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I. Introduction générale 

I.1 Les piles à combustibles 

Selon la définition proposée en 1987 par la commission mondiale sur 

l’environnement et le développement, le développement durable correspond à un 

"développement qui répond aux besoins du présent sans compromettre la capacité des 

générations futures à répondre aux leurs". Il se base sur trois piliers essentiels en interaction 

permanente : respect de l'environnement, progrès social et efficacité économique (Figure 1).  

 

Figure 1: Les trois grands piliers du développement durable. Image issue du site http://www.reze.fr/  

Les grands progrès qui ont vu le jour ces dernières décennies ont été accompagnés 

d’une augmentation constante de la demande en énergie électrique avec pour conséquence 

une augmentation de la température du globe dû à l’effet de serre. Pour pouvoir garantir le 

concept du développement durable, il devient urgent de diminuer le recours aux énergies 

fossiles au bénéfice d’énergies renouvelables et moins polluantes. C’est dans cette optique 

que de nombreux travaux de la communauté scientifique se sont axés sur le développement et 

l’optimisation de nouvelles sources d’énergie, les piles à combustibles, capables de convertir 

de l’énergie chimique en énergie électrique [1]. Ces systèmes se sont imposés dans différents 

domaines tels que le domaine militaire, le transport et la communication. Bien qu’ils aient 

connu des progrès majeurs, des efforts de recherche et de développement sont encore 

nécessaires pour qu’ils puissent se justifier économiquement. Deux grandes catégories de 

piles à combustibles peuvent être distinguées : les piles à combustibles classiques ou 

chimiques (que nous appellerons PAC dans le reste de ce document) et les piles à 
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combustibles biologiques ou biopiles. Les PAC ont la particularité de générer des puissances 

largement au dessus de celles des biopiles ce qui explique que les domaines d’application 

soient différents (Figure 2). En effet, les biopiles, limitées par leur faible puissance 

(maximum de 5mW/cm2 rapportés par Akermin, Ltd USA), offrent l’avantage de leur taille 

réduite et de leurs catalyseurs biologiques alors que les PAC visent plutôt des applications qui 

nécessitent de grandes puissances sans se soucier de la grande taille des systèmes (les moteurs 

de voitures par exemple).      

 

Figure 2 : Les gammes de puissance approximatives de différentes sources d’énergie telle que des 
biocapteurs, des biopiles à combustibles et des batteries. En comparant les différentes puissances générées par 
les piles, les biopiles produisent des puissances plus faibles que les piles à combustibles. De la droite vers la 
gauche, nous observons une diminution de la taille des systèmes ainsi qu’une diminution de la puissance 
générée.  Image issue de la revue de Bullen et al. [1] 

I.1.1 Les piles à combustibles chimiques 

Les PAC, composées de deux électrodes et d’un électrolyte, sont des dispositifs 

électrochimiques où l'électricité est produite grâce à l'oxydation d'un combustible couplé à 

la réduction d'un oxydant (Figure 3). Au niveau des électrodes, ces réactions sont 

généralement catalysées par des métaux nobles et coûteux comme le platine. Sir William 

Grove fut le premier en 1839 à expérimenter une pile à combustibles, une cellule hydrogène-

oxygène avec des électrodes en platine et de l’acide sulfurique utilisé comme électrolyte. 

Depuis, différentes piles à combustibles fonctionnant à différentes températures selon 

l’électrolyte utilisé ont été inventées. Contrairement à ce qui se passe dans les batteries 
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classiques, qui sont des dispositifs de stockage d’énergie, au niveau des piles à combustibles 

l’électricité est produite en continue tant que le combustible et l’oxydant sont fournis [1]. 

 

 

Figure 3 : Représentation schématique 
d’une pile à combustible chimique à 
hydrogène. Le combustible qui est 
l’hydrogène (en jaune) est oxydé par les 
catalyseurs anodiques libérant des électrons 
et de l’hydrogène. Ces électrons sont 
acheminés vers la cathode (les ions 
hydrogène passent à travers l’électrolyte) 
pour réduire l’oxygène qui est l’oxydant (en 
bleu) pour former de l’eau.  

 

 

 

 

Ces piles à combustible sont en général classées selon leur température de 

fonctionnement. On distingue ainsi les piles à basse température et les piles à haute 

température (Tableau 1) :  

(i) Les piles fonctionnant à basses températures (entre 50°C et 220°C) sont les 

piles alcalines ou AFC (Alkaline Fuel Cell), les piles à membrane échangeuse 

de protons ou PEMFC (Proton exchange membrane fuel cells) et les piles à 

acide phosphorique ou PAFC (Phosphoric Acid Fuel Cell).  

(ii) Les piles à hautes températures fonctionnent entre 600 et 1000 °C : nous citons 

ici les piles à carbonate fondu ou MCFC (Molten Carbonate Fuel Cell) et les 

piles à oxyde solide ou SOFC (Solid Oxide Fuel Cell). 
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 Ions mobiles Température de fonctionnement (°C) 

AFC (Pile à combustible alcaline) OH- 50-200 

PEMFC (Pile à combustible à membrane 
d'échange de protons) 

H+ 50-100 

PAFC (Pile à combustible à acide 
phosphorique) 

H+ ~220 

MCFC (Pile à combustible à carbonate fondu) CO3
2-- ~650 

SOFC (Pile à combustible à oxyde solide) O2- 500-1000 

Tableau 1 : Les différents types de piles chimiques développées. D’après Bullen et al. [1] 

I.1.2 Les biopiles   

Les biopiles sont des systèmes capables de convertir l’énergie chimique en énergie 

électrique par le biais de catalyseurs biologiques [1]. Le concept de biopile a vu le jour en 

1912 et il a fallu attendre les années 60 pour que la première biopile à glucose oxydase soit 

décrite par Yahiro et ses collaborateurs [2]. Selon les biocatalyseurs utilisés, deux types 

principaux de biopiles peuvent être distingués : les biopiles à microorganismes et les biopiles 

à enzymes utilisant respectivement des cellules vivantes ou des enzymes purifiées au niveau 

des électrodes (Figure 4).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Un exemple d'une biopile à combustible utilisant une membrane pour séparer le compartiment 
anodique et cathodique. L'oxydation du substrat est catalysée par des enzymes ou des bactéries immobilisées 
sur l’anode, en présence (haut) ou non de médiateurs (bas), libérant ainsi des protons et des électrons. Ces 
électrons sont soit transférés à l’anode. La réduction de l'oxygène à la cathode, facilitée  par des médiateurs, 
peut avoir lieu directement sur l'électrode ou par des biocatalyseurs. Les médiateurs peuvent être libres ou 
immobilisés  sur l'électrode pour améliorer le transfert d'électrons. Figure modifiée d’après Osman et al. [3]. 
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Le Tableau 2 compare les propriétés des biopiles à microorganismes et des biopiles 

à enzymes. Les revues de Bullen et al. et d’Osman et al. regroupent les biopiles développées 

ces dernières années utilisant exclusivement des microorganismes ou des enzymes comme 

biocatalyseurs [1,3]. Récemment, des biopiles hybrides avec des microorganismes au niveau 

de l’anode et des enzymes au niveau de la cathode [4] et des biopiles utilisant des organelles 

comme les mitochondries [5,6] ont aussi été développées. Le reste de ce document, sera 

focalisé essentiellement sur les biopiles à enzymes.  

 Les biopiles à microorganismes Les biopiles à enzymes 

Durée de vie Longue durée de vie (> 5ans) [7]. 
Durée de vie courte (7-10 jours) due à la 

fragilité des enzymes [8,9]. 

Puissance 
Faible puissance due au faible transport à 

travers la membrane cellulaire. 

Puissance plus élevée que celle des 

biopiles à microorganismes mais plus 

faible que celle des piles à combustibles 

chimiques [10]. 

Oxydation 
Oxydation totale des combustibles (par 

exemple oxydation du glucose en CO2) [11] 
Oxydation partielle des combustibles 

Tableau 2 : Comparaison des différentes  propriétés  des biopiles à microrganismes et des biopiles à enzymes.  

I.1.2.1 Les limitations de l’utilisation des biopiles à enzymes 

Les deux problèmes majeurs des biopiles sont les faibles puissances qu’elles 

génèrent et leur courte durée de vie. Ces deux points sont dépendants de quatre pré-requis :  

(i) la stratégie d’immobilisation des biocatalyseurs sur les électrodes  

(ii)  la vitesse de transfert des électrons vers et/ou en provenance des électrodes 

(iii)  la stabilité et l’efficacité des biocatalyseurs 

(iv)  la quantité d’enzymes immobilisées sur les électrodes  

Afin de passer outre ces limitations et augmenter les performances des biopiles, la plupart des 

travaux de recherche se sont principalement axés sur le développement de nouvelles stratégies 

pour améliorer le transfert d’électrons [12] ainsi que sur l’optimisation des méthodes 

d’immobilisation des enzymes sur les électrodes [13,14]. Très peu se sont intéressés à 
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l’ingénierie des biocatalyseurs pour augmenter leur activité dans les conditions d’utilisation 

des biopiles [15].     

I.1.2.2 Les différents types d’enzymes anodiques et cathodiques 

Les combustibles utilisés dans le compartiment anodique sont des sucres, des alcools 

et du dihydrogène alors que les combustibles utilisés dans la partie cathodique sont le 

peroxyde d’hydrogène ou le dioxygène. Généralement ceux fonctionnant à des potentiels 

proches du potentiel de leurs substrats sont les plus intéressants à utiliser dans les biopiles 

[16].  

I.1.2.2.1 Les enzymes anodiques  

Les biocatalyseurs capables d’oxyder les combustibles organiques peuvent être 

classés en 3 groupes selon leur cofacteur : 

(i) Les déshydrogénases qui possèdent un cofacteur faiblement attaché à l’enzyme 

(NAD+ (Nicotinamide Adénine Dinucléotide), NADP+ (nicotinamide adénine 

dinucléotide phosphate)) et qui utilisent des hèmes (cytochrome) comme 

accepteur d’électrons. Les Glucose déshydrogénases à NAD et les alcool 

déshydrogénases à NAD en sont des exemples [3]. 

(ii) Les déshydrogénases PQQ dépendantes comme par exemple les alcools 

déshydrogénases à PQQ, les glucose déshydrogénases à PQQ et les glycérol 

déshydrogénases à PQQ. Le cofacteur PQQ de ces enzymes est fortement lié 

à l’apoenzyme d’une manière non covalente [17,18,19] mais ne nécessite pas 

sa régénération d’une manière continue  [20,21]. 

(iii) Des oxydases avec un centre redox FAD (Flavine Adénine Dinucléotide) 

profondément lié à l’enzyme et qui utilisent l’O2 comme accepteur 

d’électrons. Comme exemple d’enzymes de cette catégorie nous citerons les 

glucose oxydases (GOx) [3]. L’extraction des électrons avec ce type 

d’enzymes est très difficile [3]. Les systèmes utilisant la GOx nécessitent 

généralement un médiateur, cependant il a été démontré que cette enzyme est 

capable de transférer les électrons directement aux électrodes constituées de 

nanostructures pour faciliter le transfert [22,23,24].  
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Un autre combustible largement utilisé dans les biopiles est le dihydrogène qui est 

oxydé en H+. Cette catalyse se fait par des hydrogénases qui ont la caractéristique d’avoir un 

site actif bimétallique : [FeFe] ou [NiFe] [16]. Pour les applications biopiles, les [NiFe]-

hydrogénases sont considérées meilleures candidates que les [FeFe]-hydrogénases car elles 

sont plus actives et résistent à de fortes concentrations de dioxygène [16] telles que les 

enzymes [NiFe]-hydrogénases de Ralstonia spp  qui sont actives à de hautes concentrations 

d’O2 et de CO [25,26]. 

I.1.2.2.2 Les enzymes cathodiques  

 Les deux oxydants les plus utilisés dans les biopiles sont le dioxygène et le 

peroxyde d’hydrogène. Pour catalyser la réduction du dioxygène en eau avec 4 électrons (O2 

+ 4 H+ + 4 e- → 2 H2O) (Figure 5) des oxydases à cuivre comme par exemple les laccases de 

champignons et de plantes [27] et les bilirubine oxydases [28] ont été utilisées. Malgré leur 

similitude de structure et de fonctionnement, la bilirubine oxydase est toutefois décrite comme 

plus intéressante que la laccase grâce à son pH optimum qui est proche de 7 (le pH optimum 

de la laccase est situé entre 3 et 5) et à sa tolérance aux ions Cl- (la laccase est inhibée par les 

ions F- et Cl-) [29,30]. Quant aux biopiles à peroxyde d’hydrogène, la réduction de ce dernier 

se fait par des microperoxydases et des peroxydases de raifort appelées en 

anglais : horseradish peroxydase ou HRP» [31,32]  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Représentation de la laccase ou de la bilirubine oxydase immobilisée sur une électrode et du 
mécanisme d’oxydation de l’oxygène en eau. La réduction du dioxygène en eau (flèche verte) se fait au niveau 
d’un site actif bien enfouie dans la protéine dans lequel se trouvent 3 cuivres (en jaune) reliés par des ligands 
histidines. Cette réaction se fait grâce aux électrons qui arrivent en provenance de l’électrode un à un (flèches 
rouges) par le biais d’un centre de transfert d’électrons contenant un quatrième cuivre « bleu » et situé dans une 
poche hydrophobe à la surface de la protéine. D’après Cracknell et al. [16]  

Produit 
Oxydant 

Site actif 
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I.1.2.3 Le transfert des électrons dans les biopiles 

Dans les biopiles, selon les biocatalyseurs utilisés, le transfert des électrons depuis et 

vers les électrodes peut se faire de deux manières : directement (DET : Direct Electron 

Transfer) (Figure 6 panel a) ou indirectement via un médiateur (MET : Mediated Electron 

Transfer) (Figure 6 panel b).  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Les deux mécanismes de transfert des électrons dans les biopiles : (a) transfert direct (DET) (b) 
transfert indirect via un médiateur (MET). D’après Moehlenbrock et al. [13] 

Le transfert est dit direct dans le cas où le site actif des enzymes est proche de la 

surface des électrodes soit grâce à la taille réduite des molécules ou suite à quelques 

optimisations [33]. Un certain nombre d’enzymes ont été optimisées pour des applications 

biopiles avec transfert direct d’électrons, sans médiateurs, comme par exemple des 

hydrogénases, des glucose oxydases, des laccases, des bilirubine oxydases et des peroxydases 

(voir la revue d’Osman et al.) [3]. Dans le cas du transfert indirect, des médiateurs redox, qui 

sont des composés chimiques avec une activité électrochimique, échangent des électrons avec 

les combustibles ou les oxydants au niveau du site actif des enzymes puis diffusent vers la 

surface des électrodes pour y échanger les électrons. Ce processus est répété tant que les 

combustibles ou les oxydants sont présents dans les biopiles. La vitesse de transfert des 

électrons est donc étroitement liée à l’activité et à la diffusivité des médiateurs. Plusieurs 

études ont été consacrées à l’utilisation de médiateurs dans les biopiles [12,34]. Dans certains 

cas, l’utilisation de 2 médiateurs peut augmenter la performance des biopiles [35]. Pour plus 

de détails et d’exemples voir les revues d’Osman et al. et de Bullen et al. [1,3].                
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I.1.2.4 Les méthodes d’immobilisation des biocatalyseurs dans les biopiles 

Il a été décrit que l’immobilisation des enzymes sur des supports permet d’augmenter 

leur sélectivité, d’améliorer leur stabilité à long terme ainsi que le transfert de masse du 

substrat [36]. Il a aussi été rapporté que l’immobilisation de biocatalyseurs peut augmenter la 

durée de vie des biopiles de quelques heures à quelques jours [9,37] voire quelques mois [38]. 

Cependant, elle peut parfois affecter la stabilité et l’activité des biocatalyseurs en plus des 

coûts supplémentaires qu’elle engendre. Il est donc important de bien choisir la méthode 

d’immobilisation pour éviter la dénaturation des enzymes et préserver leur stabilité [13]. Les 

différentes stratégies d’immobilisation des biocatalyseurs sur les électrodes (Figure 7) sont 

décrites dans les revues d’Osman et al., de Moehlenbrock et al. et de Rubenwolf et al.  

[3,13,39]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Représentation schématique des différentes techniques d’immobilisation des biocatalyseurs sur des 
électrodes : (a) adsorption non covalente sur une électrode, (b) liaison covalente sur une éléctrode, (c) 
réticulation covalente des enzymes, (d) microencapsulation de l’enzyme dans des micelles ou dans des polymères 
micellaires, (e) emprisonnement des enzymes dans des polymères. D’après Rubenwolf et al. [39].  

Pour améliorer les biopiles, de nombreux travaux se sont focalisés sur  l’optimisation 

des interactions entre les biocatalyseurs et les électrodes ainsi que sur les méthodes 

d’immobilisation des enzymes, en présence ou en l’absence de médiateurs [40].  

Cependant, l’efficacité des biopiles est étroitement dépendante des biocatalyseurs et 

plus précisément de leur constante catalytique Kcat. En effet, Ikeda et al. ont démontré que la 

puissance des biopiles est dépendante de l’efficacité des biocatalyseurs puisque le courant 

produit est lié aux  Kcat  des biocatalyseurs.    
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La puissance (P) est le produit du voltage de la pile (V) et du courant (I). Le voltage 

est dépendant de la différence du potentiel idéal de l’oxydant et du combustible et des pertes. 

Les pertes, appelées souvent polarisations, proviennent principalement de trois sources : la 

polarisation d’activation (nact), la polarisation ohmique (nohm), et la polarisation de 

concentration (nconc). Ces pertes entraînent, pour une pile de potentiel idéal E, une chute de la 

tension V.  

P= V*I 

V = E cathode – E anode – (nact- nohm- nconc) 

Pour mesurer le courant d’une biopile, dans laquelle les réactions catalytiques d’oxydation se 

font par un biocatalyseur immobilisé sur une électrode en présence d’un médiateur (Figure 

8), deux équations sont prises en considération :  

S+Eox SEox→P+Ered  (1)  

 

               Mox+Ered MEred→Mred+Eox  (2)  

 

                 Mred→Mox au niveau des électrodes. 

 

 

 

 

Figure 8 : Schéma d’une réaction catalytique d’oxydation d’un substrat en un produit en présence d’un 
médiateur grâce à un biocatalyseur immobilisé sur une électrode. E : enzyme, S : substrat, P : produit, Mox et 
Mred sont respectivement les formes oxydée et réduite du médiateur qui facilite le transfert d’électrons.  

La réaction enzymatique se fait avec un mécanisme ping-pong avec une vitesse vS égale à : 

  

 

kcat: constant catalytique 

KS and KM  sont respectivement les constantes de Michaelis pour S et Mox  
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[E], [S], et [Mox] sont respectivement les concentrations de E, S et Mox.  

Le courant Iapp, mesuré au niveau de l’électrode avec KS/[S] 1+KM/[Mox] est égal à : 

  

 

Avec F, A, [M]* et DM sont respectivement la constante de Faraday, la surface de l’électrode, 

la concentration du médiateur M et son facteur de diffusion. nS et nM sont les nombres 

d’électrons résultant de (1) et (2).  

Donc, l’amélioration de l’efficacité des biopiles, comme nous l’avons dit plus haut, 

peut se faire en  augmentant le Kcat, ce qui permet d’augmenter la fréquence de l’utilisation de 

l’enzyme. Par exemple, il a été décrit que les biocatalyseurs doivent avoir un Kcat supérieur à 

100. s-1 pour avoir un bon rendement énergétique au niveau de la pile [25]. L’ingénierie des 

enzymes par évolution dirigée ou par « rational protein design », a récemment permis 

d’augmenter la stabilité [41], la spécificité aux substrats, l’activité catalytique [15] ainsi que la 

vitesse de transfert direct d’électrons [42] de biocatalyseurs.        

I.1.2.5 La biopile à combustible modèle 

Un certain nombre de biopiles à éthanol ont été développées ces dernières années : 

Aker et al. par exemple ont réalisé une pile à éthanol/O2 avec une membrane de Nafion 

séparant la partie anodique contenant des déshydrogénases et le compartiment cathodique 

(éléctrode recouverte de platine). Cette pile avait une durée de vie de 7 jours à 820mV pour 

une puissance de 2,04mW/cm2 [43]. Récemment, l’équipe de Ramanaviciene a développé une 

pile enzymatique sans membrane qui utilise l’éthanol comme combustible et oxydant en plus 

du H2O2, des alcool déshydrogénases à PQQ et à cytochrome c ont été immobilisées sur 

l’anode et des micropéroxydases-8 de cheval (MP8) couplées à des alcool oxydases ont été 

greffées sur la cathode. Sa performance maximale était égale à 240mV pour une puissance de 

1,5µW/cm2 [44].  

Notre idée, est de démontrer que l’utilisation de l’évolution dirigée des enzymes peut 

être utile pour améliorer les performances des biopiles. Au sein de notre laboratoire, nous 

avons choisi de développer une pile enzymatique à éthanol/O2. Pour le compartiment 

anodique, nous avons choisi de tester et d’optimiser différentes Pyrrolo-Quinoline-Quinone-

alcool déshydrogénases réalisant l’oxydation de l’éthanol en acétaldéhyde et éventuellement 



Chapitre I : Introduction générale 

 

12 
 

en acide acétique [45]. Une fois les électrons transférés au compartiment cathodique, une 

laccase bactérienne extrêmophile (la CotA) se charge de la réduction du dioxygène en eau. Le 

passage des électrons vers la cathode génère un courant proportionnel au taux de catalyse au 

niveau des électrodes. 

I.2 L’évolution dirigée des enzymes 

Pour affiner les propriétés des enzymes ou même créer de nouvelles fonctionnalités 

en laboratoire, les biologistes peuvent avoir recours  à l’évolution dirigée (voir la revue de 

Yuan et al. [46]). Cette stratégie, qui mime les mécanismes de l’évolution Darwinienne 

naturelle, consiste en la répétition de cycles de mutagenèse et de sélection (Figure 9) [47].  

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figure 9 : Les différentes étapes de l’évolution dirigée des protéines. Une diversité génétique est tout d’abord 
créée. Chaque gène de la banque de mutants est par la suite traduit en protéines, pour finalement sélectionner 
les protéines ayant les fonctionnalités recherchées et remonter au gène codant pour elle. D’autres cycles 
peuvent être refaits sur ce gène muté jusqu’à obtenir le ou les variants possédant le ou les fonctions désirées. 
D’après la publication de Payot et al. [48].  

      

I.2.1 Les méthodes de création de la diversité génétique 

Plusieurs stratégies permettant de créer des banques de mutants ont été développées 

[46,49,50]. Elles peuvent être classées en 3 catégories : (i) mutagenèse aléatoire (ii) 

mutagenèse dirigée ou semi-dirigée (iii) recombinaison (Figure 10). 
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Figure 10 : Les différentes méthodes permettant d’introduire des mutations au sein  d’une séquence d'ADN. 
(En haut) Mutagenèse aléatoire par introduction de mutations aléatoires tout au long de la séquence du gène, 
(au milieu) mutagenèse dirigée par introduction de mutations ponctuelles à des endroits bien précis et 
spécifiques du gène, (en bas) mutation par recombinaison d’une famille de gènes homologues. D’après Neylon 
et al. [50]    

La première catégorie, la mutagenèse aléatoire, regroupe la plupart des stratégies 

permettant d’amplifier la séquence d’ADN en y introduisant délibérément des erreurs au 

hasard au sein du gène. Ces techniques peuvent utiliser des agents mutagènes physiques (par 

exemple irradiation UV) ou chimiques (par exemple déamination ou par alkylation) [51,52], 

des souches mutantes [53,54,55] telle que les bactéries commerciales E. coli XL1-Red 

déficientes pour les trois principales voies qui réparent l’ADN : mutD, mutS et mutT [49], 

certaines formes de mutagenèses d’insertion ou de délétion [56]. La plus populaire des 

méthodes de mutation est la technique error‐prone PCR (Polymerase chain reaction) (epPCR) 

en raison de sa simplicité et sa versatilité [57]. Cette technique dérive de la PCR  

traditionnelle dans laquelle la fidélité de polymérase est affectée par différents moyens tels 

que l’utilisation d’analogues de nucléotides [58], l’utilisation de polymérases mutagènes [50] 

ou l’ajout d’ions manganèse [59]. La fréquence des mutations varie entre 1 et 20 nucléotides 

par kilobase [60]. Il a été rapporté qu’une faible fréquence de mutations augmenterait la 

probabilité de sélectionner le bon mutant recherché partant du principe que la majorité des 

mutations aléatoires sont muettes (neutres) ou délétères [61].  

  La deuxième catégorie, la mutagenèse dirigée, permet d’introduire volontairement 

des erreurs à des endroits bien choisis sur le gène. La technique la plus connue est basée sur la 

Les méthodes aléatoires 

Les méthodes par recombinaison 

Les méthodes directes 
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PCR utilisant comme amorce des oligonucléotides synthétiques (Figure 11) portant une ou 

plusieurs mutations créées d’une manière aléatoire (des cassettes avec des mutations 

aléatoires) [62]. Différentes stratégies ont été développées pour introduire ces mutations 

[49,50,63]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La troisième catégorie, la recombinaison homologue in vitro, est basée sur le 

mélange et la concaténation de fragments d’ADN provenant de séquences parentales. La 

technique du « DNA shuffling » ou « Gene Shuffling » (Figure 12 à gauche) a été la première 

technique développée pour la recombinaison in vitro de variants de gènes crées par 

mutagenèse aléatoire [64,65,66]. D’autres techniques ont par la suite été développées telles 

que la méthode « staggered extension process » plus connue sous l’appellation StEP (Figure 

12 au milieu) [67,68] et la « random chimeragenesis on transient templates » (RACHITT) 

(Figure12 à droite)  [69,70]. Bien que différentes, ces 3 techniques se basent toutes sur 

l’amplification de gènes (ou de fragments de gènes) sans amorce en se basant uniquement sur 

l’homologie des séquences parentales de départ.  

Figure 11 : Mutagenèse dirigée basée sur la PCR utilisant comme amorce un oligonucléotide de synthèse. 
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Figure 12 : Exemples des méthodes de création de la diversité génétique par recombinaison : les différentes 
couleurs représentent des séquences différentes de gènes homologues. (A gauche) « DNA shuffling » : les 
fragments d’ADN homologues sont digérés avec l'enzyme désoxyribonucléase 1 (DNAse 1) aboutissant à des 
fragments aléatoires de 10 à 50 paires de base. Ces fragments sont chauffés jusqu'à leur séparation en deux 
brins puis ils sont réassociés en présence d'une ADN polymérase. Les brins d'ADN s’associent ensuite par 
complémentarité de bases. Une séquence plus courte, associée avec une plus longue, va amorcer la synthèse en 
utilisant la plus longue comme matrice, jusqu'à ce que les doubles brins d'ADN soit reconstitués. (Au milieu) 
« StEP » : l’ADN n’est pas fragmenté. De petits fragments viennent se mettre à la fin du brin d’ADN en 
formation grâce à l’utilisation d’un temps d’élongation très court (quelques secondes) et une faible température 
d’élongation. (A droite) « RACHITT » : Un ADN parental est utilisé comme matrice et les autres d’ADN 
homologues sont digérés avec l'enzyme désoxyribonucléase 1 (DNAse 1) aboutissant à des fragments aléatoires. 
Ces derniers s’hybrident sur le brin d’ADN parental matrice puis se lient ensemble formant un nouveau brin 
d’ADN chimère.  Figure issue de la publication de Neylon et al. [50]  

I.2.2 La sélection de l’activité enzymatique 

Le succès de l’évolution dirigée est essentiellement dépendant du choix de la 

stratégie de sélection. Contrairement à l’évolution de l’ARN catalytique, l’évolution des 

protéines doit impérativement s’accompagner de la sélection des gènes qui codent pour elles. 
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Dans la nature, le génotype (la séquence d’ADN) et le phénotype (le trait fonctionnel 

comme par exemple l’activité catalytique ou de régulation) sont liés par compartimentation 

dans des cellules vivantes (Figure 13 panel a). Le plus souvent, la sélection in vivo se 

restreint aux fonctions qui affectent la survie des cellules et se heurte dans certains cas à la 

complexité de l’environnement intracellulaire. L’activité des enzymes exprimées in vivo est 

mesurée par détection des produits fluorescents ou chromophores de la réaction au sein de 

colonies étalées sur boites d’agar ou dans les extraits cellulaires sur microplaques [71,72,73]. 

