et en travaillant toujours aux mêmes volume et à la même 

température (400 mL à 23 °C). L’insertion de tiges servant à prendre les mesures a été 

réalisée par immersion semi-horizontale pour éviter l’introduction de bulles d’air dans la 

suspension, ce qui aurait pu produire des variations de viscosité et fausser les résultats14. 

Après avoir préparé l’appareil, on a laissé la suspension reposer au moins une heure avant 
                                                

 
13 Aux laboratoires des groupes Rochefort (Université de Montréal), Douglas (McGill) et 

au Centre de recherche en pâtes et papiers (UQTR).  
14 Une variation de la viscosité peut être signe d’un problème d’homogénéisation de la 

suspension à cause, par exemple, de l'agglomération des microcapsules ou de la 

rétrogradation de l’amidon. 
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la prise des mesures parce que les suspensions d’amidon ont un comportement non-

newtonien, ce qui veut dire que la viscosité de la solution dépend de la vitesse de 

cisaillement, des conditions d’écoulement et de la concentration des solides en suspension 

(106). On a ensuite pris les mesures 5 s après le début de la rotation de la tige afin de 

normaliser les lectures.  

 

2.3.1.2 pH des solutions 

Le pH a été mesuré en utilisant un pH-mètre (Acumet, modèle 20, de la marque 

Fisher Scientific) après avoir étalonné l’appareil avec des solutions tampons standard de pH 

4, 7 et 10. Les mesures ont été réalisées en agitation constante à la température ambiante 

jusqu’à arriver à une lecture stable. Entre chaque lecture, l’électrode a été rincée à l’eau et 

conditionnée avec la solution à caractériser, sans laisser l’électrode en dehors des solutions 

pour une période prolongée. 

 

2.3.2 Présence, taille et distribution des microcapsules 

2.3.2.1 Taille et dispersion des microcapsules 

Compte tenu que la grandeur et la dispersion des microcapsules jouent un rôle 

important dans l’obtention de suspensions homogènes et, par conséquent, dans la qualité et 

l’apparence des applications, on a procédé à des analyses de la taille et de la dispersion des 

microcapsules afin de s’assurer de leur répartition homogène avant leur mise en suspension. 

Les observations au microscope permettent de mesurer la taille des particules, mais ce type 

d’observation reste limité quand l’échantillon est formé de particules de tailles très variées, 

comme dans le cas de nos microcapsules (coefficient de dispersion de 39%), parce que les 

mesures évaluent une particule à la fois (en série). Il est ainsi plus pratique d’utiliser une 

technique capable de mesurer la taille de plusieurs particules en même temps afin de 

diminuer le temps d’analyse et d’améliorer la représentativité des mesures.  
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Afin d’atteindre cet objectif, et compte tenu du nombre de microcapsules produites 

(20 - 500 g), nous avons choisi de mesurer la taille des microcapsules en utilisant une 

technique de diffraction de la lumière. Le principe de fonctionnement consiste à irradier les 

particules avec un faisceau laser. Le chemin optique du faiceau est dévié selon la taille des 

particules qu’il frappe (voir la Figure 13); on peut ainsi évaluer la taille et la distribution 

d’un ensemble de particules simultanément, ce qui est un avantage par rapport aux 

observations directes (p.ex. en utilisant le microscope à fluorescence) où les particules sont 

mesurées une à la fois. Les analyses ont étés réalisées à l’aide d’un appareil de diffraction 

de la lumière de marque HORIBA (modèle LA950, Figure 12); ce type d’appareil permet 

de mesurer des particules d’une taille comprise entre 0.2 et 2000 $m, ce qui est adéquat 

pour analyser nos microcapsules qui ont un diamètre moyen de 60 $m. 

 
Figure 12. Schéma de l’HORIBA (LA950) montrant le parcours de l’échantillon depuis la 

cellule d’échantillonnage jusqu’à la cellule de détection. 

 

La procédure d’analyse de cet appareil est basée sur le phénomène de diffraction 

d’un faisceau lumineux par une particule. Comme cette diffraction varie en fonction de la 

taille des particules et de la longueur d’onde du faisceau lumineux, elle peut se classer en 
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trois types : Rayleigh, Mie et Fraunhofer. Ainsi, quand les particules sont plus petites que la 

longueur d’onde utilisée, on parle de la diffraction de Rayleigh; s’il s’agit de particules de 

taille semblable à la longueur d’onde, on est un présence d’une diffraction de Mie; si elles 

sont plus grandes, il s’agit de diffraction de Fraunhofer. Comme les microcapsules de ce 

travail ont une taille de 60 $m, ce qui est largement supérieur aux longueurs d’onde 

utilisées (405 et 633 nm)15, le mode Fraunhofer prédomine. Dans la diffraction de 

Fraunhofer, l’angle de diffraction est plus grand quand la taille des particules est plus petite 

et la diffraction n’est pas influencée par les propriétés optiques de l’échantillon (Figure 

13a). Afin d’analyser la lumière diffractée dans tous les angles, le design de l’appareil 

inclut des détecteurs tout autour de l'échantillon (Figure 13b). 

 
Figure 13. a) Angles de diffraction dans la diffraction de Fraunhofer, b) positionnement des 

détecteurs dans l'appareil HORIBA LA950. 

 

                                                

 
15 L’utilisation de deux spectres, à courte et grande longueurs d’onde, élargit l’intervalle 

des tailles analysables par l’appareil. 
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L’analyseur de la taille des particules utilisé permet de réaliser des mesures sur des 

échantillons secs ou humides. Cependant, comme les microcapsules sont remplies d’eau, 

elles changent de taille en fonction de leur taux d’humidité. Ce qui nous intéresse est de 

connaître la taille et la distribution à l’intérieur de la suspension de couchage (milieu 

humide). Les expériences ont été réalisées en dispersant 0.5 g de microcapsules dans 10 mL 

d’eau.16 L’échantillon est introduit dans la cellule d’échantillonnage (Figure 12) et soumis à 

une agitation mécanique et à des ultrasons afin de disperser le plus possible les 

microcapsules avant de commencer les mesures. L’ultrason est ensuite arrêté et on démarre 

la pompe de circulation, ce qui amène l’échantillon17 vers la cellule de mesure dont les 

deux faiceaux lumineux traversent la solution. Comme la diffraction de Fraunhofer 

prédomine, la taille des microcapsules est directement proportionnelle à la lumière 

diffractée et inversement proportionnelle à l'angle de dispersion (voir la Figure 13a). La 

concentration ou fraction volumique (q) est calculée par la suite comme un rapport entre la 

lumière transmise et la lumière diffractée. Information additionnelle au sujet de la taille et 

sphéricité des microcapsules sont obtenues à partir de la différence de transmitance entre 

les deux faisceaux lumineux. Finalement ces résultats sont graphiques (Figure 14), ce qui 

permet d'obtenir la taille moyenne (colonnes en rouge) et la distribution des microcapsules 

(trait bleu). 

 

                                                

 
16 Afin d’assurer la propreté de la cellule et d’effectuer le blanc, une mesure de diffraction 

est réalisée dans le milieu de dispersion avant d’introduire l’échantillon dans la cellule de 

l’appareil. 
17 Vitesse de circulation entre 5 et 10 A.U. pour des particules entre 10-500 $m selon le 

protocole d’utilisation de l’appareil. 
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Figure 14. Distribution du diamètre des particules mesuré par diffraction de la lumière. 

 

2.3.2.2 Présence des microcapsules sur le papier 

Pendant la procédure de couchage, la suspension est étendue sur le papier à l’aide 

d’une lame. Si l’espace entre la lame et le papier est trop étroit, la suspension ne s’étend pas 

sur le papier, ce dont on se rend compte immédiatement puisque le papier reste sec. Si 

l’espace entre la lame et le papier est assez large pour laisser passer la suspension, mais 

trop étroit par rapport à la taille des microcapsules, le papier est humide, mais aucune 

microcapsule n'est présente. Afin de vérifier la présence de microcapsules, deux techniques 

peuvent être utilisées: la microscopie à fluorescence et le test de Kaiser. 

 

2.3.2.2.1 Microscopie à fluorescence  

La microscopie à fluorescence est une technique directe et efficace pour observer la 

présence des particules microscopiques présentes sur des surfaces opaques. Cette technique 

est intéressante dans nos analyses parce qu’elle permet d’observer la distribution, la forme 

et la taille des microcapsules immobilisées sur le papier. Cependant, comme les 

microcapsules ne sont pas fluorescentes à l’origine, il faut les modifier en ajoutant un agent 

fluorescent capable de les mettre en évidence par microscopie de fluorescence. À cet effet, 
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nous utilisons la fluorescéine isothiocyanate (FITC, !ex= 495 nm, !em= 525 nm), qui 

contient un groupe isothiocyanate qui réagit avec les amines (Figure 15), ce qui permet de 

marquer la PEI (34) qui est le constituant principal des microcapsules (section 1.3.1.2.1.3). 

En effet, le PEI contient 25% d’amines primaires, 50 % d’amines secondaires et 25 % 

d’amines tertiaires (55). Pour modifier le PEI, 6 mg de FITC18 ont été ajoutés à une 

solution de PEI19 de 0.6 mg/mL de PEI, opération suivie d’une mise en incubation de 4 h en 

absence de lumière, afin d’éviter la désactivation du FITC par photoblanchiment. Les 

microcapsules ainsi préparées sont entreposées dans des contenants opaques à 4° C pendant 

une période maximale de 24 h avant la synthèse des microcapsules et leur application sur le 

papier.  

 
Figure 15. Réaction de conjugaison entre le FITC et les amines primaires. 

 

Les observations se font donc après le couchage des microcapsules modifiées avec 

le FITC. Pour préparer les échantillons, le papier est découpé en languettes de 1.5 x 0.5 cm2 

et examiné sous le microscope à fluorescence (marque Olympus BX61, Figure 16), et les 

microcapsules sont révélées en excitant le FITC grâce à l’utilisation d’une lumière ayant 

                                                

 
18 Dans 0.120 mL de sulfoxyde de diméthyl (DMSO) 
19 Dissoudre 2 mg de FITC dans 0. 2 mL de sulfoxyde de diméthyle (DMSO) et ajouter ce 

mélange à 2 mL de PEI tamponné à pH=8.5 
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une longueur d’onde de 488 nm. Ces observations permettent de corroborer la présence ou 

l’absence de microcapsules sur le papier couché20. 

 

 

Figure 16. Microscope à fluorescence (Olympus BX61). 

 

2.3.2.2.2 Test de Kaiser 

Le test de Kaiser a été choisi pour analyser la présence des microcapsules pour les 

expériences à grande échelle, étant donné l’impossibilité de modifier des microcapsules 

avec le FITC en quantité suffisante à une telle échelle. Ce test consiste à révéler la présence 

des amines primaires et secondaires par addition de ninhydrine à pH 5.5 (Figure 17), 

puisque la ninhydrine est capable de réagir avec les amines du PEI utilisé pour former la 

paroi des microcapsules en donnant un produit appelé pourpre de Ruhemann (!max= 570 

nm) (107-109).  

                                                

 
20 Cependant, l'observation directe de l’état des microcapsules est limitées car les 

microcapsules se trouvent entre une surface de papier et une couche d’amidon. 
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Figure 17. Mécanisme de réaction pour la formation du pourpre de Ruhemann. Adapté de (109). 

 

2.3.3 Activité 

Les mesures décrites ci-dessous nous ont permis d’analyser l’activité des enzymes 

par rapport aux conditions telles que le pH, la force ionique, la concentration de substrat, 

l’inhibition enzymatique ainsi que par rapport aux conditions utilisées pendant le couchage 

telles que la température de séchage, la couverture enzymatique, la vitesse d’application et 

la viscosité de la suspension.  
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2.3.3.1 Cellule à oxygène 

Cette technique permet de suivre l’activité enzymatique de façon directe puisque la 

transformation des substrats est reliée à la consommation d’oxygène :  

 

(PPD+ O2 
Laccase 

> PPD·+ produits mauves + 2H2O)   [5] 

 

Les mesures ont été réalisées à l’aide d’une cellule à oxygène (marque Rank 

Brothers, modèle Digital 10, voir la Figure 18), qui permet le suivi de la concentration 

d’oxygène dans une solution du fait que la cellule à oxygène est formée d’une électrode de 

platine. En effet, en fixant le potentiel de l’électrode au potentiel normal de réduction de 

l’oxygène (60 mV), il est possible de suivre la variation de la concentration d’oxygène dans 

une solution. Pour ce faire, ~2.7 mL de solution tampon McIlvaine sont placées à l’intérieur 

de la cellule à oxygène, puis injectées d’air purifié21 pendant environ 15 min afin de saturer 

la solution en oxygène (~7.95 mg/L à 25 °C); une fois la saturation achevée, la 

concentration d’oxygène est normalisée comme étant 100%. 

