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RESUME 
 

Trois types de biofilms à base de polymères naturels ont été préparés à partir de la pectine, un 
polyélectrolyte anionique, et de la gélatine, une espèce cationique. Les propriétés physicochimiques (épaisseur, 
perméabilité à la vapeur d’eau et pouvoir gonflant) des biofilms ont été déterminées; de même, leur 
morphologie a été évaluée. Au niveau micrométrique, les épaisseurs des biofilms étaient respectivement de 
101,2±0,2 µm;  64,6±0,1 µm et 39,0±0,1 µm pour la gélatine, le mélange gélatine/pectine et la pectine. Le 
pouvoir gonflant était de 300% pour la gélatine, 215% pour le mélange gélatine/pectine et 90% pour la pectine. 
La perméabilité à la vapeur d’eau était de 9,20 g mm/m2 h KPa pour la gélatine; 6,59 g mm/m2 h KPa pour le 
mélange gélatine/pectine et 3,98 g mm/m2 h KPa pour la pectine. Au niveau morphologique, des différences 
significatives ont été observées. Toutefois, les différents films formulés ont mis en évidence des potentialités 
physicochimiques intéressantes.  
© 2009 International Formulae Group. All rights reserved. 
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INTRODUCTION  

L’usage des polymères naturels 
communément appelés biopolymères connaît 
un développement remarquable depuis ces 
dernières années en raison de leurs 
nombreuses applications notamment comme 
matériaux d’emballage (Avena-Bustillos et 
al., 1997) ou agents d’enrobage (Tapia et al., 
2007). Leurs structures chimiques présentent 
des propriétés particulièrement intéressantes 
dont la plus utilisée est la biodégradabilité (Jo 
et al., 2005). Ce sont donc des matériaux aptes 
à subir un processus de dégradation sous 
l’action de phénomènes physicochimiques. 
L’amélioration des propriétés de ces 
polymères pour des applications nouvelles 
suscite un regain d’intérêt de la communauté 

scientifique notamment dans la mise au point 
de biofilms. Ainsi, des biofilms ont été 
synthétisés avec des polymères naturels 
comme la gélatine (Garcia et al., 2004), le 
chitosan (Dong et al., 2006; Dutta et al., 
2009), l’alginate (Zactiti and Kieckbusch, 
2006; Tapia et al., 2007). Aussi des biofilms 
issus de l’association de polymères naturels 
sont décrits dans la littérature comme les 
mélanges protéines du lactosérum/amidon 
(Zaleska et al., 2001), pectine/chitosan 
(Ghaffari et al., 2007) ou alginate/pectine (Da 
silva et al., 2009). On reconnaît à ces biofilms 
des propriétés d’autoadhésivité et de 
perméabilité. D’après Arwidsson (1991), la 
libération d’une substance active à partir d’un 
biofilm dépend fortement de la perméabilité 
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de ce dernier. Par ailleurs Aulton (1982) a 
suggéré une évaluation rationnelle des 
caractéristiques d’un biofilm pour prédire son 
application ultérieure. Dans ce travail, nous 
nous sommes proposés d’étudier deux 
polymères naturels: la gélatine, un composé 
de nature protéique, et la pectine, un composé 
de nature polysaccharidique. La gélatine est 
obtenue par hydrolyse du collagène, ce dernier 
est le constituant majeur de la peau et des 
tissus osseux (Tabata and Ikada, 1998). La 
gélatine est largement utilisée dans l’industrie 
médicale comme pansement pour blessures, 
garniture absorbante ou adhésif (Neumann et 
al., 1981) et plus particulièrement comme 
matériel biopharmaceutique pour la libération 
contrôlée des médicaments (Fukunaka et al., 
2002). La gélatine contient un total de 18 
acides aminés en différentes concentrations, la 
liaison de ces acides forme des chaînes 
polypeptidiques, chaque chaîne contient 
environ mille acides aminés (Gomez-Guillen 
et al., 2002). La structure globale de la 
gélatine est une molécule en forme de 
baguette se composant des structures 
hélicoïdales primaire, secondaire et tertiaire 
(Kozlov and Burdygina, 1983; Ross-Murphy, 
1992). Quant à la pectine, elle est également 
utilisée dans le domaine médical pour ses 
activités biologiques diverses (Samuelsen et 
al., 1996). La pectine est un polymère naturel 
de structure très complexe caractérisée par 
deux paramètres (degré d’acétylation et degré 
de méthylation) qui conditionnent l’ensemble 
de ses propriétés et mécanismes d’action (Dea 
and Madden, 1986; Lofgren and Hermansson, 
2007; Lutz et al., 2009). L’objectif de cette 
étude était de formuler des biofilms à partir de 
ces deux polymères naturels et d’évaluer 
certaines de leurs propriétés physicochimiques 
telles que le pouvoir gonflant, la perméabilité 
à la vapeur d’eau et la morphologie.  
 
