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1. Introduzione 
 
 

L’impiego biotecnologico dei microrganismi presenta molti campi applicativi, quali i processi 
fermentativi per beni alimentari [1], per il trattamento di acque reflue [2] e per la produzione 
di farmaci [3], oltre che, come elementi di rilevamento biologico per la produzione di 
biosensori [4]. 
L’utilizzo dei microrganismi è particolarmente diffuso grazie alle loro capacità di resistere ad 
ampi intervalli di pH e temperatura e di individuare un'ampia gamma di sostanze chimiche 
[4].  
Negli ultimi anni la tecnica dell’immobilizzazione cellulare è ritenuta sempre più interessante 
e impiegabile per differenti applicazioni, in campo industriale [5], biomedico e sensoristico 
[6]. Infatti, rispetto ad altre tecnologie, l'immobilizzazione cellulare mostra molti vantaggi, 
come la prolungata attività metabolica, la stabilità delle cellule, i bassi costi, la capacità di 
individuare le sostanze chimiche tossiche più velocemente e la maggiore resistenza a queste; 
inoltre, viene migliorata l’efficienza del processo biotecnologico in termini di produttività. 
Una delle tecniche di immobilizzazione è l’intrappolamento, mediante il quale le cellule 
vengono racchiuse in una matrice polimerica sufficientemente porosa per consentire la 
diffusione dei nutrienti alle cellule [7]. In particolare, l'intrappolamento di cellule microbiche 
può avvenire sia in maniera passiva, usando la naturale tendenza dei microrganismi di 
attaccarsi alle superfici naturali o sintetiche e crescere su di esse, che in maniera attiva 
mediante agenti flocculanti o chimici [8].  
Possono essere utilizzate come matrice di intrappolamento dei microrganismi gli idrogeli 
polimerici. 
 
Gli idrogeli possono essere definiti come una catena polimerica reticolata in grado di 
trattenere acqua all’interno della loro struttura porosa, grazie alla presenza di gruppi idrofilici 
e densità di reticolazione [9]. Gli idrogeli possono essere utilizzati come biosensori, sistemi di 
somministrazione di farmaci, attuatori in processi medici e in processi di bioseparazione [10]. 
Gli idrogeli, possono essere classificati in base al tipo di legame con cui vengono formati, 
sono definiti fisici quando il loro reticolo viene tenuto insieme da forze secondarie che 
includono forze ioniche e i legame ad idrogeno, sono invece chiamati chimici quando 
vengono reticolati mediante legami covalenti [11].  
 
L’obiettivo del presente lavoro è l’intrappolamento di microrganismi all’interno di idrogeli, 
ottenuti mediante fotoreticolazione. In particolare come microrganismi sono stati testati un 
batterio (P. fluorescens) e un lievito (R. mucilaginosa).  
Durante una fase preliminare, sono state valutate diverse miscele di monomeri acrilati e 
metacrilati, in particolare polietilenglicole diacrilato (PEGDA) e dimetacrilato (PEGDMA) a 
diverso peso molecolare, combinati per ottenere diverse tipologie di copolimeri; è stata inoltre 
testata la presenza o meno di un tampone salino acquoso (phosfate-buffered saline, PBS), 
fondamentale per il successivo intrappolamento dei microrganismi. Tuttavia, in alcune delle 
miscele è stata osservata una separazione di fase che complica la successiva polimerizzazione. 
Per tale motivo, sono state selezionate solo alcune delle miscele preparate. Le miscele 
selezionate sono state quindi fotopolimerizzate mediante irraggiamento con luce visibile in un 
fotoreometro che, in tempo reale, permette di valutare la variazione del modulo elastico 
durante la polimerizzazione. Gli idrogeli così ottenuti sono stati essiccati in vuoto e sono stati 
caratterizzati mediante analisi termiche dinamo-meccaniche (DMTA) e prove di swelling 
(rigonfiamento). Una volta caratterizzati i diversi idrogeli, sono state condotte delle prove 



 2 

preliminari all’intrappolamento dei microrganismi. In particolare, è stata valutata la possibile 
tossicità nei confronti dei microrganismi scelti, testando i monomeri irraggiati o meno con 
luce visibile su terreno agarizzato. In seguito, è stato sviluppato un test in camera di 
diffusione per valutare la capacità di trattenimento dei microrganismi da parte dei film. Infine, 
sono stati preparati dei film con i microrganismi intrappolati, che sono stati opportunamente 
caratterizzati dal punto di vista della cinetica di reticolazione, tramite fotoreologia in tempo 
reale, nonché dal punto di vista delle proprietà termiche e meccaniche, tramite analisi DMTA.  