                                                

 
21 La procédure avec de l’air purifié permet l’obtention de solutions saturées d’oxygène 

plus stables que celles obtenues avec de l’oxygène purifié, du fait que la pression partielle 

d’oxygène dans l’air purifié est semblable à la pression partielle atmosphérique. 
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Figure 18. Constituants de la cellule à oxygène. Tiré de la référence (110). 

 

Lorsque l’enzyme et le substrat (PPD) sont ajoutés à la solution saturée, il est 

possible d’observer une diminution de la concentration d’oxygène (%O2) dans la solution 

par rapport au temps (trait noir à la Figure 19). Compte tenu de ces données, une nouvelle 

courbe est tracée (trait gris) à partir du moment où l’enzyme et son substrat sont ajoutés, 

jusqu'au moment où un coefficient de corrélation de 0.99 est obtenu (zone des traits 

pointillés), l’activité enzymatique étant évaluée comme étant la pente de cette nouvelle 

courbe. 
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Figure 19. Diminution du pourcentage d'oxygène en solution tampon McIlvaine (pH=5.5), 

après l’ajout de 50 $L de laccase (10 U/mL) et 600 $l PPD (5 mM). Adapté de (111). 

 

2.3.3.2 Adsorption de lumière et intensité de couleur 

2.3.3.2.1 Spectrophotométrie 

La spectrophotométrie est une technique qui permet l’évaluation de l’activité 

enzymatique dans un court intervalle de temps22 (5-20 min) (112). Le principe d’analyse 

repose sur le changement de l’absorbance de la lumière d’un substrat chromophore; dans le 

cas de nos expériences, il résulte du contact du substrat avec la laccase. Nous avons 

                                                

 
22 Le temps de préparation des réactifs pour nos expériences est court puisqu’elle requieret 

seulement de dissoudre le substrat dans une solution tamponnée et d’ajouter l’enzyme. Le 

temps d'analyse est court et réalisable en environ 15 min par échantillon. 
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sélectionné l’ABTS (Figure 7), qui est un des substrats de référence les plus répandus dans 

la littérature, pour suivre l’activité enzymatique de la laccase (113-118).  

L’ABTS donne un seul produit d’oxydation [6] dont la formation est facile à suivre 

par spectrophotométrie; en effet, l’ABTS oxydée absorbe la lumière à une longueur d’onde 

de 420 nm (& 420 = 3.60 x 103 M-1) (32). Comme cette transformation est proportionnelle à 

l’augmentation de l’absorbance, il est possible de se servir de l’équation de Beer-Lambert 

(A= & l C)23 pour calculer la concentration du produit d’oxydation. Une fois cette 

concentration calculée, il est possible d’obtenir l’activité enzymatique, qui représente la 

quantité d’enzyme nécessaire pour transformer une micromole de substrat par minute. 

 

ABTS2- 
!"##"$%

!ABTS .-   [6] 

 

Pour réaliser les mesures, nous avons utilisé un spectrophotomètre de la compagnie 

Thermo (modèle Nicolet Evolution 100) et des cellules en verre optique. Une solution 

tampon de 2.7 mL est placée dans deux cellules, puis dans l’appareil pour réaliser un blanc. 

Ensuite, l’enzyme et le substrat sont ajoutés et les lectures à longueur d’onde fixe à 420 nm 

sont réalisées. La variation de l’absorbance est calculée automatiquement par l’appareil 

grâce au changement de la transmittance, ce qui permet l’obtention d’une courbe (Figure 

20, traits noirs). Ensuite, une nouvelle courbe (Figure 20, traits gris) est tracée à partir du 

premier point (0 s) jusqu’au dernier point dont un coefficient de corrélation de 0.99 est 

obtenu, la pente de cette courbe donnant l’activité enzymatique. Il faut noter que ce 

traitement est semblable à celui qu’on a utilisé pour obtenir l’activité enzymatique à la 

section précédente. 
                                                

 
23 Dans l’équation, « A » représente l’absorbance, « & », l’absorptivité molaire, l, le chemin 

optique et « C », la concentration (mol/L). 
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Figure 20. Augmentation de l'absorbance (!= 420 nm) après l'addition de 50 $L d'ABTS 10 

mM dans 3 mL de solution de laccase 0.05 U/mL (pH 5.5 à température ambiante). 

Données brutes (points noirs) et données traitées afin d’obtenir l’activité enzymatique 

(points gris). 

 

2.3.3.2.2 Numérisation  

Étant donné que le papier bioactif doit produire un signal colorimétrique, nous 

avons développé une technique qui permet l’analyse du changement de couleur par rapport 

au temps qui utilise des images numérisées prises en série. Cette technique consiste en 

l’évaluation de l’intensité de la couleur du papier lorsqu’un substrat chromophore, tel que le 

PPD, est ajouté. Nous avons choisi le PPD (Figure 21) à cause de son apparente non-

réactivité avec la paroi des microcapsules (32) et le haut contraste que ses produits 
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d’oxydation (couleur mauve) présentent sur le papier (couleur blanche)24. En effet, tel que 

montré à la Figure 21, le PPD donne plusieurs oligomères colorés selon son niveau 

d’oxydation (53, 111). L’évaluation de l’activité en termes d’unités (U) n’est pas possible 

en utilisant cette technique. Cependant, comme la concentration des produits mauves 

augmente par rapport au temps d’exposition au papier enzymatique, il est possible 

d’analyser l’activité en termes d’intensité de couleur par rapport au temps. 

 

 
Figure 21. Produits d'oxydation du PPD. Adapté de (111). 
                                                

 
24 L’ABTS n’est pas utilisée pour analyser le papier modifié car sa charge négative [5] 

l’empêche de diffuser librement à travers la membrane de PEI qui est chargée positivement 

et qui est la composante principale des microcapsules; de plus, la PEI est un agent réducteur 

de l’ABTS et, par conséquent, il n’y a pas de formation de couleur visible. 
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Cette technique basée sur la mesure de la luminosité des pixels de chaque image 

présente l’avantage de permettre l’analyse de plusieurs échantillons en même temps dans 

les mêmes conditions expérimentales. De cette façon, le changement d’intensité de couleur 

du PPD oxydé varie par rapport au temps d’exposition aux enzymes. Afin de réaliser ces 

mesures, les échantillons de papier couchés, avec la laccase ont été découpés en disques de 

8 mm de diamètre et fixés à un scanneur de bureau (EPSON NX100), puis additionnés de 

10 $L PPD (10 mM) à l’aide d’une micropipette. Tous les échantillons ont été recouverts 

d’un plastique afin d’éviter l’évaporation des substrats pendant la prise d’images. La 

numérisation s’est accomplie en format JPEG (8 bits, 150 ppp) ce qui permettait d’obtenir 

le meilleur rendement de vitesse et qualité d’image. Le format d’enregistrement a été 

réalisé en niveau de gris afin de standardiser et de réduire les paramètres d’analyse. Les 

mesures ont été réalisées sur des intervalles compris entre 5 et 10 min jusqu’à 120 min. La 

reproductibilité a été assurée grâce à l’utilisation d’un programme d’automatisation (5.3) 

développé pendant ce cycle d’études. Les images obtenues ont été analysées avec le logiciel 

« Photoshop® suite CS4 Extended » muni d’une extension d’automatisation développée 

pendant la même période d’expérimentation. Le changement d’intensité de couleur du PPD 

oxydé varie par rapport au temps de zéro (blanc pur) jusqu’à 255 (noir total). (Figure 23). 
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Figure 22. Exemple de numérisation des échantillons. 

 
Figure 23. Changement d’intensité de la couleur du papier couché avec la laccase après 

l’addition de 10 $L du PPD (10 mM), pH = 4.5 à la température ambiante. 
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Les données de changement d’intensité de couleur par rapport au temps sont mises 

en graphique pour analyse. Afin d’analyser l’activité enzymatique, une nouvelle courbe est 

tracée (points gris) de façon semblable à celle montrée à la section 2.3.3.1 afin d’obtenir un 

coefficient de corrélation de 0.99. Finalement, l’activité enzymatique est évaluée à partir de 

la pente de cette nouvelle courbe. 

 

Figure 24. Activité enzymatique du papier suite à l’adition de 10 $L du PPD (10 mM, pH = 

4.5, température ambiante) : intensité de couleur par rapport au temps (points noirs) et 

courbe obtenue à partir de ce changement, dont le coefficient de corrélation est de 0.99 

(points gris). 

 

L’utilisation de cette technique est très avantageuse car elle nous permet d’analyser 

100 échantillons en 1 h, temps requis auparavant pour évaluer 2 échantillons dans la cellule 

à oxygène et quatre avec le spectrophotomètre. 
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3 Résultats et discussion 

Compte tenu que l’objectif du projet est d’évaluer la microencapsulation comme 

méthode d’immobilisation d’enzymes par couchage à grande échelle, on présente dans ce 

chapitre les résultats qui nous ont permis d’obtenir les enductions à grande échelle. Dans la 

première section on évalue la capacité de la microencapsulation à augmenter la stabilité des 

enzymes par rapport au temps; dans la deuxième section, on évalue le bénéfice obtenu par 

la microencapsulation et sa possible élimination à cause du couchage sur le papier (le 

couchage à échelle laboratoire et à petite échelle sont évalués). Finalement, dans la 

troisième section on évalue si la microencapsulation à grande échelle de couchage. Comme 

les résultats obtenus dans cette dernière section ont étés utilisés dans un article scientifique, 

ils sont présentés en langue anglaise.  

 

3.1 Effet de la microencapsulation sur l’activité enzymatique 

Tout d’abord et avant d’appliquer l’enzyme sur le papier, il est important de 

connaître l’effet de la microencapsulation sur l’activité enzymatique. Pour pouvoir 

comparer les enzymes libres et encapsulées, il faut travailler dans les conditions optimales 

de pH, de température, de force ionique et de concentration de substrat, c’est-à-dire dans 

des conditions de vitesse enzymatique maximale (section 1.3.1.1.1), quand les conditions 

du milieu sont les plus favorables pour l’activité enzymatique. Nous présenterons ensuite 

une comparaison des conditions optimales de la laccase libre et encapsulée.  

Comme avant-propos, nous tenons à mentionner que les mesures ont été réalisées à 

l’aide de la cellule à oxygène avec une concentration de 0.22 U/mL d’enzymes libres et 

3.82 U/mL d’enzymes microencapsulés. Cela dit, l’activité spécifique de la laccase 

microencapsulée, U/g microcapsule, a été calculée à partir de la quantité d’enzymes qui a été 

ajoutée pendant le processus de polycondensation interfaciale. La quantité d’enzymes 

ajoutée est fixée par l’expérimentateur et est arbitraire; elle résulte de la quantité nécessaire 

pour produire une lecture exploitable pendant le temps d’expérimentation (~15 min). 
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Comme cela ne tient pas compte de la quantité d’enzymes capturée à l’intérieur des 

microcapsules ni du nombre d’enzymes qui ont étés désactivées25 pendant le processus de 

microencapsulation, il n’est pas possible de comparer directement l’activité enzymatique 

puisque l’enzyme ne se trouve pas dans les mêmes proportions. Afin de pouvoir comparer 

l’activité des enzymes, nous avons exprimé l’activité sous la forme d’activité normalisée; 

ainsi, la vitesse de réaction enzymatique prépondérante est établie comme étant 100% de 

l’activité normalisée, ce qui nous permet de comparer le nombre d’enzymes actives plutôt 

que la teneur d’enzymes ajoutées.  