Les obstacles majeurs de cette stratégie sont sa limite en sensibilité puisqu’elle dépend de la 

nature du produit à détecter et son faible débit de criblage qui est de 102  à 104 clones par jour 

pouvant atteindre 106  avec des systèmes automatisés. Il est vrai que dans certains cas ce débit 

peut être suffisant pour adapter des enzymes à de nouvelles conditions réactionnelles comme 

par exemple de nouveaux substrats, de nouvelles gammes de température ou de pH 

Figure 13: Les différentes stratégies pour la sélection des enzymes : (a) par compartimentation in vivo dans 
des bactéries, (b) par affinité (c) par compartimentation in vitro dans des gouttes d’eau-dans-huile. 
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[74 ,75,76 ,77 ,78,79,80,81,82]. Cependant, pour augmenter les chances d’identifier et d’isoler 

des enzymes avec de nouveaux phénotypes et de nouvelles propriétés, il est nécessaire d’avoir 

recours à des techniques de sélection à très haut-débit [83,84]. La sélection d’une banque de 

plus de 108 mutants restait un défi jusqu’à ce que le trieur de cellules à fluorescence (FACS) 

devienne un outil de criblage à très haut débit. A la base sa fonction principale était d’analyser 

les interactions protéines-ligands mais très vite il est devenu un outil capable d’analyser et de 

trier plus de 40,000 événements par seconde utilisé pour l’évolution dirigée des enzymes et 

plus précisément l’étape de sélection à très haut-débit [85,86,87,88]. La sélection avec le 

FACS se fait surtout par affinité [86,89,90] et parfois par catalyse dans les quelques cas où les 

produits fluorescents sont capables de se lier à la surface cellulaire (Figure 14) [91,92,93] ou 

de rester à l’intérieur de la cellule [94,95]. La revue de Yan et al. regroupe les différentes 

applications du FACS pour la sélection par catalyse [93]. 

 

Figure 14 : Les différentes stratégies de couplage  génotype-phénotype  par présentation à la surface 
cellulaire. A) L'enzyme catalyse l'attachement d'un substrat fluorescent diffusible à la surface cellulaire d’une 
manière covalente ou non covalente. B) Le substrat, qui est déjà sur la surface des cellules, devient fluorescent 
sous l’action de l’enzyme. C) L'enzyme active se lie à un analogue fluorescent de l’état de transition. D’après 
Yang et al. [93] 

Afin de passer outre les limitations des systèmes de sélection in vivo comme par 

exemple la toxicité de l’expression de certaines protéines pour la survie des cellules, des 

systèmes de sélection in vitro basés sur l’établissement d’un lien physique entre le génotype et 

A 

B 

C 



Chapitre I : Introduction générale 

 

18 
 

le phénotype (Figure 13 panel b) ont été développés. Ces systèmes ont aussi l’avantage de 

permettre la sélection des enzymes dans des conditions extrêmes telles que des pH très acides, 

très basiques ou de hautes températures pouvant parfois être incompatibles avec les systèmes 

in vivo. Le lien physique peut être fait par des systèmes de présentation sur des entités 

biologiques comme par exemple des présentations sur des phages 

[96,97,98,99,100,101,102,103,104], sur ribosomes [105,106], sur ARNm [107,108] ou sur 

cellules [109,110]. Bien que toutes ces stratégies aient essentiellement été développées pour la 

sélection des enzymes en se basant sur leur affinité envers des ligands immobilisés sur des 

supports (Figure 13 panel b), des études récentes ont toutefois permis de sélectionner des 

enzymes par catalyse avec un seul turnover. Pour ce faire des inhibiteurs suicides capables de 

bloquer d’une manière irréversible les enzymes, des analogues de l’état de transition de 

l’enzyme (TSA) ou des ligands réactifs  (Figure 14) ont été développés [96,97,111]. Il a aussi 

été possible de sélectionner par catalyse une ADN polymérase, une adénylate cyclase 

[101,102,103] et une métallo-béta-lactamase de Bacillus Cereus [104] en utilisant des linkers 

flexibles et des cofacteurs. Cependant, malgré le succès des systèmes de présentation dans la 

sélection catalytique des enzymes, le nombre de turnover lié à la difficulté de faire le lien 

entre le gène et le produit de la réaction enzymatique, reste toujours un défi [95]. Pour 

remédier à ce problème Andrew Griffiths et Dan Tawfik ont développé en 1998 un système 

de compartimentation in vitro nommé IVC inspiré du modèle de la compartimentation in vivo 

en cellules sans la complexité de l’environnement intracellulaire. Dans ce système, les 

composés (ADN, ARN, protéines, substrats et produits) sont compartimentés non pas dans 

des cellules mais dans des compartiments microscopiques d’eau-dans-l’huile formés par 

dispersion d’une solution aqueuse dans de l’huile (Figure 13 panel c). Chaque goutte contient 

en moyenne 1 gène et se comporte comme une cellule artificielle dans laquelle les protéines 

sont exprimées [112] puis leur activité mesurée [113]. Ces gouttelettes ont un diamètre qui 

varie entre 1 et 100µm et un volume allant de 5 femtolitre à 1 nanolitre ce qui correspond à un 

volume 104 à 1010 fois plus petit que le plus petit volume utilisé habituellement dans les 

systèmes de microplaques (2-3µl pour les plaques 1536 puits) (Figure 15 panel a). La 

préparation facile des émulsions à plus de 1010gouttes/ml, la parallélisations des réactions 

ainsi que la miniaturisation des volumes réactionnels font du système IVC une stratégie très 

attractive pour l’évolution dirigée comme moyen de sélection à haut débit [95]. Voir la revue 

de Griffiths et al. qui regroupe quelques applications de l’IVC pour l’évolution de peptides, de 

protéines et d’ARN [114].  
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A B 

Au tout début du développement des systèmes IVC, la sélection par catalyse des 

enzymes nécessitait que le substrat soit physiquement lié au gène [112] (Figure 15 panel b). 

Dans cette stratégie, une fois la réaction catalytique réalisée, le gène au sein des gouttes (i) est 

lié au produit de la réaction catalytique s’il code pour une enzyme active ou (ii) est lié au 

substrat non modifié dans le cas où il code pour une enzyme inactive. Après avoir cassé les 

gouttes, les gènes liés aux produits sont récupérés et isolés par purification (par affinité à un 

ligand par exemple). Cette technique a été utilisée pour étudier le rôle des enzymes DNA-

cytosine C5) methyltransferase HhaI [115] et pour sélectionner des enzymes telles que des 

ADN methyltransferases [116], des enzymes de restriction [117] ou des ADN polymérases 

[118,119]. 

Un autre moyen pour faire le lien entre les gènes codant pour les enzymes et les 

produits au sein des microgouttelettes est d’utiliser des billes de streptavidines (Figure 16). 

L’intérêt de cette stratégie est que, au sein de chaque goutte, la bille est capable de coupler un 

seul gène avec plusieurs molécules de produits (> 103) [120]. De ce fait, la sélection ne se fait 

plus sur un seul turnover mais sur plusieurs. Cette technique a été utilisée avec succès pour la 

sélection d’enzymes [113] et de ribozymes (ARN catalytique) [121].   

Figure 15 : La compartimentation in vitro (IVC) (a) observation microscopique d’émulsion d’eau dans de 
l’huile produite par agitation mécanique. (b) Sélection par catalyse dans l’IVC : (1) Une banque de gènes 
individuellement fusionnés au substrat est émulsionnée à hauteur de 1 gène en moyenne par goutte en présence 
de toute la machinerie nécessaire à l'expression des gènes in vitro. Les gènes sont exprimés (2) et quelques uns 
donnent  des enzymes capables de convertir le substrat en produit (3). Les protéines exprimées se trouvent 
confinées dans la goutte pour créer un lien entre le génotype et le phénotype. Ainsi, seuls les gènes codant 
pour des enzymes actives voient les molécules de substrats auxquels ils sont fusionnés se convertir en 
produits. Les gènes sont récupérés en cassant l'émulsion (4) et seuls les gènes codant pour les enzymes actives 
sont récupérés (5). D'autres tours de mutagenèse et de sélection peuvent à nouveau être effectués (6) [114]. 
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Ce système IVC permet aussi de découpler les étapes d’expression in vitro et de 

sélection dans le cas où elles sont incompatibles [113] (Figure 17). 

Figure 16 : Sélection des ribozymes grâce au système IVC couplé à des billes de streptavidine. (1) Les billes de 
streptavidine présentant à leur surface un premier type de substrat (traits bleus, Half 1) et un gène codant pour 
l’ARN catalytique (ribozyme ligase) sont encapsulées avec un deuxième type de substrat (traits jaunes, Half 2) et 
la machinerie nécessaire à l’expression in vitro dans des gouttes d’eau-dans-huile à hauteur d’une bille en 
moyenne par goutte.(2) Dans chaque goutte, les gènes sont exprimés, puis (3) les ribozymes ARN ligases actives 
lient les deux types de substrat  ensemble ce qui rend les billes de streptavidines fluorescentes. (4)Finalement, 
les gouttes sont cassées et (5) les billes fluorescentes sont triées en utilisant le FAC et les gènes (codant pour les 
ribozymes ARN ligases actives) qui y sont liés sont amplifiés par PCR. D’autres tours de mutagenèse et de 
sélection peuvent à nouveau être effectués. D’après Taly et al. [120] 

Figure 17 : Sélection des enzymes en utilisant l’IVC en séparant les étapes de transcription et de traduction 
en utilisant des billes de streptavidines. Cette technique se fait en deux étapes : lors de la première (panel A) 
une émulsion est produite avec des gouttes contenant chacune une bille de streptavidine sur laquelle sont 
immobilisés un gène possédant une étiquette et des anticorps reconnaissant cette étiquette. Les protéines sont 
exprimées et par affinité se fixent sur les anticorps reconnaissant l’étiquette sur la bille de streptavidine. Les 
gouttes sont cassées et les billes de streptavidines sont par la suite récupérées et encapsulées à nouveau dans 
des gouttes (avec en moyenne une bille par goutte) en présence de substrat fluorogénique biotinylé (panel B). 
Une fois que les substrats sont convertis en produits par les enzymes actives, ils sont immobilisés sur les billes 
de streptavidines. Après cassage des gouttes les billes ayant sur leur surface les produits de la réaction 
enzymatique sont récupérées par des anticorps anti-produit. Les gènes codants pour les enzymes actives peuvent 
par la suite être soumis à un autre tour de mutagenèse et de sélection. D’après Griffiths et al. [113]. 
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Les premiers systèmes de compartimentation in vitro en gouttes d’eau-dans-de-

l’huile ont été développés pour sélectionner les enzymes en se basant sur le lien établi entre le 

gène codant pour la protéine et le produit de la réaction. Par cassage des gouttes et avec des 

systèmes de purification, les gènes d’intérêt étaient identifiés et récupérés. Les limitations de 

ces systèmes sont la nécessité de les adapter à chaque système enzymatique, de casser les 

gouttes, et le faible débit de sélection. Une alternative, un système de sélection IVC basé sur 

le tri de gouttes intactes avec le FACS a été développé [122]. Ce système, basé sur la 

détection de la fluorescence, utilise des systèmes fluorogéniques adaptés à un large panel 

d’enzymes. Une première émulsion classique d’eau-dans-de-l’huile contenant le gène, la 

machinerie nécessaire à l’expression de l’enzyme ainsi que le substrat fluorogénique libre est 

tout d’abord crée. Une phase aqueuse est par la suite rajoutée à la première émulsion formant 

ainsi la double émulsion d’eau-dans-de-l’huile-dans-de-l’eau. Le produit fluorescent libre 

dans la goutte se trouve ainsi lié au gène codant pour l’enzyme par la première émulsion. Ce 

système a été utilisé avec succès pour la sélection deux différentes enzymes optimisées : la 

sérum paraxonase (PON1) [123] et l’Ebg (evolved β-galactosidase) [84]. Pour la PON1, une 

banque de plus de 107 mutants a été transformée et exprimée dans des bactéries E. coli. Par la 

suite l’équivalent d’une bactérie par goutte a été encapsulée avec son substrat fluorogénique. 

Les doubles émulsions ont finalement été triées par le FACS donnant une PON1 avec une 

activité thiolactonase 100 fois plus grande que l’enzyme sauvage (Figure 18 panel 1A et 2A). 

Pour l’Ebg, ayant une faible activité β-galactosidase mais dont la fonction principale est 

inconnue, une banque de > 107 variants a été encapsulée dans des doubles émulsions avec en 

moyenne 1 gène par goutte avec toute la machinerie nécessaire pour l’expression in vitro ainsi 

que le substrat fluorogenique. Le tri par FACS a permis de sélectionner une Ebg avec une 

activité β-galactosidase accrue (Figure 18 panel 1B et 2B). 
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Malheureusement, bien que prometteuse, la stratégie de l’IVC s’est heurtée à certaines 

limitations telles que la polydispersité des gouttes produites et la difficulté dans certains cas à 

Figure 18 : Compartimentation in vitro (IVC) dans des doubles émulsions (d’eau-dans-l’huile-dans-l’eau) et 
sélection directe de microgouttelettes en fonction du signal de leur fluorescence (panel A) Les gènes sont tout 
d’abord traduits à l’intérieur des bactéries (expression in vivo). Ces dernières sont ensuite émulsionnée pour 
former une émulsion  d’eau-dans-l’huile de sorte à avoir une bactérie par compartiment (2A). Les protéines 
(dans les bactéries) possédant l’activité enzymatique recherchée convertissent un substrat non fluorescent en un 
produit fluorescent. L’émulsion d’eau-dans-l’huile est ensuite convertie en une émulsion d’eau-dans-l’huile-
dans-l’eau (3A). (panel B) Expression in vitro des protéines : Un milieu de transcription/traduction in vitro 
contenant une banque de gènes codant pour des enzymes mutées est émulsionnée pour former une émulsion  
d’eau-dans-l’huile de sorte à avoir un gène par compartiment (1B). Les gènes sont transcrits et traduits à 
l’intérieur des microgouttelettes (2B). Les protéines possédant l’activité enzymatique recherchée convertissent 
un substrat non fluorescent en un produit fluorescent. L’émulsion d’eau-dans-huile est ensuite convertie en une 
émulsion d’eau-dans-l’huile-dans-l’eau (3B). Les gouttelettes fluorescentes sont séparées des gouttelettes non 
fluorescentes (ou de microgouttelettes contenant des fluorophores différents) à l’aide d’un trieur de cellules à 
fluorescence (FACS, fluoresence activated cell sorter). Les gènes provenant des microgouttelettes fluorescentes, 
qui codent pour des enzymes actives, sont purifiés et amplifiés par PCR et sont à nouveau soumis à d’autres 
cycles de sélection. Image issu de Kelly et al. [124]. 
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rajouter des composés à l’intérieur des gouttes une fois qu’elles sont créées [114]. Une 

alternative est de l’associer à un système microfluidique. 

I.3 La technologie microfluidique en gouttes  

La microfluidique permet de manipuler d’une manière contrôlée et très précise de 

petits volumes de fluide (10-5 à 10-10 litre) dans des canaux de quelques micromètres de 

diamètre. La combinaison du système microfluidique avec l’IVC permet de bénéficier de la 

miniaturisation contrôlée à très haut-débit [125,126].  

I.3.1 La création de microgouttelettes monodisperses 

L’utilisation des systèmes microfluidiques, contrairement aux systèmes classiques de 

création de gouttes (par extrusion ou par agitation mécanique) [84], permettent de créer des 

gouttes d’eau-dans-l’huile ou des gouttes d’eau-dans-l’huile-dans-l’eau de taille homogène, 

plus réduites que les gouttes créées en tube [127] et avec moins de 3% de polydispersité 

(Figure 19). Leur fréquence de création peut atteindre 10 à 30KHz [125,128].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les systèmes microfluidiques les plus utilisés pour la création des gouttes sont ceux 

avec des géométries en « jonction en T » [127,129,130,131] et en « jonction flow focusing » 

[132,133,134,135,136] (Figure 20). Pour les systèmes ayant une géométrie « jonction en T », 

la phase aqueuse est injectée perpendiculairement à la phase continue d’huile. Les gouttes 

sont formées grâce aux forces de cisaillement induites dans ces deux phases. Dans les 

systèmes ayant une géométrie en « jonction flow focusing », la phase aqueuse est injectée 

Figure 19 : Gouttes d’eau-dans-l’huile produite par agitation mécanique (à droite) [84] ou par un module 
microfluidique (à gauche). A droite les gouttes ont été étalées sur une lame de verre et à gauche les gouttes ont été 
immobilisées dans un réservoir microfluidique. 
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dans un canal central et la phase huile dans deux canaux extérieurs perpendiculaires au 

premier. Ces deux phases sont ensuite poussées à circuler à travers un petit orifice qui se 

trouve en aval des 3 canaux. La phase continue d’huile vient exercer une pression et des 

contraintes visqueuses  sur la phase aqueuse permettant ainsi de la « couper » à une position 

précise pour former les gouttelettes. Dans ces deux configurations, la taille des micro-

compartiments est dictée par les flux de la phase aqueuse (contenant les composés à 

encapsuler) et de la phase huile, la géométrie des canaux et la viscosité de la phase aqueuse et 

de la phase huile (tensioactif+huile). Dans les applications où le débit est important, la 

géométrie en « flow focusing » est la plus adaptée et la plus adéquate. Il est possible de créer 

un seul ou plusieurs types de goutte grâce au système multiplexe [137,138].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

I.3.2  Les tensioactifs  

La création de microgouttelettes d’eau-dans-l’huile ne nécessite pas forcément d’agents 

stabilisants (tensioactifs). Ces derniers sont cependant essentiels pour les stabiliser (surtout 

quand elles se touchent) et les étanchéifier c'est-à-dire éviter les éventuels échanges de 

composés entre elles. Pour optimiser au maximum les réactions biologiques ou chimiques à 

réaliser au sein des gouttes (Figure 21), il est impératif de bien choisir le tensioactif 

stabilisant et de bien étudier l’hydrophobicité des molécules (substrats ou produits de la 

réaction) [125]. Le choix du tensioactif dépend de l’huile utilisée : minérale ou perfluorée. 

Certaines équipes qui utilisent des huiles minérales (huiles hydrocarbonées) peuvent se 

fournir en un certain nombre de tensioactifs vendus dans le commerce tels que le Span 80, 

tween 20 et l’Abil EM [134]. Cependant, ceux qui utilisent les huiles fluorées (huile 

A 

B 

Phase aqueuse 

Phase aqueuse 

Huile 

Figure 20 : Les différentes configurations microfluidiques permettant la création de microgouttelettes. (A) 
création des gouttelettes dans une jonction en T (B) création des gouttes avec une configuration « flow 
focusing ». Cette figure est issue Casadevall i Solvas et al. [139]. 
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fluorocarbonées) en raison de leur meilleure perméabilité à l’oxygène et leur faible miscibilité 

avec des composés organiques, le nombre de surfactants fluorés dans le commerce est limité 

au Krytox vendu par Dupont. Ce tensioactif est constitué d’une queue perfluoropolyethere 

(PFPE) et d’une tête hydrophile d’acide carboxylique. Dernièrement, les travaux des 

scientifiques dans le domaine de la synthèse des tensioactifs fluorés se sont multipliés. Des 

tensioactifs, fluorés avec différentes structures chimiques et permettant d’avoir des gouttes 

stables et biocompatibles, ont été synthétisés et caractérisés [135,140,141].   

 

     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

I.3.2.1  Effet des tensioactifs sur la stabilité des microgouttelettes  

Il a été démontré qu’un équilibre entre la longueur du groupement de la tête 

hydrophile et celui de la queue hydrophobe des tensioactifs avait un rôle majeur pour leur 

pouvoir stabilisant [125]. Les travaux de Baret et al. ont permis la mise au point de modules 

microfluidiques faisant varier la distance entre le point de création des gouttes et une chambre 

d’étude de leur coalescence pour étudier le temps nécessaire au tensioactif pour se placer à 

l’interface eau-huile et de stabiliser les microgouttelettes [133]. Ils ont observé que la stabilité 

des gouttes dépend de la concentration du tensioactif, qui doit être supérieure à la CMC 

(Concentration Micellaire Critique), et de la configuration du module microfluidique dans 

Milieu d’expression in 

vitro des protéines 

Figure 21: Représentation schématique d’une  goutte  d’eau-dans-huile utilisée pour l'encapsulation de 
molécules biologiques (ADN, ARN, protéines), et / ou de cellules. (A gauche) : Les gouttes sont générées dans 
un système microfluidique ayant une géométrie en « flow focusing ». (A droite) : adsorption des molécules 
de tensioactifs à l'interface (flèche 1), formant une couche de tensioactif qui stabilise les gouttes et 
empêche l'adsorption des biomolécules et des cellules à l'interface (flèches 2 et 3) [135]. 
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lequel  les gouttes sont créés [133]. Mazutis et al. ont, quant à eux, étudié l’effet de la 

concentration des tensioactifs sur la stabilisation des microgouttelettes pour mettre au point 

une nouvelle stratégie de fusion appelée la fusion passive [142].   

I.3.2.2 Effet des tensioactifs sur la biocompatibilité  

Pour que des réactions biologiques (telles que l’expression in vitro de protéines, 

l’amplification de l’ADN ou des réactions enzymatiques puissent se faire en gouttes) il est 

primordial que le tensioactif utilisé pour stabiliser ces dernières soit compatible avec les 

entités biologiques (par exemple qu’il n’inhibe pas les enzymes ou les cellules). La 

biocompatibilité d’un tensioactif peut par exemple être testée avec des cellules humaines, 

Clausell-Tormos et al. ont étalés des cellules humaines vivantes sur une couche de tensioactif 

et ont mesuré leur taux de survie au cours du temps. Ce test a été réalisé avec un certain 

nombre de tensioactifs, différents par le groupement hydrophile de leur tête et ayant tous la 

même queue PFPE (Perfluoropolyether). Seuls les tensioactifs contenant les groupements 

polyethylèneglycole (PEG) et dimorpholinophosphate (DMP) étaient biocompatibles [140]. 

Holtz et al. ont synthétisé et caractérisé plusieurs tensioactifs qui varient par la longueur de 

leur tête hydrophile PEG. Seul le tensioactif avec 600g.mol-1 PEG et 6000g.mol-1PFPE était le 

plus biocompatible et permettait l’expression in vitro des protéines, la croissance de levures et 

de cellules humaines en gouttes [135]. 

I.3.2.3 Les phénomènes d’échange entre les microgouttelettes  

La diffusion des composés d’un compartiment à un autre dépend de leur 

hydrophobicité et de la composition du mélange tensioactif-huile utilisé. Courtois et al. en 

utilisant le tensioactif Abil EM90 dans de l’huile minérale, ont démontré que l’ajout de BSA 

(Bovine Serum albumine) permettait de réduire la fuite de fluorophore [134] probablement 

grâce à son pouvoir de s’adsorber à l’interface eau/huile. Cependant, la BSA peut parfois 

inhiber certaines réactions enzymatiques. Un autre moyen de résoudre les problèmes de fuites 

de composés hydrophobes est de baisser la concentration du tensioactif utilisé pour stabiliser 

les gouttes. En effet, l’utilisation d’un tensioactif au dessus de la CMC aboutit à la formation 

de micelles responsables du transport des composés d’une goutte à une autre ou d’une goutte 

vers l’huile porteuse [133].     
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I.3.3  Les modules microfluidiques  

Pour la fabrication des dispositifs microfluidiques différents matériaux peuvent être 

utilisés tels que le verre, le silicone et le PMMA (Poly (methyl metacrylate) [143]. Cependant, 

grâce à ses caractéristiques avantageuses, le plus communément utilisé reste le PDMS 

(PolyDiMethylSiloxane) en utilisant la stratégie de la lithographie douce (Figure 22) [144]. 

En effet, ce polymère est connu comme étant un élastomère inerte, non toxique, non 

inflammable, élastomère, peu couteux, biocompatible, transparent, isolant, hydrophobe et 

perméable au gaz. Cependant, le PDMS possède aussi certaines limitations telles que 

l’évaporation progressive de l’eau, l’autofluorescence [145], l’absorption des solvants 

organiques ainsi que sa dissolution en milieu acide ou basique [146,147]. La littérature a 

rapporté un large panel d’applications biologiques et chimiques dans lesquelles le PDMS a été 

le matériel utilisé pour la fabrication des puces microfluidiques surtout dans les cas où des 

cellules vivantes sont utilisées et où la perméabilité aux gaz est requise [140,148]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22 : Les différentes étapes de la fabrication des modules microfluidiques par Lithographie douce. Un 
photomasque est généré en utilisant un dessin réalisé avec le logiciel Autocad (A) le modèle est projeté sur une 
galette de silicium (en gris) recouvert d’un polymère photosensible (en brun clair B). L’étape suivante consiste 
en la polymérisation spécifique des zones exposées (en brun foncé C) et au développement (D). Le moule peut 
être recouvert avec un élastomère (E) généralement du polydimethylsiloxane (PDMS en gris clair). Après 
cuisson, le PDMS polymérisé est décollé et retiré du moule (F). Sur ce PDMS les entrées et les sorties sont 
percées permettant ainsi leur connexion à des seringues via des tubulures en PTFE (G). Finalement, le polymère 
est collé à la surface d’une lame de verre (en lignes noires) par traitement UV au plasma (fermant ainsi les 
canaux par le bas (H). Image issue de la publication de Vyawahare et al. [149] 
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Pour la création et la manipulation des microgouttelettes à façon au sein des canaux, 

un ensemble de modules microfluidiques élémentaires ont été développés et optimisés durant 

ces dernières années (Figure 23). (voir la revue de Kintses et al. [150])  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 23 : Représentation des différents modules microfluidiques élémentaires développés (a) création de 
gouttes, (b) création des gouttes suivie du mélange de leur contenu, (c) fusion active de deux gouttes, (d) ligne de 
délai : incubation de gouttes, (e) stockage des gouttes sur puce dans un réservoir, (f) analyse de fluorescence, 
(g) tri actif de gouttes par champ électrique, (h) réinjection de gouttes, (i) division des gouttes, (j) stockage des 
gouttes hors puce dans un tube. Figure issue de Kintses et al. [150]. 

  

Une fois les gouttes formées, certaines réactions biologiques ou chimiques 

nécessitent l’addition d’un ou plusieurs composés pour les démarrer ou les arrêter. Pour ce 

faire, différentes stratégies de fusion entre deux gouttes ont été développées. Elles peuvent se 

faire d’une manière active par application d’un champ électrique sur des gouttes chargées 
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[151] ou non chargées [152,153,154,155], par chauffage induit par des systèmes de laser 

[131] ou d’une manière passive par fusion de deux gouttes non chargées dont l’une est bien 

stabilisée par un tensioactif et l’autre l’est faiblement [142]. Il est aussi possible d’ajouter une 

quantité définie de liquide au sein des gouttes préalablement formées d’une manière active 

[156] ou d’une manière passive en utilisant le système ‘Chemistrode’[157]    

Les gouttes peuvent aussi être divisées pour faire des aliquotes par exemple. Ce 

processus peut se faire d’une manière passive en variant la géométrie des canaux 

microfluidiques [158,159,160] ou d’une manière active en variant la géométrie des canaux 

microfluidiques et en appliquant un champ électrique [151,161], par chauffage [162] ou par 

radiation électromagnétiques [163].     

L’incubation des microgouttelettes et de leur contenu peut se faire de différentes 

manières. Si le temps d’incubation nécessaire à la réaction ciblée est relativement court (< 1h) 

des puces contenant des lignes de délais en forme de serpentin et permettant aux gouttes de 

rester en mouvement ont été développées [148,164]. Par contre si le temps d’incubation est de 

longue durée (>1h) le stockage peut se faire de manière statique sur puce, dans des réservoirs 

[165], des chambres [166] ou des pièges à gouttes [167] ou hors puce : dans des tubes [168], 

des seringues, des pipettes pasteurs [128] ou des capillaires [169].  

Le tri des gouttes, qui est l’étape la plus délicate, peut se faire selon différentes 

stratégies : les gouttes peuvent être triées d’une manière passive selon leur taille [170] ou 

d’une manière active nécessitant dans ce cas un système de détection optique en amont. Le tri 

peut être effectué en temps réel et selon l’intensité de la fluorescence dans les gouttes, par 

actionnement piézoélectrique [171] ou par un système électronique nommé FADS pour 

« fluorescence-activated droplet sorting » [128] similaire à un système développé par Fidalgo 

et al. dans lequel les gouttes positives (ciblées) sont extraites dans un flux continu aqueux 

[172]. La stratégie de tri par le FADS se fait à une fréquence entre 1 et 2 Khz avec de faibles 

taux de faux positifs (moins de 1 dans 104 événements triés).  

I.3.4  Exemple de réactions biologiques réalisées en gouttelettes 

Des travaux récents ont rapportés que des opérations biologiques élémentaires faites 

habituellement dans les tubes eppendorfs comme par exemple l’amplification de l’ADN, 

l’expression in vitro et in vivo des protéines peuvent être réalisées dans des volumes plus 

petits et parfois d’une manière plus rapide grâce à la microfluidique en goutte (Figure 24). En 

effet, il est possible d’encapsuler un gène par goutte pour l’amplifier (PCR) ou pour 
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l’exprimer en protéine (expression in vitro de protéines). Cette stratégie offre aussi la 

possibilité de confiner des microorganismes vivants tels que des bactéries, des levures ou des 

cellules humaines afin de mesurer l’activité catalytique des enzymes qu’elles expriment 

(Figure 24). Cependant, pour avoir une cellule ou une molécule d’ADN par goutte il est 

nécessaire de contrôler la concentration de l’échantillon puisque la répartition des composés 

dans les gouttes suit la distribution de Poisson [128,132,140]:  

P(X=K) = λk exp(−λ)/(k!) 

•  P : La probabilité pour que les gouttes contiennent K molécules ciblées. 

• K : nombre moyen de molécules ciblées par goutte 

• λ = n / N avec n : le nombre total des molécules ciblées dans l’échantillon et N : le 

nombre de gouttes total. 