MATERIEL ET METHODES 
Matériel 

La pectine de type A (hautement 
méthylée) provient de la firme CP Kelco 
(Grossenbrode, Allemagne). La gélatine de 
type B (point isoionique compris entre 4,8 et 
5,2) provient de la pharmacie Baille 181 
(Marseille, France). Le glutaraldéhyde et 
l’azide de sodium ont été fournis par la firme 
Sigma-Aldrich (Steinheim, Allemagne). 
 

Préparation des biofilms 
La préparation des biofilms a été 

adaptée à partir de protocoles précédemment 
décrits dans la littérature (Dong et al., 2006; 
Ghaffari et al., 2007). Une solution aqueuse à 
5% (m/v) de chaque polymère a été préparée à 
température ambiante sous une agitation 
constante durant 30 minutes. Un mélange de 
gélatine/pectine dans les proportions de 3:2 
(v/v) a été réalisé à partir des précédentes 
solutions. Une pincée d’azide de sodium a été 
ajoutée à chacune des solutions pour prévenir 
une éventuelle contamination microbienne. 
Chaque solution a été placée dans un bain 
marie sous une agitation douce puis chauffée à 
40 °C pour la gélatine, 70 °C pour le mélange 
et 80 °C pour la pectine pendant 30 minutes. 
Lorsque les solutions sont apparues limpides, 
5 ml de chacune d’elles ont été dispersés dans 
une boite de Pétri en polystyrène de 8,5 cm de 
diamètre. Le séchage s’est effectué à l’air 
libre à température ambiante durant 3 à 4 
jours. Après cette période, 20 ml de 
glutaraldéhyde à 0,02% (v/v) ont été ajoutés 
aux biofilms secs pour initier la réaction de 
réticulation qui s’est poursuivie pendant 24 h. 
Les biofilms ont ensuite été rincés deux fois à 
l’eau distillée puis séchés à l’étuve (40 °C) 
pendant 2 h. 
 
Caractérisation des biofilms 
Mesure de l’épaisseur des biofilms 

L’épaisseur des films a été mesurée à 
l’aide d’un micromètre numérique (Blet, 
Lyon, France) avec une précision de 0,1 µm. 
Les mesures ont été prises au hasard à 5 
endroits différents du film. 
Détermination de la perméabilité à la vapeur 
d’eau 

La perméabilité est la quantité de gaz 
(ici vapeur d’eau) transmise à travers une sur-
face (ici biopolymère) par unité de temps, de 
pression et/ou d’épaisseur. Elle permet de 
caractériser les propriétés d’étanchéité ou de 
fuite vis-à-vis d’un fluide. La coupe de 
perméabilité de Payne (Figure 1) d’un 
diamètre de 3,5 cm a été utilisée dans cette 
étude. 

 L’intérieur de la coupe a été rempli par 
10 ml d’eau distillée (humidité relative fixée à 
100%). Chaque biofilm a été découpé, pesé, 
puis placé entre l’anneau étanche et la coupe. 
Cet anneau a été positionné de sorte à exposer 
une surface exacte de biofilm de 10 cm2. Un 
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échantillon témoin a servi de référence et a été 
fixé sur une seconde coupe ne contenant pas 
d’eau distillée. L’ensemble biofilm/coupe a 
été pesé de façon précise (±0,001 g) puis 
conservé dans un dessiccateur contenant du 
pentoxide de phosphore (P2O5) et des grains 
de silice (humidité relative fixée à 0%). A 
intervalle de temps réguliers (24 h, 48 h, 72 h, 
96 h et 120 h), les biofilms ont été pesés de 
nouveau. Le profil de la perte de masse a été 
tracé en fonction du temps pour chaque 
biofilm. La perméabilité à la vapeur d’eau 
(PVE) a été calculée en utilisant la formule 
donnée par Akhgari et al. (2006). 