 

3.1.1 Conditions optimales de la laccase 

3.1.1.1 Température 

Les réactions enzymatiques sont favorisées par l’augmentation de la température 

due à l’augmentation des mouvements moléculaires et au nombre de collisions 

moléculaires. Cela vaut jusqu’à ce que la conformation structurale de l’enzyme ne soit pas 

affectée, produisant sa dénaturation de façon réversible ou irréversible, la première 

impliquant la rupture des liaisons intramoléculaires à faible énergie comme les liaisons 

hydrogène (20 kJ/mol) et la deuxième impliquant la rupture des liaisons covalentes (400 

kJ/mol) (119). Le phénomène est plus complexe si on tient compte que la dénaturation 

dépend aussi du temps pendant lequel l’enzyme est exposée à une certaine température 

(temps d’incubation). Par exemple, la température optimale de la laccase a été rapportée 

comme étant de 70 °C; cependant, elle perd 75% de son activité après 20 minutes 

d’incubation (35) et il est ainsi possible de trouver différentes températures optimales selon 

le temps d’incubation choisi et ce seulement pour le cas de la laccase (26). Ajoutons à cela 
                                                

 
25 Enzymes immobilisées à l’intérieur des microcapsules, mais qui ne possèdent plus de 

caractéristiques catalytiques. 
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que le médiateur (substrat) peut être affecté par la température (120), ce qui peut produire 

ou accélérer d’autres types de réactions, par exemple l’auto-oxydation. Il est très difficile 

de déterminer tous les paramètres catalytiques impliqués dans la variation de la température 

et « en général, peu d’importance est accordée aux études de la dépendance à la 

température de quelque paramètre de Michaelis et Menten que se soit sans que la 

signification de ce paramètre en termes de mécanisme catalytique ne soit connue » (119). 

Pour simplifier les analyses, la température d’expérimentation a été fixée à 27 °C. Cette 

température a été choisie parce que l’activité de la laccase Trametes versicolor y reste 

relativement stable pendant le temps d’analyse (~30 min); en effet, la laccase conserve 60 

% de son activité après 20 h en solution tampon de citrates à cette température (121).  

 

3.1.1.2 Force ionique 

Quant à la force ionique (I), elle agit sur l’activité enzymatique en affectant la 

charge des molécules impliquées. Les enzymes et, par conséquent, le site actif des 

enzymes, sont composées d’aminoacides possédant différentes charges. D’autre part, 

plusieurs substrats contiennent des groupements fonctionnels qui leur confèrent aussi une 

charge (122). Par conséquent, le rapport activité enzymatique-force ionique n’est pas 

toujours le même, même si certaines distributions de charge favorisent les catalyses 

réalisées pour une enzyme, alors qu'elles les réduisent pour une autre (120). Pour 

augmenter la force ionique, il est nécessaire d’augmenter la concentration de chaque ion 

(Ci). Pour cela, il suffit d’augmenter la concentration d’un sel quelconque dans le milieu 

[7]. Comme conséquence les interactions entre les charges des espèces présentes se 

réduisent suite à son interaction avec les charges des ions ajoutés (Zi) (120). Cependant, il 

faut noter que certains sels peuvent jouer un rôle inhibiteur de façon indépendante de la 
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variation de la force ionique26. Par exemple, le chlorure de sodium est un inhibiteur pour la 

laccase (120, 123) car le chlorure interagit avec le site actif dans la région de réduction de 

l’oxygène (section 1.3.1.1.4.1). 

 

! ! !
!

!!!!!   [7] 

 

À notre connaissance, le comportement de la laccase par rapport à la force ionique 

pour la solution phosphate-citrate en présence du PPD n’a pas été rapporté à ce jour. 

Cependant, la littérature rapporte qu’à des concentrations de 8 mM ou de 16 mM, l’acide 

citrique inhibe complètement l’activité de la laccase quand le [N, N’-bis-(3,5-diméthoxy-4-

hydroxybenzilidène) hydrazine] et le 2,6-diméthoxyphénol sont, respectivement utilisés 

comme substrats (124).  

 

Figure 25. Structure des substrats utilisés dans la littérature pour évaluer l’inhibition de la 

laccase en présence des ions citrates : (a) [N, N’-bis-(3,5-diméthoxy-4-hydroxybenzilidène) 

hydrazine] et (b) 2,6-diméthoxyphénol. 

                                                

 
26 D’autres phénomènes tels que la solubilisation saline et la précipitation saline 

sont possibles, mais ils ne font pas partie de cette étude.  
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Tel qu’indiqué à la Figure 26, la laccase reste active au-delà de ces concentrations 

quand le PPD est utilisé. Pour cette raison, nous avons étudié la force ionique optimale en 

faisant varier la concentration de la solution tampon phosphate-citrate et en utilisant le PPD 

comme substrat. Nos résultats montrent que l’activité de la laccase augmente par rapport à 

la force ionique, ce qui est un des cas attendus, cette tendance continue jusqu’à ce que 

l’activité atteigne une limite (plateau) où elle devient indépendante de la force ionique 

(Figure 26). Ce phénomène est observé tant pour l’enzyme libre que pour l’enzyme 

encapsulée dont le plateau est obtenu à partir d’une force ionique de 0.9 M, ce qui 

correspond à une concentration de solution tampon de 0.1 M. Nous avons choisi de 

travailler à force ionique de 1.2 M, ce qui se trouve à l’intérieur de l’intervalle où l’activité 

n’est plus affectée par la force ionique.  

L’augmentation de l’activité montre que la diminution des charges au centre du site 

actif, provoqué par l’addition des ions, favorise une distribution structurale adéquate pour la 

transformation enzymatique. Pour expliquer cela, rappelons que la laccase possède deux 

sites de reconnaissance (section 2.3.1.1.4.1), dont la disposition et les distances de 

séparation des différents cuivres jouent un rôle important dans le processus d’oxydo-

réduction. En effet, les cuivres T3 sont séparés entre eux par une distance de 3.9 Å, et sont 

à 3.8 Å par rapport au T2 (33) (Figure 4). Comme on le verra plus tard à la section 3.3.4.5, 

quand des inhibiteurs tels que l’azidure, le fluorure et le chlorure se lient au site T2/T3 un 

écart entre les cuivres se produit ce qui inhibe le transfert d’électrons. En ce qui concerne la 

force ionique, il est possible que la neutralisation des charges produite à hautes 

concentrations de substrat produise un effet sur la distance des cuivres dans la région 

T2/T3, ou encore, un changement de conformation qui rend le site plus accessible pour 

l’arrivée de l’oxygène. En effet, les cuivres dans cette région sont coordonnés par deux 

histidines dans le cas du cuivre T2 et six dans le cas des cuivres T3. L’histidine étant un 

aminoacide de charge positive, il peut être affecté par les changements de force ionique, 

ainsi, l’addition des contre-ions augmente à mesure que les répulsions entre histidines de 

même charge diminuent (120), ce qui peut expliquer un changement de conformation de 

l’enzyme. Comme les études au sujet de la structure tridimensionnelle de la laccase peuvent 
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être très complexes et qu’elles restent hors des objectifs de ce travail, elles ont été exclues. 

Cependant, pour éclaircir l’effet de la force ionique sur la structure de la laccase, des 

analyses par résonance électronique paramagnétique peuvent être effectuées pour évaluer le 

cuivre T2, ainsi que des études par double résonance électronique et nucléaire (27, 125), 

spectrophotométrie à 330-345 nm (33, 126) ou encore par dichroïsme circulaire 

vibrationnel (127) pour évaluer les cuivres T3. 

 

 

Figure 26. Effet de la force ionique sur l'activité enzymatique pour l’enzyme libre (") et 

encapsulée ()). Mesures réalisées à l’aide de la cellule à oxygène en ajoutant 50 $L de 

laccase (224.92 U/mL) et 250 $L de PPD (50 mM) dans 2700 $L de solution tampon 

McIlvaine (pH 4.5 à 27 °C). 
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3.1.1.3 pH optimal 

En ce qui concerne le pH optimal, il varie selon le type et la source d’enzyme (30). 

Comme l’activité de l’enzyme est influencée par la constante d’acidité (Ka) de chaque 

acide aminé qui la constitue et qu’à la base, tous les acides aminés sont constitués par un 

groupement carboxyle (R-COOH) et un groupement amine (R-NH3), la conformation de 

l’enzyme et celle du site actif dépendent d’un équilibre de pH. Ainsi, le rapport activité-pH 

est influencé dans toutes les enzymes par la conformation structurale. Cependant, la 

conformation structurale n’est pas le seul facteur déterminant du pH optimal, la nature du 

substrat jouant également un rôle important. Dans le cas de la laccase, tel que mentionné 

par Xu, l’échange des électrons joue un rôle plus important encore que la conformation 

structurale (128). Pour expliquer cela, il faut rappeler que la laccase possède deux substrats, 

(l’oxygène et le médiateur). L’oxydation des substrats phénoliques et de certains substrats 

non phénoliques tels que le PPD est favorisée par l’augmentation du pH grâce à une 

diminution du potentiel face au site T1 (128). Cependant, à mesure que le pH augmente, il 

se produit une inhibition du site T2/T3 par action de l’ion OH-, ce qui résulte en une 

diminution de la réduction d’oxygène (53, 129). Ainsi, quand l’activité enzymatique de la 

laccase est représentée graphiquement par rapport au pH, on s’attend à obtenir une courbe 

gaussienne dont le maximum représente l’équilibre dans lequel l’échange d’électrons est 

favorisé. Nos résultats montrent une courbe de forme gaussienne (Figure 27), ce qu’on 

attendait pour le PPD (53). D'autre part, le pic d’activité ressemble à ce qui a déjà été 

rapporté dans la littérature, avec le pH optimal de la laccase Trametes versicolor situé dans 

l’intervalle 4.5-5.5 (32, 55, 130).  
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Figure 27. Effet du pH sur l’enzyme libre (") et encapsulée ()). Mesures réalisées à l’aide 

de la cellule à oxygène en ajoutant 50 $L de laccase (224.92 U/mL) et 250 $L de PPD (50 

mM) dans 2700 $L de solution tampon McIlvaine à 27 °C. 

 

3.1.1.4 Concentration optimale de substrat 

Pour ce qui est de la concentration de substrat, pour que l’enzyme puisse 

transformer le substrat, il est nécessaire qu’elle entre en contact avec celui-ci. À partir de ce 

contact, il faut qu’il y ait place au complexe enzyme-substrat et, finalement, que la 

dissociation de ce complexe se réalise pour donner place aux produits (section 1.3.1.1.1). 

Ainsi, un des paramètres qui limite la vitesse de transformation enzymatique (aussi dite 

activité enzymatique) est la disponibilité du substrat en solution et, par conséquent, sa 

concentration27.  

                                                

 
27 D’autres facteurs du milieu peuvent aussi limiter la disponibilité du substrat tels que la 

viscosité, la température, etc. 
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Tel que présenté à la Figure 28, nos résultats confirment la tendance décrite 

précédemment. Cependant il est possible d’observer une différence entre les courbes, 

analysable à l’aide de la constante de Michaelis et Menten. Rappelons que la constante de 

Michaelis et Menten (Km) sert à comparer l’activité de deux systèmes enzymatiques et que 

cette constante inclut les constantes de formation et de dissociation du complexe enzyme -

substrat (section 1.3.1.1). Ainsi, à partir de nos résultats, une Km de 0.28 et de 0.42 mM est 

respectivement observable pour l’enzyme libre et l'enzyme encapsulée. Cela indique que 

l’enzyme perd 67% de son affinité pendant le processus de microencapsulation. Cette perte 

peut être expliquée par différentes raisons telles qu’une diminution de la diffusion28, une 

accumulation du substrat ou un dépôt du produit à la surface des microcapsules, une 

déshydratation de l’enzyme par l’action des solvants utilisés pendant la microencapsulation, 

des interactions électrostatiques avec la membrane de PEI , etc. (32) Cette perte d’affinité 

ressemble à ce qui a été rapporté antérieurement par un autre membre de notre groupe, soit 

une perte de 65% de l’activité (131). Il est aussi à remarquer que la vitesse maximale est 

atteinte après avoir dépassé une concentration de 0.94 et de 1.51 mM de PPD 

respectivement pour l’enzyme libre et l'enzyme encapsulée comme une conséquence de la 

diminution de l’affinité. 