Cette loi annonce que pour avoir au maximum une molécule par goutte, entre 85% et 

95% des gouttes seront vides. Malgré ce nombre important de gouttes vides perdues, la 

stratégie de la microfluidique en gouttes opérant à une cadence entre 100 et 1000Hz se place 

devant de plusieurs techniques de sélection à haut-débit [150]. Des études récentes ont 

toutefois réussies à passer outre cette distribution de Poisson aléatoire et augmenter le nombre 

de gouttes remplies. Ceci s’est fait en utilisant une méthode hydrodynamique [173,174] ou en 

optimisant l’espacement entre les molécules à encapsuler [175].     

 

  

 

 

 

 

Figure 24 : Exemples d’applications biologiques en gouttelettes. (a) Amplification de l’ADN, (b) expression in 
vitro des proteines, (c) dosage de l’activité enzymatique, (d) prolifération des cellules, (e) développement 
d’organismes multicellulaires. Image issue de la publication de Kintses et al. [150] 
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I.3.4.1 L’expression in vitro des protéines 

Comme mentionnée plus haut, l’étape critique dans l’évolution dirigée des protéines 

est l’étape de la sélection. En effet, une fois la banque de variants génétiques créée il est 

primordial de pouvoir l’analyser à haut-débit et efficacement en modulant selon les besoins 

les conditions de sélection. La microfluidique en gouttes produisant des millions de micro-

compartiments, mimant des millions de cellules artificielles, permet de faire le lien génotype-

phénotype. La banque de variants, diluée de façon à n’avoir qu’un gène par goutte, est 

encapsulée dans des gouttes en présence de la machinerie permettant l’expression in vitro des 

protéines et du substrat permettant de révéler la catalyse. L’avantage de l’expression in vitro 

de protéines en gouttes est qu’elle permet généralement l’expression de tout types de 

protéines même ceux qui peuvent être toxiques pour les cellules en plus du fait que les 

conditions de sélection telles que la température, le pH, la présence ou non de solvants 

peuvent être modulées à volonté. Ditrich et al. ont été les premiers à décrire le succès de 

l’expression in vitro de protéines au sein de gouttes en utilisant comme modèle une protéine 

rapporteuse, la GFP ou « green fluorescent protein » [176]. Quelques années plus tard, Holtze 

et al. ont pu détecter l’activité de l’enzyme β-galactosidase en encapsulant dans des 

microgouttelettes quelques centaines de gènes codant pour cette enzyme avec la machinerie 

nécessaire à l’expression in vitro et le substrat fluorogénique adéquat [135]. Dans certains cas 

particuliers, où les étapes d’expression in vitro et catalytique sont incompatibles, il est 

possible de les découpler en utilisant une des stratégies de fusion de gouttes mentionnées plus 

haut [154].  

I.3.4.2 L’amplification de l’ADN  

Un autre outil important pour l’évolution dirigée des protéines est la PCR. En effet, 

la PCR en gouttes permet de passer outre la nécessité d’encapsuler quelques centaines de 

gènes par goutte. Différentes stratégies et géométries microfluidiques permettant 

l’amplification des gènes en gouttes, grâce à un gradient de températures, ont été développées. 

Schaerli et al. ont optimisé un module microfluidique avec une géométrie radiale dans lequel 

la partie interne permet de réaliser l’étape de dénaturation de l’ADN et la partie périphérique 

assure les étapes d’hybridation et d’élongation [177]. Kiss et al. ont développé un module 

microfluidique avec une géométrie en forme de serpentin dans lequel les gouttes passent par 

des zones permettant la dénaturation puis l’hybridation et l’élongation de l’ADN [178]. En 

utilisant ces deux géométries il a été possible d’effectuer 34 cycles. Il est aussi possible de 
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réaliser une PCR en goutte hors puce, dans des tubes Eppendorf, en utilisant un thermocycleur 

de paillasse [168,179]. Des travaux plus récents ont été développés pour amplifier l’ADN en 

goutte et à température ambiante (PCR isotherme) en utilisant la HRCA ou la 

« Hyperbranched Rolling Circle Amplification » [126].  

I.3.4.3 L’encapsulation de cellules pour mesurer l’activité catalytique des 

enzymes 

Les systèmes in vivo (bactéries, levures, virus) sont de plus en plus utilisés dans 

l’évolution dirigée des protéines en raison de leur capacité à surexprimer les enzymes 

« monoclonales ». Des travaux décrivant l’encapsulation de bactéries [180], de levures [132] 

et de cellules humaines [148] ont récemment été rapportés.  Huebner et al., ont développés un 

système microfluidique permettant de mesurer l’activité catalytique en gouttes d’une 

phosphatase alcaline, une enzyme périplasmique, exprimée dans E.coli avec en moyenne 10 

cellules par goutte. La vitesse catalytique de cette enzyme, mesurée en gouttes, coïncidait 

avec celle mesurée en bulk [136]. Baret et al. ont mis au point une plateforme microfluidique 

pour la mesure en goutte de l’activité de la β-galactosidase exprimée dans E.coli à hauteur d’1 

bactérie par goutte. Ils ont démontré la pertinence de ce système à trier des gouttes contenant 

des bactéries exprimant une β-gal active de gouttes contenant des bactéries exprimant une β-

gal inactive [128].        

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre I : Introduction générale 

 

33 
 

I.4 Objectif de la thèse   

Face à la baisse considérable des énergies fossiles et des ressources naturelles, 

différents types de biopiles à combustible ont été développés et optimisés. Ces systèmes sont 

capables de convertir l’énergie chimique en énergie électrique à partir de ressources 

renouvelables grâce à des catalyseurs biologiques. Les deux problèmes majeurs des biopiles 

sont les faibles puissances qu’elles génèrent (cela varie de 10-6 à 10-3 Watt) et leur courte 

durée de vie (varie de quelques jours à quelques mois). Afin de résoudre ces problèmes et 

augmenter les performances des biopiles, la plupart des travaux de recherche se sont 

principalement axés sur le développement de nouvelles stratégies pour améliorer le transfert 

d’électrons ainsi que sur l’optimisation des méthodes d’immobilisation des enzymes sur les 

électrodes. Nous pensons que l’évolution dirigée des biocatalyseurs par des cycles répétitifs 

de mutagenèse/sélection permettrait d’augmenter leur activité dans ce nouvel environnement 

que constitue la biopile. Pour la création de la banque de variants, la stratégie choisie est 

l’introduction de mutations artificielles et aléatoires dans le gène codant pour la protéine 

d’intérêt. Pour la sélection des enzymes optimisées, nous avons choisi la technique de la 

compartimentation in vitro (IVC) couplée à la microfluidique, développée au sein de notre 

laboratoire. Cette méthode permet de créer des gouttes d’eau-dans-huile de taille homogène 

(variant de 10-5à 10-10 litre), de les manipuler à volonté, de détecter la fluorescence de leur 

contenu et de les trier en se basant sur cette fluorescence afin de récupérer le variant désiré.  

Mon projet de thèse consiste à créer, par évolution dirigée, des biocatalyseurs 

spécialement adaptés à fonctionner dans les conditions de fonctionnement de biopile. Il 

s’intègre dans un projet plus large visant au développement et à l’optimisation d’une biopile 

utilisant l'éthanol comme combustible. Pour le compartiment anodique, nous avons choisi de 

tester et d’optimiser différentes Pyrrolo-Quinone-Quinone-alcool déshydrogénases (PQQ-

ADH) réalisant l’oxydation de l’éthanol en acide acétique. Une fois les électrons transférés au 

compartiment cathodique, une laccase bactérienne extrêmophile se charge de la réduction du 

dioxygène en eau. Le passage des électrons vers la cathode génère un courant proportionnel 

aux taux de catalyse au niveau des électrodes. Les PQQ-ADH choisies sont des enzymes 

bactériennes, solubles, localisées dans la partie périplasmique de la bactérie pouvant extraire 

quatre électrons de leur substrat pour les fournir à la chaîne respiratoire. De plus, leur 

cofacteur PQQ, contrairement au NAD(P), a l’avantage d’être régénéré au cours du cycle 

catalytique. Ces enzymes sont : la type-I dimérique ou QEDH et la type-II monomérique ou 

QHEDH. Les laccases choisies sont des enzymes à cuivre bactériennes, de Bacillus subtilis, 



Chapitre I : Introduction générale 

 

34 
 

localisées dans la partie cytoplasmique de la bactérie. Pour la mesure de l’activité de ces 

enzymes cathodique et anodique en goutte, deux tests fluorogéniques différents ont été 

développés. Pour les PQQ-ADH, le test s’est basé sur la réduction d’une molécule 

fluorogénique (la résazurine) pour produire un fluorophore (la résorufine) une fois que 

l’éthanol est oxydé en acide acétique par les enzymes. La détection de l’activité de la laccase 

se fait par oxydation d’une molécule fluorogénique (l’amplexRed) pour produire un 

fluorophore (la résorufine), une fois l’oxygène réduit en eau par les enzymes. Par la suite, 

nous avons développé et optimisé deux plateformes microfluidiques de sélection des 

biocatalyseurs anodique et cathodique. L’une permet de sélectionner les enzymes exprimées 

in vitro en gouttes et l’autre de sélectionner les enzymes exprimées in vivo (E. coli) en 

gouttes. Le Dr L. Mazutis a développé au début de sa thèse dans notre laboratoire, la 

plateforme de sélection des PQQ-ADH exprimée in vitro dans les gouttes. Puis je me suis 

ensuite jointe à lui pour développer la plateforme de sélection des laccases exprimées in vitro 

dans les gouttes. Ce pendant, mes travaux de thèse se sont focalisés, essentiellement et dans 

un premier temps, sur le développement des plateformes de sélection des PQQ-ADH et la 

laccase exprimées in vivo. Après avoir réalisé les premiers travaux démontrant l’efficacité du 

test de la laccase exprimée in vivo dans les gouttes, cette partie a été confiée à Thomas 

Beneyton, un doctorant de notre laboratoire qui était en charge de la partie concernant l’étude 

des stratégies d’immobilisation des biocatalyseurs anodiques et cathodiques modèles sur 

différents types d’électrodes. Finalement, les deux étapes majeures de mon travail de thèse ont 

consisté à développer la plateforme microfluidique de sélection des PQQ-ADH exprimée in 

vivo  (par exemple le contrôle des échanges entre les gouttes, le choix du tensioactif adapté au 

test, la stratégie de récupération des variants sélectionnés) et la validation de sa pertinence 

avec une sélection modèle utilisant une des deux PQQ-ADH choisie. 
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II. Choix des enzymes modèles 

II.1 Introduction 

Les alcool déshydrogénases dépendantes de la pyrroloquinoline quinone (2,7,9-

tricarboxypyrroloquinoline quinone) (PQQ-ADHs) sont des oxydo-réductases qui peuvent 

être utilisées dans différents domaines comme par exemple la fermentation du vinaigre, la 

production d’acides pouvant être facilement convertis en vitamine C [1,2] ou les applications 

analytiques incluant les biocapteurs [3] et les biopiles [4,5,6,7]. Le PQQ au niveau de ces 

enzymes est lié d’une manière non covalente à l’apoenzyme [8,9,10] et est régénéré au cours 

du cycle catalytique, ne nécessitant donc pas d’apport continu comme pour les cofacteurs de 

type NAD par exemple  [11,12]. Contrairement aux déshydrogénases classiques, ces enzymes 

peuvent extraire quatre électrons de leur substrat par oxydation [13].   

Les PQQ-ADHs peuvent être divisées en deux groupes en fonction de la présence ou 

non d’hème(s) au sein de l’enzyme. Le premier regroupe les quinoproteines qui n’ont que le 

PQQ comme cofacteur comme par exemple les méthanols déshydrogénases (MDH) issues des 

bactéries méthylotrophes, les glucoses déshydrogénases (GDH) et les alcool déshydrogénases 

de type-I (ADH-I) issues de différentes souches bactériennes du genre Pseudomonas (dont 

Pseudomonas aeroginosa). Le deuxième groupe est constitué des quinohémoprotéines qui 

contiennent un hème de type c en plus du cofacteur PQQ. Les alcool déshydrogénases de 

type-II (ADH-II) et type-III (ADH-III) qui se trouvent respectivement dans les bactéries du 

genre Pseudomonas et dans les bactéries capables de transformer l’alcool en acide acétique du 

genre Acétobacter et Gluconobacter en sont des exemples. Les ADH-I et ADH-II sont des 

enzymes solubles alors que les ADH-III sont des enzymes liées à la membrane cytoplasmique 

des bactéries [14]. Le Tableau  résume les différents types de PQQ-ADHs en spécifiant 

l’espèce bactérienne dont elles sont issues. 

 

 

 

 

 



Chapitre II : Choix des enzymes modèles 

 

46 
 

Tableau 3 : les différents groupes d’alcool déshydrogénases à PQQ. S : soluble et M : lié à la membrane. 
Tableau issu de la publication de Toyama et al. [15].  

Différentes quinoproteines alcool déshydrogénases avec des substrats préférentiels 

ont été isolées et étudiées comme par exemple celles qui oxydent le méthanol [16,17,18], 

l’éthanol [19,20,21] ou le glycérol [22]. Nous nous intéresserons spécifiquement à la 

quinoproteine éthanol déshydrogénase (QEDH) qui a été isolée de Pseudomonas aerogunosa 

[19,23,24,25,26]. Son étude a révélé que c’est une enzyme de type α2β2. La première sous-

unité (α) de ~60KDa correspond à la fonction ADH de l’enzyme [19,23] et la fonction de la 

sous-unité β (de 9KDa) est à ce jour inconnue [27]. Cependant, Diehl et al. ont montré 

l’expression de l’enzyme sous sa forme α2 dans Escherichia coli en l’absence de la sous-unité 

β [23]. Comme toutes les quinoproteines alcool déshydrogénases (ADH de type-I), la QEDH 

nécessite la présence d’ammoniaque ou d’amines primaires pour être active en plus de d’ions 

calcium et du PQQ [24,28]. Son Km pour l’éthanol est de l’ordre de 14µM. La structure 

cristallographique de la QEDH, représentée dans la Figure 25, a été caractérisée par Keitel et 

al [29].  
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Figure 25: Représentation de la structure tridimensionnelle de la QEDH issue de Pseudomonas aeroginosa. 
L’enzyme présente un repliement de type « β-propeller » à 8 pâles (W1-W8)  formées par 4 brins β 
antiparallèles. Le PQQ se trouve au niveau du  site actif et les deux ions calcium (en vert) se trouvent 
respectivement  sur le site de fixation du PQQ (S1) et au niveau du site de fixation N-terminal (S2). Figure issue 
de la publication de Keitel et al. [29]. 

Au niveau du site actif des quinoproteines et des quinohémoproteines alcool 

déshydrogénases deux cystéines adjacentes Cys105 et Cys 106 forment un pont disulfure. 

Bien que la fonction exacte de ce dernier demeure jusqu’à nos jours inconnu, plusieurs 

hypothèses ont été suggérées. Avezoux et al. et Oubrie et al. suggèrent qu’il protège le PQQ et 

qu’il joue un rôle dans le transfert des électrons [30,31]. Comme le montre la Figure 6, c’est 

entre ce pont et un résidu tryptophane que se trouve le complexe PQQ-Ca2+ [29].   
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Figure 26 : Représentation du pont disulfure formé par les cystéines 105 et 106 au niveau du site actif de la 
QEDH de Pseudomonas aerogunosa. Le complexe PQQ-Ca2+ est formé entre le pont disulfure et un résidu 
tryptophane (Trp248). Figure issue de Mennenga et al. [21]. 

Plusieurs ADH-II ont été isolées et caractérisées comme par exemple la 

Tetrahydrofurfuryl Alcool Déshydrogénase (THFADH) de Ralstonia eutropha [32,33], les 

ADHII-B et ADHII-G de Pseudomonas putida HK5 [34,35] ou la quinohémoproteine éthanol 

déshydrogénase (QHEDH) isolée de Comamonas testosteroni. Cette dernière enzyme a été 

purifiée et caractérisée par Jong et al. [36]. C’est une enzyme soluble et monomérique (~71 

KDa) et contrairement à la QEDH, elle ne nécessite pas d’amines primaires pour son 

activation [36,37]. Son Km pour l’éthanol est de l’ordre du 5mM. Sa structure 

tridimensionnelle illustrée dans la Figure 27 a été déterminée par Oubrie et al. [13]. Elle est 

constitué de deux domaines séparés par un linker. Le domaine N-terminal posséde un 

repliement de type « β-propeller » et est lié à un PQQ et un ion calcium au sein de son site 

actif. Le domaine C-terminal est un cytochrome c de type-I avec un repliement en hélice 

alpha [38]. L’expression in vivo de la QHEDH dans E. coli a été décrite par Stroovel et al. 

[38]. Cependant les auteurs ont constaté que ce résultat n’était pas reproductible, c’est pour 

cela que cette enzyme est maintenant extraite directement de Comamonas testosteroni 

(Communication personnelle du Prof J.A. Jongejan, responsable de l’étude citée). 
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Figure 27 : Représentation de la structure tridimensionnelle de la QHEDH. En bleu est représenté le domaine 
catalytique lié au PQQ, en jaune le cytochrome c et en rouge le linker qui relie le cytochrome c et le domaine 
catalytique. Le PQQ et l’hème de type c sont représentés en modèles de type « boules et bâtonnets ». Structure 
issue de la publication d’Oubrie et al. [13]. 

Finalement, les ADH-III sont constituées de trois sous unités dont une sous-unité 

catalytique de type quinohémoproteine (contenant un PQQ et un hème comme cofacteurs) et 

une sous unité constituée d’un cytochrome c contenant 3 hèmes. Ces enzymes sont liées à la 

membrane cytoplasmique des bactéries acétiques et sont capables d’oxyder un large panel de 

substrats [15,39]. Des études ont montré que ces enzymes immobilisées sur des électrodes 

avaient une bonne capacité à transférer les électrons sans utiliser de médiateurs [5,40]. De ce 

fait plusieurs biopiles à combustible ont été développées en utilisant ces enzymes [40,41,42]. 

Pour les travaux de ce chapitre, nous avons choisi d’étudier deux alcool 

déshydrogénases solubles : une de type-I (la QEDH) et une de type-II (la QHEDH). Nous 

avons développé les outils nécessaires pour l’expression in vitro et in vivo de ces dernières. 

Pour l’expression de la QHEDH, nous avons été amené à tronquer sa partie cytochrome c et à 

caractériser l’enzyme qui en a résulté (nommé dans le reste de ce chapitre « QHEDH sans 

cytochrome c »). Les deux enzymes, une fois purifiées, ont permis de développer un test 

fluorogénique permettant la détection de leur activité en gouttes et de réaliser les études 

d’électrochimie en collaboration le Pr. P. Hellwig (Laboratoire de Spectroscopie 

Vibrationnelle et Electrochimie des Biomolécules à l’Institut de Chimie de Strasbourg). Nous 

avons ensuite comparé l’expression in vivo et in vitro de la QEDH et de la QHEDH sans 

cytochrome c dans des gouttes d’eau-dans-l’huile afin de déterminer la meilleure enzyme 
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candidate et également valider une procédure adaptée de sélection en systèmes 

microfluidiques qui permettra la création de biocatalyseurs optimisés (voir Chapitre 3).    

II.2 Matériel et Méthodes  

II.2.1  Les réactifs 
 Les alcools (1-pentanol, 2-butanol, éthanol, 1-butanol, 2-propanol, 1-octanol), le 1-3-

butandiol, l’acétaldéhyde et l’alcool benzyle ont été achetés chez BDH (Willmar, 

États-Unis).  

 La phénazine méthosulfate (PMS, 99%), le sodium 2, 6-dichloroindophenolate hydrate 

(DCIP), le N, N’-N’-tetramethyl-p-phenylenediamine (Wurster’s Blue, 99%), la 

résazurine, le potassium ferricyanide (III) l’éthylamine hydrochloride et l’ampicilline 

ont été achetés chez Sigma-Aldrich (Milwaukee, États-Unis).  

 Le PQQ (Methoxatin) et l’ethylamine ont été achetés chez Fluka (Buchs, Suisse). 

 L’isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG) est de chez Roche (Meylan, France).  

 Le Tris-HCl provient d’US Biological (Orlando, États-Unis).  

 Le CaCl2 provient de VWR (West Chester, États-Unis).  

 Les amiconUltra-15, Ultracel-50kDa proviennent de Millipore (Molsheim, France).  

II.2.2 Les enzymes de restrictions  
 Les enzymes de restriction et la T4-DNA ligase ont été achetées chez  New England 

Biolabs (Ipswich, États-Unis) 

 L’AmpliTaq Gold a été achetée chez Applied Biosystem (Foster City, États-Unis). 

II.2.3 Les plasmides utilisés pour les clonages  

 Le plasmide d’expression in vivo pPB10 [43] nous a été offert par le Professeur P. 

Barker (Université de Cambridge, Royaume-Uni). 

 Les plasmides d’expression in vitro pIVEX2.1-MCS proviennent de Roche (Meylan, 

France).  
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II.2.4 Les souches bactériennes utilisées pour le clonage et l’expression 
des protéines 

 Les bactéries E. Coli d’amplification XL10-gold ont été achetées chez Agilent 

technologies (Massy, France). 

 Les bactéries E. coli d’expression C41(DE3) [44] nous ont été offertes par le Prof. 

Walker (The Medical Research Council Laboratory of Molecular Biology, Cambridge, 

Royaume-Uni).   

II.2.5 Les stratégies de clonage des alcool déshydrogénases dans des 
plasmides d’expression in vivo et in vitro  

  
Les clonages de la QHEDH sans cytochrome c dans les plasmides d’expression in 

vitro et in vivo ont été réalisés comme représenté dans la Figure 28 en utilisant les amorces 

détaillées dans le Tableau 4. 

  

Figure 28 : Représentation schématique de la stratégie de clonage de la QHEDH avec et sans cytochrome c in 
vivo et in vitro.  La ligne du haut représente la séquence codante de la QHEDH constituée d’ (i) un peptide 
signal pour diriger la protéine vers l’espace périplasmique de la bactérie ; (ii) une séquence codante pour la 
sous unité ADH ; (iii) un linker flexible (iv) une séquence codante pour le cytochrome c. Deuxième ligne : pour 
le clonage dans pPB10, un vecteur d’expression in vivo, la séquence codante pour l’ADH et 9 acides aminés du 
linker flexible ont été amplifiés (en utilisant les amorces du Tableau 2) et clonés (après le peptide signal 
cytochrome b562) en utilisant les enzymes de restriction Bgl II  et Hind III. Troisième ligne : Pour le clonage 
dans pIVEX2.1-MCS, un vecteur d’expression in vitro, la séquence codante pour l’ADH et 9 acides aminés du 
linker flexible ont été amplifiés (en utilisant les amorces du Tableau 2) et clonés en utilisant les enzymes de 
restriction NdeI et SacI. Quatrième ligne : la séquence protéique de la QHEDH sans cytochrome c. (*) Fin de la 
séquence de la protéine. 
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La séquence codante pour la QHEDH (représentée dans la ligne du haut de la Figure 

28) a aussi été clonée dans pIVEX2.1-MCS et pPB10 respectivement les vecteurs 

d’expression in vitro et in vivo.  

Enzymes 
Plasmides 

d’expression 
Amorces sens Amorces anti-sens Sites de restriction 

QEDH 

 

PIVEX2.1-MCS 

5’-

TGTGACTCCATATGAA

GGATGTGACCTGGGA

GGACATC-3’ 

5’-

TGTGACTCCCCGGGTCAGC

GGCTGGCGGTACGGTTGTC

-3’ 

NdeI/XmaI 

QEDH 

 

pPB10 

5’-

TGTGACTCAGATCTCA

AGGATGTGACCTGGG

AGGACATC-3’ 

5’-

TGTGACTCAAGCTTTCAAT

GGTGATGGTGATGGTGGC

GGCCGCCGCGGCTGGCGG

TACGGTTGTC-3’ 

BglII/HindIII 

QHEDH sans 

cytochrome c 
PIVEX2.1-MCS 

5’-

TGTGACTCCATATGAC

CGGCCCTGCAGCGCA

GGCT-3’ 

5’-

TGTGACTCCCCGGGTTACT

CCGGCATCCTGGCCTTGCC

-3’ 

NdeI/XmaI 

 

QEDH sans 

cytochrome c 
pPB10 

5’-

TGTGACTCAGATCTCA

CCGGCCCTGCAGCGC

AGGCT-3’ 

5’-

TGTGACTCAAGCTTTCACT

CCGGCATCCTGGCCTTGCC

-3’ 

 

BglII/HindIII 

QHEDH PIVEX2.1-MCS 

5’-

TGTGACTCCATATGAC

CGGCCCTGCAGCGCA

GGCT-3’ 

5’-

ACACTGAGCTCGAGAGTC

CCGAACCCGGCCTACCG-3’ 

NdeI/SacI 

Tableau 4 : Séquences des amorces utilisées pour le clonage de la QEDH, la QHEDH et la QHEDH sans 
cytochrome c dans des plasmides d’expression in vivo et in vitro. En italique sont représentées des nucléotides 
qui ont été rajoutés pour optimiser la digestion par les enzymes de restriction. Souligné : sites de restriction. En 
rouge: la séquence codant pour l’enzyme ADH. Surligné en gris : la séquence codant pour une étiquette 
histidine. 
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II.2.6 Expression in vitro des alcool déshydrogénases 
 

Pour les expressions in vitro des QEDH, QHEDH et QHEDH sans cytochrome c 

nous avons utilisé les protocoles fournis avec les différents kits commerciaux testés :  

 Expressway In vitro Protein Synthesis System (Invitrogen, Carlsbad, Etats-Unis) 

 EcoPro T7 system (Novagen, Darmstadt, Allemagne) 

 E. coli S30 Extract system (Promega, Royaume-Uni) 

 RTS 100 E. coli HY kit (Roche) 

 RTS disulfide kit (Roche)  

 Pure System II kit (Genepure, Shanghai, Chine)  

 Pure System SS kit (Genepure, Shanghai, Chine)  

 EasyXpress (Qiagen, Hilden, Allemagne).  

II.2.7 Expression in vivo, extraction et purification des alcool 
déshydrogénases  

 
Les fractions enzymatiques des QEDH et des QHEDH sans cytochrome c ont été 

extraites en modifiant les protocoles décrits par Rupp et Görisch [26],  Jong et al. [36] et le Dr 

Léo James (personal communication Dr V. Taly). Les bactéries E. coli, chimiquement 

compétentes et transformées avec les plasmides pPB10 [43] contenant les gènes codant pour 

les QEDH ou les QHEDH sans cytochrome c, sont mises en culture dans du milieu SOC (100 

µg/ml d’ampicilline) à 37°C et sous agitation (230 rpm). L’induction du promoteur a été 

réalisée par ajout d’isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG, concentration finale 1mM). 

Après expression des protéines à 30°C pendant une nuit, les bactéries ont été récupérées par 

centrifugation (6000 g, 20 min, 4°C) et resuspendues dans un tampon de lyse périplasmique 

(20% sucrose, EDTA-free protease inhibitor mix (Roche) 50 mM Tris-HCL, pH 8.0) dans un 

volume égal à 1/20ème du volume de la culture initiale. Après incubation pendant 1 heure dans 

de la glace, le surnageant, que nous appelons extrait périplasmique, est récupéré par 

centrifugation (6000 g, 20 min, 4°C) et placé à 4°C alors que le culot cellulaire est resuspendu 

dans un tampon de lyse osmotique (5 mM MgSO4). Après incubation pendant 1 heure dans de 

la glace, le surnageant, que nous appelons extrait osmotique, est récupéré par centrifugation 
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(6000 g, 20 min, 4°C) et placé à 4°C. Les deux extraits, périplasmique et osmotique, ont été 

concentrés dans des unités de filtration par centrifugation avec un seuil de coupure à 50KDa 

(AmiconUltra-15, Ultracel-50kDa (Millipore)) en présence d’un tampon constitué de 50 mM 

Tris-HCl pH 8.0  et 10 mM CaCl2. Les deux enzymes ont par la suite été purifiées de ces deux 

extraits concentrés par chromatographie : Bio-scale mini Macro-prep HighQ (échangeuses 

d’anions pour les QEDH) et HighS (échangeuses de cations pour les QHEDH sans 

cytochrome c). Les colonnes ont été par la suite lavées avec 50 mM Tris-HCl pH 8.0 (volume 

égal à 3 volumes de la colonne) et éluées avec 50 mM Tris-HCl pH 8.0 en présence d’un 

gradient de NaCl de 0.25 mM à 1 mM (avec un volume égal à 5 fois le volume de la colonne). 

Pour chaque enzyme, les fractions actives ont été mises en évidence en utilisant le test 

fluorogénique (décrit plus bas) puis regroupées et concentrées avec des unités de filtration par 

centrifugation avec un seuil de coupure à 50KDa (AmiconUltra-15, Ultracel-50kDa 

(Millipore)) en présence de tampon de stockage (10 µM PQQ, 50 mM Tris-HCl pH 8.0, 10 

mM CaCl2,) (~2mg/ml QEDH et 1mg/ml QHEDH sans cytochrome c) et finalement 

congelées à -80°C.     