 
In questo elaborato, inizialmente, si tratterà la fotopolimerizzazione, essendo proprio questa la 
tecnica usata per polimerizzare le miscele di prepolimeri, in seguito si tratteranno le diverse 
metodologie di immobilizzazione di microrganismi, con particolare riferimento 
all’intrappolamento e alle sue applicazioni. Successivamente si descriveranno le diverse 
tipologie di idrogeli e le varie applicazioni in cui vengono impiegati. Saranno, quindi, 
introdotti i microrganismi che verranno impiegati nella parte sperimentale di questo lavoro di 
tesi e i loro principali utilizzi. Infine, saranno esaminati i metodi e i materiali impiegati per 
condurre le prove sperimentali, quindi discussi i risultati ottenuti. 
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2. Fotopolimerizzazione 
 
 
Nell’ultimo secolo, la fotopolimerizzazione ha suscitato grande interesse sia per motivi 
ecologici che economici. Da più di trenta anni è alla base di numerose applicazioni 
convenzionali ed è utilizzata per molti scopi, quali, ad esempio, la realizzazione di 
rivestimenti [12], di guide ottiche [13] e di otturazioni dentali [14], così come nell’ambito 
della microelettronica [15], dell’ingegneria ossea [16] e tissutale [17]. La 
fotopolimerizzazione può essere eseguita a temperatura ambiente o a temperature inferiori: 
ciò la pone in contrasto con le polimerizzazioni termiche, le quali richiedono temperature 
elevate [18][19]; questo rappresenta sicuramente un notevole vantaggio per la 
fotopolimerizzazione e rende possibile il suo impiego anche nei casi in cui l’alta temperatura 
costituisce un limite [19]. Infatti, la fotopolimerizzazione, poiché richiede basse temperature, 
può essere adoperata per applicazioni biomedicali, come l’immobilizzazione di cellule [20].  
La polimerizzazione fotoiniziata è un processo che si serve della luce come fonte di energia 
per indurre la conversione di piccole molecole insature allo stato liquido in macromolecole 
solide a seguito di reazioni di polimerizzazione. I componenti di base del liquido di partenza 
sono monomeri o prepolimeri che con l’eccitazione possono solidificare in due modi: 
polimerizzazione e reticolazione (o cross-linking) [21]. Le reazioni di polimerizzazione 
possono essere indotte da tanti tipi di radiazioni, tra cui raggi X, raggi γ, raggi IR, raggi UV, 
microonde, fasci di elettroni e ioni; di solito però la fotopolimerizzazione viene attivata dalla 
luce UV e dalla regione di luce visibile [21]. La reazione può essere avviata da un 
fotoiniziatore che si decompone e genera radicali in risposta alla luce UV o visibile. La 
fotopolimerizzazione può formare diverse tipologie di polimeri, tra cui i termoplastici e i 
termoindurenti, i primi si ottengono da monomeri monofunzionali e sono costituiti da catene 
lineari e poco ramificate, non reticolate (ovvero non legate le une con le altre); i 
termoindurenti, invece, si ottengono da monomeri di partenza bi o polifunzionali che, 
reagendo, vanno a formare un vero e proprio reticolo connesso da legami chimici (Figura 2.1) 
[22].  
 

 
Figura 2.1 Un polimero lineare a sinistra e uno reticolato a destra (i cerchi neri indicano i punti di 

reticolazione).  