)21( HRHRPoS

E

t

m
PVE

−××
×= ,     

 où m/t (g h-1) est la modification de masse de 
la 120è heure, E (mm) l’épaisseur du biofilm, 
S (m2) la surface du biofilm exposé à la 
vapeur d’eau, Po (KPa) la pression de vapeur 
de l’eau pure, HR1-HR2 est le gradient 
d’humidité relative. A 25 °C, Po est égal à 
3,159 KPa.  
Détermination du pouvoir gonflant 

Une surface de 2 cm2 de biofilm sec a 
été pesée de façon précise (±0,1 mg) puis 
immergée dans un bécher contenant 100 ml 
d’eau distillée (pH 7) sous une agitation douce 
et constante, à température ambiante pendant 
2 h. A intervalle de temps réguliers (30 min, 
60 min, 90 min et 120 min), le film a été retiré 
du bécher, égoutté à l’aide d’un papier filtre 
puis pesé de nouveau. L’indice de gonflement 
(Ig) a été calculé par la formule suivante : 

100(%) ×−=
Mfg

MfsMfg
Ig  ; 

où Mfg est la masse (mg) du film gonflé et 
Mfs la masse (mg) du film sec. 
Evaluation de la morphologie des biofilms 

Les investigations morphologiques à la 
surface des biofilms ont été réalisées à l’aide 
de la microscopie électronique à balayage 
(MEB, Philips XL 20, Oregon, USA). Les 
échantillons ont été pulvérisés sur un métal 
hybride or/palladium dans une chambre sous 
vide avant l’analyse microscopique. 
 
Analyse statistique 

Le logiciel Excel (Windows XP 
version 2003) a été utilisé pour le traitement 
statistique des données brutes. Les valeurs 
moyennes et les écart-types ont été calculés. 

Le test de Student a été appliqué pour 
comparer les moyennes des données. Toute 
valeur de p<0,05 a été considérée comme 
statistiquement significative.   
 
RESULTATS  
Aspect macroscopique 

L’image photographique des films de 
gélatine (A), pectine (B) et du mélange (C) est 
donnée à la figure 2. Sur le plan visuel, les 
différents films sont transparents. Au toucher, 
les films sont lisses et flexibles.  
 
Epaisseur des biofilms 

L’épaisseur moyenne du film de 
gélatine est de 101,2±0,2 µm ; celui du 
mélange 64,6±0,1 µm et celui de la pectine 
39,0±0,1 µm. Le film de gélatine est environ 
2,6 fois plus épais que celui de la pectine et 
1,57 fois plus épais que celui du mélange. Une 
différence significative d’épaisseur a été 
obtenue entre ces films (p>0,05). 
 
Perméabilité à la vapeur d’eau (PVE) 

La PVE des films de pectine, du 
mélange et de gélatine étaient respectivement 
de 3,98; 6,59 et 9,20 g mm/m2 h kPa. La PVE 
de la pectine est 2,3 fois moins élevée que 
celle de la gélatine et 1,66 fois moins élevée 
que celle du mélange. Une différence 
significative de perméabilité a été obtenue 
entre ces films (p>0,05). Cette PVE se calcule 
à partir d’une formule mathématique en tenant 
compte de la perte de masse de la dernière 
heure des films exposés à la vapeur d’eau. 
D’après la figure 3, la perte de masse est 
constante pour les trois films mais plus élevée 
avec la pectine. On observe une corrélation 
linéaire de la quantité de vapeur d’eau 
transmise par unité de temps. 

 
Pouvoir gonflant 

La figure 4 présente le profil de 
gonflement des films de gélatine, du mélange 
gélatine/pectine et de la pectine. La gélatine 
possède une capacité d’absorption de l’ordre 
de 300% à 30 min comparée à la pectine 
(95%) et au mélange (215%). Le pouvoir 
gonflant de la gélatine est 3,16 fois plus élevé 
que celui de la pectine et 1,40 fois plus élevé 
que celui du mélange. Une différence 
d’absorption significative a été obtenue entre 
ces films (p>0,05). 
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Figure 1: Coupe de perméabilité de Payne (modèle Elcometer 5100). 
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Figure 2: Image photographique des différents films (A: gélatine ; B : gélatine/pectine ; C: pectine). 
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Figure 3: Profil de perméabilité à la vapeur d’eau (■ film de pectine, ▲ film de gélatine, - film de 

gélatine/pectine). 
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Figure 4: Indice de gonflement en fonction du temps (▲ film de gélatine, - film de gélatine/pectine, ■ film de 

pectine). 
 