                                                

 
28 Parce que le substrat doit traverser les pores de la membrane avant de se rendre aux 

enzymes. 
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Figure 28. Effet de la concentration de PPD sur l'activité de la laccase pour l’enzyme libre 

(") et l'enzyme encapsulée ()). Mesures réalisées à l’aide de la cellule à oxygène en 

ajoutant 50 $L de laccase (224.92 U/mL) et différents volumes de PPD (50 mM) dans une 

solution tampon McIlvaine (pH 4.5 à 27 °C). 

 

3.1.1.5 Effet de l’entreposage sur l’activité (enzyme non-couchée) 

Dans le passé, l’activité de la laccase a été évaluée par rapport au temps 

d’entreposage montrant que l’enzyme libre retenait 35% de son activité après 1 an 

d’entreposage à une température de 4°C (55). Nous nous sommes intéressés à savoir si la 

microencapsulation aide à stabiliser l’activité enzymatique par rapport au temps dans des 

conditions non contrôlées (température ambiante). Ainsi, l’activité de l’enzyme libre et de 
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l'enzyme encapsulée a été suivie pendant une période de 15 mois29. Tel qu’indiqué à la 

Figure 29, les enzymes microencapsulés, entreposées à température ambiante, montrent une 

amélioration de stabilité par rapport aux enzymes libres. En effet, les enzymes retenaient 

10% de leur activité après, respectivement, 83 et 190 jours pour l’enzyme libre et l'enzyme 

encapsulée. D’autre part, les enzymes microencapsulés entreposées à 4 °C ont conservé 89 

± 6 % de leur activité initiale après 15 mois (450 jours), ce qui dépasse largement ce qui a 

été rapporté pour l’enzyme libre entreposée dans les mêmes conditions. 

 

 

Figure 29. Disparition de l'activité de la laccase libre (") et encapsulée (*,)) par rapport 

au temps. Entreposage à température ambiante (*) et à 4°C ()). Analyse réalisée avec la 

cellule à oxygène (à 27 °C) par ajout de 300 $L de PPD (50 mM) dans une solution à 

pH= 4.5, contenant 0,22 U/mL d’enzyme libre ou 3.82 U/mL d’enzyme microencapsulée. 

                                                

 
29 L’épuisement du stock de microcapsules produites au début des expériences a déterminé 

la fin de nos analyses d’activité par rapport au temps d’entreposage. 
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 Un sommaire des résultats obtenus est montré au Tableau 2, où il est possible 

d’observer une similitude entre les conditions optimales de la laccase libre et encapsulée 

(pH et force ionique) et une diminution de l’activité enzymatique (67 %). D’autre part, on 

observe que la microencapsulation produit une augmentation de 69% de l’activité en 

condition d’entreposage à température ambiante30. Nos résultats indiquent que, pour une 

utilisation immédiate, la microencapsulation n’apporte pas de bénéfice. Cependant pour une 

utilisation où la conservation de l’activité pour une période de temps étendue est nécessaire, 

la microencapsulation s’avère bénéfique. Ces résultats sont prometteurs dans le 

développement d’un papier bioactif qui doit conserver ses propriétés pour une longue 

période de temps, par exemple, quand le biocapteur doit suivre le comportement d’un 

produit tout au long de sa vie utile, ou quand le biocapteur doit être entreposé avant d’entrer 

en contact avec le produit à analyser. 

 

Enzyme 

Activité 

spécifique au 

départ 

(U31/mL) 

pH 

Force 

ionique 

(M) 

Indépendance 

de la 

concentration 

de PPD (mM) 

Km 

(mM) 

Activité retenue à 

80 jours 

d’entreposage à 

température 

ambiante (%) 

Libre 0.22 4.5 >9.00 X 10-1 >0.94 0.28 12 

Encapsulée 3.82 4.5 >9.00 X 10-1 >1.51 0.42 39 

Tableau 2. Sommaire des conditions optimales de la laccase libre et encapsulée. 

 

                                                

 
30 Mesure réalisée après 80 jours d’entreposage. 
31 1U équivaut à la quantité d’enzyme nécessaire pour transformer 1 $mol de catéchol par 

minute à 25 °C et pH= 4.5. 
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3.2 Effet du couchage sur l’activité enzymatique 

Les résultats présentés jusqu’à maintenant, montrent que la microencapsulation 

augmente la stabilité enzymatique par rapport au temps d’entreposage. Cependant, il n’est 

pas possible de conclure à ce point-ci que la microencapsulation est efficace quand le 

papier est couché puisque, pendant le processus de couchage, les enzymes sont soumises à 

d’autres conditions qui peuvent leur nuire. En effet, pendant le couchage, les enzymes sont 

entourées d’une suspension qui permet de les fixer sur la surface du papier, ce qui peut 

diminuer la diffusion des substrats ou la disponibilité du site actif; de plus, le couchage 

engendre des conditions physiques et des contraintes mécaniques qui peuvent empêcher 

l’application des microcapsules sur le papier ou nuire à l’intégrité des microcapsules et 

même à la structure des enzymes. Ainsi, de façon similaire à l’évaluation de l’activité 

enzymatique, dans le couchage, il est tout d’abord nécessaire de trouver des conditions de 

fonctionnement stables qui permettent le couchage sur papier des microcapsules.  

 

3.2.1 Couchage de la suspension 

Avant d’appliquer les enzymes, nous avons testé les conditions optimales de 

viscosité pour réaliser le couchage. Ceci a été réalisé en fixant la quantité de solides de la 

sauce de couchage et en faisant varier la quantité d’eau à ajouter durant la préparation. 

Ainsi, nous avons mélangé 62.5 g de matières solides (60 % de microcapsules32 et 40 % 

d’amidon) dans des volumes de 55, 65 et 75 mL d’eau; les suspensions obtenues avaient 

alors des viscosités de 6373, 3145 et 1775 cP respectivement. Les suspensions ont été 

appliquées en utilisant la machine à couchage de la compagnie GARDCO (section 

2.2.2.1.2), ce qui a permis de vérifier la possibilité d’appliquer les microcapsules sur le 

                                                

 
32 Les microcapsules utilisées dans cette expérience ne contiennent pas d’enzymes 

puisqu’on ne souhaitait pas en évaluer l’activité. 
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papier en utilisant l’amidon comme agent liant. Ensuite, les suspensions ont été appliquées 

à l’aide du LCDF (section 2.2.2.2.1). Le couchage a été analysé à l’aide des images 

numérisées des papiers. Comme le couchage augmente la luminosité des sections où 

l’amidon a été appliqué, il devient visible en ajustant la luminosité et le contraste des 

images. Ainsi, en diminuant la luminosité et en augmentant le contraste, une coloration 

brunâtre est observée dans les sections où le couchage a été réalisé.  

Tel que montré à la Figure 30, à une viscosité de 1775 cP (volume de 75 mL), 

l’application n’est pas homogène sur le papier, à cause de la diminution de la force liante de 

l’amidon due à la dilution. D’autre part, les suspensions réalisées en utilisant des volumes 

de 55 et 65 mL permettent une bonne application de la suspension.  

 

 

Figure 30. Effet de la viscosité sur l'uniformité des applications. Images obtenues à l’aide 

d’un scanner et modifiées pour révéler l’application des suspensions (résolution: 600 DPI, 

luminosité : -90, contraste : 40). 
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3.2.2 Présence des microcapsules 

Les résultats présentés antérieurement nous ont permis de déterminer les conditions 

de viscosité pour lesquelles les suspensions sont applicables. Cependant, ces résultats ne 

révèlent pas la présence des microcapsules et leur distribution. Pour ce faire, une 

application de microcapsules fluorescentes a été réalisée et analysée au microscope de 

fluorescence avec des microcapsules modifiées avec FITC et des suspensions contenant 

62.5 g de matières solides (60 % de microcapsules33 et 40 % d’amidon). Les applications 

ont été réalisées en utilisant le LCDF comme dans l’expérience antérieure; cependant, le 

volume de 75 ml a été remplacé par un volume de 60 mL afin d’obtenir une viscosité 

comprise dans l’intervalle à l’intérieur duquel la suspension est applicable; ainsi, nous 

avons utilisé des volumes de 55, 60 et 65 mL d’eau. Les viscosités des suspensions 

résultant de ces préparations étaient respectivement de 6373, 4520 et 3145 cP. Comme 

observé à la Figure 31, le papier possède une fluorescence en soi. Cependant, l’agent 

fluorophore (FITC) ajouté aux microcapsules est encore plus fluorescent, ce qui provoque 

un contraste suffisamment fort pour pouvoir observer les microcapsules sur le papier quand 

les viscosités de 4520 et 3145 cP sont utilisées. Cependant, avec une viscosité de 6373 cP 

est utilisée, les microcapsules ne sont plus observables, ce qui peut être causé par un 

recouvrement excessif de la sauce de couchage ou parce que les microcapsules ne sont pas 

présentes. À partir de ces observations, nous avons décidé de travailler avec une viscosité 

de 3145 cP, puisque les microcapsules sont encore visibles et la viscosité est moindre, ce 

qui diminue les forces de cisaillement auxquelles sont soumises les microcapsules pendant 

le couchage. 

                                                

 
33 Les microcapsules utilisées dans cette expérience ne contiennent pas d’enzymes 

puisqu’on ne souhaitait pas en évaluer l’activité. 
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Figure 31. Microcapsules modifiées avec FITC (!ex= 495 nm, !em= 525 nm), observées par 

microscopie à fluorescence. Applications réalisées à l’aide du LCDF avec une vitesse 

d’application de 1500 mm/s. 

 

Afin de vérifier la présence de microcapsules dans les applications à grande échelle 

réalisées avec le CLC34, nous avons effectué le test de Kaiser afin de révéler les 

groupements amine du PEI. Ce test a été réalisé sur les papiers avec et sans microcapsules. 

La Figure 32 montre que le test est positif en présence des microcapsules.  

                                                

 
34 Comme ce test n’a pas été inclus dans l’article, il est présenté dans cette section même 

s’il s’agit d’un test pour les applications à grande échelle. 
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Figure 32. Test de Kaiser pour papier couché avec microcapsules (à gauche) et sans 

microcapsules (à droite). Microcapsules couchées à l’aide du CLC. 

 

3.2.3 Effet du couchage 

Une fois la présence de microcapsules confirmée sur le papier, il est nécessaire 

d’évaluer si le papier conserve son activité, puisque réussir le couchage ne garantit pas que 

les enzymes appliquées restent actives. Ainsi, nous avons évalué l’activité enzymatique en 

utilisant les paramètres optimaux présentés antérieurement. Nos premières évaluations 

(Figure 33, jour 1) démontrent que tant les enzymes libres que les enzymes encapsulées 

continuent à être actives suite au couchage à lame. Afin de déterminer si le couchage 

affecte l’activité des enzymes, nous avons réalisé une évaluation de l’activité par rapport au 

temps d’entreposage à la température ambiante. Nos résultats révèlent qu’après 23 jours, la 

laccase retient 24 et 61 % de son activité initiale lorsqu’elle est respectivement libre ou 

encapsulée. 
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Figure 33. Effet de la microencapsulation et du temps d’entreposage sur l’activité de la 

laccase libre (+) et encapsulée ()) suite à l’ajout de 100 $L de PPD (10mM). Applications 

de 41 et 474 U/mL respectivement d’enzymes libres et encapsulées35 à l’aide du LCDF en 

utilisant la suspension dont la viscosité est de 3145 cP.  