II.2.8 Gel de protéines en condition dénaturante 
 

Pour la caractérisation de la QEDH et de QHEDH sans cytochrome c purifiées, nous 

avons utilisé l’électrophorèse sur gel Bis-Tris en condition dénaturante. Pour cela, nous avons 

suivi le protocole expérimental fourni par « invitrogen » en utilisant les gels précoulés 

« NuPAGE, Novex 10% Bis-Tris Gel 1mm * 15 well ».  

II.2.9 Préparation de bactéries compétentes par voie chimique 

Afin de rendre les bactéries C41 (DE3) [45] compétentes par voie chimique nous 

avons réalisé le protocole suivant. Nous avons incubé une culture fraiche de 100 mL d’E. coli 

à 37°C et sous agitation à 230 rpm jusqu’à atteindre une absorbance de ~0.6 à 600nm. Les 

cellules sont ensuite centrifugées à 4°C pendant 5 min à 2500rpm et le culot est resuspendu 

dans 20mL de tampon de lavage contenant 50mM de chlorure de calcium. Après incubation 

pendant 20 minutes dans la glace, les cellules sont à nouveau centrifugées à 4°C pendant 5 

min à 2500rpm. Le culot est ensuite resuspendu dans 3mL de tampon de lavage contenant 

50mM de chlorure de calcium et 450µL de glycérol. Après incubation pendant 3 heures dans 

la glace, les bactéries sont réparties dans des tubes à des volumes de 100µL pour être stockées 

à -80°C.    
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II.2.10 Le test d’activité colorimétrique des alcool déshydrogénases 

Le test d’activité colorimétrique utilisé pour mesurer l’activité des QEDH, QHEDH 

et la QHEDH sans cytochrome c a été inspiré du test décrit par Rupp et al. [26] avec quelques 

optimisations. Dans une cuvette de 1mL, après avoir incubé les protéines à température 

ambiante pendant 10 minutes dans 500 µL d’une solution contenant 100mM Tris-HCl pH 8.0, 

10µM PQQ et 10mM CaCl2, nous ajoutons un volume de la même solution contenant en plus 

4 µL de PMS à 50mM, 2 µL de DCIP à 50mM et le substrat adéquat (quantité suffisante pour 

1mL de volume réactionnel final). Pour le test d’activité de la QEDH, de l’éthylamine 

hydrochloride, concentration finale 10mM, est également ajouté afin de l’activer. Le volume 

total réactionnel est de 1mL. Les cinétiques des réactions sont mesurées avec un 

spectrophotofluorimètre SpectraMax M5 (Molecular Devices, CA) à 25°C en suivant la 

réduction du DCIP à 600nm. Les paramètres cinétiques apparents, K’m and V’max, 

représentant respectivement la constante de Michaelis apparente et la vitesse maximale 

apparente ont été déterminés par la représentation de Michaelis–Menten en utilisant le logiciel 

SigmaPlot 9.0.   

II.2.11 Le test d’activité fluorogénique des alcool déshydrogénases 
 

 Dans une microplaque noire à fond transparent de 96 puits et à température 

ambiante, après incubation des protéines pendant 10 minutes dans 50 µL d’une solution 

contenant 100mM Tris-HCl pH 8.0, 10µM PQQ et 10mM CaCl2, nous ajoutons 1 volume de 

la même solution contenant en plus 400 µM de PMS, 200 µM de résazurine et 1% d’éthanol. 

Pour le test d’activité de la QEDH, de l’éthylamine hydrochloride, concentration finale de 

10mM, est ajouté afin de l’activer. Les cinétiques des réactions sont mesurées avec un 

spectrofluorimètre SpectraMax M5 (Molecular Devices, CA) à 25°C en suivant la réduction 

de la résazurine en faveur de la formation de la résorufine (λexcitation=540 nm and λemission=590 

nm). 

II.2.12 Préparation de la suspension bactérienne 

Des bactéries E. coli C41(DE3) [45] ont été transformées avec le plasmide codant 

pour la QEDH et le plasmide codant pour la QHEDH sans cytochrome c. Deux cultures de 

5mL de milieu LB contenant 100µg/mL d’ampicilline ont été inoculées avec les deux types de 

bactéries transformées puis incubés à 37°C pendant 14 heures et sous agitation à 230rpm.  Le 

lendemain, deux nouvelles cultures de 5mL de LB contenant  100µg/mL d’ampicilline ont été 
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inoculées avec 50µL de chacun de ces deux précultures (qui ont incubés pendant la nuit) et 

incubées à 37°C sous agitation à 230rpm. Une fois la DO à 600nm atteint la valeur 0.6, 

l’IPTG est ajouté à ces deux cultures à une concentration finale de 0.1mM pour être ensuite 

incubées à 18°C pendant 14 heures et sous agitation à 230rpm. Après expression des 

protéines, les deux cultures sont centrifugées à 2000g pendant 20 minutes et à 4°C pour 

récupérer les bactéries. Chacun des deux culots est resuspendu dans 5mL de milieu LB 

contenant 100µg/mL d’ampicilline. Cette étape qui, permet de laver les bactéries et d’enlever 

les enzymes libérées par les bactéries, a été réalisée deux fois. La densité optique de chaque 

culture a été ajustée à une DO600 égale à 1 puis mélangées ensemble avec différents ratio de 

dilution. Il a été rapporté que selon la souche bactérienne utilisée, une unité de DO est égale à 

une concentration de cellules viables qui varie entre 105 et 107 cellules par mL. Dans notre cas 

c'est-à-dire pour les bactéries E. coli C41 (DE3) [45], une unité de DO à 600nm  est égale à 

5*108 cellules/mL (soit un λ= 7,5 cellule/goutte de 15pL). Ce nombre a été déterminé, en 

étalant sur boite de LB agar contenant 100µg/mL d’ampicilline, 100µL de différentes 

dilutions des cultures d’E. coli exprimant les QHEDH actives ou inactives. Après incubation 

des boites à 37°C pendant 14 heures, le nombre de colonies a été calculé. 

II.3 Résultats et discussions 

II.3.1 Développement d’un test fluorescent pour la mesure de l’activité de 
l’alcool déshydrogénase en gouttes 

 
Les alcool déshydrogénases à PQQ sont capables d’oxyder différents types de 

substrats [46]. Pour mesurer l’oxydation de l’éthanol (ou d’autres substrats) par les alcool 

déshydrogénases exprimées in vivo ou in vitro, nous avons développé un test fluorogénique 

basé sur la réduction d’un accepteur d’électrons fluorogénique (la résazurine) pour donner un 

produit fluorescent (la résorufine) (voir section Matériel et Méthodes). Dans ce test, les 

électrons résultants de l’oxydation du substrat par les alcool déshydrogénases sont transférés 

du PQQ réduit au PMS (accepteur d’électrons artificiel) et finalement à la résazurine qui sera 

convertie en résorufine (Figure 29). Le passage direct des électrons vers la résazurine sans 

intermédiaire (le PMS)  n’a pas été observé (donnée non montrée).       
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Nous avons développé ce test car il permet de mimer les conditions réelles de la 

biopile que nous voulons développer grâce à l’utilisation directe du combustible (qui peut être 

l’éthanol ou un autre substrat) et de la résazurine qui mime l’électrode sur laquelle sont 

immobilisées les enzymes. L’accepteur d’électrons intermédiaire visé pour la biopile est aussi 

le PMS.     

II.3.2 Expression in vitro de la QEDH et de la QHEDH sans cytochrome c 
 

 Parmi les kits commerciaux d’expression in vitro testés, ceux qui ont donné les 

meilleures concentrations de protéines actives (~3 mg/mL de QEDH et 1 mg/mL de QHEDH 

sans cytochrome c pour volume réactionnel de 50 µL) sont le « RTS 100 E. coli Disulfide 

Kit » et le « EasyXpress Protein Synthesis Kit » (Figure 30 panel B). La mesure de l’activité 

des trois enzymes exprimées in vitro (QEDH, QHEDH sans cytochrome c et QHEDH) en 

présence du test fluorogénique a révélé que la QEDH et la QHEDH sans cytochrome c sont 

actives (Figure 30 panel A) alors que la QHEDH native n’est pas active (donnée non 

montrée). La différence d’activité entre les QEDH et les QHEDH sans cytochrome c 

s’explique par la différence de leur niveau d’expression in vitro (Figure 30 panel B). 

L’inactivité de la QHEDH native pourrait s’expliquer par le fait que le cytochrome c ne peut 

  Acide acétique 

Figure 29 : Test fluorogénique pour la détection de l’activité des alcool déshydrogénases. Les électrons 
résultant de l’oxydation du substrat (éthanol) par les alcool déshydrogénases sont transférés du PQQ réduit au 
PMS (accepteur d’électrons artificiel) et finalement à la résazurine (molécule non fluorescente) qui sera converti 
en résorufine (molécule fluorescente). 
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s’exprimer dans E. coli qu’en présence de plasmides pEC86 contenant les gènes permettant sa 

maturation (ccm genes) [38,47].  

  

 

 

 

 

Bien que l’expression in vitro de la QEDH et de QHEDH sans cytochrome c aient été 

réalisée avec succès en tube, les tests d’expression en gouttes d’eau-dans-l’huile avec un gène 

par goutte n’ont pas été fructueux (voir chapitre IV). En effet, nous avons démontré que 

l’expression de ces protéines in vitro nécessitait une étape supplémentaire d’amplification des 

gènes dans les microgouttelettes. Cette étape rendait la plateforme microfluidique 

d’expression in vitro des protéines très compliquée à mettre en place. En parallèle à d’autres 

travaux du laboratoire visant au développement d’une telle plateforme, nous avons donc 

exploré le développement d’une plateforme microfluidique basée sur l’expression  in vivo de 

ces protéines.      

II.3.3 Expression in vivo, extraction et purification des alcool 
déshydrogénases  

 
 Bien que l’expression in vivo de la QHEDH dans E. coli ait déjà été décrite une 

seule fois par Stoorvogel et al. [38], elle n’a pu être reproduite dans leur laboratoire. 

A. 

    

  1             2              3               4 

Figure 30 : Expression in vitro des alcool déshydrogénases et mesure en spectrophotométrie de leur activité.
(A) Mesure en plaque de 96 puits de l’activité des QEDH et des QHEDH sans cytochrome c exprimées in vitro 
en utilisant le test fluorogénique. Le contrôle négatif représente le résultat de l’expression in vitro sans 
plasmide. (B) Gel en condition dénaturante des QEDH (puit 2) et des QHEDH sans cytochrome c (puit 3) 
exprimées in vitro. 
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L’extraction de l’enzyme se fait directement de C. testosteroni à cause de son faible taux 

d’expression dans E. coli (communication personnelle du Prof J.A. Jongejan avec qui 

travaillait Stoorvogel). Toutes nos tentatives d’expression in vivo de la QHEDH se sont 

révélés infructueux même en présence du plasmide pEC86 qui nous a été fourni par le Prof. 

Goerisch (Université de Berlin) (données non montrées). Comme pour l’expression in vitro, 

tronquer la partie cytochrome c a permis l’expression in vivo de cette enzyme avec succès 

(Figure 31 panel B). L’expression in vivo a donné une concentration de protéine égale à 1 

g/L de culture pour la QEDH et 0,5g/L de culture pour la QHEDH sans cytochrome c.   

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Une fois purifiées, nous avons utilisé ces deux enzymes pour : (i) le développement 

du test fluorogénique et l’étude de l’échange de ses composants entre les microgouttelettes et 

(ii) l’étude des différentes stratégies d’immobilisation sur les électrodes (travaux réalisés au 

sein du laboratoire par T. Beneyton, étudiant en thèse, et en collaboration avec le laboratoire 

« Spectroscopie vibrationnelle et électrochimie des biomolécules » dirigé par le Prof. P. 

Hellwig de la faculté de chimie à l’université de Strasbourg).               

Figure 31 : Gel en conditions dénaturantes des QEDH et QHEDH sans cytochrome c exprimées in vivo et 
purifiées (préparé selon le protocole fourni par Invitrogen) (A) Gel des QEDH purifiées. EB : extrait brut, E1 : 
fraction contenant les enzymes non fixées sur la colonne de purification et correspondant à la QEDH purifiée, 
E3 : fraction contenant les enzymes éluées de la colonne avec 50mM Tris HCl pH8 0.25mM NaCl. (B) gel des 
QHEDH sans cytochrome c. EB : extrait brut, E1 : fraction contenant les enzymes non fixée sur la colonne, E2 : 
fraction contenant les enzymes non fixées sur la colonne et récupérées avec 50mM Tris HCl pH8, E3 : fraction 
contenant les enzymes éluées de la colonne avec 50mM Tris HCl pH8.0, 0.25mM NaCl. E4 : fraction contenant 
les enzymes éluées avec 50mM Tris HCl pH8.0, 0.5mM NaCl. 

  MM                        E3          E1            EB   E4      E3        E2     E1     EB   MM A B 
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II.3.4 Caractérisation de l’alcool déshydrogénase de type II sans 
cytochrome c 

L’expression de la QHEDH sans cytochrome c n’ayant jamais été réalisée 

auparavant, une caractérisation biochimique de cette enzyme a été réalisée. Nous avons ainsi 

étudié sa spécificité et son affinité pour différents substrats, son activité avec différents 

accepteurs d’électrons et son pH d’activité optimum.  

II.3.4.1  Les substrats spécifiques à l’alcool déshydrogénase 

Les paramètres catalytiques apparents K’m et V’max représentant respectivement la 

constante de Michaelis apparente et la vitesse maximale apparente ont été mesurés en utilisant 

le test fluorogénique (décrit dans la section Matériel et Méthodes). Ces paramètres ont par la 

suite été comparés à ceux de la QHEDH. Le Tableau  montre que pour les alcools primaires 

et secondaires, quand la longueur de la chaine augmente nous observons une augmentation du 

V’max et une diminution du K’m de la QHEDH sans cytochrome c. Cependant une faible 

activité en présence d’alcools secondaires a été observée (spécialement en présence du 

l’isopropanol). Ces résultats sont en accord avec ceux de Groen et al. ainsi que ceux de 

Stigter et al. Les deux enzymes, la QHEDH et la QHEDH sans cytochrome c, sont capables 

d’oxyder des alcools linéaires, des alcools secondaires cycliques, des diols ainsi que des 

aldéhydes. Ceci dit il semblerait que la QHEDH sans cytochrome c est un peu plus active que 

la QHEDH en présence des alcools secondaires. Ces résultats restent à confirmer avec des 

expériences supplémentaires.    
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Substrates 

QHEDH (données issues des publications de 

Groen et al. et de Stigter et al. [37,46]) 
QHEDH sans cytochrome c 

K’m (mM) V’max (%) K’m (mM) V’max (%) 

Ethanol 5 75 11.6 92 

1-butanol 0.005 100 0.006 92 

1-pentanol 0.005 100 0.005 100 

1-octanol 0.005 95 0.001 135 

Isopropanol 30 6 51 34 

butan-2-ol 8 10 54 78 

             Butan-1,3-diol 0.28 40 3.4 65 

Acetaldehyde 0.9 80 2.8 95 

Tableau 5: Etude de la spécificité de la QHEDH et de la QHEDH sans cytochrome c vis-à-vis de différents 
substrats. La valeur du V’m est calculée en pourcentage et normalisée par rapport à  celle du pentan-1-ol qui 
est fixée à 100% [37,46]. K’m : affinité de l’enzyme pour son substrat. V’max : vitesse maximale d’oxydation du 
substrat par l’enzyme. 

Nous pouvons donc conclure, qu’en prenant comme référence les données de la 

littérature sur la QHEDH native, il semblerait que la QHEDH sans cytochrome c ait conservé 

son activité avec une légère augmentation de son activité en présence des alcools secondaires. 

Cependant, pour pouvoir correctement comparer ces deux enzymes il faudrait que nous 

arrivions à exprimer et à purifier la QHEDH native.   

II.3.4.2  Activité des alcool déshydrogénases avec différents accepteurs 

d’électrons 

Pour comparer la capacité à transférer des électrons de la QHEDH sans cytochrome c 

à celle de la QEDH et la QHEDH native, l’activité d’oxydation de l’éthanol par ces enzymes a 

été mesurée en présence de six accepteurs d’électrons différents en utilisant le test 

colorimétrique (décrit dans la section Matériel et Méthodes). Ces résultats sont regroupés dans 

le Tableau 6. Les deux types d’enzymes (la QHEDH et la QHEDH sans cytochrome c) sont 

actives en présence de tous les accepteurs d’électrons artificiels testés. Pour les deux enzymes 

la plus grande activité a été observée en présence du Wurster’s Blue. La QHEDH sans 
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cytochrome c montre une activité légèrement plus grande que l’activité de la QHEDH en 

présence des 3 accepteurs d’électrons  suivants : le cytochrome c, le PMS/cytochrome c et le 

DCIP. Contrairement à la QHEDH, qui montre une grande activité en présence du potassium 

ferricyanide, l’enzyme sans cytochrome c a une activité très faible en présence du même 

médiateur. Si nous comparons la QHEDH sans cytochrome c à la QEDH, nous observons 

cette dernière n’est pas active en présence du cytochrome c. L’activité spécifique de la 

QHEDH sans cytochrome c a été déterminée et est égale à 150 µmol de Wurster’s Blue 

réduit/min par mg de protéine (en utilisant un coefficient d’absorption molaire égal à 104 M-

1.cm-1 [19]) alors que cette activité pour la QEDH est égale 36 µmol de Wurster’s Blue 

réduit/min par mg de protéines [37] (ce résultat est en accord avec les données de la 

littérature). Par conséquent, on peut voir que l’activité de la QHEDH sans cytochrome c est 

plus grande que l’activité de la QEDH en présence de tous les accepteurs d’électrons testés. 

Accepteurs d’électrons 
QHEDH sans 

cytochrome c 

QHEDH (données issues de la 

publication de Stigter et al. [46]) 
QEDH 

Wurster's Blue (160µM) 100 100 100 

DCIP 160µM 34 10 2 

PMS/DCIP (120 and 160µM) 66 75 50 

Cytochrome c de cheval 

(700µM) 
18 5 0 

Cytochrome c de cheval + 

PMS 
90 60 10 

Potassium ferricyanide : 

K3Fe(CN)6 (700µM) 
3 100 2 

Tableau 6 : Activité d’oxydation de l’éthanol (1%) de la QHEDH et de la QHEDH sans cytochrome c en 
présence de différents accepteurs d’électrons. Les valeurs sont calculées en pourcentage en considérant que 
celle du Wurster’s blue représente 100%. Abréviation= DCIP : 2,6-dichrlorophénol –indophénol.   

En conclusion, loin de diminuer l’activité enzymatique, la délétion de la partie 

cytochrome c de la QHEDH a donné une enzyme ayant un nouveau spectre de spécificité aux 

médiateurs artificiels différent à la fois de celui des enzymes de type I et de type II testées.  
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II.3.4.3  Détermination du pH optimum des enzymes modèles pour l’oxydation 

d’alcools primaires et secondaires 

 
Les profils d’activité catalytique en fonction du pH de la QHEDH sans cytochrome c 

avec deux alcools (1-propanol et 2-octanol) ont été déterminés en utilisant le test 

colorimétrique (décrit dans la section Matériel et Méthodes) en changeant le tampon Tris HCl 

pH8.0 par un tampon universel (tampon universel de Britton et Robinson) (6.008 g acide 

citrique, 3.893 g KH2PO4, 1.769 g H3BO3, 5.266 g barbital de sodium par litre ajusté avec 

2N de NaOH). Les résultats obtenus ont été comparés à ceux de la QHEDH avec les mêmes 

substrats et issus des travaux de Stigter et al. [46]. La Figure 32 montre que les deux enzymes 

ont des profils d’activité catalytique en fonction du pH comparables pour les deux alcools 

testés. Le pH optimum pour les deux enzymes est ~8. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.3.5 Comparaison de l’expression in vivo des QEDH et QHEDH sans 
cytochrome c en gouttes 

 
Pour pouvoir utiliser le système microfluidique en gouttes pour la sélection des 

alcool déshydrogénases (voir le Chapitre IV), un des pré-requis est de choisir un modèle 

enzymatique dont l’activité peut être mesurée en microgouttelettes d’eau-dans-l’huile. La 

Figure 32 : Pourcentage d’activité relative pour l’oxydation du 1-propanol et du 2-Octanol par la QHEDH 
et de la DHEDH sans cytochrome c en fonction du pH. Les données de la QHEDH sont issues de la 
publication de Stigter et al. [46]. 
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plateforme microfluidique de sélection que nous avons développée est basée sur la mesure en 

gouttes de l’activité des alcool déshydrogénases exprimées in vivo (dans E. coli) puisque la 

plateforme basée sur l’expression in vitro ne pouvait se faire avec un gène par goutte. Avant 

de réaliser les tests en microgouttelettes, des tests préliminaires en microplaque de 96 puits 

ont été réalisés pour nous permettre de choisir laquelle des deux enzymes est la meilleure 

candidate capable d’être exprimée in vivo et détectée en gouttes. Pour ce faire, deux 

suspensions bactériennes ont été préparées comme décrit dans la section Matériel et 

Méthodes. Chaque culture est diluée de sorte à avoir environ une bactérie par goutte de 15pL 

avec un λ= 0,1. Puis un volume de 100µL est prélevé de chaque type de culture et sont 

déposés dans une microplaque de 96 puits. Un volume d’isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside 

(IPTG) est ensuite ajouté de sorte à avoir une concentration finale de 0,1mM d’IPTG. Après 

incubation à température ambiante pendant 14h, les activités de la QEDH et de la QHEDH 

sans cytochrome c exprimées dans les bactéries sont mesurées en utilisant le test 

fluorogénique décrit plus haut (dans la section Matériel et Méthodes).  

Les résultats, représentés dans la Figure 33, montrent que la QHEDH sans 

cytochrome c est nettement plus active que la QEDH et font d’elle l’enzyme anodique modèle 

que nous avons choisi pour l’évoluer afin qu’elle fonctionne dans les conditions de notre 

biopile à éthanol.                   

 

Figure 33 : Suivi pendant 180 minutes  de l’oxydation de l’éthanol par la QEDH et la QHEDH sans 
cytochrome c exprimées in vivo (E. coli). L’expression in vivo des enzymes est réalisée dans une microplaque de 
96 puits pendant 14 heures à 37°C. La mesure de l’activité se fait en présence du test fluorogénique en utilisant 
un spectrofluorimètre. 
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  L’étape suivante est de s’assurer que les composés du test fluorogénique, basé sur la 

réduction de la résazurine et permettant la détection de l’activité de la QHEDH sans 

cytochrome c, restent confinés au sein des gouttes.   

II.4 Conclusions et perspectives  

Dans ce chapitre de la thèse, nous nous sommes intéressés à deux alcool 

déshydrogénases à PQQ comme cofacteur solubles et capables d’oxyder l’éthanol en acide 

acétique [13]. La première est une enzyme de type I (la QEDH) issue de pseudomonas 

aeroginosa, dimérique et nécessitant de l’éthylamine pour son activation. La deuxième est 

une enzyme de type II (la QHEDH) issue de Comamonas testosteroni, monomérique, 

contenant un cytochrome c et ne nécessite pas d’ajout d’éthylamine pour son activation. Pour 

l’expression in vivo et in vitro de cette dernière, nous étions amenés à lui enlever son 

cytochrome c. Les études que nous avons effectuées sur cette nouvelle enzyme ont montré 

qu’il semblerait qu’elle a le même profil que l’enzyme native. Ces résultats doivent être 

confirmés car la comparaison de ces deux enzymes s’est basée sur les données de la QHEDH 

native issues de la littérature. Nous avons aussi observé que la nouvelle enzyme sans 

cytochrome c est plus active, en gouttes et en microplaque, que la QEDH. Par conséquent, 

nous avons considéré que cette enzyme était la meilleure candidate pour l’adapter, par 

évolution dirigée, à fonctionner dans les conditions de la biopile à éthanol que nous voulons 

construire. 

Des études visant à optimiser l’immobilisation de cette nouvelle enzyme sans 

cytochrome c sur différents types d’électrode sont en cours de développement en 

collaboration avec le laboratoire « Spectroscopie vibrationnelle et électrochimie des 

biomolécules » dirigé par le Prof. P. Hellwig de la faculté de chimie à l’université de 

Strasbourg).  

 Différentes banques de la QHEDH sans cytochrome c, contenant différents taux de 

mutations (de 1 à 10 mutations par Kbase) sont en cours de construction par mutagenèse 

aléatoire. Une fois que la plateforme microfluidique de sélection en gouttes sera validée avec 

une sélection modèle, nous passerons à la sélection de cette banque de mutants (voir Chapitre 

IV). Nous pourrons aussi envisager d’utiliser d’autres stratégies pour créer d’autre types de 

banque de la QEDH sans cytochrome c par exemple en utilisant la stratégie du « family-

shuffling » impliquant différentes alcool déshydrogénases homologues ou la méthode 
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CLERY, qui permet de créer des protéines mosaïques de manière aléatoire, développée et 

brevetée en thèse par mon encadrant Dr V. Taly             
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III. Phénomène d’échange de composés entre les gouttes 

III.1 Introduction 

Ces dernières années, la stratégie de la microfluidique en microgouttelettes est 

devenue un puissant outil de sélection à très haut-débit (voir Theberge et al. pour une revue 

récente [1]). En effet, elle permet de miniaturiser et d’automatiser différentes réactions 

biologiques et chimiques telles que le criblage d’inhibiteurs [2,3], la détection d’anomalies 

prénatales [4], l’expression in vitro de protéines [5], l’amplification de l’ADN [5], la mesure 

de cinétiques enzymatiques [6,7], l’évolution dirigée des enzymes [8,9,10], la cristallographie 

des protéines [11,12] ou la synthèse de petites molécules [13,14]. Cependant, pour que les 

microgouttelettes puissent compartimenter efficacement ces différentes réactions trois pré-

requis sont nécessaires : les gouttelettes doivent (i) être stables, (ii) être biocompatibles avec 

le test biologique ou chimique choisi et (iii) permettre aux constituants de ces tests de rester 

confinés afin de garantir l’indépendance et la compartimentation des réactions. Ces propriétés 

sont contrôlées par la structure des molécules tensioactives (partie hydrophobe et hydrophile), 

l’huile porteuse (huile hydrocarbonée ou fluorocarbonée) et la nature chimique des molécules 

contenues dans les gouttelettes (en particulier leur degré de solubilité dans l’eau).  

      Pour stabiliser les gouttes et selon l’huile utilisée des tensioactifs hydrocarbonés 

[15,16,17,18,19] ou fluorocarbonés [20,21,22] ont été utilisés. La durée de la stabilité des 

gouttes est liée à la concentration et à la nature du tensioactif. En effet, Courtois et al. ont 

observé qu’en utilisant le tensioactif hydrocarboné AbilEM90 à 1% dans de l’huile minérale 

les gouttes n’étaient pas stables, en augmentant à 2% les gouttes étaient stables et le restaient 

pendant 4h alors qu’à 3% les gouttent restaient stables 6h (Figure 34). Au bout de 24h, les 

gouttes ne sont plus stables et adhèrent les unes aux autres car l’huile minérale est absorbée 

par le PDMS [18].  
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Figure 34 : Observation microscopique des gouttelettes d’eau dans huile minérale contenant du tensioactif 
hydrocarboné AbilEM90 stockées dans un réservoir microfluidique en PDMS. (A) Les gouttelettes fraichement 
stockées dans le réservoir t=0. (B) Après 6h, les gouttes adhèrent les unes aux autres car l’huile minérale est 
absorbée par le PDMS. (C) Après 24h, les gouttes sont agrégées. D’après Courtois et al. [18]. 

     

Contrairement aux huiles hydrocarbonées, les huiles fluorocarbonées, qui sont à la 

fois hydrophobes et lipophobes, ne sont pas absorbées par le PDMS [23]. Les huiles fluorées 

permettent aussi une bonne solubilité des gaz (très important, par exemple, pour la survie des 

cellules en gouttes) [7,20]. Contrairement aux tensioactifs hydrocarbonés, les fluorocarbonés 

permettent également une meilleure stabilisation des microgouttelettes au cours du temps 

[24]. En effet, comme le montre la Figure 35, les gouttes créées avec un tensioactif 

fluorocarboné en présence d’une huile fluorée (FC40) et stockées dans un module 

microfluidique étaient stables et monodisperses jusqu’à 3 jours [24].    

 

 
 
 
 
 
 
 
 

     
Comme mentionné plus haut, les tensioactifs fluorocarbonés sont composés d’une 

tête hydrophile et d’une queue fluorée. Leur compatibilité avec les biomolécules est 

dépendante de la nature du groupement de leur tête ainsi que de la charge de cette dernière 

[1,25]. Pour ceux qui sont chargés, comme par exemple les tensioactifs comportant un ou 

plusieurs groupements de type carboxylates, leur groupement de tête forme une couche à 

l’interface eau-huile capable d’interagir avec les biomolécules de charges opposées. En 

Figure 35 : Observation microscopique des gouttelettes d’eau dans l’huile perfluorocarbonée (FC40) 
contenant du tensioactif fluorocarboné. Après une  incubation de 3 jours dans un canal microfluidique en 
PDMS, les gouttelettes sont toujours stables et monodisperses. Barre d’échelle : 100µm. D’après Holtze et al. 
[24]. 
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adhérant à cette interface chargée, ces dernières se dénaturent et deviennent inactives [24]. 