 
Analyse morphologique   

Les résultats de la microscopie 
électronique à balayage (MEB) (figure 5) 
montrent  que le film de gélatine (A) présente 
une surface homogène par endroit et serpentée 
à d’autres. Celui de la pectine (B) montre des 
agrégats de particules et une surface 
homogène par endroit. Quant au  film du 
mélange gélatine/pectine (C), il présente une 
surface homogène avec une zone fissurée avec 
quelques particules.  
 
DISCUSSION 

Selon Aulton (1982), les principales 
qualités d’un biofilm sont sa perméabilité, son 
pouvoir gonflant et son homogénéité. A 
concentration égale (5%, m/v) et volume égal 
(5 ml dispersés sur les boîtes de Pétri), le film 
de gélatine est apparu plus épais que celui de 
la pectine. Le mélange des deux polymères 
avait une épaisseur intermédiaire. Cette 
différence d’épaisseur a permis de différencier 
l’ensemble des films. Dans l’étude de Jo et al. 
(2005) ayant portée sur les mêmes polymères, 
une épaisseur de 0,17±0.01 µm a été déclarée 
pour la pectine, la gélatine et le mélange 
gélatine/pectine sans aucune différence 

significative entre les films. Une telle valeur 
est très en dessous de celles mentionnées dans 
cette étude. Toutefois, cette différence 
pourrait s’expliquer par la concentration en 
polymères utilisée par les auteurs (2,5% m/v), 
l’ajout de glycérol (agent plastifiant) et de 
polyvinylalcool (agent réticulant) dans la 
formulation, mais surtout par l’irradiation 
gamma qu’ont subi les films avant la mesure 
de leur épaisseur. En général, les films de 
faible épaisseur absorbent moins que les films 
épais (Fletcher et al., 1997). Un autre 
paramètre tout aussi important est le pouvoir 
gonflant des films lié à leur capacité 
d’absorption. Le pouvoir gonflant matérialisé 
par l’indice de gonflement est une propriété 
très étudiée au niveau des films pour 
applications alimentaires ou pharmaceutiques. 
Couplé à la perméabilité à la vapeur d’eau, ces 
deux paramètres évaluent la stabilité du film 
en conditions aqueuses. Comme l’ont déclaré 
Lee et al. (2004), un film utilisé pour emballer 
des aliments congelés ou des fruits frais 
découpés devra être moins perméable et 
posséder un indice de gonflement faible pour 
inhiber l’exsudation de ces aliments. Dans 
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Figure 5: MEB de la surface des films (A: gélatine B: pectine C: gélatine/pectine). 
 
 

cette étude, la pectine pourrait être le candidat 
idéal compte tenu de son indice de gonflement 
et de sa perméabilité les plus faibles. L’indice 
de gonflement de la pectine demeure en 
dessous de 100%. Un indice de gonflement 
faible indique une tolérance élevée à l’eau. 
L’étude de l’indice de gonflement est un 
préalable pour une application efficiente d’un 
film de polymère. Le mélange pectine/gélatine 
possède un indice de gonflement de 215%. 
Dans l’étude de Ghaffari et al. (2007) portant 
sur le mélange pectine/chitosan, un indice de 
gonflement d’environ 90% en milieu tampon 
phosphate (pH 6) a été atteint dès la 30è 
minute. Cette valeur a été portée à environ 
180% lorsque le pH était de 7,4 pour la même 
durée (30 min). Bien qu’il n’y ait pas de 
normes concernant les indices de gonflement 
des films issus de polymères naturels, les 
valeurs oscillent en général entre 0 et 400% 