 

Les résultats présentés démontrent la possibilité d’utiliser l’amidon comme agent 

liant pour fixer tant les enzymes libres qu’encapsulées sur du papier. En même temps, ces 

résultats démontrent la possibilité d’utiliser le couchage à lame pour appliquer les enzymes 

et la microencapsulation afin d’augmenter la stabilité des enzymes par rapport au temps 

d’entreposage. Maintenant qu’il est établi que les enzymes appliquées à partir des 

enductions faites à petite échelle demeurent actives, nous allons montrer dans la section qui 

suit nos analyses sur des enductions faites à grande échelle.  
                                                

 
35 Concentration calculée à partir de la teneur de laccase ajoutée pendant le processus 

d’encapsulation. 
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3.3 Activity, stability and inhibition of a bioactive paper prepared by 

large-scale coating of laccase microcapsules36 

 

M.P. Guerrero1,2, F. Bertrand2, and D. Rochefort1* 

1 Département de chimie, Université de Montréal, CP 6128, Succ. Centre-Ville, Montréal, 

Canada H3C 3J7 

2 Département de génie chimique, École Polytechnique de Montréal, CP 6079, Succ. 

Centre-Ville, Montréal, Canada H3C 3A7 

3.3.1 Abstract 

Enzyme immobilization on paper by large-scale processes may play a valuable role 

in the development of economical and widely distributed biosensors. In this study, we 

report on the coating of laccase from Trametes versicolor on papers using a laboratory 

coater (Cylindrical Laboratory Coater) that simulates realistic conditions similar to those 

obtained with industrial coaters. In order to achieve an efficient retention of laccase in the 

coating, the enzymes were incorporated in poly(ethyleneimine) microcapsules. The 

microcapsules were suspended in a starch-based coating suspension, applied on paper by 

blade coating at a rate of 500 and 800 m/min thereupon dried by evaporation by using an IR 

lamp at 36 kW. A technique based on the colorimetric reaction between the laccase and its 

substrate, p-phenylenediamine (PPD), was developed to evaluate the activity of the 

immobilized enzyme. Our results show that the use of microencapsulation allows for better 

activity retention in papers over time at room temperature (50% loss after 28 days) 

                                                

 
36 Accepté pour publication dans Chemical Engineering Science. 2011;66(21):5313-20. 
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compared to papers modified with free laccase (50% loss after 4 days). Microcapsules also 

decrease the inhibition of laccase by azide.  

Keywords: Enzyme; Emulsion; Scale-up; Suspension; Microencapsulation; 

Polyethyleneimine 

 

3.3.2 Introduction  

Bioactive papers are obtained from the modification of the bulk or the surface of 

paper substrates with biomolecules with the goal of adding functionality to the paper. These 

functionalities may include detection, capture or inactivation of specific targets, such as 

harmful molecules or pathogens (76) . These features of bioactive paper are designed to 

operate without using any sophisticated equipment or apparatus (8), making the device 

portable and adaptable to various uses and situations. The concept of bioactive paper thus 

far has been mainly oriented to fulfill specific needs in health, safety and food packaging 

applications (8).  

Due to their specificity and catalytic signal amplification properties (132), 

enzymatic systems have been described as a viable platform for the development of 

bioactive papers (7). Although enzymes have been used extensively in the detection and 

deactivation of numerous types of molecules (40, 89, 133, 134), their application in largely 

distributed systems or industrial processes remains limited. This is in part due to the 

inability of enzymes to withstand difficult conditions (e.g. high temperatures and shear 

forces) throughout the process of their manufacturing. Thus, immobilization systems must 

enhance their stabilization before implementing them in large scale processes (48, 49). 

In a recent paper our group showed that microencapsulation can be used as an 

effective method to immobilize enzymes, such as laccase from Trametes versicolor, on 

paper under laboratory conditions (32). Microencapsulation consists of the entrapment of 

fragile species like drugs, proteins or enzymes inside micron-sized spheres made from a 

semi-permeable material, usually a polymer. Moreover, microcapsules can be used to 
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control the release of active molecules, such as drugs, fragrances, flavors and pesticides. 

Considering its compatibility with both paper and enzymes, poly(ethyleneimine) (PEI) has 

been selected for our purposes of developing bioactive paper. The pore size of PEI 

microcapsule membranes, measuring between 2.6 and 5 nm (34), offers an efficient 

physical retention of the enzyme in the capsules while allowing for the diffusion of its 

substrates (34, 55). The size of the microcapsules can be adjusted during its preparation 

(see experimental section) and we have designed the microcapsules to be considerably 

larger (60 µm average diameter) than the pores of the paper (1-10µm). As a result, enzyme 

microcapsules can be immobilized on paper by physical means and attractive ionic 

interactions as opposed to chemical linking, which might perturb their structure and 

functionality (25). 

Laccase (E.C. 1,10,3,2) from Trametes versicolor (27) has been used as a model for 

our studies since it has been largely proven to oxidize a wide range of toxic compounds 

(36-38, 40-42) (e.g. polycyclic aromatic hydrocarbons, such as benzo[,]pyrene (38, 41)). 

Laccase therefore has a potential interest for the remediation of harmful compounds present 

in water, but its use in a dissolved form prevents catalyst recycling and does not protect the 

enzyme from inhibition. Therefore, the immobilization of laccase on cheap and disposable 

substrate would allow the development of filtration devices that can both retain particulate 

matters and biodegrade chemicals found in contaminated waters. A bioactive paper 

prepared by large-scale coating could be envisioned as an application of the system 

presented here. In addition, laccase has been reported under laboratory and mill conditions 

as being quite a robust and thermostable enzyme (top: 45-80 °C, depending on the source 

(25, 26, 35)), and is regarded as one of the most studied and available enzymes (26). 

Laccase catalyzes the four-electron reduction of molecular oxygen to water while oxidizing 

a substrate. Several substrates for laccase are chromophores that change color in the visible 

spectrum in their oxidized state, allowing for an easy measurement of enzymatic activity. 

Laccase has been immobilized with different techniques over various surfaces 

including paper (25, 30, 46, 47), although large-scale coating of laccase has never been 
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reported to our knowledge. In addition, we report here the first demonstration of the use 

and advantages of microencapsulation to modify papers on a large scale with biomolecules. 

In this work, we studied the use of a lab-scale blade-coating instrument (Cylindrical Lab 

Coater, CLC) as an alternative to applying microencapsulated biomolecules onto paper. 

Blade coating is the most widely used industrial technique for applying suspensions to 

paper base (77), and the CLC can be used under conditions that are similar to those 

employed in the industry at high coating rates (e.g. Lipponen et al report speed applications 

on paper at 1200 m/min (82)). The coating process consists in covering a surface of paper 

or board with a suspension composed of pigments, binders and additives to enhance optical, 

mechanical or barrier properties (79). A good coating requires obtaining a uniform 

application without undesirable patterns. This is achieved by controlling several physical 

operation parameters, such as pressure over the surface, angle of application, blade 

hardness, speed of application, etc. These parameters must be adapted to the rheology of 

the suspension and the physical characteristics of the paper (porosity, hardness, 

permeability, thickness, etc.) (83, 85, 135).  

We have identified that drying exposure, binder concentration and enzyme coverage 

to be critical parameters that may affect the enzymatic activity and hence the response of 

the bioactive paper. These parameters were evaluated for two different starch-based coating 

suspensions, containing free (i.e. non encapsulated) and microencapsulated laccase, 

respectively. These two types of coatings were applied using the CLC to evaluate the 

effects and advantages of microencapsulation in the preparation of coated bioactive papers. 

The effect of the shear rate was also covered by changing the application speed. 

 The effect of microencapsulation on long-term storage of the bioactive paper and 

on laccase activity in the presence of the known laccase inhibitors azide, fluoride and 

chloride (97, 130) was also examined. 
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3.3.3 Experimental 

3.3.3.1 Reagents 

Polyethyleneimine (PEI, Mn = 1200 g mol-1, 50 % H2O), sebacoyl chloride (SC, 

purum), Span® 85, citric acid (A.C.S reagent), sodium phosphate dibasic heptahydrate 

(A.C.S. reagent), sodium chloride, sodium fluoride, sodium azide, para-phenylenediamine 

(PPD) and laccase from Trametes versicolor (EC 1.10.3.2) with specific activity of 23.1 

U37/mg were purchased from SIGMA-Aldrich. Cyclohexane was obtained from J.T. Baker 

and 2-hydroxyethyl starch ether was provided by Penford Products. The paper base used 

was wood-free paper (53 g/m-, 5-25% fillers) with no additives, sizing and retention agents 

or brighteners. Purified water (18 M( cm) from a MilliQ purification system was used in 

the preparation of all solutions. 

 

3.3.3.2 Preparation of PEI microcapsules 

The method used was based on that developed by Poncelet et al. (70) but modified 

to produce microcapsules at the few hundred grams to the kg scale. Briefly, the method 

consists in making an emulsion of an aqueous phase (McIlvaine buffer, pH 8.5) of laccase 

(2.5 g) and 30 mL of PEI (discrete phase, 300 mL) in an organic phase of cyclohexane 

(continuous phase, 1800 mL). The water/oil (W/O) emulsion was achieved with a four-

blade impeller of 8 cm at 1220 rpm and stabilized by the addition of 15 mL of Span® 85. 

Once the microemulsion reached a stable state (after ca. 15 min of agitation), the interfacial 

polymerization of PEI was achieved by adding 15 mL of sebacoyl chloride. The 

microcapsules obtained under such conditions contained a theoretical laccase specific 

activity of 505 Ulaccase/g (according to the suppliers’ specifications). 
                                                

 
37 1 U is the amount of enzyme necessary to transform 1 $mol of catechol per min at 25 °C 

and pH 4.5. 
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Microcapsules were first rinsed with 9 L of cyclohexane in order to stop the 

polycondensation reaction and then with 8L of diluted citric acid solution (0.01 M) to 

promote their dispersion by charge repulsion. The mean diameter of microcapsules using 

constant conditions of agitation, volume and viscosity were measured at 60 $m from light 

scattering particle size distribution analysis (Horiba LA950). 

 

3.3.3.3 Preparation of the suspension 

Base suspensions were prepared by starch gelatinization (2-hydroxyethyl starch 

ether) in water to reach 29 wt.% of solids. Neutral starch was selected so as to reduce the 

electrostatic interactions with positively charged microcapsules. The gelatinization was 

performed by heating the starch suspension at 80 ºC for 30 min in a thermostated bath. The 

suspension was cooled down to room temperature before adding the enzyme (either free or 

in microcapsules). 

Homogenization of the suspension was achieved by mechanical agitation using a 

four-blade propeller of 8 cm diameter at 800 rpm for 2 minutes. All viscosities were 

determined in still suspensions with a Brookfield viscometer (DV-II+Pro) at a controlled 

temperature of 20 ºC. The viscosity of the base suspension (blank) and that of the 

suspension containing free enzymes (both with 29 % solids) were determined to be 2580-

3088 mPa·s (spindle RV5, torque 64.5-72.2 %). The viscosity of the suspension containing 

microencapsulated enzymes (48% wt solids) was 3145 mPa·s (Spindle RV5, torque 77.2 

%). Such suspensions are known to exhibit non Newtonian shear-thinning or shear-

thickening behavior, depending on the solids content and flow conditions (106). It is known 

that the rheology of these suspensions, also called coating colors, is a key parameter for 

controlling the runnability of coating applications, especially at high coating speeds (136). 

Because runnability problems were not encountered in this work, a more detailed 

rheological characterization of the suspension used, with more flexible rheometers, was not 

performed. 
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3.3.3.4 Applying enzymes by blade-coating 

A Cylindrical Laboratory Coater model 7000 (CLC, see Figure 34) was used in 

order to apply the suspension on paper. The CLC allows for reproducible coatings using 

commercial parameters at high speed (maximum at 2200 m/min); suspension viscosities 

and drying temperatures. Although the blade loading is different at the pilot and industrial 

scale, the shear forces are quite similar and the coating weights can be adjusted by changing 

the pressure exerted on the blade on the paper (83, 103). 

 

Figure 34. Scheme for the principal parts of the CLC-7000. 

 

Wood-free paper strips of 0.75 x 3 m2 at an average weight of 53 g/m- were used as 

paper base for the applications, to avoid any interactions between lignin and laccase (104). 

Drying was achieved by the IR lamp of the CLC at a power of 36 kW. 

 The coating procedure was done according to the manual provided by the 

manufacturer (103). The paper was pre-dried for 10 s at 80% of the lamp power and the 

suspension was coated afterwards using application speeds of 500 and 800 m/min. The 

coating weight obtained for the different applications were 4 g/m- for the suspension with 

free, non-encapsulated enzymes and from 7 to 33 g/m- (in order to analyze the activity in 

function of coverage) for the suspension with encapsulated enzymes. 
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Enzymatically-modified papers were dried at 100% of the IR lamp power at 

different exposition times ranging from 0 to 30 s. Prolonged exposure to the IR lamp was 

not necessary since the papers were thoroughly dried after a 30 s exposure.  