 

Nel 1929 il chimico Carothers propose la divisione dei polimeri in due categorie in base al 
loro meccanismo di formazione: condensazione e addizione [23].  
La reazione di polimerizzazione per condensazione avviene attraverso l’unione di due 
molecole e l’eliminazione di una molecola di piccole dimensioni. I monomeri di partenza 
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devono possedere determinati requisiti affinché possa avvenire la polimerizzazione per 
condensazione, in particolare devono presentare almeno due siti reattivi cioè due gruppi 
funzionali, quali per esempio il gruppo alcolico, il gruppo amminico o il gruppo carbossilico 
[24]. 
 
Un esempio di polimerizzazione per condensazione è la reazione di formazione del poliestere 
che vede l’eliminazione di acqua (formula di reazione indicata con Eq. (1)) [25]: 
 
               nHO-R-OH + nHOCO-R’-COOH à OH[-R-OCO-R’-COO-]n H + (2n-1)H2O      (1) 
 
Nella polimerizzazione per addizione, i monomeri reagiscono per formare la catena 
polimerica senza perdita di atomi, questo è un aspetto tipico delle molecole che contengono i 
doppi legami C=C (alcheni) [26]. In questo caso l’elemento base della catena, il monomero, 
reagisce con altri monomeri uguali che troviamo ripetuti all’interno della lunga catena 
idrocarburica. Tali reazioni di polimerizzazione possono realizzarsi con un meccanismo 
anionico, cationico o radicalico e avvengono grazie ad un catalizzatore che rompe il doppio 
legame e rende disponibile gli atomi di carbonio per formare nuovi legami con conseguente 
accrescimento del polimero [26].  
Un esempio di polimerizzazione per addizione dovuto ad un monomero vinilico insaturo è il 
seguente (formula di reazione indicata con Eq. (2)) [25]: 
 
 
 CH2=CH à -CH2-CH-CH2-CH (2) 

    |                        |              | 
            X                      X            X 

 
Nella Tabella 2.1 vengono evidenziate alcune differenze sostanziali tra i due tipi di 
polimerizzazione: 
 

Tabella 2.1. Differenze tra polimerizzazione per condensazione e per addizione. 

Polimerizzazione per condensazione Polimerizzazione per addizione 

Il peso molecolare non è un multiplo 

intero delle unità monomeriche di partenza 

Il peso molecolare è un numero intero 

multiplo del monomero di partenza 

Generalmente richiede più di un’unità 

monomerica 

Generalmente richiede una sola unità 

monomerica 

Le unità monomeriche devono avere 

almeno due gruppi funzionali 

Le unità monomeriche presentano uno o più 

siti di insaturazione 

 
La radiazione visibile può dare inizio alla fotopolimerizzazione grazie ad un fotoiniziatore che 
interagisce con essa, assorbendola. In questo modo, il fotoiniziatore si decompone in radicali 
liberi che fungono da starter per la reazione di polimerizzazione per addizione radicalica [25].  

Nel prosieguo del lavoro, verrà approfondita la trattazione della la fotopolimerizzazione per 
addizione radicalica, tecnica utilizzata nelle fasi successive del lavoro di tesi. 
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2.1 Fotopolimerizzazione per addizione radicalica 
Come precedentemente riportato, la fotopolimerizzazione per addizione può essere ionica o 
radicalica [27]. La fotopolimerizzazione ionica, può essere, a sua volta, cationica o anionica a 
seconda della natura della specie reattiva generata; nel caso della fotopolimerizzazione 
radicalica, invece, la specie reattiva è un radicale libero che induce una propagazione della 
reazione [27][28]. 
Nella fotopolimerizzazione radicalica si possono distinguere tre meccanismi chiave della 
reazione: iniziazione, propagazione e terminazione [29]. 
Nella fase di inizio, la luce, ricopre un ruolo fondamentale, in quanto attiva il fotoiniziatore 
(PI), promuovendo un elettrone ad un orbitale con un’energia maggiore, indicato in Eq. (3): 
 

 PI + luce à PI*            (3) 
 
La vita del radicale attivato PI* è estremamente breve, generalmente meno di 10-6 secondi. In 
questo tempo, PI* può subire due processi: uno di disattivazione nel quale tramite emissione 
di calore o luce ritorna ad essere PI e un altro, invece, mediante il quale si ottiene la 
formazione di un intermedio reattivo R�, indicato in Eq. (4) [29]:  
    