Comme alternative, Holtze et al. ainsi que Roach et al. proposent d’utiliser des tensioactifs 

dont le groupement de tête est non-ionique (OEG (Oligo-Ethylène-Glycol) ou PEG (Poly-

Ethylène-Glycol), solubles dans l’eau et capables de former une couche inerte à l’interface 

eau-huile [20,24] (Figure 36).  

 

 

 

 

 

 

Les travaux de Clausell et al., représentés dans la Figure 37, ont confirmé la 

biocompatibilité des tensioactifs fluorocarbonés à tête non-ionique en testant la survie de 

cellules humaines (HEK293T et Jurkat) en présence de tensioactifs fluorocarbonés à tête 

polaire ou non polaire. Ils ont observé que seules les cellules qui étaient en présence de 

tensioactifs à tête non ionique ont survécu et proliféré. Ainsi, les auteurs ont démontré que des 

cellules de type HEK293T encapsulées dans des gouttes de 660 pL pouvaient proliférer (pour 

des incubations allant jusqu’à 14 jours) et être remises en culture ensuite [25].        

    

 

 

 

 

 

Figure 16 : Représentation schématique de la surface des plugs en interaction avec le tensioactif à l’interface 
entre la phase aqueuse et la phase huile fluorée. a) Le tensioactif avec la tête polaire COOH forme une 
interface non inerte responsable de l’adsorption des protéines. b) Le tensioactif avec la tête apolaire Oligo-
Ethylène-Glycol (OEG) forme une interface biocompatible et inerte. D’après Roach et al. [20].   
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Pour le transport des composés entre les gouttes, les études qui ont été réalisées sur 

des gouttes d’eau-dans-l’huile [21,26,27,28] et des gouttes d’eau-dans-l’huile-dans-l’eau 

[29,30,31] immobilisées ont permis d’établir deux mécanismes, les molécules : (i) diffusent 

dans l’huile porteuse [27,29,32,33] ou/et (ii) sont transportés par les micelles qui se détachent 

de l’interface [26,29,30,32,34]. Cette partie sera développée dans le reste de ce chapitre.  

Afin de pouvoir utiliser le système de la microfluidique en gouttes pour la sélection 

d’alcool déshydrogénase optimisées, il est impératif de vérifier au préalable la faisabilité du 

test enzymatique développé en gouttes. Le Dr Linas Mazutis, qui a fait sa thèse dans notre 

A B 

Contrôle (pas de surfactant) 

Sel d’ammonium de 

carbonyle-PFPE 

Figure 37 : Observation microscopique de la survie des cellules HEK293T déposées sur de l’huile perfluorée 
FC40 (3M) en présence de différents types de tensioactifs dont la structure de la tête hydrophile est 
représentée. (A) Les cellules survivent ce qui signifie que les tensioactifs fluorocarbonés à tête apolaire testés 
ici sont biocompatibles. (B) Les cellules meurent et les tensioactifs fluorocarbonés à tête ionique testés sont 
donc non-biocompatibles PFPE : perfluoropolyether (Krytox), PEG : polyethylèneglycole, DMP : 
Dimorpholinophosphate, PLL : poly-L-lysine. D’après Claussell et al. [25]. 
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laboratoire, a montré que l’activité de l’alcool déshydrogénase mesurée en gouttes de 10pL 

était inférieure à celle mesurée en microplaques (Figure 38) [35].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cette faible activité peut s’expliquer par deux phénomènes : (i) le surfactant a un 

effet inhibiteur sur l’alcool déshydrogénase ou (ii) un ou plusieurs substrats ou produits de la 

réaction enzymatique fuient de la goutte.  

Dans ce chapitre de la thèse, nous avons étudié la faisabilité et l’efficacité du test 

fluorogénique de l’alcool déshydrogénase en gouttes. Nous avons, dans un premier temps, 

confirmé et complété les résultats obtenus par le Dr Mazutis en mettant en évidence la fuite 

d’au moins deux composants du test enzymatique choisi (la résorufine et la forme réduite du 

PMS, accepteur d’électrons intermédiaire, voir Figure 29) rendant impossible la détection de 

gouttelettes contenant des variants d’intérêt. Par la suite, ces phénomènes ont été étudiés et 

différentes stratégies ont été testées et validées pour limiter la fuite de composés entre les 

compartiments.       

 

Temps (s) 

Figure 38 : Comparaison de la cinétique de l’alcool déshydrogénase en gouttes (carrés noirs) et 
microplaque de 96 puits (ronds bleus). Les pentes de la réaction enzymatique, réalisées dans les mêmes 
conditions, en microplaque et en gouttes sont respectivement égales à 0.33 et 0.087. Données issues de la thèse 
de Linas Mazutis [35]. 
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III.2  Matériels et méthodes 

 Les tubes PTFE : (poly-tetrafluoroethylene) dont le diamètre interne est de 0.56 mm et 

l’externe est de 1.07 mm ont été acheté de chez Fisher Bioblock. 

 La BSA, la solution de caséine à 5%, la Rhodamine 101, la Sulforhodamine 101, la 

résorufine ainsi que tous les accepteurs d’électrons intermédiaires testés ont été 

achetées chez Sigma Aldrich. 

 L’huile HFE7500 et l’huile FC40 ont été achetées chez 3M. 

III.2.1 Les tensioactifs et les huiles porteuses fluorocarbonés 

Pour les tests entre les gouttes de fuite de la résorufine et des accepteurs d’électrons 

réduits, deux surfactants, dont les structures sont représentées dans la Figure 6, ont été testés. 

Le premier type représenté dans la (Figure 39 panel A) est un tensioactif avec une tête 

hydrophile formée par un groupement Poly-Ethylène-Glycol (PEG) et une queue fluorée 

formée par un groupement Krytox appelé aussi perfluoropolyether (PFPE). Ce tensioactif que 

nous appellerons « le tensioactif EA » dans le reste de ce document, a été caractérisé par 

Holtze et ses collaborateurs [24] et nous a été fourni par Raindance Technologie (Lexington, 

MA, USA). Le deuxième type est composé d’une queue fluorée formée par 1, 2 ou 3 

molécules de krytox en plus d’une tête hydrophile formée par une chaine longue de Jeffamine 

de poids moléculaire de respectivement 600g/mol, 900g/mol, 1000g/mol, 2000g/mol ou 

3000g/mol (Figure 39 panel B). Ces tensioactifs que nous appellerons « les tensioactifs Jeff » 

dans le reste de ce document ont été synthétisés dans notre laboratoire par le Dr E. Mayot et le 

doctorant JF. Bartolo (en thèse sous la direction du Dr V. Taly). 
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Les huiles porteuses perfluorocarbonés utilisées pour les tests de fuite sont les huiles 

FC40 et HFE7500 (3M, Etats-Unis) dont les structures chimiques sont représentées dans la 

Figure 40. L’huile FC40 est totalement fluorée alors que l’huile HFE7500 n l’est que 

partiellement.   

 

 

A 

B 

Figure 39 : Structure chimique des tensioactifs fluorocarbonés. (A) Le tensioactif EA (B) les différents types de 
tensioactifs possédant une tête hydrophile de type Jeffamine. (Cadre bleu) Molécule de krytox (Cadre vert) Tête 
hydrophile du tensioactif qui est un PEG pour le tensioactif EA et un groupement Jeffamine pour le tensioactif 
Jeff. 
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III.2.2 Fabrication des modules microfluidiques 

Pour la fabrication des modules microfluidiques en poly-dimethylsiloxane (PDMS) 

nous avons utilisé la stratégie de lithographie douce. Un moule de SU-8 (MicroChem Corp) a 

été fabriqué sur une galette de silicone (Siltronix) par exposition aux rayons UV (MJB3 

contact mask aligner; SUSS MicroTec) à travers un masque photolitographique (Selba SA) et 

par développement (SU-8 developer; MicroChem Corp). Par la suite, un agent de 

polymérisation (Sylgard 184 silicone elastomer kit; Dow Corning Corporation) a été ajouté au 

PDMS à une concentration finale de 10% (p/p). Cette solution a été mélangée et étalée sur le 

moule, déposée dans une boite de pétri, à une hauteur de ~10mm. Après quelques minutes de 

dégazage et quelques heures de polymérisation à 65°C, le PDMS a été décollé soigneusement 

du moule et les entrées/sorties ont été trouées avec une pince à biopsie « Harris Uni-Core » de 

0.75mm de diamètre (Electron Microscopy Sciences) et nettoyées avec de l’azote sous 

pression. Le PDMS a été collé, du côté contenant les structures microfluidiques, sur une lame 

de verre de microscope 76 *26 *1 mm (Paul Marienfeld GmbH & Co. KG) en les pressant 

ensemble suite à leur exposition à un plasma d’oxygène  (PlasmaPrep 2 plasma oven; GaLa 

Instrumente GmbH). Finalement, les canaux microfluidiques sont nettoyés avec de l’azote 

sous pression après les avoir recouverts d’un revêtement de surface hydrophobe en utilisant 

du silane : 1H, 1H, 2H, 2H-perfluorodecyltrichlorosilane (97 %, ABCR, Karlsruhe, 

Allemagne). 

III.2.3 Le système optique de détection de la fluorescence des 
microgouttelettes 

Le montage optique représenté dans la Figure 41 est composé d’un microscope 

Leica monté sur une plateforme capable d’amortir les vibrations (Thorlabs GmbH). Deux 

A 

B 

Figure 40 : Structure chimique des huiles porteuses perfluorocarbonées FC40 et HFE7500. (A) 
Huile HFE7500 partiellement fluorée et (B) huile  FC40 totalement fluorée. 
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lasers, un laser 532 nm (CrystaLaser CL2000; 50 mW, L532) et un laser 488 nm (Spectra-

Physics Cyan; 20 mW; L488) sont combinés grâce à un miroir dichroïque (D1 = Di01-R488-

25x36; Semrock) et un jeu de miroirs (M = BB1-E02; Thorlabs GmbH). Les faisceaux de 

laser ont été montés, en présence d’une combinaison de lentilles (CL = LJ1878L2-A + 

LJ1653L1-A; Thorlabs GmbH) de 25mm de diamètre, de sorte à avoir une ligne de ~10 

× ~150 µm. A l’intérieur du microscope, la lumière du laser est réfléchie dans un plan LD 

Neofluar 40×/0.55  sur l’objectif du microscope puis dirigée via un canal sur le système 

microfluidique posé sur le microscope. Une caméra Guppy  (Allied Vision) a été installée sur 

la partie supérieure du microscope pour la prise de filmes et de photos lors de la manipulation 

des microgouttelettes. Les lumières émises des gouttes fluorescentes sont capturées par 

l’objectif du microscope pour prendre le même chemin que les faisceaux des lasers. Elles sont 

ensuite séparées du faisceau du laser par un séparateur dichroique de faisceaux ayant une 

longueur d’onde 488/532/638 nm (D2 = Di01-T488/532/638-25x36x5.0; Semrock) et passent 

à travers un filtre 488 nm et 532 nm (C = NF01-488U-25 + NF01-532U; Semrock). La 

lumière fluorescente est décomposée en deux composantes, vert et orange, grâce à un miroir 

dichroïque (D3 = FF562-Di02-25x36). Chaque composant est ensuite filtré à travers un 

ensemble de filtres et de lentilles (B = FF01-625/26 [Semrock] + AC254-030-A1 [Thorlabs 

GmbH] C = FF01-514/30 [Semrock] + AC254-030-A1 [Thorlabs GmbH]) et collecté dans 

deux tubes photomultiplicateurs H5784-20 (Hamamatsu Photonics; PMTg et PMTo). 

L’acquisition et le côntrole de données (DAQ) ont été effectués par une carte « PCI-7831R 

Multifunction Intelligent DAQ » executant un programme écrit dans LabView 8.2 (National 

Instruments). Le tube photomultiplicateur renvoie sur le logiciel Labview une tension U en 

fonction du gain G appliqué au PMT. Afin de pouvoir comparer les différentes valeurs de U 

obtenues pour différents gain, nous avons défini l’unité de fluorescence relative (RFU) 

calculée grâce à la formule suivante : U/G7.2  avec U et G en volts. La valeur de l’exposant 7.2 

nous a été fournie par le fabricant du PMT et a été vérifiée expérimentalement. 
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Figure 41 : Représentation schématique de l’installation du système optique de détection de la fluorescence 
de la résorufine dans des microgouttelettes. L’excitation du fluorophore se fait par un laser bleu L488nm 
focalisé au niveau des canaux microfluidiques et l’émission est mesurée au niveau du PMT bleu. Figure issue de 
la publication de Baret et al. [36]. 
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III.3 Résultats et discussions 

Pour confirmer les observations du Dr. Mazutis sur la possibilité de fuite des 

composés du test fluorogénique de l’alcool déshydrogénase (QEDH) entre les gouttes, nous 

avons crée deux types de gouttes stabilisées avec  1% de tensioactif EA (p/p) dans de l’huile 

HFE7500 : un type contenant les QEDH avec les composés du test fluorogénique et l’autre 

type ne contenant que les composants du test fluorogénique (mais sans enzyme). Ces deux 

populations contiennent également une concentration différente de fluoresceine (5µM pour les 

gouttes contenant l’ensemble des composants du test et 50µM pour l’autre type de gouttes). 

Ces gouttes ont été collectées pendant ~ 60 minutes dans une seringue puis réinjectées dans 

un second module microfluidique pour détecter leur fluorescence (données non montrées). 

Cette analyse a montré que les deux populations de gouttelettes présentaient les différences de 

signaux de « fluorescence verte » attendus (indiquant les deux concentrations de fluoresceine) 

mais présentaient le même niveau de « fluorescence rouge » (indiquant une concentration 

équivalente de résorufine, produit final de notre test enzymatique, dans les deux types de 

gouttelettes) (données non montrées). Ce test nous a permis de confirmer l’hypothèse de la 

fuite de un ou plusieurs composés du test fluorogénique de la QEDH.  Seule la fuite du 

PMSred (forme réduite de la phénazine méthosulfate) et/ ou la fuite de la résorufine produite 

suite à la réduction de la résazurine peuvent expliquer ces résultats (voir Figure 29). 

III.3.1 La résorufine 

III.3.1.1 Développement de la plateforme microfluidique  

Pour étudier le transport de la résorufine entre des gouttes, nous avons développé la 

plateforme microfluidique schématisée dans la Figure 42 et qui est composée de deux 

modules différents. Le premier permet de créer une émulsion composée de deux types de 

gouttelettes alors que le deuxième permet de les réinjecter et d’analyser leur fluorescence. 

Dans un premier temps, une émulsion composée d’un mélange de gouttes contenant 1µM de 

résorufine et de gouttes contenant 100µM de résorufine, a été produite (Figure 42 panel A). 

Ces gouttelettes sont collectées dans une tubulure en PTFE (poly-tetrafluoroethylene) pendant 

~60 minutes et immédiatement réinjectées. Le débit de la phase huile (huile HFE7500 ou 

huile FC40) est ajusté de sorte que les gouttes réinjectées soient suffisamment espacées dans 

le canal microfluidique pour permettre l’analyse de leur fluorescence (Figure 42 panel B). 
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III.3.1.2 Mise en évidence de l’échange de résorufine entre les gouttes       

Pour démontrer l’échange de la résorufine entre les microgouttelettes d’eau-dans-

l’huile, deux types de gouttes de 20 pL ont été crées : un contenant 100µM de résorufine et 

l’autre 1µM de résorufine (Figure 42 panel A). Pour les stabiliser, nous avons utilisé 0,5% 

(p/p) de tensioactif EA dans de l’huile HFE7500. Les débits des deux phases aqueuses étaient 

de 50µL/h et celles des deux phases huiles étaient de 200µL/h. Cette émulsion a été collectée 

pendant 60 minutes dans une tubulure en PTFE puis réinjectée immédiatement dans un 

deuxième module microfluidique pour analyser leur fluorescence pendant 120 minutes 

(Figure 42 panel B). Le débit de l’émulsion réinjectée était de 20µL/h et celle de la phase 

huile qui permettait d’espacer les gouttelettes était de 120µL/h. Les résultats, représentés dans 

la Figure 43, montrent deux populations « dont le niveau de fluorescence » se rapprochent 

l’une de l’autre au cours du temps. La population de gauche correspond aux gouttes contenant 

1µM de résorufine et celle de droite correspond aux gouttes contenant 100µM de résorufine. 

A t=0, ces deux populations sont bien distinctes et après 120 minutes elles sont presque 

confondues. La diminution de la fluorescence des gouttes à 100µM en faveur de 

Figure 42 : Modules microfluidiques utilisés pour tester la fuite de la résorufine entre microgouttelettes.
(A) Le module microfluidique de création d’une émulsion composée d’un mélange de gouttes contenant 
1µM de résorufine et de gouttes contenant 100µM de résorufine. (B) Le module microfluidique de 
réinjection des gouttes pour les analyser.   
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l’augmentation de celles contenant 1µM s’explique par une fuite de la résorufine des gouttes 

fortement concentrées vers les moins concentrées jusqu’à atteindre un état d’équilibre.       

   

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Les étapes suivantes se sont essentiellement axées sur la caractérisation de ce 

phénomène de fuite entre les gouttelettes et sur la recherche de moyens permettant de le 

limiter. Ces travaux s’inscrivent dans le cadre d’une collaboration avec l’équipe du Dr JC. 

Baret (Max-Planck Institute for Dynamics and Self-organization, Goettingen, Germany).  

III.3.1.3  Effets de la concentration de tensioactif  

Pour étudier l’effet de la concentration de tensioactif EA sur l’échange de la 

résorufine entre les microgouttelettes, nous avons, à nouveau, utilisé la plateforme 

microfluidique décrite dans la Figure 42. Pour cela, différentes émulsions ont été créées en 

faisant varier à chaque fois la concentration du tensioactif EA dans l’huile HFE7500 de 0,25% 

à 8% (p/p). Chaque émulsion est constituée d’un mélange de gouttes contenant 100µM de 

résorufine et de gouttes contenant 1µM de résorufine. Les débits des phases aqueuses et de la 

phase huile que nous avons utilisés pour créer ces gouttes de 20pL sont regroupés dans le 

Tableau 7.  

 

Figure 43 : Suivi pendant 2 heures de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées avec le 
tensioactif EA à 0,5% (p/p) dans de l’huile HFE7500. 
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Concentration (%) du 

tensioactif EA dans l’huile 

HFE 7500 (p/p) 

Débit de la phase 

aqueuse 

contenant 100µM 

de résorufine 

(µL/h) 

Débit de la 

phase aqueuse 

contenant 1µM 

de résorufine 

(µL/h) 

Débit de la phase 

huile (1) (µL/h) 

Débit de la phase 

huile (2) (µL/h) 

0,25 50 50 200 200 

0,5 50 50 200 200 

2 50 50 280 280 

4 50 50 320 320 

8 50 50 400 400 

Tableau 7 : Les différents débits des phases dispersées et continues utilisées pour créer des microgouttelettes 
de 20pL de volume en fonction de la concentration du tensioactif EA dans l’huile HFE7500 utilisée.    

Pour caractériser l’échange entre les gouttes, nous nous sommes basés sur le calcul 

d’un paramètre α pour chaque concentration de tensioactif EA dans l’huile HFE7500 utilisée. 

Ce  paramètre α est donnée par l’équation suivante :  

 

RFUmax et RFUmin représentent respectivement l’intensité de la fluorescence des gouttes à 

haute concentration et à faible concentration de résorufine au cours du temps alors que 

RFU0max et RFU0min représentent respectivement l’intensité de la fluorescence des gouttes à 

haute concentration et à faible concentration de résorufine à t=0. Le temps t=0 est défini 

comme le temps auquel nous mesurons la fluorescence des premières gouttes réinjectées. A 

t=0, le paramètre α est égal à 1. S’il y a échange de résorufine entre les deux types de gouttes, 

α tend vers 0. Ceci s’explique par une diminution de la fluorescence des gouttes contenant 

initialement une importante concentration de résorufine en faveur d’une augmentation de la 

fluorescence des gouttes contenant initialement une faible concentration de résorufine (tend 

vers un état d’équilibre de la concentration des deux types de gouttes). Les résultats obtenus 

sont représentés dans la Figure 44. Ils montrent que pour les concentrations élevées de 

tensioactif (4% et 8%), l’échange de résorufine entre les gouttes est très rapide, le paramètre α 

tend vers 0 au bout de 60min alors que pour des concentrations moins élevées (2%, 0,5% et 

0,25%) cet échange est moins rapide. En effet, le paramètre α commence à tendre vers 0 au 

bout de 120 min. La vitesse de l’échange de résorufine entre les gouttes est dépendante de la 

concentration de tensioactif utilisée, elle est donc micellaire.       

α = log (RFUmax/RFUmin) / log (RFU0max/RFU0min) 
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Ces travaux font l’objet d’une publication, en cours de préparation, en collaboration 

avec l’équipe du Dr JC. Baret (Max-Planck Institute for Dynamics and Self-organization, 

Goettingen, Germany). Des analyses quantitatives sont en cours pour permettre de relier les 

cinétiques d’échange de molécules aux grandeurs physico-chimiques des tensioactifs telles 

que les concentrations micellaires en solution. 

III.3.1.4  Les Différentes stratégies testées pour diminuer l’échange de 

résorufine 

III.3.1.4.1   Effet de l’ajout de biopolymères    

Pour résoudre le problème de l’échange de résorufine entre les gouttes, la première 

stratégie que nous avions choisie était d’ajouter des biopolymères au sein des 

microgouttelettes. L’albumine de sérum bovin (ASB plus connue sous le nom de BSA en 

anglais) était celui que nous avions testé dans un premier temps. Pour étudier l’effet de la 

BSA sur l’échange de résorufine entre les gouttes, nous avons utilisé encore une fois la 

plateforme microfluidique décrite dans la Figure 42 pour créer différentes émulsions. 

Chacune est formée d’un mélange de deux types de gouttes de 20pL stabilisées avec le 

tensioactif EA dans l’huile HFE7500 à 1% (p/p) : un type contenant 100µM de résorufine 

Figure 44 : Suivie sur 2 heures de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées avec l’huile 
HFE7500 en présence du tensioactif EA à différentes concentrations : 0,25% ; 0,5% ; 2% ; 4% et 8%. Avec 

α= log (RFUmax/RFUmin) / log (RFU0max/RFU0min). 



Chapitre III : Phénomène d’échange de composés entre gouttes 

 

85 
 

avec ou sans BSA et l’autre type 1µM de résorufine avec ou sans BSA. Les concentrations de 

BSA testées variaient entre 1mg/mL et 50mg/mL. Sur la Figure 45 nous avons représenté les 

résultats que nous avons obtenus avec 25mg/mL et 50mg/mL de BSA. Pour les concentrations 

inférieures à 25mg/mL, nous n’avons observé aucun effet sur la fuite de fluorophore entre les 

gouttes (données non montrées).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 45 : Suivi pendant 2 h de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées dans l’huile HFE 
7500 en présence du tensioactif EA à 1% (p/p). En absence de BSA (carrés noirs), en présence de 25mg/mL de 
BSA (ronds rouges) et en présence de 50mg/mL de BSA (triangles verts). Avec α = log (RFUmax/RFUmin) / log 
(RFU0max/RFU0min). 

Pour les gouttes sans BSA la fuite de résorufine entre les gouttes est rapide, le 

paramètre α tend vers 0 après ~120 minutes (état d’équilibre des concentrations des deux 

types de gouttes) (Figure 45). Cependant, l’ajout de 25mg/mL ou de 50mg/mL de BSA a 

considérablement diminué la vitesse de l’échange de fluorophore entre les gouttes. En effet, 

en présence de 25mg/mL de BSA, la valeur de α est égale à ~ 0.5 après 120 minutes ce qui 

signifie que nous n’avons que ~50% de fuite. En présence de 50mg/mL de BSA, la valeur de 

α est égale à ~ 0.6 après 120 minutes ce qui signifie que nous n’avons que ~40% de fuite. Ce 

phénomène peut s’expliquer par la capacité de la BSA à s’adsorber à l’interface eau-huile et à 

y former un biofilm. Ces résultats sont en accord avec les travaux de Courtois et al. qui ont 

réussi à diminuer la fuite d’un analogue de la fluorescéine (3-O-Methylfluoresceine) en 

ajoutant 5% (p/v) soit 50mg/mL de BSA au sein de leurs gouttes (la fuite à diminué de 45% à 

3% au bout de 7 heures). Ces derniers utilisent une huile minérale en présence d’un tensioactif 

hydrocarboné Abil EM 90 à 3% (p/p) [19]. Des travaux plus anciens ont aussi rapporté la 

capacité des biopolymères tels que la BSA à stabiliser les doubles émulsions d’eau-dans-
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l’huile-dans-l’eau et à éviter la fuite des composés qu’elles contiennent grâce à leur grande 

capacité à former des complexes au niveau de l’interface eau-huile [31,37]. 

Nous avons ensuite étudié l’effet de l’ajout de ces différentes concentrations de BSA  

(de 1mg/mL à 50mg/mL) sur l’activité de l’alcool déshydrogénase (ADH) purifiée en utilisant 

le test fluorogénique décrit dans le Chapitre II. Ce test a été réalisé en microplaque à 96 puits 

(comme décrit dans la section Matériel et Méthodes du Chapitre II) et les mesures ont été 

faites à 25°C grâce à un spectrofluorimètre SpectraMax M5 (Molecular Devices, CA). Les 

résultats de la Figure 46 montrent que l’ajout de la BSA a un effet inhibiteur sur l’activité de 

l’ADH. Cette inhibition qui est directement liée à la concentration de BSA utilisée peut 

s’expliquer par deux phénomènes : soit (i) par inhibition directe de l’enzyme soit (ii) par 

complexations à la résazurine limitant ainsi sa réduction soit au PMS. Ce résultat est en 

accord avec les travaux de Kusuda et al. qui ont déjà démontré et étudié la capacité de la BSA 

à se complexer aux polyphénols naturels [38].         

  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
En conclusion, bien que l’ajout de la BSA permette de diminuer considérablement la 

fuite de la résorufine entre les microgouttelettes, elle s’avère n’être pas compatible avec le test 

fluorogénique de l’alcool déshydrogénase en gouttes. Par conséquent, nous avons cherché un 

moyen, autre que l’ajout de BSA dans les gouttes, pour limiter la fuite de résorufine. Nous 

avons dans un deuxième temps, testé l’ajout d’un autre biopolymère, la caséine, au sein des 

Figure 46 : Mesure en microplaque de 96 puits de l’activité d’oxydation de l’éthanol par l’alcool 
déshydrogénase en présence de différentes concentrations de BSA. Ce test a été réalisé en présence de 100mM 
Tris-HCl pH 8.0, 10 mM CaCl2, 5 mM Ethylamine, 10 µM PQQ, 400 µM PMS, 200 µM resazurine et 1% 
éthanol. 
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gouttes pour étudier son effet sur le phénomène d’échange du fluorophore. Nous avons utilisé 

encore une fois la plateforme microfluidique décrite dans la Figure 42 pour créer différentes 

émulsions. Chacune est formée d’un mélange de deux types de gouttes de 20pL stabilisées 

avec le tensioactif EA dans l’huile HFE7500 à 1% (p/p) : un type contenant 100µM de 

résorufine avec ou sans caséine et l’autre type 1µM de résorufine avec ou sans caséine. Les 

concentrations de caséine testées variaient entre 1mg/mL et 25mg/mL. Sur la Figure 47 nous 

avons représenté les résultats que nous avons obtenus avec 25mg/mL de caséine. Pour les 

concentrations inférieures à 25mg/mL, nous n’avons observé aucun effet sur la fuite de 

fluorophore entre les gouttes (données non montrées).    

  

 

 

 

 

 

 

Les résultats de la Figure 47 montrent que pour les gouttes sans caséine la fuite de 

résorufine entre les gouttes est rapide, le α tend vers 0 après ~120 minutes (état d’équilibre 

des concentrations des deux types de gouttes). L’ajout de 25mg/mL de caséine a tendance à 

légèrement augmenter la vitesse d’échange de la résorufine entre les gouttes. Par conséquent, 

nous avons cherché un moyen, autre que l’ajout de BSA ou de la caséine dans les gouttes, 

pour limiter la fuite de résorufine.   