 

3.3.3.5 Analysis of the enzymatic activity on paper 

To analyze the laccase activity on the modified papers, p-phenylenediamine (PPD) 

was selected as substrate because of its strong color change when oxidized by laccase: 

 

 (PPD+ O2 
Laccase 

> PPD·+ purple species + 2H2O) 

 

The enzymatic activity was therefore evaluated from the color intensity increase 

over time (see Figure 35). The experiments were carried out at room temperature by adding 

fixed volumes of 10 $L of a freshly-prepared PPD solution (10 mM) in pH 4.5 McIlvaine 

buffers directly onto the sections of the paper to be analyzed. These paper sections were 

circles of 8 mm in diameter cut from the coated paper sheets. They were fixed on a 

transparency and directly placed on the glass of an office document scanner. A second 

transparency was then placed over the one containing the paper samples to reduce water 

evaporation during measurement and prevent color modification due to humidity changes.  

 

Figure 35. Change of color for paper coated with laccase in presence of p-phenylenediamine. 
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Images were taken in JPEG format (grayscale, 8-bit, 150 ppi) at a constant rate 

ranging from 5 s to 10 min and were stopped after 120 min by software developed in our 

laboratory, allowing automatization to improve the reproducibility of the procedure. The 

images obtained were then analyzed with Photoshop® (CS4 Extended) to measure the color 

intensity on a dimensionless grayscale level ranging from 0 (pure white) to 255 (darkest). 

The color intensity of a blank paper sample (containing no enzyme but the appropriate 

coating) was subtracted from the samples to eliminate the effect of PPD autoxidation. The 

resulting color intensity was plotted as a function of the time (s). The activity of the enzyme 

immobilized on paper was obtained from the slope of the linear portion of curve between 0 

and 200 s (see Figure 36 for an example of the linear section). The activity was therein 

reported as I/s, where I represents the dimensionless intensity. 

 

3.3.4 Results and discussion 

In this section we present a comparison of parameters we identified as critical for 

the enzymatic activity in order to determine if microencapsulation enhances the activity of 

coated enzymes. 

3.3.4.1 Drying exposure 

Laccase from Trametes versicolor (EC 1.10.3.2) is a moderately thermostable 

enzyme with a reported optimal activity at temperatures between 30 and 55 ºC (26). 

However, it has been reported that incubating the enzyme at 70°C for 20 min resulted in a 

decrease in activity of 50-75% from the initial value (26, 35). Since drying exposes the 

paper and consequently the coated enzymes to temperatures above 70 °C to achieve water 

evaporation, it is important to evaluate the effect of drying on the enzymatic activity. The 

temperature reached during drying depends on the wetness and composition of paper (137) 

and is not constant since the amount of water decreases throughout the drying process. 

Given that the sheet temperature cannot be tightly controlled during drying, we decided to 

evaluate the impact of exposure time of the sheet to the CLC IR lamp running at 100% of 
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its power (36 kW) using an application rate of 800 m/min. Figure 36A presents the effect of 

drying exposure time (0, 10, 20 and 30 s) on the activity of microencapsulated laccase 

coated on paper sheets. There is a 20% decrease in activity (represented by the slope) 

between the 20 and 30 s exposure time, which may be attributed to the paper heating under 

the IR lamp. This value is however extremely close to the relative uncertainty observed for 

our measurements (see error bars in Figure 37). After 30 s of drying, the paper sheet 

reached complete dryness and, since prolonging drying was not necessary, we have selected 

a 30 s drying for all subsequent coating experiments. Khan et al. (9) added cationic, neutral 

and anionic polymers to alkaline phosphatase enzyme and studied the thermal stability of 

this enzyme when immobilized on paper. They showed that the neutral and cationic 

polymers affected the enzymatic activity the most with a rapid initial deactivation upon 

heating. We have also reported a similar phenomenon in a previous publication where we 

showed that incubating microencapsulated laccase at 60°C greatly decreased its activity 

after the first few minutes (131). We believe that, despite not knowing the temperature 

reached during drying, the 30s drying time used in the present study is not long enough to 

perturb the structure of the enzyme. Figure 36A shows a rapid response to the paper as a 

result of the oxidation of PPD catalyzed by laccase, indicating that the coated enzyme 

remains active. The color change can be perceived by the naked eye after only 20 s and is 

increased to a maximum of ca. 120 units after 30 min. The shape of the curve is similar to 

any enzymatic activity measurements carried out in a solution. 
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Figure 36. (a) Effect of drying exposure on activity: paper covered with 279 U/m2 

encapsulated laccase was dried for 0, 10, 20 and 30 s. For clarity error bars were presented 

only for 1 sample. (b) Effect of microencapsulation on activity: the enzymatic activity (I/s) 

normalized for the surface coverage (U/m2) was found as 6.92 x 10-4 I.m2/s.U for free 

laccase (.) and 6.10 x 10-4 I.m2/s.U for encapsulated laccase (•). 

A comparison of the activity of free and microencapsulated laccase is illustrated in 

Figure 36B. The activity, in I/s measured by the slope of the initial section of the curve, 

appears to be higher for the paper modified with free enzymes. However, when the activity 
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is normalized to take into account the different amounts of free and encapsulated enzymes 

coated on paper (expressed at U/m2), similar values are obtained (6.92 x 10-4 I.m2/s.U for 

free laccase and 6.10 x 10-4 I.m2/s.U for encapsulated laccase). The slightly lower activity 

observed for the encapsulated laccase paper can be explained by two factors: the restricted 

diffusion of PPD to the laccase in the capsules and a detrimental effect during the coating 

process (rupture of capsules by shear forces, covering of pores of capsule by the binder, 

obstruction of the application due to the size of the microcapsules, etc.).  

As discussed by Egorova (83), the shear rate increases as the application speed 

increases. Thus to clarify if the shear rate can affect the activity of enzymes, we compared 

an additional sample coated with encapsulated enzymes keeping the enzyme coverage (276 

U/m2) and viscosity constant yet decreasing the application rate to 500 m/min. Activity was 

found to decrease only slightly as the shear rate increased, from 0.25 to 0.17 (I/s) for rates 

of 500 m/min and 800 m/min, respectively. Microscopic analysis of the paper revealed that 

the microcapsules were intact after coating at all shear rates. 

A decrease in the diffusion of the substrate across the membrane (32) due to the 

permeability of this membrane (54) cannot however be completely ruled out as a result of 

the high charge density of the PEI microcapsules. This charge-induced restricted diffusion 

across microcapsule membranes has already been demonstrated by our group (55) but, at 

pH=5.5 (used for the analysis of our bioactive papers), we believe that the main reason for 

the loss of activity can be attributed to the microencapsulation procedure mentioned above.  

 

 

3.3.4.2 Coating suspension formulation 

Coating suspensions are usually composed of binders, pigments and additives. In 

that each component is responsible for providing the paper with the desired properties (such 

as brightness, color, texture, permeability, pH, etc. (138)), commercial suspensions are 

normally complex compositions. As the effect of each additive of such complex 
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formulation on the microcapsules and laccase is unknown, our coating suspension contains 

only starch, which is commonly used in papermaking (139). Since the microcapsules are 

embedded in the starch layer deposited on paper by coating, its effect on the diffusion of 

substrate to reach the enzyme in the microcapsules was evaluated. Two paper sheets were 

coated with similar enzyme coverage, 264 U/m2 and 224 U/m2, although they are from 

suspensions with different starch concentrations, 11.07 g/m2 and 7.24 g/m2 (dry weight), 

respectively. 

The magnitude of color intensity and the error bars obtained by a confidence 

interval at 95% of Figure 37 shows that the activity for both samples is quite similar 

(overlapped), suggesting starch, at the concentration used to bind the capsules to the paper, 

does not affect the kinetics of the reaction. 

 

 

Figure 37. Effect of enzyme coverage on activity: coated papers represented with (x) for 

11.75 g/m- (264 U/m2 coverage) and (o) for 7.82 g/m- (224 U/m2 coverage). 
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3.3.4.3 Enzyme Coverage 

3.3.4.3.1 Uniformity of application 

Uniformity of the encapsulated laccase coating on paper with the CLC was 

evaluated by immersing complete (full) strips of paper (12 x 21 cm2) in a solution of 50 

mM PPD. Figure 38 shows that the blade coating of microencapsulated laccase results in a 

uniform application along the blade displacement yet is more heterogeneous in the 

transverse direction. The uniform coating along the application direction shows that there 

are no significant accumulations of microcapsules aggregates. On the other hand, the 

heterogeneity of the application in the transverse direction tells us that the blade adjustment 

must be improved. There is a significantly higher coverage of microcapsules on one side of 

the sheet. Other applications were made in order to correct these patterns and samples were 

taken from the same line in the direction of the application. 

 

Figure 38. A sample of modified paper (12 x 21 cm2) was immersed in a solution of PPD 

(50mM), to reveal the enzymatic distribution of encapsulated enzymes. 

 

The presence of brighter spots, indicated by the circle in Figure 38, may be the 

result of flocculation of microcapsules and the blade may not have remove all these 

aggregates during their application. In order to reduce the interactions between 

microcapsules, they were treated with citric acid to promote PEI protonation and charge 
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repulsion; after treatment, we were not able to observe any patterns attributed to 

flocculation. 

 

3.3.4.3.2 Laccase surface coverage 

The minimum laccase coverage required to generate a rapid color change on the 

paper was determined by preparing several paper samples with various concentrations of 

microcapsules (from a unique batch) in the coating suspension. The encapsulated laccase 

coverage was adjusted by changing the pressure between the applicator and the paper. As 

the application consists of a flexible blade, it folds during the application depending on the 

pressure exerted, hence adjusting the amount of coating (coating weight). 

As shown in Figure 39A, the laccase coverage, expressed in U/m2, has a substantial 

impact on the signal generated by the oxidation of PPD during the first minutes of the 

reaction. For longer reaction times, all papers with coverage above 245 U/m2 tend to 

converge towards the same color intensity, around 35. The two samples with coverages 

below 175 U/m2 exhibit a plateau or a decrease in color intensity soon after the initial signal 

increase. It has been proposed that the oxidation of PPD results in the production of 

strongly-colored reactive intermediates that can react further to oligomerize or polymerize 

into less absorbing species (111, 140, 141). At low laccase coverage, the formation rate of 

PPD·+ species is insufficient with respect to their rapid conversion to oligomers, so that, 

when PPD·+ is present at a high enough concentration to oligomerize (i.e. at short time), the 

overall color intensity decreases. At high enzyme coverage, the formation rate of PPD·+ is 

high enough to provide a steady increase in color. Despite this effect at low coverage, the 

initial reaction rate can be adequately measured. Noteworthy was the coating of high 

surface coverage of laccase, therefore we evaluated the coverage threshold, although 

adding further amounts of laccase did not improve the reaction rate. Figure 39B shows that 

the initial reaction rate for PPD oxidation does not increase above 420 U/m2. At that point, 

the reaction is limited by the substrate diffusion rate across the microcapsule membrane and 

the coating (starch). 
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   95 

    

   

 
Figure 39. (a) Change in color intensity for samples coated at different concentrations of 

enzyme. (b) Effect of enzyme coverage on enzymatic activity. 

3.3.4.4 Activity upon storage 

The activity of coated paper was sampled over a period of 6 months to evaluate if 

microencapsulation provides a better activity retention upon storage at room temperature. 

An initial experiment with hand-coated bioactive papers was carried out and confirmed that 

microencapsulation maintained laccase activity over a long period of time. The residual 

activity after 6 months was 15% and 66% for free (non-encapsulated) and encapsulated 

laccase, respectively. Figure 40 illustrates the normalized residual activity of laccase coated 

with the CLC, over a 6-month period. While both free and encapsulated samples entirely 

lost their activity after 132 days, the microencapsulation provides a considerably better 

stability during the first months of storage at room temperature. Microencapsulated laccase 

reached 50% of its initial activity after 28 days, in contrast to only 4 days with the paper 

coated with free laccase. The semi-permeable membrane of the microcapsules acts as a 

barrier and prevents, or at least restricts, the contact of foreign species with the enzyme. 
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Protein-degrading microorganisms (bacteria) or biomolecules (proteases), for example, 

would not be able to permeate into the microcapsules due to the small pore size of the 

membranes. 

 

 

Figure 40. Effect of microencapsulation on activity of coated laccase over several days. 