(Dong et al., 2006; Ghaffari et al., 2007; Tapia 
et al., 2007). En revanche, un indice de 
gonflement élevé au-delà de 100% peut avoir 
des applications dans le domaine des 
pansements pour plaies et blessures 
superficielles ou chroniques (Reddy et al., 
2006). Dawson et al. (1992) dans une étude 
clinique ont mis en évidence le pouvoir 
absorbant bénéfique des pansements à base 
d’alginate sur certaines infections cutanées. 
L’avantage résiderait dans l’absorption plus 
rapide de l’exsudation, ce qui faciliterait la 
cicatrisation de la blessure (Fletcher et al., 
1997). Dans notre étude, la gélatine et le 
mélange gélatine/pectine ont respectivement 
affiché des indices de gonflement de 300% et 
215%. Les valeurs de perméabilité obtenues 
dans cette étude sont corrélées à celles de 
l’indice de gonflement. Le film de pectine 
était le moins perméable (3,98 g mm/m2 h 
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KPa) suivi du film du mélange (6,59 g mm/m2 
h KPa) et de celui de la gélatine (9,20 g 
mm/m2 h KPa). Cette perméabilité qui est une 
qualité essentielle des films est mise à profit 
dans la libération de substances actives (Dong 
et al., 2006; Silva et al., 2008; Yue et al., 
2009). Dans l’étude de Jo et al. (2005) la 
perméabilité du mélange gélatine/pectine était 
de 4,86 g mm/m2 h KPa après 24 h. Le film de 
gélatine obtenu dans la présente étude pourrait 
trouver des applications dans la libération 
accélérée de substances actives alors que celui 
de la pectine dans la libération prolongée ou 
retardée. En formant des films hybrides 
(mélange de polymères), on pourrait moduler 
la libération des substances actives. 

Au niveau morphologique, les images 
de microscopie électronique montrent 
clairement des différences.  Le film de 
gélatine présente une surface serpentée et 
homogène par endroit. Dans l’étude de 
Pranotoa et al. (2007) sur la gélatine de 
poisson, la microscopie électronique montre la 
structure interne du film formée de zone 
discontinue avec des fissures horizontales 
distribuées de manière aléatoire dans le 
réseau. Ces zones discontinues se formeraient 
lors du séchage de la solution filmogène (Bigi 
et al., 1998). Dans l’étude de Caoa et al. 
(2007) sur la gélatine type B issue de l’os de 
bovin, les auteurs montrent par microscopie 
électronique une structure interne lisse. Par 
contre, quand cette gélatine est mélangée à du 
tannin, on observe la présence d’une zone 
discontinue avec un aspect de fibrilles. Les 
auteurs attribueraient cette modification au 
processus de séchage ou à l’agent réticulant 
incorporé dans la formulation. Les images 
décrites dans ces études précédentes sont 
différentes de la nôtre. Gomez-Guillen et al. 
(2002) en étudiant plusieurs préparations de 
gélatine ont montré que le nombre de résidus 
d’acides aminés variait d’une préparation à 
une autre. La gélatine étant composée d’acides 
aminés, cette variabilité structurale pourrait 
être à l’origine des différences 
morphologiques observées dans notre étude et 
dans celles de Pranotoa et al. (2007) et Caoa 
et al. (2007). Le film de pectine quant à lui 
présente des agrégats de particules, cela 
pourrait s’expliquer par la nature même du 
composé qui est partiellement hydrosoluble, 
d’où la présence d’agrégats par endroit. 
L’absence d’image de microscopie 

électronique de la pectine à l’état natif ne nous 
permet pas de faire une comparaison objective 
avec notre étude. La littérature scientifique 
montre des images microscopiques de la 
pectine combinée à d’autres polymères 
comme le chitosan (Ghaffari et al., 2007) ou 
l’alginate (Da silva et al., 2009). L’une des 
rares études dans laquelle est présentée le 
mélange pectine/gélatine demeure celle de Jo 
et al. (2005) où les auteurs ont décrit une 
surface homogène du film. Selon Liu et al. 
(2007) l’inclusion de la gélatine au sein du 
mélange améliorerait les interactions 
moléculaires. Les auteurs ont décrit une 
structure homogène relativement bien 
organisée des films issus des mélanges 
gélatine/pectine et protéines de soja/pectine.  

La structure homogène des films 
composés révélée dans les études précédentes 
et dans la nôtre apparaît être une 
caractéristique essentielle pour de nombreuses 
applications. Cette homogénéité pourrait être 
renforcée en modulant certains paramètres 
comme la concentration et le niveau de 
proportions des polymères. Cela pourra faire 
l’objet de travaux complémentaires de même 
que la possibilité d’incorporer des substances 
actives dans ces films et mesurer leur 
libération à partir de la matrice. Dans le futur, 
on pourrait envisager une meilleure 
compréhension des phénomènes physico-
chimiques se déroulant au sein de ces 
polymères lors de leur association. De 
nombreuses techniques sont décrites dans la 
littérature (spectroscopie infra rouge, 
résonance magnétique nucléaire, micro-
calorimétrie, thermogravimétrie, diffusion 
dynamique de la lumière etc). Malgré la 
complexité de ces techniques et les difficultés 
d’interprétation des résultats, des voies de 
recherches demeurent ouvertes. 
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