III.3.1.4.2  Effets de l’huile porteuse  

La seconde stratégie que nous avons testée pour diminuer la fuite de la résorufine 

entre les gouttes était de remplacer l’huile porteuse HFE7500 partiellement fluorée par l’huile 

Figure 47 : Suivi pendant 2 h de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées dans l’huile HFE 
7500 en présence du tensioactif EA à 1% (p/p). En absence de caséine (carrés noirs), en présence de 25mg/mL 
de caséine (ronds rouges). Avec α = log (RFUmax/RFUmin) / log (RFU0max/RFU0min). 
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FC40 qui est totalement fluorée. Pour cela, nous avons utilisé la plateforme microfluidique 

décrite dans la Figure 42 pour créer 2 émulsions différentes. Une des émulsions est stabilisée 

avec l’huile porteuse FC40 en présence du tensioactif EA à 4% (p/p) alors que l’autre est 

stabilisée avec l’huile porteuse HFE7500 en présence du tensioactif EA à 4% (p/p) (au 

dessous de cette concentration les gouttelettes ne sont pas stables). Chaque émulsion est 

constituée d’un mélange de deux types de gouttes de 20pL contenant 100µM de résorufine 

pour l’un et 1µM de résorufine pour l’autre. Les résultats, illustrés dans la Figure 48, 

montrent que l’utilisation de l’huile FC40 diminue considérablement la fuite du fluorophore 

entre les gouttes. En effet, nous observons qu’au bout de 120 minutes et en présence de 4% de 

tensioactif EA dans FC40, la valeur de α est égale à ~0.6 (40% de fuite) alors qu’elle tend 

vers 0 (fuite totale entre les gouttes) au bout de ~60 minutes et en présence de 4% de 

tensioactif EA dans HFE. Même à une concentration de 0,25% de tensioactif EA dans HFE 

7500, la fuite de résorufine entre les gouttes est plus rapide que celle en présence de 4% de 

tensioactif EA dans FC40, le α est égal à 0,1 (90% de fuite) après 120 minutes. Il s’avère donc 

que l’huile fluorée FC40 est meilleure candidate que l’huile HFE7500 puisque son utilisation 

en présence du tensioactif EA a permis de diminuer la fuite de la résorufine entre les gouttes 

pendant 2 heures.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Jusque là, nous avons étudié l’échange de la résorufine entre les gouttes pendant 2 

heures. Ce temps était suffisant parce qu’il correspondait au temps du test enzymatique de 

Figure 48 : Suivi de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées avec HFE7500 en présence du 
tensioactif EA et des gouttes stabilisées avec FC40 en présence du tensioactif EA pendant 2 heures. Avec α = 
log (RFUmax/RFUmin) / log (RFU0max/RFU0min) 
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l’alcool déhydrogénase en gouttes. Cependant, comme décrit dans le Chapitre IV, l’étape de 

production de l’ADH par Escherichia coli en gouttes se fait toute la nuit à température 

ambiante et donc il est primordial que les gouttes stabilisées avec 4% de FC40 en présence du 

tensioactif EA soient stables pendant leur incubation. Nous avons créé des gouttes de 20pL 

contenant l’alcool déshydrogénase en présence de son test fluorogénique décrit dans le 

Chapitre II. Ces gouttes, stabilisées avec 4% (p/p) de tensioactif EA dans l’huile FC40, sont 

collectées dans une seringue. Après une incubation à température ambiante pendant une nuit, 

l’émulsion n’était plus stable (données non montrées). Par conséquent, nous avons étudié 

l’effet de l’huile HFE 7500 sur la stabilité des gouttes sur une nuit. Pour cela, nous avons créé 

des gouttes de 20pL contenant l’alcool déshydrogénase en présence de son test fluorogénique. 

Ces gouttes, stabilisées avec 1% (p/p) de tensioactif EA dans l’huile HFE7500, sont collectées 

dans une seringue. Après une incubation à température ambiante pendant une nuit, l’émulsion 

était encore stable (données non montrées). Nous pouvons donc conclure que bien que 

l’utilisation de l’huile totalement fluorée FC40 permette de diminuer la fuite de la résorufine 

entre les gouttes, nous ne pouvons l’utiliser du fait qu’elle ne permet pas de stabiliser les 

gouttes sur toute une nuit. Par conséquent, nous ne pouvons utiliser que l’huile HFE7500 

partiellement fluorée. 

III.3.1.4.3  Effets du tensioactif  

La troisième stratégie que nous avons choisie pour remédier au problème de fuite de 

la résorufine entre les gouttes était de changer de tensioactif. L’idée est d’utiliser l’huile 

fluorée HFE7500 mais en remplaçant le tensioactif EA par un des 5 tensioactifs Jeff 

synthétisés dans notre laboratoire par le Dr. E. Mayot et le doctorant JF. Bartolo (Figure 39). 

Pour cela, nous avons encore une fois utilisé la plateforme microfluidique décrite dans la 

Figure 9 pour créer 5 émulsions différentes. Chacune, formée par un mélange de gouttes à 

100µM et 1µM de résorufine, est stabilisée par un type différent de tensioactif Jeff. La 

dilution de ces tensioactifs dans l’huile HFE7500 est ajustée de telle sorte à avoir les 5 

émulsions stabilisées avec la même concentration, en prenant en considération le nombre de 

molécules de krytox utilisées pour chaque surfactant jeff (c'est-à-dire 1 krytox pour le 

jeff1000, 2 krytox pour les jeff600, jeff900 et jeff2000 et 3 krytox pour le jeff3000). Les 

résultats représentés sur la Figure 49 montrent que la fuite de la résorufine est très rapide 

entre les gouttes stabilisées avec HFE7500 en présence des tensioactifs jeff3000 et 2000 : le 

paramètre α tend vers 0 au bout de ~30 minutes (fuite totale et état d’équilibre des 

concentrations des gouttes). En présence du tensioactif Jeff1000 et Jeff 600 la fuite du 
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fluorophore est à peu près similaire à celle en présence des des tensioactifs jeff3000 et 2000. 

Cependant si nous comparons la fuite de la résorufine en présence du tensioactif Jeff900 avec 

celle en présence du tensioactif EA, nous remarquons que la première est moins rapide que la 

deuxième. En effet, avec le tensioactif Jeff900 la valeur de α est égale à ~0,3 après 120 

minutes alors qu’elle est égale à ~0,1 avec le tensioactif EA.                

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

  
Pour s’assurer de la stabilité sur la nuit des gouttes produites en présence de 1% 

d’huile HFE 7500 et du tensioactif Jeff900, nous avons encore une fois créé des gouttes de 

20pL contenant l’alcool déshydrogénase en présence de son test fluorogénique. Après une 

incubation à température ambiante pendant une nuit, l’émulsion était encore stable. Il s’avère 

donc que l’utilisation de l’huile HFE7500 en présence du tensioactif Jeff900 soit la meilleure 

combinaison pour diminuer la fuite de la résorufine entre les gouttes tout en les gardant 

stables pendant toute une nuit.  

Pour conclure, après avoir démontré et étudié l’échange de la résorufine entre des 

gouttes d’eau-dans-l’huile, nous avons testé différentes stratégies afin de déterminer celle qui 

permet d’avoir un compromis conciliant en même temps trois paramètres. Ces derniers sont la 

stabilité des gouttes pendant toute la durée du test, la biocompatibilité du tensioactif et l’huile 

fluorée utilisés avec le test de l’alcool déshydrogénase et le minimum d’échange possible de 

la résorufine, produit de la réaction enzymatique, entre les gouttes. 

Figure 49 : Suivie sur 2 heures de l’échange de la résorufine entre des gouttes stabilisées avec HFE7500 en 
présence de différents tensioactifs fluorocarbonés jeffamine. Avec α = log (RFUmax/RFUmin) / log 
(RFU0max/RFU0min) 



Chapitre III : Phénomène d’échange de composés entre gouttes 

 

91 
 

III.3.2  Le phénazine méthosulfate réduit (PMSred)  

III.3.2.1  Développement de la plateforme microfluidique 

Pour l’étude de l’échange de la forme réduite des accepteurs d’électrons 

intermédiaires entre les microgouttelettes, nous avons utilisé la plateforme microfluidique 

représentée dans la Figure 50. Le problème de ces médiateurs pour nous est que, 

contrairement à la résorufine, ils ne sont pas fluorescents. Par conséquent, nous avons choisi 

d’utiliser le test fluorogénique de l’alcool déshydrogénase décrit dans la Figure 29 dans 

lequel la réduction de la résazurine en résorufine (produit fluorescent) ne se fait qu’en 

présence de la forme réduite des accepteurs d’électrons intermédiaires. Pour ce test, nous nous 

sommes placés dans des conditions où la fuite de résorufine est minimale et connue. Comme 

schématisé dans la Figure 50, une émulsion composée de deux types de gouttes a tout 

d’abord été réalisée dans un double créateur de gouttes (Figure 50 panel A). Pour les 

stabiliser, nous avons utilisé, 4% (p/p) de tensioactif EA dans de l’huile FC40. Nous avons 

utilisé l’huile FC40 au lieu de l’huile HFE7500 pour nous mettre dans les conditions 

minimales de fuite de la résorufine. Le premier type contient les enzymes ainsi que tous les 

composés du test fluorogénique (c'est-à-dire l’éthanol, le PQQ, le PMS et la résazurine) alors 

que le deuxième type ne contient que l’éthanol, le PQQ et la résazurine. Les débits des deux 

phases aqueuses étaient de 50µL/h et celui de la phase huile était de 400µL/h. Ces gouttes ont 

été collectées dans une tubulure en PTFE pendant ~60 minutes puis réinjectées 

immédiatement dans le deuxième module de la plateforme (Figure 50 panel B) pour les 

analyser avec le même système de détection utilisé pour étudier la fuite de la résorufine.  
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A 

B 

réduit 

Figure 50 : Plateforme microfluidique utilisée pour tester la fuite des accepteurs d’électrons entre les 
microgouttelettes. (A) Le module microfluidique de création de deux types de gouttes. (B) le module 
microfluidique de réinjection des gouttes pour les analyser. 
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III.3.2.2 Echange de la phénazine méthosulfate réduite entre les 

gouttes 

Après avoir réussi à diminuer le transport de la résorufine entre les microgouttelettes, 

nous avons cherché à savoir s’il y avait aussi échange ou non de l’accepteur d’électrons 

intermédiaire, le PMS, entre les gouttes. Pour cela, nous avons utilisé la plateforme 

microfluidique décrite dans la Figure 10 pour créer une émulsion contenant un mélange de 

deux types de gouttes de 20pL. Ces deux types de gouttes contiennent :  

   

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Cette émulsion a été collectée pendant ~60 minutes dans une tubulure en PTFE puis 

réinjectée dans le module microfluidique représenté dans la Figure 50 panel B afin d’être 

analysées grâce au système optique décrit dans la Figure 41. Les résultats illustrés dans la 

Figure 51 panel A montrent que les gouttes sans enzyme ni PMS augmentent en fluorescence 

presque à la même vitesse que les gouttes contenant l’ensemble des réactifs. L’augmentation 

de la fluorescence des gouttes sans enzymes ni PMS ne peut s’expliquer que par une fuite du 

PMSred des gouttes contenant l’ensemble des réactifs après oxydation de l’éthanol puisque la 

réduction de la résazurine permettant la formation de la résorufine ne peut se faire qu’en sa 

présence. Pour confirmer ce résultat nous avons réalisé un test contrôle dans lequel les deux 

types de gouttes décrits ci-dessus ont été crées séparément l’un de l’autre et déposés dans 

deux puits d’une microplaque de 96 puits que nous avons recouverts d’une couche d’huile 

minérale. La fluorescence des deux types de gouttes a été mesurée pendant 120 minutes grâce 

à un spectrofluorimètre SpectraMax 5 (λ excitation= 540nm et λ émission= 590nm). Les résultats, 

représentés dans la Figure 51 panel B, montrent que seules les gouttes contenant enzyme et 

Premier type de gouttes : 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Alcool déshydrogénase  

• Ethylamine (5mM)  

• PMS (400µM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 

 

Deuxième type de gouttes 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 
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PMSred augmentent en fluorescence. Les résultats représentés dans les panels A et B, prouvent 

clairement qu’il y a échange du PMSred entre les microgouttelettes.   

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
    

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 51 : Mesure de la fluorescence de gouttes avec et sans PMS pendant 2 heures. (A) les deux types de 
gouttes sont analysés en même temps au sein d’une même émulsion. (B) les deux types de gouttes sont analysés 
séparément comme contrôle. (En noir) gouttes sans PMS et (en rouge) gouttes avec PMS. 

  

III.3.2.3 Différentes stratégies pour diminuer l’échange de PMS red  

Pour résoudre le problème de fuite du PMSred des gouttes, notre première stratégie 

était de trouver un autre accepteur d’électrons qui soit capable de jouer le rôle de médiateur 

intermédiaire dans le test fluorogénique de la QEDH en acceptant les électrons du PQQ pour 

 

 

A 

Temps (min) 

Temps (min) 

B 

Temps (min) 
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les transférer à la résazurine. Pour cela différentes molécules commerciales, regroupées dans 

le Tableau 8, ont été testées en microplaque de 96 puits.  

Nom de l’accepteur 

d’électrons intermédiaire 
Structure chimique 

Toluidine Blue O 

 

 

New Méthylène Blue N 

 

 

 

Ethylène viologène 

dibromide 

 

Safranine T 
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Tableau 8 : Les différents accepteurs d’électrons commerciaux testés avec l’alcool déshydrogénase en 
présence du test fluorogénique de l’alcool déshydrogénase.  

De toutes les molécules commerciales testées, seule la phénazine éthosulfate (PES) 

permettait de remplacer le PMS pour détecter l’activité catalytique de la QEDH (Figure 52). 

En effet, toutes ces molécules à l’exception du PES n’était pas capable de transférer les 

électrons du PQQ vers la rsazurine pour la réduire afin qu’elle soit convertie en résorufine.  

 

 

 

 

1-Methoxy-5-

MethylPhenazinium 

MethylSulfate (MMPMS) 

 

Methyl viologène dichloride 

hydrate  

 

Meldola’s blue 

 

 

phénazine éthosulfate (PES) 
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L’échange du PES entre deux types de gouttes a par la suite été évalué, de la même 

manière que pour le PMS, grâce à une émulsion contenant un mélange de deux types de 

gouttes de 20pL. Ces deux types de gouttes contiennent :  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Premier type de gouttes : 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Alcool déshydrogénase  

• Ethylamine (5mM) 

• PES (400µM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 

 

Deuxième type de gouttes 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 

 

 

 

Figure 52 : Suivi en microplaque de 96 puits de l’oxydation de l’éthanol par l’alcool déshydrogénase en 
présence de PMS et en présence de PES pendant 2h. Cinétiques de l’alcool déshydrogénase en présence du 
PMS (Courbe noire) et  en présence du PES (courbe rouge). 
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Les résultats de la mesure de la fluorescence de l’émulsion avec le mélange des 

gouttes avec enzyme et PES et des gouttes sans enzyme ni PES ont montré qu’il y a fuite du 

PES mais qu’elle est moins importante que pour le PMS (Figure 53). Nous avons toutefois 

continué à chercher une autre stratégie qui permettrait de diminuer cet échange entre les 

gouttes. Comme deuxième alternative, nous avons décidé, en collaboration avec les Dr A. el 

Harrak et E. Mayot, d’augmenter l’hydrophilicité du PMS en remplaçant chimiquement son 

groupement méthyle par un groupement hydrophile (un groupement sulfonate). En nous 

basant sur les travaux d’Otto S. Wolfbeis et al., nous avons synthétisé le composé « 3-

phenazin-5-ium-5-yl propane-1-sulfonate » (Figure 54) que nous appellerons PPS dans le 

reste de ce document.                 

 

 

 

 

 

Figure 53 : Suivi en goutte et pendant 2h de l’oxydation de l’éthanol par l’alcool déshydrogénase en présence 
et en absence de PES. Mesure de la fluorescence d’une émulsion contenant deux types de gouttes : gouttes 
contenant l’ensemble des réactifs du test enzymatique dont le PES (courbe noire) et gouttes contenant 
l’ensemble des réactifs du test enzymatique sans le PES (courbe rouge). 
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Après avoir démontré l’efficacité du test fluorogénique en présence du PPS à la place 

du PMS (données non montrées), l’échange du PPS entre gouttes a été testé, en suivant la 

même stratégie utilisée pour le PMS et le PES, grâce à une émulsion contenant un mélange de 

deux types de gouttes de 20pL. Ces deux types de gouttes contiennent :  

 

 

 

 

 

 

 

 

La mesure de la fluorescence de l’émulsion avec le mélange des gouttes avec enzyme 

et PPS et des gouttes sans enzyme ni PPS a montré que seules les gouttes contenant enzyme et 

PPS augmentent en fluorescence (Figure 55). La légère augmentation de la fluorescence des 

gouttes sans enzyme ni PPS est probablement due à la fuite de la résorufine. Ce test a été 

Premier type de gouttes : 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Alcool déshydrogénase  

• Ethylamine (5mM) 

• PPS (400µM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 

 

Deuxième type de gouttes 

• Tampon Tris HCl pH8 (50mM) 

• Résazurine (200µM) 

• Ethanol (1%) 

• CaCl2 (10mM) 

• PQQ (10µM) 

 

 

 

Figure 54 : Structure chimique de l’accepteur d’électrons PPS : « 3-phenazin-5-ium-5-yl propane-1-
sulfonate ». 
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effectué sur des gouttes stabilisées avec 4% (p/p) de tensioactif EA dans l’huile FC40, le 

même résultat a été obtenu en utilisant 1% (p/p) de tensioactif Jeff900 dans l’huile HFE7500 

(données non montrées). Ce résultat est en accord avec les travaux récents de Woronoff et al. 

au sein de notre laboratoire, qui ont pu démontrer eux aussi que greffer un groupement 

sulfonate sur un composé très hydrophobe contenant la coumarine comme groupement fluoré, 

permettait de diminuer son hydrophobicité diminuant ainsi son échange entre les gouttes [39]. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

En conclusion, il a été possible de résoudre le problème de l’échange de l’accepteur 

d’électrons intermédiaire sous sa forme réduite, le PMSred, entre les microgouttelettes en 

diminuant son hydrophobicité par greffage d’un groupement sulfonate. Afin de confirmer ces 

résultats, nous avons aussi observé le rôle de ce groupement avec les fluorophores 

commerciaux pour diminuer leur fuite entre les gouttes. Nous avons choisi dans le commerce 

deux fluorophores : un non sulfoné « Rhodamine 101 » et l’autre sulfoné «Sulforhodamine 

101» dont les structures sont représentées dans la Figure 56 panel A et B respectivement. La 

fuite de chacun de ces deux composés entre des gouttes de 20pL a été testée en utilisant la 

plateforme microfluidique décrite dans la Figure 50 en suivant le même protocole 

expérimental utilisé pour tester la fuite de la résorufine. Pour chaque fluorophore, nous avons 

représenté sur la Figure 56 panel C, les résultats des échanges dans un mélange de gouttes 

contenant une forte concentration de fluorophore et des gouttes contenant une faible 

concentration de fluorophore. Théoriquement, s’il y a échange de fluorophore entre les 

 

Figure 55: La mesure dans le système microfluidique de la fluorescence d’une émulsion contenant un 
mélange de microgouttelettes contenant ou non le PPS. (En rouge) suivi de la fluorescence des gouttes 
contenant du PPS (en noir) suivi de la fluorescence des gouttes ne contenant pas de PPS. 
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gouttes la valeur de α  diminue jusqu’à tendre vers 0 ce qui correspond à l’état d’équilibre des 

concentrations des deux types de gouttes en terme de fluorescence. Par contre s’il n’y a pas 

d’échange de fluorophore, ce rapport ne diminue pas et reste constant et égal à 1. Les résultats 

expérimentaux de la Figure 22 panel C montrent qu’il y a un échange rapide de la 

« Rhodamine 101 » entre les gouttes faiblement et fortement concentrées. En effet, la valeur 

de α tend vers 0 au bout de ~60 minutes. Alors que pour la « Sulforhodamine 101 », la valeur 

de α n’a pas diminué et est restée constante pendant 120 minutes. L’absence d’échange de la 

« Sulforhodamine 101 » entre les gouttes est probablement due à la présence du groupement 

sulfonate.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 56 : Structure chimique de la « Rhodamine 101 » et de la « Sulforhodamine 101» et suivi  dans le 
système microfluidique de l’échange de chacune des deux entre des microgouttelettes de 20pL. (A) Structure 
chimique de Rhodamine 101 (B) Structure chimique de la sulforhodamine 101 (C) suivi de l’échange de chacun 
de ces deux fluorophores dans un mélange de deux types de gouttes fortement et faiblement concentrés en 
fluorophore. Avec α= log (RFUmax/RFUmin) / log (RFU0max/RFU0min). 

     

A B 

C C 
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En conclusion, l’ajout d’un groupement sulfonate sur une molécule hydrophobe permet de 

diminuer fortement leur échange entre les gouttes d’eau dans de l’huile.     

III.4 Conclusions et perspectives  

En conclusion, nous avons démontré dans ce chapitre qu’il est possible de réduire 

l’échange de molécules (fluorescentes ou non) entre des gouttes d’eau-dans-l’huile. En effet, 

nous avons réussi dans ces travaux à diminuer l’échange de la résorufine, produit de la 

réduction de la résazurine, et du PMS (sous sa forme réduite) entre des goutes. Puisque ces 

deux composés sont les produits de la réaction catalytique couplée à l’oxydation de l’éthanol 

par l’alcool déshydrogénase, il était impératif qu’ils demeurent confinés dans les gouttes 

pendant la durée du test afin de permettre la détection de l’activité enzymatique et la sélection 

des variants actifs en goutte.  

Nous nous sommes intéressés dans un premier temps à la fuite de la résorufine. Après 

avoir démontré l’échange de cette molécule entre des gouttes d’eau-dans-l’huile, nous avons 

étudié et caractérisé la nature de cet échange. En variant la concentration du tensioactif utilisé 

pour stabiliser les gouttes, il s’est avéré que la fuite de la résorufine était micellaire.  

Différentes stratégies ont, ensuite, été testées pour résoudre ce problème. L’ajout de la BSA 

dans les gouttes, à des concentrations égales à 25mg/mL ou 50mg/mL, a permis de diminuer 

la fuite mais était, cependant, incompatible avec le test fluorogénique de l’alcool 

déshydrogénase. L’utilisant d’une huile totalement fluorocarbonée a permis de diminuer 

considérablement l’échange de la résorufine entre les gouttes cependant il ne permettait pas de 

garder ces gouttes stables pendant toute la durée du test. Le test de différents types de 

tensioactifs fluorés a, finalement, permis de trouver un candidat, qui utilisé avec une 

partiellement fluorocarbonée, permettait d’avoir une stabilité des gouttes pendant la durée du 

test, une biocompatibilité avec le test biologique et un minimum d’échange de la résorufine. 

Ces travaux qui ont permis de développer, en collaboration avec le Dr JC Baret, un modèle 

mathématique expliquant l’échange de résorufine entre les gouttes, font l’objet d’une 

publication en cours de préparation dont le titre est : « Dynamics of molecular transport in 

emulsions ».  

Dans un deuxième temps, nous avons démontré la fuite du PMS sous sa forme réduite 

entre les gouttes. Différentes stratégies ont, ensuite, été testées pour résoudre ce problème. La 

première idée était de remplacer le PMS par une autre molécule. De tous les accepteurs 

d’électrons commerciaux testés avec l’alcool déshydrogénase, en présence du test 
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fluorogénique basé sur la réduction de résazurine, seule la phénazine éthosulfate (PES) était 

efficace. En testant l’échange de ce composé entre les gouttes, il s’est avéré que lui aussi 

fuyait mais moins que le PMS. En diminuant l’hydrophobicité du PMS par modifiant de sa 

structure chimique avec un groupement sulfonate, nous avons finalement réussi a synthétisé 

un nouveau composé qui est le PPS, capable de transférer les électrons du PQQ à la résazurine 

pour qu’elle soit réduite et de rester compartimenter dans les gouttes d’eau-dans-l’huile.  

Nous avons réussi, dans cette étude, à diminuer l’échange de la résorufine entre les 

gouttes sur une période de 2 heures, dans des conditions qui nous permettent de garder les 

gouttes stables et biocompatibles avec notre test biologique. Il serait, cependant, intéressant 

pour d’autres applications biologiques de trouver une stratégie qui diminuerait la fuite de ce 

composé sur une période plus longue. Nous pourrons par exemple établir des collaborations 

avec des laboratoires de chimistes qui, selon leur spécialité, pourront développer un moyen 

permettant de diminuer l’hydrophobicité de la résorufine ou de synthétiser de nouveau 

tensioactifs fluorocarbonés.         
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IV. Plateforme microfluidique  

IV.1 Introduction  

Ces dernières années, plusieurs plateformes microfluidiques pour différentes applications 

telles que l’évolution dirigée des protéines [1], l’expression in vitro des protéines [2], la détection 

de biomarqueurs cellulaires de surface [3] et le criblage d’inhibiteurs [4,5] ont été développées (voir 

Figure 57). Kintses et al. comparent ces plateformes à un jeu de puzzle dans lequel les différents 

modules microfluidiques unitaires (correspondant aux différentes pièces du puzzle) sont assemblés 

selon les opérations élémentaires requises [6].  

Figure 57 : Quelques 
exemples de plateformes 
microfluidiques. (a) 
Sélection à très haut débit de 
peroxydases optimisées 
exprimées dans des levures. 
Grâce à un module de 
création de gouttes, une 
banque de peroxydases 
présentées à la surface de 
levures est compartimentée 
dans des gouttes avec le 
substrat fluorogénique 
spécifique pour avoir au 
maximum une cellule par 
goutte. Un second module 
avec une ligne de délai  de 5 
min, permet à la réaction 
enzymatique de se faire dans 
les gouttes. Finalement les 
gouttes sont réinjectées dans 
un module microfluidique 
qui permet de les trier selon 
l’intensité de leur 
fluorescence [1]. (b) 
Expression in vitro d’une 

enzyme (la laccase). Tout d’abord, un module microfluidique de création de gouttes permet d’encapsuler les gènes 
codant pour la laccase avec la machinerie nécessaire à l’expression in vitro. Ces petites gouttes sont collectées hors 
puce et incubées 37°C. Puis au niveau d’un second, des gouttes crées sur puce et contenant le substrat fluorogénique 
sont fusionnées avec les gouttes précédemment formées et contenant les protéines exprimées in vitro. Les gouttelettes 
résultantes de la fusion sont réinjectée dans un dernier module pour les analyser une à une grâce à un système de laser-
PMT. L’intensité de la fluorescence est directement proportionnelle à l’activité catalytique des laccases exprimées in 
vitro [2]. (c) Détection de bio-marqueurs cellulaires de surface : les cellules porteuses de protéines de surface ont été 
marquées avec des anticorps couplés à une enzyme. Une émulsion a été créée en encapsulant dans des gouttes, ces 
cellules en présence du substrat fluorogénique de l’enzyme. Ces gouttes ont été incubées hors puce puis réinjectées  afin 
d’analyser la fluorescence de leur contenu [3]. (d) Criblage d’inhibiteurs : Une émulsion contenant des gouttes avec 
différentes dilutions de cytotoxines étiquetées avec des fluorophores a été créée. Ces gouttes ont été réinjectées, 
fusionnées une à une avec des gouttes contenant des cellules puis incubées hors puce. Cette émulsion a été réinjectée, 
fusionnée une à une avec des gouttes contenant un colorant permettant de mesurer la viabilité des cellules, incubées sur 
puce dans une ligne de délai pour finalement être analysées afin de mesurer la survie cellulaire et d’identifier les 
inhibiteurs grâce aux étiquettes fluorescentes [4] .   
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Comme nous l’avons déjà mentionné, dans l’évolution dirigée des enzymes, l’efficacité de 

l’étape de sélection est dépendante, d’une part, de l’étanchéité et de la biocompatibilité du 

compartiment assurant le lien entre le phénotype et le génotype et d’autre part de la robustesse du 

système permettant de trier ces micro-compartiments à haut-débit. Baret et al. ont développé un 

système microfluidique basé sur le tri de gouttelettes contenant des cellules bactériennes en se 

basant sur leur activité enzymatique à une vitesse allant jusqu’à 400 événements/seconde (appelé 

FADS ou Fluorescent activated Droplet Sorting). Ce module exploite une jonction de tri 

asymétrique et la diélectrophorèse pour déplacer des microgouttelettes dans un canal de collecte 

(Figure 58 panel (d)). Afin de valider ce système, des suspensions contenant un mélange de 

cellules E. coli, exprimant soit une β-galactosidase active soit un variant inactif de cette enzyme, 

ont été encapsulées avec un substrat fluorogénique dans des gouttes de 12 pL (Figure 58 panel (a)). 

Après collecte et incubation de l’émulsion pendant 14h à 20°C (Figure 58 panel (b)), les 

gouttelettes ont été réinjectées dans le module de tri pour être triées (Figure 58 panel (c)).   

 

Figure 58: Plateforme microfluidique permettant la création de microgouttelettes et leur tri selon leur fluorescence. 
(a) Module microfluidique de géométrie flow-focusing pour la création de gouttes contenant des bactéries ayant 
exprimées des β-galactosidases actives ou des bactéries ayant exprimées des β-galactosidase inactives. (b) Pipette 
pasteur dans laquelle l’émulsion a été stockée. (c) Réinjection des gouttes monodisperses dans un module 
microfluidique de tri, au début l’émulsion est dense puis les gouttes sont espacées grâce à la phase huile. (d) Au niveau 
de la jonction de tri et en l’absence de champ électrique,  les gouttes sont véhiculées naturellement vers un des deux 
canaux. Une fois le champ appliqué, les gouttes négatives circulent dans le même canal alors que les positives sont 
déviées vers le deuxième canal. Figure issue de Baret et al. [7]. 