Free enzymes and encapsulated enzymes completely lost their activity after 48 and 132 

days, respectively. 

 

3.3.4.5 Resistance to anion inhibition 

 Like many enzymes, laccase can have its activity decreased by the action of various 

inhibitors. Contrary to microorganisms, ionic inhibitors would be able to diffuse across the 

membrane of microcapsules due to their small molecular weight. The most common 

laccase inhibitors are azide, fluoride and chloride (97, 125, 130). While MilliQ water was 

used in our laboratory work, tap waters used in the industry, as well as the contaminated 

waters that could be treated with bioactive filters, contain several ions. Therefore, an 
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evaluation of their effect on the enzymatic activity is required. The inhibitory effect on 

laccase for each of these inhibitors was evaluated on our coated bioactive paper by 

dissolving various amounts of the anion (e.g. sodium choride) in the buffer test solution 

containing PPD. Figure 41 presents a decrease in activity with an increase in inhibitor 

concentration for papers coated with free and microencapsulated laccase.  
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Figure 41. Normalized activities of (.) free and (o) encapsulated enzymes in 

presence of different concentrations of inhibitors: (a) NaCl, (b) NaF and (c) NaN3. In this 

figure, 100% represents the activity of paper in absence of any inhibitor. Note the different 

concentration scales for chloride inhibitors. 

We anticipated that the cationic poly(ethyleneimine) microcapsules would 

complexify the anionic inhibitors (142). However, it appears that the microcapsules 

prevented laccase inhibition only from azide. Both curves obtained in the case of chloride 

and fluoride are nearly identical. The inhibition resistance of microencapsulated laccase 

cannot be solely attributed to electrostatic interactions between the anions and the cationic 

membrane.  

Halides inhibit laccase by binding to the oxygen reduction site of the enzyme 

(T2/T3 copper atoms site) (27). Studies of trinuclear copper oxidases similar to laccase, 

such as the ascorbate oxidase and ceruloplasmin (125, 143), showed that azide binds to 

these enzymes at one of the T3 copper ions (Cu2) (125, 143) in the proximity of one of the 

six histidines (H1020) that are found in this site. The azide in this case releases an oxygen 

linked between the two T3 copper (Cu2, Cu3) and, as a result, the distance between both 

copper atoms increases. The exchange of electrons necessary for the oxidation of the 

molecule found at the T1 site becomes no longer possible. 

On the other hand, there is controversy concerning the binding site of azide for 

laccase (144). Some authors reported that azide binds to the T2 site, whereas others 
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stipulated that it is the T3 site. Some reported that azide can bind to both sites separately 

(125). Apparently there is no doubt regarding the loss of the OH molecule bounded 

between coppers T2 and T3 thus, as a result, the reduction of water is no longer possible. 

Furthermore, literature tells us that the different bonding mechanisms of the 

inhibitors to the laccase remains to elucidate, but one difference has been found: fluoride 

does not bind T2 when copper T3 is reduced, but azide will preferably binds to T2 when T3 

is reduced (145). Thus, the resistance to inhibition observed for azide may be explained on 

the basis of fluoride and chloride binding to one copper type whereas only azide preferably 

binds to T2 copper. We have already demonstrated that PEI interacts strongly with laccase 

close to its active site (32). PEI, which is a potent Cu complexing agent, may prevent the 

interaction between azide and laccase by hindering its access to the active site. Smaller 

anions like chloride and fluoride would still be able to interact with the active site and 

inhibit laccase. This hypothesis could be verified by EPR spectroscopy.  

 

3.3.5 Conclusions 

The purpose of this paper was to demonstrate that microencapsulation constitutes an 

appropriate approach to immobilize laccase on paper by conventional coating techniques. 

Microcapsules can be prepared and mixed afterwards with a coating suspension to modify 

papers at moderately high rates (500-800 m/min) on a CLC while maintaining the enzyme 

active and allowing a good control of the enzyme surface coverage of papers. Papers were 

dried on the CLC for 30 s using IR. Although we observed no decrease in activity between 

the samples dried at 25°C and those dried for 30 s at maximum IR lamp power, results from 

future work on the effect on enzymes of the temperature reached during drying will be 

compared to those obtained in the literature (9, 131). This will provide a better 

understanding of the possible activity losses resulting from industrial papermaking 

processes, where roll drying can be used instead of IR. Papers coated with 

microencapsulated laccase maintained the enzymatic activity for a longer storage period 

(50% loss after 28 days at room temperature) than those prepared with free enzyme (50% 
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loss after 4 days). The microcapsules prevented the inhibition of laccase by azide yet did 

not offer any beneficial effect for chloride and fluoride inhibition. While the exact cause of 

resistance to azide offered by the poly(ethyleneimine)-based membranes remains to be 

elucidated, this result demonstrates the importance of polymer selection for the 

microcapsules within the context of bioactive paper. It is expected that other polymers 

could decrease the effect of other inhibitors or interfering species present in a specific 

environment where bioactive paper could be applied with great benefit. The coating 

technique presented here is representative of the larger scale processes currently used in 

papermaking industries. The microencapsulation platform is however very versatile and 

other enzymes and biomolecules could be coated on papers, and at large scales using our 

technique.  

Our preliminary results show that shear rate can affect the activity of coated laccase, 

nevertheless more studies have to been done in order to elucidate the nature of this 

tendency. Future work will focus on the microscopy analysis of coated microcapsules in 

order to elucidate how they affect the activity of enzymes and the structure of 

microcapsules as a function of the shear rate. 
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4 Conclusions 

L’objectif principal de notre travail de recherche est le développement commercial 

d’un biocapteur appelé papier bioactif. Ainsi, pour donner au papier les propriétés de 

biocapteur, notre groupe a démontré dans le passé et dans le présent travail qu’il est 

possible de se servir des systèmes enzymatiques. D'autre part, notre groupe a démontré que 

la microencapsulation peut être utilisée pour immobiliser38 les enzymes sur le papier et en 

augmenter la stabilité. Pour poursuivre dans le développement commercial du papier 

bioactif, il faut prouver que les systèmes enzymatiques que nous proposons peuvent être 

appliqués à grande échelle. Pour ce faire, nous présentons le couchage à lame comme une 

option prometteuse pour appliquer sur le papier les systèmes enzymatiques. Les 

expériences ont été réalisées en utilisant des modifications au niveau laboratoire, petite 

échelle et grande échelle, et les analyses ont été réalisées à l’aide de techniques existantes et 

nouvelles. En ce sens, notre laboratoire a développé une technique basée sur la 

numérisation d’images qui s’est avérée efficace pour analyser des biocapteurs 

colorimétriques. En effet, elle permet d’analyser 100 échantillons en 1 heure, temps requis 

auparavant pour évaluer 2 échantillons dans la cellule à oxygène et 4 avec le 

spectrophotomètre.  

Les résultats présentés dans ce travail ont permis d’atteindre l’objectif de créer un 

biocapteur en conditions de grande échelle; en effet, nous avons pu démontrer pour la 

première fois, à notre connaissance, la possibilité d’utiliser le couchage à lame pour 

appliquer des systèmes enzymatiques. Ces résultats ouvrent la voie pour le développement 

commercial du papier bioactif : premièrement, parce que le couchage à lame est la 

technique la plus répandue et la plus rapide pour modifier des surfaces sèches de papier (77, 

81); et deuxièmement, parce que les modifications ainsi réalisées permettent d’obtenir un 

                                                

 
38 Les enzymes (5 nm) sont mieux retenues grâce au fait que les microcapsules (60 $m) 

sont plus grandes que la taille des pores du papier (~10 $m). 
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biocapteur à un faible coût de production, soit de 1.40 $/m2 quand la laccase libre est 

utilisée comme agent de reconnaissance (Annexe 5.1).  

Parallèlement, on a démontré la possibilité d’utiliser la microencapsulation pour 

augmenter la stabilité des enzymes appliquées par rapport au temps. Le coût de la 

microencapsulation à grande échelle est trois fois plus élevé (4.40 $/m2). Cependant le 

temps de demi-vie des papiers avec enzymes microencapsulées, entreposés à la température 

ambiante, est de 28 jours, soit sept fois plus élevé qu’avec des enzymes libres (4 jours). De 

plus, on a démontré que la microencapsulation augmente la résistance spécifique de la 

laccase aux ions azidures. Beaucoup de travail reste à faire pour éclaircir le mécanisme 

d’action de cette protection inattendue. Qui est probablement due au fait que la charge 

positive du PEI modifie le potentiel d’oxydation du PPD ou la structure du site actif de la 

laccase. Cependant, il est clair que cette différence peut aider à éclaircir le mécanisme 

d’inhibition encore méconnu du site actif T2/T3. Parmi les raisons proposés dans ce travail 

pour expliquer cette différence se trouve la préférence de l’ion azidure pour se lier au 

cuivre T2 quand le cuivre T3 se trouve réduit; ainsi, notre supposition est que la liaison 

avec le cuivre T2 est empêchée par la proximité du PEI. L’étude approfondie de ce 

phénomène se trouve en dehors des objectifs de notre recherche et la réponse n’a pas été 

trouvée. Pour vérifier la véracité de nos suppositions, il serait souhaitable de réaliser dans 

un futur travail une comparaison des distances de liaison des cuivres T2/T3 ainsi que de 

leur radical peroxyde. Cette étude pourrait par exemple comparer la liaison avec la laccase 

des différents inhibiteurs en incluant bien sûr l’ion azidure, en présence et en absence du 

PEI. Diverses techniques disponibles à l’Université de Montréal pourraient être utilisées à 

ces fins, telles que la résonance électronique paramagnétique pour évaluer le cuivre T2 et le 

dichroïsme circulaire vibrationnel, ainsi que la spectroscopie à 330 nm pour obtenir 

l’information en ce qui concerne les cuivres T3.  

D’autres analyses à réaliser pouvaient être, par exemple, l’évaluation de l’activité 

enzymatique suite à l’addition de pigments et d’additifs dans la sauce de couchage. Ces 

produits d’usage courant dans l’industrie papetière sont utilisés afin d’améliorer les 
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caractéristiques des applications. L’évaluation de l’activité par rapport à la présence des 

dits produits peut s’avérer intéressante pour ajuster l’apparence, le rendement, la luminosité 

et la porosité selon les applications souhaitées. 

Dans le passé, notre groupe a démontré l’utilisation de la laccase dans la détection 

du PPD, qui est hautement toxique quand ingéré. Ce travail nous a permis de concentrer 

nos efforts sur la mise au point du couchage comme technique d’application à grande 

échelle. Cependant, tel qu’indiqué à la section 1.3.1.1.4, la laccase peut être utilisée pour la 

détection et l’inactivation d’un grand nombre de substances toxiques, notamment les 

aflatoxines. Cette dernière cible se révèle intéressante comme application pour le papier 

bioactif, étant donné que les aflatoxines sont des contaminants assez répandus dans les 

produits d’alimentation humaine et animale. En effet, selon la FAO, le contact avec ces 

mycotoxines peut produire « de la mort à des effets délétères sur le système nerveux 

central, l'appareil cardiovasculaire et l'appareil respiratoire, ainsi que sur l'appareil digestif. 

Elles peuvent aussi avoir des effets carcinogènes, mutagènes, tératogènes et 

immunosuppresseurs » (146). Réaliser la détection des aflatoxines dans les produits pour le 

bétail ou les animaux de compagnie pourrait faciliter la mise en marché de ce produit du 

côté législatif. En même temps, cette application est très intéressante du point de vue 

économique si on tient compte que, dans l’industrie d’élevage et du bétail, les aflatoxines 

produisent la perte aux États-Unis et au Canada de 5 milliards de dollars chaque année 

(146). Finalement, faire la preuve de l’utilisation du papier bioactif, dans une première 

étape, pour des produits alimentaires animaux peut faciliter ultérieurement leur mise en 

marché pour les produits alimentaires humains. Avant de trouver ces produits sur le 

marché, il reste beaucoup de travail à faire, dont une évaluation de l’efficacité et de la 

spécificité de ce biocapteur dans un échantillon complexe et sous des conditions réelles. De 

nouvelles applications dérivées de l’utilisation d’autres systèmes enzymatiques que la 

laccase pourraient également s’avérer très intéressantes. En intensifiant et en diversifiant la 

recherche dans le domaine des biocapteurs, peut-être qu’un jour l’homme va réussir à 

prévenir les maladies en regardant la couleur d’un papier. 
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5 Annexes 

5.1 Méthodologies utilisées pour réaliser le couchage à grande échelle 

Cette section est dédiée à l’élaboration d’un guide de consultation rapide des 

méthodologies nécessaires pour réaliser le couchage à grande échelle de microcapsules de 

laccase. Ce guide inclut de façon concrète les techniques nécessaires à la synthèse des 

microcapsules, l’élaboration de la suspension de couchage et le couchage à l’aide du CLC. 