Les gouttes présentant une importante fluorescence ont été collectées et leur contenu étalé 

sur boite de pétri contenant du milieu LB en présence d’un substrat colorimétrique (X-gal ou 5-

bromo-4-chloro-3-indolyl-beta-D-galactopyranoside (C14H15BrClNO6)) de l’enzyme. Ainsi les 

bactéries exprimant la β-galactosidase active sont bleues et les autres sont blanches. Ce test 

colorimétrique permet de facilement évaluer le taux d’enrichissement expérimental en cellules 

exprimant les enzymes actives (ηexp) entre la population initiale et la population triée. Les auteurs 

ont démontré que les valeurs expérimentales ηexp sont comparables aux valeurs théoriques ηm 
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obtenues en utilisant l’équation (1) suivante qui permet de calculer l’enrichissement 

théorique (Tableau 9):  

ηm = 1/1- eε λ /(1+ε)
    

λ = le nombre initial de cellules par goutte  

ε = le ratio initial des bactéries exprimant les enzymes actives et des bactéries exprimant les enzymes inactives. 

  

 

 

 

 

Tableau 9 : Tableau récapitulatif des enrichissements théoriques et expérimentaux obtenus par Baret et al. [7] 

IV.2  Matériel et Méthodes 

IV.2.1  La stratégie de construction du plasmide du mutant inactif de l’alcool 

déshydrogénase 

Nous avons construit un plasmide portant un gène codant pour la QHEDH sans 

cytochrome c inactive en utilisant un protocole qui consiste à insérer des bases au sein de la 

séquence du gène pour  décaler le cadre de lecture (au milieu de la séquence du gène). Ce procédé 

entraîne la survenue d’un codon stop conduisant ainsi à la synthèse d’une protéine non active.   Pour 

se faire, le plasmide portant le gène codant pour la QHEDH sans cytochrome c a été digéré avec 

l’enzyme de restriction « BamHI » (cette enzyme permet de couper le gène d’intérêt en deux 

fragments de taille identique). Des plasmides à bouts francs ont été obtenus en les incubant à 12°C 

pendant 15 minutes en présence de T4 DNA polymérase (2U) et de dNTPs (concentration finale = 

500µM). Pour arrêter la réaction, la solution a été chauffée pendant 20 minutes à 75°C en présence 

d’EDTA à une concentration finale de 10mM. L’ADN a par la suite été purifié et ligué en 

l’incubant à 22°C pendant 2 heures en présence de 1U de T4 DNA ligase et de 5% de PEG 4000. 

Les plasmides obtenus ont été transformés dans les bactéries E. Coli d’amplification XL-10 Gold. 

Ces dernières ont été étalées sur boite de LB agar (avec 100 µg/mL d’ampicilline) et incubées 

pendant une nuit à 37°C. Cinq colonies ont été repiquées et mises en culture dans 3 mL de milieu 

LB en présence de 100µg/mL d’ampicilline. Après incubation à 37°C pendant une nuit sous 

agitation, les cinq types de plasmides ont été isolés puis digérés avec les trois enzymes de 
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restrictions BamHI, BglII et HindIII. Le plasmide, qui n’est plus digéré par BamHI, représente le 

plasmide codant pour les mutants inactifs QHEDH sans cytochrome c. Dans le reste de ce 

document, nous appellerons la QHEDH sans cytochrome c, la QHEDH tronquée active et le mutant 

inactif QHEDH sans cytochrome c, la QHEDH tronquée inactive. 

IV.2.2  Détermination de la densité cellulaire des cultures bactériennes 

Il a été rapporté que selon la souche bactérienne utilisée, une unité de DO est égale à une 

concentration de cellules viables qui varie entre 105 et 107 cellules par mL [8]. Afin de déterminer la 

relation entre la densité optique des cultures bactériennes des cellules utilisées dans ce travail 

(bactéries E. coli C41 (DE3) [9]), 100µL de dilutions successives de cultures de ces cellules 

exprimant les QHEDH actives ou inactives ont été étalées sur des boites de LB agar. Après 

incubation des boites à 37°C pendant 14 heures, le nombre de colonies a été déterminé. Nous avons 

ainsi établi qu’une unité de DO à 600nm était égale à 5*108 cellules/mL (soit un nombre de cellule 

par goutte (λ) de 7,5 cellule/goutte de 15pL pour 1mL de culture à DO600). 

IV.2.3  Préparation de la suspension bactérienne pour la sélection modèle 

Des bactéries E. coli C41(DE3) (compétentes à 107 cellules/µg) (voir la section Matériel et 

Méthodes du Chapitre II pour la préparation des cellules compétentes) [9] à un volume de 100µL 

ont été transformées avec 100ng du plasmide codant pour la QHEDH active ou le plasmide codant 

pour la QHEDH inactive. Deux cultures de 5mL de milieu LB contenant 100µg/mL d’ampicilline 

ont été inoculées avec les deux types de bactéries transformées puis incubés à 37°C pendant 14 

heures et sous agitation à 230rpm. Le lendemain, deux nouvelles cultures de 5mL de LB contenant 

100µg/mL d’ampicilline ont été inoculées avec 50µL de chacune de ces deux précultures et 

incubées à 37°C sous agitation. Une fois que la DO à 600nm a atteint la valeur 0.6, l’IPTG a été 

ajouté à ces deux cultures à une concentration finale de 0.1mM, puis ces cultures ont été incubées à 

18°C pendant 14 heures et sous agitation. Après expression des protéines, les deux cultures ont été 

centrifugées à 2000g pendant 20 minutes à 4°C afin de récupérer les bactéries. Chacun des deux 

culots a été resuspendu dans 5mL de milieu LB contenant 100µg/mL d’ampicilline. Cette étape, 

permettant de laver les bactéries et d’enlever les enzymes libérées par les bactéries dans le milieu 

extracellulaire, a été réalisée deux fois. Chaque culture a ensuite été diluée pour obtenir une 

concentration cellulaire de 5*108 cellules/mL.   
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IV.2.4  Préparation de l’émulsion bactérienne 

Chaque suspension bactérienne est diluée et compartimentée dans des gouttes de 15 pL de 

volume (λ=0.1) en présence d’IPTG (0.1mM). Nous avons préparé 3 solutions : deux phases 

aqueuses et une phase huile. Une des deux phases aqueuses contient la solution de bactéries E. coli 

exprimant les protéines actives et inactives et l’autre contient 0.2mM d’IPTG. La phase huile 

consiste en de l’huile HFE7500 (3M, St. Paul, Minnesota, Etats unis) contenant 1% (p/p) de 

tensioactif jeff900. Ces trois solutions sont chargées dans trois seringues de 1mL et injectées dans le 

module microfluidique de création de microgouttelettes à des débits de 50µL/h pour les phases 

aqueuses et 400µL/h pour la phase continue. Les microgouttelettes générées sont ensuite 

acheminées à travers une tubulure en PTFE et collectées dans une seringue de 1mL (Hamilton). 

IV.2.5  Fabrication des modules microfluidiques 

Pour la fabrication des modules microfluidiques en poly-dimethylsiloxane (PDMS) nous 

avons utilisé la stratégie de lithographie douce [10] décrite dans la section Matériel et Méthodes du 

Chapitre III.  

IV.2.6  Digestion des plasmides et migration sur gel d’agarose 

Les différents ADN ont été digérés par les enzymes de restriction BglII, HindIII et BamHI 

de la compagnie New England Biolabs (NEB). Le mélange de réaction était constitué de 1µl 

(100ng) d’ADN, 0.5µl de chaque enzyme (correspondant à 10U pour BamHI et HindIII et 5U pour 

BglII, 1µl de tampon NEB2, 7µl d’eau stérile. La réaction a eu lieu durant 2h à 37°C. Par la suite, 

les digestions ont été migrées sur gel d’agarose 1% (1g agarose et 50µg de bromure d’éthidium dans 

100ml de tampon TAE 1X) à 100 volts durant 30 minutes. L’exposition aux rayons ultraviolets a 

révélé les bandes dont la longueur des fragments a été comparée à l’échelle de poids moléculaires. 

IV.3 Résultats et discussions 

Les résultats obtenus avec la plateforme d’expression in vitro on été réalisés en 

collaboration avec le Dr L. Mazutis qui a fait sa thèse dans notre laboratoire. Pour la plateforme 

d’expression in vivo, nous avons obtenus les premiers résultats présentés, puis le doctorant T. 

Beneyton au sein de notre laboratoire, a réalisé les optimisations nécessaires pour le développement 

d’une plate-forme de sélection de variants optimisés. 

    



Chapitre IV : Plateforme microfluidique                                      

 

112 
 

IV.3.1 Développement d’un test fluorescent pour la détection de la laccase en 

gouttes  

A ce jour, les laccases utilisées étaient des laccases de champignons, souvent 

membranaires. Nous avons choisi pour la partie cathodique de la biopile à éthanol que nous voulons 

construire, la laccase de Bacillus subtilis [9]. Cette enzyme bactérienne soluble est incluse dans les 

spores formées par cet organisme en réponse à un stress environnemental. C’est une enzyme de type 

extrêmophile, très stable, résistante à des variations de conditions extérieures importantes (telle que 

la température, la pression ou le pH) et à de nombreux produits chimiques. Pour la sélection de cette 

enzyme en gouttes, nous avons développé un test fluorogénique basé sur l’oxydation, en présence 

d’oxygène, d’un composé non fluorescent (l’AmplexRed) pour donner un produit fluorescent (la 

résorufine) (Figure 59) [2,11]. De ce fait, la sélection de la CotA en gouttes se fait avec le même 

substrat (oxydant) qui va être utilisé dans la biopile : l’oxygène.   

 

 

  

 

 

 

Figure 59 : Test fluorogénique pour la détection de l’activité de la laccase (CotA) en gouttes. En présence de 
l’oxygène, la CotA converti l’AmplexRed (molécule fluorogénique) en résorufine (molécule fluorescente).  

IV.3.2  Développement de plateformes pour la sélection de biocatalyseurs 

Pour l’étape de sélection de la banque de variants, que nous voulons créer par mutagenèse 

aléatoire, nous avons développé dans notre laboratoire deux types de plateformes microfluidiques. 

Le premier type permet de sélectionner les biocatalyseurs exprimées in vitro en gouttes et l’autre 

type permet de sélectionner les enzymes exprimées in vivo en gouttes. Ces deux systèmes ont été 

validés en réalisant des expériences modèles avec les biocatalyseurs modèles sous une forme active 

ou inactive afin de déterminer celle qui s’avère la plus efficace et la plus adéquate pour l’évolution 

dirigée des biocatalyseurs modèles (la laccase et l’alcool déshydrogénase). La sélection in vitro 

constitue la dernière partie du travail du Dr L. Mazutis (avec qui j’ai collaboré) alors que la 

sélection in vivo, utilisant des bactéries, constitue mon travail de thèse (principalement pour la 
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partie concernant l’alcool déshydrogénase) ainsi que le travail de thèse du doctorant T. Beneyton 

(pour la partie concernant la laccase).      

IV.3.2.1 Plateforme pour la sélection des biocatalyseurs exprimées in vitro 

Nous avons développé une plateforme microfluidique (détaillée dans la Figure 60) 

permettant de sélectionner les laccases exprimées in vitro dans les gouttes. Cette plateforme a la 

particularité de découpler l’expression in vitro des biocatalyseurs avec la détection de leur activité 

catalytique en gouttes. En effet, pour la laccase il n’est pas possible de réaliser en même temps son 

expression et son analyse. L’intérêt de cette plateforme pour l’évolution dirigée des enzymes est 

qu’elle permet de compartimenter au maximum un gène par goutte c'est-à-dire un seul variant 

génétique par goutte. D’un point de vue expérimental, dans la première étape nous utilisons un 

module de création de gouttes permet de compartimenter, en présence d’une solution d’expression 

in vitro (IVT), le plasmide portant le gène codant pour la laccase (Figure 60 panel a). Ces 

gouttelettes de 2 pL de volume sont incubées hors puce pendant 6 heures à température ambiante. 

Dans la seconde étape, cette émulsion contenant les protéines exprimées in vitro est réinjectée dans 

un deuxième dispositif microfluidique et où les gouttelettes sont fusionnées avec des gouttelettes 

produites sur puce, de 10pL de volume, contenant les différents constituants du test fluorogénique 

décrit plus haut (Figure 60 panel b). Après coalescence des gouttes grâce à un champ électrique, 

ces dernières sont collectées hors puce. Après incubation à +30°C, l’émulsion est réinjectée dans un 

module microfluidique de détection de fluorescence et l’activité catalytique de la laccase est 

détectée en utilisant le système optique décrit dans le Chapitre III (Figure 60 panel c).  
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Figure 60 : Les différents modules de la plateforme microfluidique pour l’expression in vitro d’une enzyme (la 
laccase). (a) Un module microfluidique de création de gouttes permettant d’encapsuler les gènes de la laccase avec une 
solution d’expression in vitro (IVT). Ces petites gouttes de 2pL sont collectées hors puce et incubées à 37°C, (b) Un 
module microfluidique qui, par le biais d’un champ électrique, permet de fusionner des gouttes créées sur puce 
contenant le substrat fluorogénique avec les petites gouttes précédemment formées contenant les protéines exprimées in 
vitro. (c) Après incubation à +30°C hors puce des gouttelettes résultant de la fusion, elles sont réinjectées dans un 
module de détection pour être analysées une à une grâce à un système de laser. L’intensité de la fluorescence est 
directement proportionnelle à l’activité catalytique des laccases exprimées in vitro. Représentation issue de Mazutis et 
al. [2]. 

Le signal de fluorescence des gouttes représentant la quantité de résorufine en gouttes et 

permettant alors de mesurer l’activité catalytique de la laccase, montre que la protéine a pu être 

exprimée in vitro en microgouttelettes et que sa vitesse réactionnelle est similaire à celle mesurée en 

microplaque de 96 puits (voir Figure 61).   

 

Figure 61 : Comparaison de la cinétique de la laccase 
mesurée en microgouttelettes et en microplaque. Ligne 
continue noire : gouttes résultante de la fusion des gouttes 
contenant le gène de la laccase avec des gouttes contenant le 
système d’expression in vitro. Ligne en pointillée noire : 
gouttes résultante de la fusion des gouttes ne contenant pas le 
gène de la laccase et de gouttes contenant le système 
d’expression in vitro. Ligne continue bleue : Mesure de la 
cinétique de la laccase exprimée in vitro en microplaque de 96 
puits (dans les mêmes conditions qu’en gouttelettes). D’après 
Mazutis et al. [2]. 
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La plateforme décrite dans la Figure 60 a aussi été utilisée pour réaliser l’expression in 

vitro de l’alcool déshydrogénase. Comme pour l’expression de la laccase, les deux étapes 

d’expression in vitro et de mesure de l’activité catalytique (en présence du test fluorogénique basé 

sur la réduction de la résazurine et décrit dans le Chapitre II) ont été réalisées l’une à la suite de 

l’autre. Les résultats illustrés dans la Figure 62 et mesurant l’oxydation de l’éthanol par les alcools 

déshydrogénases exprimée in vitro en gouttes pendant 3 heures, montrent l’efficacité et la faisabilité 

de l’expression in vitro en gouttes de l’alcool déshydrogénase.  

   

Figure 62 : Suivi pendant 240 min du signal de 
fluorescence des gouttes contenant l’alcool déshydrogénase 
exprimée in vitro. Chaque pic représente la mesure de 
l’intensité de la fluorescence des gouttes contenant l’alcool 
déshydrogénase exprimée in vitro en présence de son 
substrat fluorogénique à un temps t qui varie de 0 à 240 min 
Travaux réalisés par Dr L. Mazutis.  

 

 

 

En conclusion, une plateforme microfluidique d’expression in vitro d’enzymes en gouttes a 

été développée et validée avec la laccase et l’alcool déshydrogénase qui sont les deux biocatalyseurs 

modèles. Cette dernière a la particularité de coupler en gouttes l’expression in vitro des enzymes 

avec la détection de leur activité catalytique (en présence du test fluorogénique adéquat) grâce au 

système de fusion. Ces deux étapes, qui sont incompatibles l’une avec l’autre, ont pu être réalisées 

successivement et dans un volume 105 fois plus petit que le plus petit volume d’une microplaque. 

Cependant, la réussite de cette expression in vitro a nécessité d’encapsuler ~ 5000 gènes/goutte 

pour l’expression de l’alcool déshydrogénase et ~1000 gènes/goutte pour l’expression de la laccase. 

L’expression in vitro en gouttes de ces deux enzymes avec ~1 gène/goutte était non fructueuses 

(données non montrées). Par conséquent, afin de pouvoir utiliser cette plateforme pour l’évolution 

dirigée des biocatalyseurs, il est primordial d’encapsuler au maximum 1 gène par goutte et d’ajouter 

une étape supplémentaire d’amplification de l’ADN. Cette procédure a été largement décrite en 

systèmes microfluidique (voir [12,13,14,15] et les travaux, auxquels j’ai participé, décrits dans 

Pekin et al. [16]). Cependant, la plateforme correspondante deviendrait alors plus complexe et 

comporterait, comme indiquée dans la Figure 63, trois étapes. Une première étape permettrait 

l’amplification de l’ADN codant pour la laccase ou l’alcool déshydrogénase en gouttes. Une 
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deuxième étape permettrait l’expression in vitro des enzymes enclenchée par une fusion des gouttes 

contenant les gènes amplifiés avec des gouttes contenant le système d’expression in vitro. Une 

troisième étape permettrait la mesure de l’activité catalytique des enzymes exprimées en fusionnant 

les gouttes contenant les enzymes exprimées in vitro avec les composants du test fluorogénique. 

Nous avons donc décidé, d’explorer une stratégie alternative visant au développement d’une 

plateforme utilisant des cellules bactériennes pour l’expression de nos biocatalyseurs modèles (la 

laccase et l’alcool déshydrogénase).     

Figure 63 : Plateforme microfluidique pour la sélection 
d’enzymes exprimées in vitro en gouttes. Une émulsion 
constituée de gouttes contenant les gènes codants pour les 
alcools déshydrogénases (ADH) et les composés 
nécessaires pour l’amplification de l’ADN,  est créée. 
Chaque goutte contient au maximum un gène. Après 
amplification des gènes dans les gouttes, chaque goutte est 
fusionnée avec une autre goutte contenant les composés 
biologiques cellulaires nécessaires pour l’expression in 
vitro des protéines. Après expression in vitro des 
protéines, chaque goutte est fusionnée avec une autre 
goutte contenant  les constituants du test fluorogénique 
permettant la mesure de l’activité des protéines exprimées. 
La vitesse de la réaction enzymatique est déterminée par 
la mesure de la fluorescence de chaque goutte. Les gouttes 
dont la vitesse catalytique est au dessus d’une certaine 
valeur fixée, seront triées à part (gouttes en rouge). Ces 
dernières seront finalement cassées pour récupérer l’ADN 
et le caractériser. Les schémas utilisés pour les différents 
modules sont ceux créés par la société RainDance 
Technologies, Lexington, MA, USA. 

 

 

IV.3.2.2 Plateforme pour la sélection des enzymes exprimées in vivo 

La possibilité de réaliser des tests sur cellules entières peut constituer une alternative 

intéressante aux sélections totalement in vitro puisque certaines protéines ne s’expriment pas 

efficacement in vitro. De plus l’amplification des plasmides d’intérêt dans les bactéries permet 

d’avoir de multiples copies du gène évitant ainsi la nécessité d’une étape supplémentaire 

d’amplification avant expression in vitro (comme décrite plus haut Figure 63). Ces multiples copies 

sont ensuite exprimées dans la bactérie conduisant à des quantités de protéines supérieures à ce que 

l’on obtiendrait en gouttelettes. 
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IV.3.2.2.1 La laccase 

Afin d’étudier l’efficacité du test de la laccase en gouttes, la plateforme décrite dans la 

Figure 64 a été développée. Une émulsion constituée d’un mélange de deux types de gouttes, de 

15pL de volume, contenant des bactéries E. coli exprimant la laccase, le test fluorogénique et 5µM 

de fluorescéine pour l’un, et des bactéries E. coli n’exprimant pas la laccase, le test fluorogénique et 

50µM de fluorescéine pour l’autre a été crée. Pour stabiliser ces gouttes nous avons utilisé 2% (p/p) 

de tensioactif EA dans l’huile HFE7500. Les débits des quatre phases aqueuses étaient de 50µL/h et 

le débit des deux phases huile était de 200µL/h. Cette émulsion a été collectée pendant ~60 minutes 

dans une seringue via une tubulure en PTFE puis réinjectée immédiatement dans un deuxième 

module microfluidique pour analyser la fluorescence de chaque microgouttelette.    

 
 

Figure 64 : Plateforme microfluidique 
digitale pour la mesure de l’activité de la 
CotA (exprimée in vivo) en gouttes. Une 
émulsion constituée d’un mélange de deux 
types de gouttes, de 15pL de volume, 
contenant des bactéries E. coli exprimant la 
CotA, le test fluorogénique et 5µM de 
fluorescéine pour l’un, et des bactéries E. coli 
n’exprimant pas la CotA, le test fluorogénique 
et 50µM de fluorescéine pour l’autre ont été 
créées. Le signal de fluorescence de ces 
gouttes est ensuite analysé. Les schémas 
utilisés pour les différents modules sont ceux 
créés par la société RainDance Technologies, 
Lexington, MA, USA. 

 

Les résultats quantitatifs et qualitatifs illustrés dans la Figure 65 montrent que les deux 

populations de gouttes peuvent être facilement distinguées. En effet, les gouttes avec un faible 

signal de fluorescéine (en vert pour le codage) et correspondantes aux gouttes contenant des 

bactéries E. coli (au maximum une bactérie par goutte à l’encapsulation) exprimant la laccase, ont 

un signal fort en résorufine (en rouge) et les gouttes avec un fort signal de fluorescéine (en vert), 

correspondantes aux gouttes contenant des bactéries E. coli n’exprimant pas la laccase, ont un 

signal faible en résorufine (en rouge). Ce résultat confirme que seules les bactéries E. coli 

exprimant la laccase sont capables de convertir l’AmplexRed en résorufine au sein de gouttelettes. 

Cette conversion se fait d’une manière très rapide (30 min), par conséquent la fuite de la résorufine 

n’est pas problématique dans ce cas (données non montrées, voir Chapitre III).       
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Figure 65 : Représentation du signal de fluorescence des gouttes. (En haut) Les gouttes avec un haut signal de 
fluorescéine correspondant aux gouttes contenant des bactéries E. coli n’exprimant pas la laccase (couleur verte) ne 
contiennent pas de résorufine (couleur rouge) et les gouttes avec un faible signal de fluorescéine correspondant aux 
gouttes contenant des bactéries E. coli exprimant la laccase montrent la présence de résorufine avec la couleur rouge. 
(En bas) chaque pic représente une goutte. Quand les gouttes contiennent des bactéries E. coli exprimant la laccase, le 
signal de la résorufine est haut (couleur rouge) et le signal de la fluorescéine (couleur verte) est faible (gouttes 
positives). Quand les gouttes contiennent des bactéries E. coli n’exprimant pas la laccase, le signal de la résorufine est 
bas et le signal de la fluorescéine est haut (gouttes négatives).          

En conclusion, dans ces travaux, nous avons développé un test fluorogénique permettant de 

détecter l’activité de la laccase en gouttes puis nous avons démontré l’efficacité, avec un bruit de 

fond bas, de détecter l’activité de bactéries E. coli exprimant la laccase en gouttes. Le 

développement de la plateforme de tri et la sélection des mutants créés par mutagenèse aléatoire 

constituent une partie des travaux de thèse du doctorant T. Beneyton.  

IV.3.2.2.2  L’alcool déshydrogénase  

Les travaux préliminaires réalisés sur la laccase, nous ont permis de développer une 

plateforme (détaillée dans la Figure 66) permettant de sélectionner l’alcool déshydrogénase 

exprimées in vivo (E. coli). Cette plateforme a la particularité de découpler l’expression in vivo des 

biocatalyseurs et la détection de leur activité catalytique en gouttes, deux étapes qui sont réalisés 

successivement et indépendamment l’une de l’autre. L’intérêt de cette plateforme pour l’évolution 

dirigée des enzymes est qu’elle permet de compartimenter une bactérie par goutte c'est-à-dire un 
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variant génétique par goutte. L’induction de ces bactéries en gouttes nous permet d’avoir une 

surexpression de protéines par goutte. D’un point de vue expérimental, dans la première étape nous 

utilisons un module de génération de gouttes qui permet de compartimenter en présence de l’IPTG, 

une solution contenant les bactéries transformées avec le plasmide portant le gène codant pour les 

protéines actives et les bactéries transformées avec le plasmide portant le gène codant pour les 

protéines inactives, à hauteur d’une bactérie par goutte. Ces gouttelettes de 15pL de volume sont 

incubées hors puce (dans une seringue) pendant 14 heures à température ambiante (Figure 66 panel 

B) afin de permettre la croissance des bactéries en gouttes et l’expression des protéines. Dans la 

seconde étape, cette émulsion contenant les protéines exprimées in vivo est réinjectée dans un 

deuxième dispositif microfluidique (Figure 66 panel C). Par la suite, nous avons utilisé un système 

microfluidique d’injection à haut-débit (nommé pico-injecteur), développé par Abate et al. [17] (et 

implémenté dans notre laboratoire par le Dr F. Coldren et dans le  projet d’optimisation des 

biocatalyseurs pour les biopiles par le doctorant T. Beneyton) afin d’ajouter les constituants du test 

fluorogénique (décrit dans le Chapitre II) à chacune des gouttes réinjectées (Figure 66 panel D). 

Une fois l’activité catalytique des enzymes exprimées dans les bactéries détectée au sein des 

gouttes, en utilisant le système optique décrit dans le Chapitre III, le dispositif microfluidique de 

tri (le FADS) développé par Baret et al. [7] est utilisé pour séparer les gouttes positives contenant 

les bactéries exprimant les protéines actives des gouttes négatives (vides ou contenant les bactéries 

exprimant les protéines inactives) (Figure 66 panel E).        
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Figure 66 : Plateforme microfluidique développée pour la sélection de bactéries exprimant des variants génétiques 
optimisées d’Alcool déshydrogénase. (A) Module microfluidique permettant la création de microgouttelettes de 15pL. 
(B) L’émulsion est collectée en seringue pour l’expression in vivo des protéines. (C) Les gouttelettes sont réinjectées 
dans un deuxième module microfluidique. (D) Les composants du test fluorogénique sont ajoutés à chaque goutte.  (E) 
Les gouttes sont analysées une à une et triées selon leur niveau de fluorescence.     

Nous avons développé cette plateforme microfluidique dans le but de l’utiliser pour la 

sélection d’une banque de mutants de l’alcool déshydrogénase créée par mutagenèse aléatoire. 

Cependant, pour valider sa pertinence nous avons choisi de l’utiliser pour une sélection modèle en 

utilisant une alcool déshydrogénase active et une alcool déshydrogénase inactive (voir la section 

Matériel et Méthodes de ce Chapitre pour la procédure d’inactivation de l’enzyme). L’idée est de 

vérifier si à partir d’un mélange de bactéries transformées avec le plasmide portant le gène codant 

pour les enzymes actives et de bactéries transformées avec le plasmide portant le gène codant pour 

des enzymes inactives, nous arrivons à trier et à récupérer les bactéries exprimant les protéines 

actives. 
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IV.3.2.2.2.1 Etude de la faisabilité de l’expression in vivo et de la mesure de l’activité 

catalytique des enzymes en microplaque   

Nous avons testé, dans un premier temps, l’efficacité de l’expression in vivo de l’alcool 

déshydrogénase en microplaque de 96 puits noire à fond clair. Pour se faire, nous avons exprimé in 

vivo les enzymes actives et inactives comme décrit dans la section Matériel et Méthode puis, un 

volume de 100µL a été prélevé de chacun des deux types de culture et a été déposé dans deux puits 

indépendants d’une microplaque de 96 puits. Nous avons ajouté un volume IPTG à une 

concentration de 0,2mM. Après incubation à température ambiante pendant 14 heures, l’oxydation 

de l’éthanol par les alcool-déshydrogénases exprimées in vivo a été mesurée en utilisant le test 

fluorogénique basé sur la réduction de la résazurine décrit dans le Chapitre II. Les résultats, 

représentés dans la Figure 67, montrent que dans la solution contenant des bactéries E. coli 

exprimant les enzymes actives E. coli ainsi que dans celle contenant, la résazurine est réduite pour 

former la résorufine. La faible réduction de la résazurine par les bactéries E. coli exprimant les 

enzymes inactives ( nommée bruit de fond) s’explique par le fait que le test fluorogénique, basé sur 

la réduction de la résazurine est aussi un test de viabilité cellulaire [18]. Nous avons observé une 

vitesse de réduction de la résazurine 5 fois supérieure dans les tests contenant des bactéries 

exprimant des enzymes actives. Nous avons estimé (grâce aux travaux réalisés précédemment dans 

le laboratoire) que cette différence était suffisante pour distinguer l’alcool déshydrogénase active 

exprimée in vivo en gouttes.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 67 : Suivi pendant 150 minutes de l’oxydation de l’éthanol par les enzymes actives et les enzymes inactives 
exprimées dans bactéries E. coli en présence du test fluorogénique. L’expression des enzymes a été réalisée dans une 
microplaque de 96 puits noire à fond clair pendant 14 heures à température ambiante et l’activité mesurée grâce à un 
spectrofluorimètre. (Tracé rouge) E. coli exprimant les protéines actives. (Tracé noir) E. coli exprimant les protéines 
inactives.  
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IV.3.2.2.2.2 Quantification des enrichissements de sélection   

Dans un deuxième temps, nous avons développé une stratégie pour la récupération et la 

quantification des bactéries exprimant l’alcool déshydrogénase active de celles exprimant l’alcool 

déshydrogénase inactive. Généralement cette étape peut se faire de différentes manières. Elle peut 

se faire par récupération des gènes d’intérêts triés en réalisant une PCR sur colonies (la température 

de dénaturation est généralement suffisante pour casser les goutter dans lesquelles se trouvent les 

bactéries et lyser ces dernières afin de libérer l’ADN et amplifier les gènes d’intérêt). Dans ce cas il 

est essentiel que le gène codant pour la protéine active et le gène codant pour la protéine inactive 

aient la même taille pour éviter tout risque de biais de la PCR [19] (par exemple l’amplification 

préférentielle de certains gènes dont, en particulier, les fragments courts ou riches en G et C). Ces 

gènes sont par la suite digérés avec des enzymes de restriction spécifiques afin de les distinguer 

[20].  

Les essais de récupération par PCR sur colonies en augmentant la température et le temps 

de dénaturation (due au fait que le gène est riche en bases G et C) et en ajoutant un agent permettant 

de fragiliser la membrane bactérienne (DodécylSulfate de Sodium ou SDS) se sont révélés 

infructueuses (données non montrées). 

La seconde stratégie testée a consisté à développer un test colorimétrique, spécifique à 

l’enzyme ciblée, sur boite de LB agar. Ce test permet de colorer les bactéries exprimant l’enzyme 

active avec une couleur différente de celle des bactéries exprimant l’enzyme inactive [7]. Nos 

tentatives, inspirées du test fluorogénique décrit dans le Chapitre 2, ont également été 

infructueuses puisqu’ils étaient peu reproductibles ou complètement négatifs (données non 

montrées). Nous avions testé, en présence ou non d’accepteur d’électrons intermédiaire (le PMS), 

différents accepteurs d’électrons tels que la résazurine, le Triphenyl Tetrazolium Chloride (TTC), 

le sel de tétrazolium MTT (bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl tetrazolium) ou le 

XTT (2,3-bis[2-methoxy-4-nitro-5-sulfopheny]-2H-tetrazolium-5-carboxyanilide inner salt). De 

plus le point faible de ces tests est leur faible échelle dynamique. En effet, ces tests colorimétriques 

sont qualitatifs et ne permettent d’avoir qu’une réponse oui/non [7].   

Comme alternative, nous avons choisi d’extraire les protéines et de les identifier avec le 

test fluorogénique (ces deux protocoles sont décrits dans le Chapitre II). Pour cela, nous avons 

préparé deux boites LB agar contenant 100 µg/ml ampicilline avec dans l’une des clones de 

bactéries E. Coli transformées avec les plasmides de l’enzyme active et dans l’autre des clones de 

bactéries E. Coli transformées avec des plasmides de l’enzyme non active. Par la suite, un clone est 
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piqué de chaque boite et mis en culture à 37°C et sous agitation à 230 rpm pendant 14 heures dans 1 

mL de milieu LB contenant des concentrations finales de 0,1 mM IPTG et 100 µg/ml ampicilline à 

25°C. Les deux types de bactéries sont ensuite récupérés, individuellement, par centrifugation (6000 

g, 20 min, 4°C) et chacun resuspendu dans 50µL de tampon de lyse périplasmique (20% sucrose, 

EDTA-free protease inhibitor mix (Roche) 50 mM Tris-HCL, pH 8.0). Après incubation pendant 1 

heure dans de la glace, les surnageants, que nous appelons extraits périplasmiques, sont récupérés 

par centrifugation des deux solutions (6000 g, 20 min, 4°C) et placé à 4°C. L’oxydation de l’éthanol 

par les enzymes de ces deux extraits a été mesurée, en présence du test fluorogénique décrit dans le 

Chapitre II, en microplaque de 96 puits grâce à un spectrofluorimètre. Les résultats obtenus et 

illustrés dans la Figure 68, montrent que la résazurine est réduite en résorufine uniquement dans les 

extraits périplasmiques contenant les enzymes actives.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 68: Suivi pendant 130 minutes de l’oxydation de l’éthanol par les enzymes des extraits périplasmique et 
osmotique en présence du test fluorogénique. A partir d’un clone, l’expression des enzymes a été réalisée pendant une 
nuit et à température ambiante dans un tube Eppendorf (dans 1 mL de milieu LB en présence de 0,1mM IPTG et 100 

µg/ml ampicilline) et la mesure de l’activité des protéines en spectrofluorimètre dans une microplaque de 96 puits noire 
à fond clair. (En noir et vert) Extrait périplasmique et osmotique des clones bactériens exprimant les enzymes inactives. 
(En bleu) Extrait osmotique du clone exprimant l’enzyme active. (En rouge) Extrait périplasmique du clône exprimant 
l’enzyme inactive.    

En conclusion, différentes stratégies permettant de quantifier l’enrichissement en bactéries 

exprimant l’alcool déshydrogénase active ont été testées sur les bactéries exprimant l’alcool 

déshydrogénase active ou une version inactive de l’enzyme. Cependant seule la stratégie de 

l’extraction périplasmique des enzymes (en présence de 20% de sucrose) et la mesure de leur 

activité catalytique grâce au test fluorogénique (tous les deux décrits dans le Chapitre II), 

permettait de facilement distinguer et compter les clones exprimant les enzymes actives de ceux 

exprimant les enzymes inactives. 
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IV.3.2.2.2.3 Validation de la plateforme microfluidique  

Pour démontrer la pertinence de la plateforme microfluidique que nous avons développé, 

nous avons choisi de la tester avec 3 différentes ε de bactéries transformées avec le plasmide portant 

le gène codant pour l’enzyme active dans des bactéries transformées avec le plasmide portant le 

gène codant pour l’enzyme inactive. Ces ε (le ratio initial des bactéries exprimant les enzymes 

actives et des bactéries exprimant les enzymes inactives) sont 0.1, 0.02 et 0.01. Ainsi, pour  l’ε=0.1 

et un nombre initial de cellule par goutte λ de 0.1, sur 100 gouttes, 1 goutte contient une bactérie 

exprimant l’enzyme active, 9 gouttes contiennent chacune une bactérie exprimant l’enzyme inactive 

et 90 gouttes sont vides. Nous considérons que cette plateforme est validée si le taux 

d’enrichissement expérimental est ~égal au taux d’enrichissement théorique « η » en se basant sur 

l’équation (1) de ce Chapitre. 

Nous avons voulu vérifier si l’ε=0.1, 0.02 ou 0.01 avant et après encapsulation des 

bactéries avec l’IPTG en gouttes est conservé. Pour cela, nous nous sommes basés sur le fait que le 

plasmide portant le gène codant pour l’enzyme active soit digéré par 3 enzymes de restrictions 

(BglII, HindIII et BamHI) alors que dans le plasmide portant le gène codant pour l’enzyme inactive, 

le site de restriction BamHI est absent (le plasmide est digéré uniquement avec BglII et HindIII).  

(i) Avant encapsulation dans les gouttes 

Pour vérifier si le ratio ε est conservé avant encapsulation des bactéries dans les gouttes, 

nous avons utilisé le protocole expérimental pour la préparation des cultures bactériennes (positives 

et négatives) décrit dans la section Matériel et Méthodes. Par la suite, trois cultures de 1 mL 

contenant du LB (avec 100µg/mL ampicilline) constituées de λ=0.1/15pL et ε=0.1, 0.02 ou 0.01 ont 

été préparées puis mises en culture à 37°C et sous agitation à 230 rpm dans 10 mL de milieu LB 

(avec 100µg/mL ampicilline). Les ADN, correspondant à chaque ratio, ont ensuite été extraits et 

digérés avec les 3 enzymes de restriction. Les résultats illustrés dans la Figure 69, montrent que les 

ε=0.1, 0.02 et 0.01, de bactéries positives dans les négatives, ont bien été conservés. En effet, nous 

avons pris comme référence les puits 1 et 2 correspondant respectivement au plasmide portant le 

gène codant pour la protéine active et au plasmide portant le gène codant pour la protéine inactive, 

tous les deux digérés avec les 3 enzymes de restriction. Le puit 3, correspondant au plasmide extrait 

de la solution bactérienne dont le ε=0.1 et digéré, montre un profil identique au plasmide portant le 

gène codant pour la protéine inactive digérés et une légère bande, correspondante au plasmide 
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positifs, qui disparait petit à petit dans les plasmides extrait des de la solution bactérienne dont les 

ε=0.02 et ε=0.01 (respectivement puits 4 et 5).     

 

 

          

 
 

 

 

 

Figure 69 : Gel d’agarose 1% dans TAE de plasmides digérés avec BglII, et BamHI et HindIII (1) : Plasmide portant 
le gène codant pour la protéine inactive. (2) : Plasmide portant le gène codant pour la protéine active. (3) Plasmides 
extraits du mélange 1/10 (v/v) contenant des bactéries transformées avec les plasmides portants le gène codant pour la 
protéine active dans des bactéries transformées avec les plasmides portants le gène codant pour la protéine inactive. 

(ii) Après encapsulation dans les gouttes 

     Pour vérifier si l’ε est conservé après encapsulation des bactéries dans les gouttes, nous 

avons commencé par contrôler l’ε=0.1. La préparation des deux cultures bactériennes et leur 

encapsulation dans les gouttes ont été réalisées selon les protocoles décrits dans la section Matériel 

et Méthodes de ce chapitre. Deux émulsions ont été collectées dans deux seringues indépendantes et 

incubées à température ambiante pendant 14h. Après expression des enzymes dans les bactéries au 

sein des gouttes, une des deux émulsions a été mise en culture dans 10mL de LB (ampicilline) à 

37°C et sous agitation pendant 14h (nous l’appellerons S1). L’autre émulsion a été réinjectée dans 

le module représenté dans la Figure 66 panel C. Dans ce module, une phase huile, avec un débit de 

500µL/ h contenant de l’huile HFE 7500, permettait d’espacer les gouttes qui étaient réinjectées 

avec un débit de 50µL/h. A ces dernières nous rajoutons, grâce au module représenté dans la Figure 

66 panel D, les composés du test fluorogénique (décrit dans le Chapitre II) en utilisant un champ 

électrique égal à 200 mV. Cette émulsion est collectée et immédiatement mise en culture dans 

10mL de LB (avec 100µg/mL ampicilline) à 37°C et sous agitation pendant 14h (nous l’appellerons 

S2). Ensuite Les ADN de S1 et de S2 ont été extraits et digérés avec les 3 enzymes de restriction. 

Les résultats illustrés dans la Figure 70, montrent que l’ε=0.1 de bactéries positives dans les 

négatives n’a pas été conservé. En effet, le profil des plasmides digérés isuus de S1 (puit 1) et de S2 

(puit 2) sont identiques au profil des plasmides positifs digérés (puit 3). En conclusion au lieu 

    M        1         2         3         4          5 
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d’avoir dans la solution bactérienne dont l’ε=0.1 une majorité de plasmides négatifs, nous avons au 

contraire une majorité de plasmides positifs.   

 

         

 

 

 

 

 

Figure 70 : Gel d’agarose 1% dans TAE  de plasmides digérés avec BglII, HindIII et BamHI. (1) plasmide extrait de 
la solution S1. (2) Plasmide extrait de la solution S2. (3) Plasmide portant le gène codant pour la protéine active.   

Notre première hypothèse était qu’un évènement de recombinaison des séquences codant 

pour les enzymes inactives au sein des cellules (dû probablement ici à un avantage pour les 

bactéries E. coli exprimant l’enzyme active). Cette hypothèse est cependant en désaccord avec nos 

résultats montrant que le test réalisé, avec des bactéries exprimant des enzymes négatives seules, ne 

montre pas ce phénomène. Notre seconde hypothèse était que les cellules exprimant l’alcool 

déshydrogénase sous sa forme active présentent un avantage sélectif dans les conditions du test en 

microgouttelettes. Pour vérifier cette hypothèse nous avons réalisé l’ensemble des tests regroupés 

dans le Tableau 10.   

Condition du test (en 

goutte ou hors goutte) 

Induction avec 

0.2mM d’IPTG 

Mélange cellules 

positives/ négatives avec 

un ratio ε=0.1 

Test fluorogénique Résultat observé après 

extraction et digestion 

des plasmides avec les 

3 enzymes 

Hors goutte oui oui oui Pas de problème 

En goutte oui oui oui Problème : que des 

positifs 

En goutte non oui non Pas de problème 

Hors goutte oui oui non Pas de problème 

En goutte oui oui non Problème : que des 

positifs 

Tableau 10 : Récapitulatif des différents tests effectués sur le mélange de bactéries contenant le plasmide portant le 
gène codant pour l’enzyme active et de bactéries contenant le plasmide portant le gène codant pour l’enzyme active.   

  M      1        2        3     
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D’après les résultats obtenus dans le Tableau 10, il paraitrait que c’est l’association de la 

présence de l’IPTG et de l’encapsulation en gouttes des bactéries contenant le plasmide portant le 

gène codant pour la protéine inactive, qui soit la cause de l’avantage sélectif que présentent les 

cellules exprimant l’enzyme active et qui se trouvent être les seules sélectionnées durant la phase 

d’incubation des gouttelettes. Ce phénomène inexpliqué peut être due à un élément toxique dans la 

goutte qui inhiberait la croissance des bactéries négatives et l’induction des protéines inactives. 

Nous pouvons aussi imaginer que ce problème est due au tensioactif et l’huile fluorocarbonée que 

nous utilisons pour stabiliser les gouttes. Nous sommes cependant entrain de trouver une 

explication plausible à ce processus inattendu.  

Pour résoudre ce problème, nous avons utilisé comme cellules négatives des cellules 

transformées avec un plasmide vide pPB10 (ne contenant aucune séquence d’ADH). Des bactéries 

E. coli transformées avec le plasmide vide pPB10 (bactéries négatives) ou le plasmide pPB10 

portant le gène codant pour les QHEDH avec cytochromes c (bactéries positives) ont été mises en 

culture séparément à 37°C et sous agitation. Une fois que la  DO600 ait atteint la valeur de 0.6, deux 

cultures d’1mL contenant du LB en présence de 100µg/mL ampicilline (avec λ=0.1/15pL et ε=0.1) 

ont été préparée. Une des deux cultures a été mise en culture, à 37°C pendant 14h et sous agitation à 

230 rpm, dans 10mL de milieu LB (avec 100µg/mL ampicilline) (nous l’appelons S5). La deuxième 

culture a été encapsulée, en présence de l’IPTG, dans des gouttes en utilisant le module 

microfluidique représenté dans la Figure 66 panel A. Les débits des deux phases aqueuses (le 

milieu LB (contenant les bactéries + 100µg/mL d’ampicilline) et l’IPTG) sont égaux à 50µL/h 

chacune. Le débit de la phase huile, constituée de 1% (p/p) de tensioactif jeff900 dans l’huile 

HFE7500, est de 400µL/h. L’émulsion a été collectée dans une seringue et incubée à température 

ambiante pendant 14h. Après expression in vivo des enzymes au sein des gouttes, l’émulsion a été 

mise en culture dans 10mL de milieu LB contenant 100µg/mL d’ampicilline à 37°C et sous 

agitation pendant 14h (nous l’appellerons S6). Les plasmides de S5 et S6 ont été extraits et les 

résultats de leur digestion, avec les 3 enzymes de restrictions, sont représentés dans les puits 3 et 4 

de la Figure 71. Si nous prenons comme référence les puits 1 et 2, correspondant respectivement au 

plasmide pPB10 et au plasmide des QHEDH sans cytochrome c digérés avec les trois enzymes de 

restriction, nous constatons que pour l’ε=0.1 nous avons bien une majorité de plasmides négatifs.  
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Figure 71 : Gel d’agarose 1% dans TAE de plasmides digérés avec BglII, HindIII et BamHI. (1) : Plasmide pB10 
vide. (2) : Plasmide portant le gène codant pour la protéine active. (3) Plasmide de la solution S5. (4) Plasmide de la 
solution S6.  

Il semblerait donc que c’est l’association de la présence de l’IPTG et de l’encapsulation en 

gouttes des bactéries contenant le plasmide portant le gène codant pour la protéine inactive ou pour 

la protéine active, qui soit la cause de l’avantage sélectif que présentent les cellules exprimant 

l’enzyme active. La validation de la plateforme in vivo avec une sélection modèle n’a pas encore pu 

être réalisée mais le sera prochainement. Cette sélection sera réalisée avec des bactéries contenant le 

plasmide portant le gène codant pour l’alcool déshydrogénase active et un plasmide vide (ne 

contenant aucun gène d’intérêt).        

IV.4 Conclusions et perspectives 

Pour conclure, nous avons développé, dans ce chapitre, deux types de plateformes 

microfluidique pour la sélection de l’alcool déshydrogénase et de la laccase. Le premier type permet 

de sélectionner les enzymes exprimées in vitro. Elle est composée d’une première étape permettant 

l’expression in vitro des enzymes en gouttes suivie d’une deuxième étape permettant de mesurer 

l’activité catalytique des enzymes exprimée en présence d’un test fluorogénique adéquat. Les 

résultats ont montré que, pour que l’expression in vitro puisse se faire dans les gouttes, il était 

nécessaire d’avoir au départ ~5000 gènes/goutte pour l’alcool déshydrogénase et ~1000 

gènes/goutte pour la laccase. Or, pour pouvoir utiliser cette stratégie, dans la sélection de banques 

de mutants, il est primordial que l’expression in vitro en goutte se fasse avec au maximum ~1 

gène/goutte au départ. Cette condition nécessite alors l’ajout d’une étape supplémentaire 

d’amplification de l’ADN en gouttes. Des travaux et des optimisations supplémentaires sont requis 

pour mettre au point cette plateforme de sélection in vitro. Comme alternative plus simple, nous 

avons développé une plateforme microfluidique pour la sélection de biocatalyseurs exprimées in 

vivo. Elle est composée d’une première étape permettant l’expression des enzymes dans des 

bactéries E. coli en gouttes et d’une deuxième étape permettant de mesurer l’activité catalytique de 

 M      1       2      3       4  
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ces enzymes en présence du test fluorogénique adéquat. Des travaux préliminaires ont permis de 

mettre au point un test fluorométrique (pour l’analyse de l’activité en goutte) et colorimétrique 

(pour la quantification de l’enrichissement après tri) pour la laccase. La réalisation d’une plateforme 

pour la sélection de la laccase (ainsi que la sélection modèle et la sélection de banque de mutants) a 

constitué une partie des travaux de thèse du doctorant T. Beneyton. La validation de cette 

plateforme avec une sélection modèle de l’alcool déshydrogénase n’a pas encore pu être réalisée 

mais le sera prochainement. Nous avons démontré qu’à priori il était possible de valider sa 

pertinence en utilisant un plasmide portant le gène codant pour l’alcool déshydrogénase active et un 

plasmide vide (comme négatif). Cette alternative est actuellement en cours de développement. Une 

fois que la plateforme sera validée avec cette stratégie, elle sera utilisée pour la sélection d’une ou 

plusieurs banques de mutants de l’alcool déshydrogénase afin de trouver le mutant le plus adapté au 

nouvel environnement que constitue la biopile à éthanol.   
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V. Conclusion générale 

Au cours de ce travail de thèse, nous avons essayé de développer les outils 

nécessaires pour créer, par évolution dirigée, des enzymes spécialement adaptées à 

fonctionner dans ce nouvel environnement que constitue la biopile à éthanol que nous voulons 

réaliser. Nous avons choisi, pour le compartiment anodique, différentes alcool 

déshydrogénases à PQQ réalisant l’oxydation de l’éthanol en acide acétique et pour le 

compartiment cathodique, une laccase bactérienne extrémophile capable de réduire le 

dioxygène en eau. 

Pour la sélection de ces enzymes, le système de compartimentation in vitro (goutte 

d’eau-dans-l’huile), développé au sein de notre laboratoire, couplé au système microfluidique 

a été choisi. Pour cela, nous avons mis au point deux types de plateformes microfluidiques, 

l’un permettant de sélectionner des enzymes exprimées in vitro en gouttes et l’autre de 

sélectionner des enzymes exprimées dans des bactéries au sein des gouttes. Pour pouvoir 

détecter les enzymes cathodiques et anodiques en goutte,  nous avons développé deux tests 

fluorogéniques, basés directement, sur le combustible ou l’oxydant utilisé dans la biopile.  

Dans la première partie de ce travail, nous nous sommes intéressés à deux types 

d’enzymes anodiques PQQ-ADH, une de type I dimérique et nécessitant de l’éthylamine pour 

être activée et l’autre de type II monomérique contenant un cytochrome c en plus de son 

cofacteur (PQQ) (ne nécessite pas d’éthylamine pour son activation). Les difficultés que nous 

avons rencontré pour l’expression in vitro et in vivo de l’enzyme de type II, nous ont amené à 

lui enlever son cytochrome c. Les caractérisations de cette nouvelle enzyme et de l’enzyme de 

type I, en gouttes et en microplaque, ont révélé que la première était plus active que la 

seconde. Par conséquent, nous avons conclu que l’enzyme de type II sans cytochrome c était 

la meilleure candidate pour être évoluée, en utilisant le système microfluidique en gouttes, à 

fonctionner dans les conditions de la biopile. 

Dans la deuxième partie de cette thèse, nous avons étudié le phénomène d’échange 

de composés entre les gouttes. En testant un mélange de gouttes contenant des alcools 

déhydrogénases actives ou inactives en présence du test fluorogénique adéquat développé, 

nous étions incapables de les distinguer. Ce phénomène nous a incités à étudier la fuite de 

deux composés du test fluorogénique, la résorufine et le PMS (sous sa forme réduite), dont la 
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fuite serait problématique pour la sélection en gouttes. Après avoir mis en évidence la fuite de 

ces deux composés, différentes stratégies ont été adoptées et testées pour diminuer ce dernier. 

Après plusieurs tentatives non fructueuses, la fuite de la résorufine a été diminuée en utilisant 

une huile partiellement fluorocarbonée avec un tensioactif avec tête contenant un groupement 

Jeffamine. Quant au PMS, pour réduire son échange entre les gouttes, nous avons été amenés 

à diminuer son hydrophobicité par modification de sa structure chimique.          

Finalement, nous avons testé les deux plateformes microfluidiques développées pour 

la sélection des biocatalyseurs. Nous avons démontré que l’expression de la laccase et de 

l’alcool déshydrogénase in vitro se faisait en gouttes mais nécessitait au départ 

l’encapsulation de plus qu’un gène par goutte (≥ 1000 gènes/goutte). Ce pendant, une des 

conditions du processus d’évolution des enzymes est d’avoir un seul variant génétique par 

goutte. Une étape supplémentaire d’amplification d’ADN en goutte devrait se rajouter à cette 

plateforme pour qu’elle puisse être un système de sélection dans l’évolution dirigée des 

enzymes. Pour passer outre ce problème et ce besoin d’amplification de gène, la plateforme 

de sélection d’enzymes exprimées dans des bactéries en gouttes serait une alternative plus 

simple. Des travaux préliminaires, démontrant l’efficacité et la faisabilité de la sélection de la 

laccase in vivo en gouttes, ont permis au doctorant T. Beneyton d’optimiser cette plateforme 

et de la valider avec une sélection modèle (en utilisant une laccase active et une inactive) et 

éventuellement la sélection d’une banque de variants. Les études effectuées sur l’alcool 

déshydrogénase ont démontré qu’il nous était impossible de valider la plateforme avec une 

sélection modèle utilisant des bactéries transformées avec un plasmide portant le gène codant 

pour l’enzyme active ou des bactéries transformées avec un plasmide portant le gène codant 

pour l’enzyme inactive. Nous avons cependant démontré qu’une alternative à ce phénomène 

inexpliqué serait de valider la plateforme en utilisant comme négatif pour la sélection modèle 

un plasmide vide ne portant aucun gène. Une fois la plateforme validée avec cette stratégie, 

nous réaliserons la sélection d’une banque de mutants créée par mutagenèse aléatoire.                   

   

 

 

     



Plateforme microfluidique d’optimisation de biocatalyseurs pour des biopiles à combustible 

Pour faire face à la baisse considérable des énergies fossiles et des ressources naturelles, différents types 
de biopiles à combustible ont été développés et optimisés. Ces systèmes sont capables de convertir 
l’énergie chimique en énergie électrique à partir de ressources renouvelables grâce à des catalyseurs 
biologiques. Les deux problèmes majeurs des biopiles sont les faibles puissances qu’elles génèrent et leur 
courte durée de vie. Afin de résoudre ces problèmes et augmenter les performances des biopiles, la 
plupart des travaux de recherche se sont principalement axés sur le développement de nouvelles 
stratégies pour améliorer le transfert d’électrons ainsi que sur l’optimisation des méthodes d’immobilisation 
des enzymes sur les électrodes. Nous pensons que l’évolution dirigée des biocatalyseurs par des cycles 
répétitifs de mutagenèse/sélection permettrait d’augmenter leur activité dans ce nouvel environnement que 
constitue la biopile. Pour la création de la banque de variants, la stratégie choisie est l’introduction de 
mutations artificielles et aléatoires dans le gène codant pour la protéine d’intérêt. Pour la sélection des 
enzymes optimisées, nous avons choisi la technique de la compartimentation in vitro (IVC) couplée à la 
microfluidique, développée au sein de notre laboratoire. Cette méthode permet de créer des gouttes d’eau-
dans-huile de taille homogène, de les manipuler à volonté, de détecter la fluorescence de leur contenu et 
de les trier en se basant sur cette fluorescence afin de récupérer le variant désiré. Mon projet de thèse 
consiste à créer, par évolution dirigée, des biocatalyseurs spécialement adaptés à fonctionner dans les 
conditions de fonctionnement de biopile. Pour le compartiment anodique, nous avons choisi de tester et 
d’optimiser différentes Pyrrolo-Quinone-Quinone-alcool déshydrogénases (PQQ- ADH) réalisant 
l’oxydation de l’éthanol en acide acétique. Une fois les électrons transférés au compartiment cathodique, 
une laccase bactérienne extrêmophile se charge de la réduction du dioxygène en eau. Le passage des 
électrons vers la cathode génère un courant proportionnel aux taux de catalyse au niveau des électrodes. 
Pour la mesure de l’activité de ces enzymes cathodique et anodique en goutte, deux tests fluorogéniques 
différents ont été développés. Pour les PQQ-ADH, le test s’est basé sur la réduction d’une molécule 
fluorogénique (la résazurine) pour produire un fluorophore (la résorufine) une fois que l’éthanol est oxydé 
en acide acétique par les enzymes. Par la suite, nous avons développé et optimisé deux plateformes 
microfluidiques de sélection des biocatalyseurs anodique et cathodique. L’une permet de sélectionner les 
enzymes exprimées in vitro en gouttes et l’autre de sélectionner les enzymes exprimées in vivo en gouttes. 
Mes travaux de thèse se sont focalisés, essentiellement sur le développement de la plateforme 
microfluidique de sélection des PQQ-ADH exprimée in vivo et plus précisément sur le contrôle des 
échanges de composés entre les gouttes, le choix du tensioactif adapté au test, la stratégie de 
récupération des variants sélectionnés et la validation de sa pertinence avec une sélection modèle utilisant 
les PQQ-ADH. 

Droplet based microfluidic for the optimization of biocatalysts for their use in biofuel cells 

To cope with the dramatic decline of fossil fuels and natural resources, different types of biofuel cell have 
been developed and optimized. These systems are capable of converting chemical energy into electrical 
energy from renewable resources by biological catalysts. The two major problems which limit their 
application are the small amount of power they generate and their short-lived. Our goal is to build a 
functional biofuel cell using enzymes as redox catalysts at the anode (Pyrrolo-Quinone-Quinone-alcool 
déshydrogénases, PQQ-ADH) and the cathode (laccase). To achieve this goal the key points are a high 
catalytic activity of these enzymes at high ethanol concentrations, broad pH and temperature variations and 
their stability at the interface with the electrodes. These are conditions under which the natural enzyme will 
never evolve in vivo. Hence, we are aiming to apply in vitro protein evolution methods in combination with 
digital microfluidics to create better catalysts for the “green energy” production. Digital microfluidics is a 
novel and promising high-throughput screening technique which can emulsify samples in droplets of a 
volume as small as ~1pL. These tiny droplets can mimic artificial cells allowing expressing the genes of 
interest and test for their enzymatic activity. Even more important, digital microfluidics allows droplets 
fusion, content mixing, incubations, signal detection and sorting of positives variants separately. In addition, 
with being a very powerful high-throughput technique, our approach will procure an unprecedented level of 
control over the directed evolution experiments.  For a successful evolution of ADH and laccase using 
digital microfluidics, the following challenges need to be addressed (before performing directed evolution of 
the catalysts): 1. Synthesis and detailed characterisation of surfactants used in digital microfluidic 
experiments (emulsion stability, leakage and biological compatibility). 2. Creation of a reliable microfluidic 
chip allowing to detect and sort the droplets containing highly active biocatalysts. 3. Controling the leakage 
of compounds between droplets. 4. Optimisation of the recovery strategy selected variants and validate its 
relevance with a model selection of PQQ-ADH.   
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