Il faut mentionner que ce guide n’est pas un manuel d’utilisation, mais un sommaire des 

réactifs, matériaux et manipulations utilisées pour chaque étape d’expérimentation. En 

effet, certaines manipulations comme celles du CLC (103) et du viscosimètre Brookfield 

(105) requièrent une formation personnalisée et une compréhension étendue des 

instructions incluses dans les manuels d’utilisation.  

5.1.1 Microencapsulation par polycondensation interfaciale  

5.1.1.1 Réactifs 

1. 200 mL solution tampon McIlvaine 

2. 20 mL Polyethyleneimine (PEI) 50% eau, Mn ~1200. 

3. 4 L acide citrique (0.01 M) 

4. 10 mL span 85 

5. 5 L cyclohexane 

6. 10 mL chlorure de sébacoyl 

7. laccase Trametes versicolor lyophilisée 

5.1.1.2 Equipement 

2 béchers de 600 mL 

2 bécher de 250 mL 
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1 matras de Kitasato de 2 L 

1 bécher de 2 L 

1 entonnoir Büchner de ~28 cm de diamètre 

1 filtre Whatman #4 (taille de pore 20-25 $m) de même diamètre que l’ouverture de 

l’entonnoir 

1 plateau en plastique découpé pour permettre de couvrir le bécher de 2 L pendant que 

l’agitation se réalise 

1 récipient de 1 L  

3 seringues de 20 mL 

1 spatule de grande taille  

1 agitateur mécanique muni d’une hélice de 8 cm de diamètre 

1 chronomètre 

1 pipette de 20 mL 

1 éprouvette graduée de 250 mL 

1 éprouvette graduée de 1 L 

 

5.1.1.3 Manipulations 

5.1.1.3.1 Préparation des solutions 

Solution 1 : Dans un bécher de 2 L ajouter 1 L de cyclohexane et agiter à 1220 rpm 

à l’aide d’un agitateur mécanique. Ensuite, ajouter 10 mL de span 85 en se servant d’une 

seringue et continuer l’agitation pendant 5 min.  
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Solution 2 : Peser la quantité d’enzymes à encapsuler dans un pèse-tare, par 

exemple 2000 U39 de laccase Trametes versicolor, et diluer dans 200 mL de solution 

tampon McIlvaine pH 8.5. Pour éviter la formation d’agglomérations, il est préférable 

d’hydrater à l’avance l’enzyme avec ~5 mL de solution tampon dans bécher de 250 mL et 

homogénéiser la procédure d’hydratation à l’aide d’un agitateur en verre. Ensuite, ajouter 

150 mL de la solution tampon et filtrer la solution afin d’enlever toute matière non soluble. 

Transférer le filtrat dans un matras jaugé de 200 mL et compléter le volume. Prendre soin 

d’homogénéiser la solution avant de transvider dans le matras jaugé avec une agitation 

lente pour d’éviter la formation de mousse. Prélever 20 mL de la solution pour évaluer son 

activité, mélanger le restant avec 20 mL de PEI et garder à 4° C jusqu’à son utilisation. 

Solution 3 : Mélanger 200 mL de cyclohexane et 10 mL de chlorure de sébacoyl 

dans un bécher de 600 mL.  

 

5.1.1.3.2 Émulsification et microencapsulation 

Agiter la solution 1 à 1200 rpm à l’aide d’un agitateur mécanique, après 5 minutes 

d’agitation, ajouter la solution 2 et continuer l’agitation. Au bout de 15 minutes, ajouter la 

solution 3, continuer l’agitation et couvrir l’émulsion avec le plateau en plastique. La 

solution devient blanche et opaque car la polycondensation démarre. Continuer l’agitation 

en faisant attention de dégager les microcapsules qui se collent à la paroi du bécher. 5 

minutes après avoir ajouté la solution 3, arrêter l’agitation, filtrer et rincer les 

microcapsules immédiatement afin d’arrêter la réaction de polycondensation. 

 

 

                                                

 
39 1 U correspond à la quantité d’enzymes nécessaire pour transformer 1$mol de catéchol 

par minute à pH 4.5 et 25 °C. 
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5.1.1.3.3 Filtration et rinçage 

Filtrer à vide à l’aide d’un matras de Kitasato et un entonnoir Buchner muni du filtre 

Whatman et laver avec 3 L de cyclohexane, ou jusqu’à éliminer la turbidité de la solution 

de lavage sortante. Rincer avec 4 L d’acide citrique pour enlever tout excès ou résidu et 

aider à la dispersion des microcapsules. Dans cette étape, les microcapsules augmentent de 

deux à trois fois leur volume initial. Prélever un échantillon avec une spatule pour observer 

l’état physique des microcapsules au microscope optique40. Prendre le poids et garder les 

microcapsules dans un récipient bien fermé à 4 °C.  

  

                                                

 
40 La formation d’une toile à la place de sphères indique une erreur dans la procédure. 
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5.1.2 Suspension de couchage 

5.1.2.1 Réactifs 

• 1500 g d’amidon Penfort 280 

• 4 L d’eau milliQ 

• 0.5 - 2 Kg de microcapsules 

• Laccase Trametes versicolor 

5.1.3 Equipement: 

• 1 bain Marie à 25 °C 

• 1 autocuiseur 

• 1 thermomètre 

•2 béchers de 600 mL 

•1 viscosimètre Brookfield (modèle DVRV-II +) 

•1 agitateur mécanique muni d’une hélice de 8 cm de diamètre 

•4 béchers de 250 mL 

•1 éprouvette graduée de 1000 mL 

5.1.3.1 Manipulations 

Peser 500 g d’amidon, mélanger chaque échantillon avec 1200 mL d’eau dans 

l’autocuiseur et chauffer à 80 °C. Compter 30 min à partir du moment où la suspension 

atteint 80 °C puis sortir les suspensions de l’autocuiseur. Laisser refroidir les suspensions à 

température ambiante. Une fois atteinte la température ambiante, mélanger la suspension 

avec les microcapsules (100-375 g) à l’aide de l’agitateur mécanique à 800 rpm. Transvider 
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400 mL dans un bécher de 600 mL et introduire la tige du Brookfield pour réaliser des 

mesures de viscosité41. Pour éviter l’introduction de bulles d’air, introduire la tige dans la 

suspension de façon inclinée avant de l’attacher au viscosimètre. Laisser les suspensions au 

repos pendant une heure dans un bain-marie à 25 °C. Mettre en marche le Brookfield 10 

minutes avant d’effectuer les mesures. Réaliser une mesure en laissant tourner 5 fois la tige 

aux vitesses de 10, 50 et 100 rpm. Noter la viscosité quand le % de torsion est entre 10 et 

90 % ; s’il n’est pas possible de réaliser ces mesures, changer la tige et recommencer les 

mesures. Si nécessaire, ajouter de l’eau pour ajuster la viscosité à une valeur comprise entre 

2500 et 9500 mPa·s. Laisser reposer la suspension avant de recommencer les mesures au 

moins 30 min. Préparer une suspension contenant l’enzyme libre et une autre sans ajouter 

l’enzyme, laquelle servira de blanc. 

 !

                                                

 
41 Selon la quantité d’eau perdue par évaporation, il est conseillé d’utiliser les tiges RV5 à 

RV7. 
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5.1.4 Couchage à grande échelle à l’aide du CLC-7000 

5.1.4.1 Réactifs 

• 1 rouleau de papier sans bois, largeur : 75 cm, poids: ~55 g/m2  

• 2 L de suspension d’amidon 

• eau distillée 

5.1.4.2 Equipement 

• 1 machine à couchage (CLC-7000) 

• 1 viscosimètre Brookfield (modèle DVRV-II +) 

• 1 agitateur mécanique muni d’une hélice de 8 cm de diamètre 

• 1 gabarit métallique 

• 1 spatule 

• 1 cutteur 

• 1 micromètre 

• 1 ruban adhésif 

• 1 ruban adhésif étoilé 

• 2 éponges 

• 1 récipient à 4L 

• 1 balance 

5.1.4.3 Manipulations 

Mise en marche de l’appareil : ouvrir la valve à air et activer l’interrupteur général 

au moins 30 minutes avant de réaliser toute manipulation. Fixer les paramètres de 

couchage : vitesse d’application de 500 m/min, pré-séchage de 10 s, puissance de la lampe 

au pré-séchage à 80 %, temps de séchage à 30 s, la puissance de séchage à 100 %, la 
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distance d’attente à 5 m, la largeur du papier à 75 cm, commencement du patron de 

couchage commençant à 4 m et finissant à 7 m. Placer la lame dans le récipient à paroi 

amovible et ajuster la distance de sortie de la lame à l’aide du micromètre. Placer le 

récipient dans le CLC sans ajouter la porte mobile, et approcher la lame du rouleau pour 

observer si elle est au niveau, sinon sortir le récipient et replacer la lame. Une fois que la 

lame est au niveau, ajouter du ruban étoilé, séparer le récipient le plus possible du rouleau 

et fermer le CLC. Faire une séquence à vide afin de chauffer le rouleau. Ouvrir la porte du 

CLC et approcher la lame du rouleau jusqu’à toucher légèrement la surface. Noter la 

distance, qui servira de point zéro pour les ajustements.  

Ajuster le papier sur le rouleau et le fixer à l’aide du ruban à mesurer. Ajouter la 

paroi amovible du récipient et transférer la suspension à l’intérieur. Fermer le CLC et 

démarrer une séquence afin de coucher la suspension sur le papier. Enlever le papier à 

l’aide de la spatule pour décoller le ruban adhésif. Découper du papier couché et comparer 

avec le papier non couché pour obtenir le poids de couche. 

 !
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5.2 Coût de production du papier enzymatique 

La Figure 42 montre la proportion du coût de production du papier enzymatique à 

l’aide du CLC, qui varie de 1.40 et 4.40 $ CA/m2 pour le papier obtenu à partir d’enzymes 

libres et microencapsulées, respectivement. Il est à remarquer que dans le cas du papier 

obtenu à partir de couchage des microcapsules, ce qui coûte le plus cher ne sont pas les 

enzymes (41 %), mais le solvant utilisé pendant la microencapsulation (47 %).  

 
Figure 42. Coût de production du papier enzymatique, couché à l'aide du CLC. 

Il existe une différence entre les prix de production, qui est trois fois plus élevé pour 

la laccase microencapsulée que pour l’enzyme libre. Cependant il faut tenir compte que 

dans le cas du couchage à grande échelle, la microencapsulation augmente sept fois le 

temps de demi-vie de l’enzyme; en effet, les papiers perdent 50 % de leur activité après 4 et 

28 jours quand ils sont modifiés avec la laccase libre et encapsulée respectivement. 

Finalement, il est possible de faire baisser le coût de production en utilisant des solvants 

plus abordables. 
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5.3 Automatisation des mesures 

La numérisation des images a été effectuée à l’aide d’un logiciel conçu dans le 

laboratoire Rochefort. Dans le but de rendre accessible au lecteur ce type d’automatisation, 

nous avons inclus ci-dessous une version simplifiée du programme utilisé, qui peut être 

numérisée en version PDF en utilisant la reconnaissance des lettres :  

 



 
 

   

xi 

Une fois numérisé le script il est possible de le transférer dans le logiciel Éditeur 

Applescript pour son utilisation (Figure 43). 

 

Figure 43. Fenêtre de démarrage du Applescript. Les lettres en couleur bleue ont été 

ajoutées pour mettre en évidence l’endroit où il faut placer le script. 

 

Quand le script démarre une série d’affiches guide l’utilisateur tout au long des 

étapes à suivre pour utiliser la numérisation automatique (Figure 44). 

 

Figure 44. Exemple des indications trouvées dans le script. 

 
 !
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