PI* à  R� (4) 
La specie reattiva R�, fortemente instabile, reagisce con il monomero M per formare una 
catena polimerica (P1�) in crescita, Eq. (5), caratterizzata dalla costante cinetica di iniziazione, 
ki: 
 

R� + M à P1� (5) 

 
Nella propagazione, Eq. (6), viene aggiunta una uguale unità monomerica alla catena in 
crescita, con costante cinetica, kp :  
 

Pn� + M à Pn+1�             (6) 
 

Per la terminazione esistono due processi, la cui competitività varia in base alla circostanza in 
cui si verificano [30]. Per esempio in un mezzo viscoso, il tipo di terminazione che predomina 
dipende dalla percentuale di monomeri convertiti in polimero, infatti, all’inizio della reazione, 
quando la conversione è relativamente piccola, predomina quella bimolecolare; al crescere 
della percentuale di monomeri convertiti predomina quella monomolecolare. La prima 
terminazione indicata in Eq. (7.a) è caratterizzata con la costante cinetica kt, invece, la 
seconda terminazione, indicata in Eq. (7.b), è descritta con la costante cinetica ktp:  
 

Pn� + Pm� à Pn+m (Pn + Pm) (7.a) 
 

Pn� + R� à PnR (7.b) 
 

La prima è una normale terminazione bimolecolare, chiamata combinazione, in cui due 
macroradicali crescono insieme e terminano; la seconda è una terminazione monomolecolare, 
chiamata disproporzionamento, in cui un macroradicale in crescita reagisce con un radicale 
primario e si ha formazione di un polimero inattivo [30].  
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La fotopolimerizzazione radicalica è molto popolare grazie alla vasta disponibilità di 
monomeri che possono essere utilizzati. Tuttavia, nel caso della fotopolimerizzazione degli 
acrilati, durante la fase di inizio, si hanno dei problemi di inibizione da parte dell’ossigeno 
molecolare [31]. Questo rappresenta un problema molto importante poiché quasi tutte le 
reazioni di fotopolimerizzazione avvengono in presenza di aria. La reazione tra radicali 
iniziatori e ossigeno, caratterizzata dalla costante di equilibrio ko, forma dei radicali 
perossilici (Figura 2.2) che possono evolversi in idroperossidi e disattivare i radicali iniziatori. 
L’ossigeno, provoca degli effetti dannosi, infatti, porta ad un lungo periodo di induzione della 
reazione e quindi ad una diminuzione della velocità di polimerizzazione, della conversione 
finale e della lunghezza della catena polimerica; inoltre, contribuisce alla formazione sulla 
superficie del polimero di uno strato appiccicoso [31].  
 
 

 
 

  
Figura 2.2: Reazione di formazione dei radicali perossilici. [31] 

 

In un ambiente ben aerato, dove la concentrazione dell’ossigeno è dell’ordine di 10-3 mol/L, la 
fotopolimerizzazione non può svilupparsi perché ko>> kp così che tutti i radicali formati 
reagiscono con l’ossigeno disciolto nel monomero (reazione di scavening) [32]. Le 
conseguenze di questa reazione sono il progressivo consumo di ossigeno e durante il periodo 
di inibizione la diminuzione costante della sua concentrazione nel monomero irradiato. Il 
processo di polimerizzazione inizierà solo quando i monomeri saranno in grado di competere 
con l’ossigeno, per la reazione di scavening dei radicali iniziatori, cioè quando ko ≈ kp.  
Nei sistemi aperti viene raggiunta una concentrazione stazionaria di ossigeno disciolto, nel 
momento in cui l’ossigeno consumato viene subito compensato da quello atmosferico 
attraverso la superficie del film di polimerizzazione. La concentrazione di ossigeno che allo 
stato stazionario consente la polimerizzazione è di circa 4,2⋅10-6 mol/L [32]. Considerando 
che per gli acrilati, la concentrazione di ossigeno è approssimativamente 10-3 mol/L, la 
concentrazione iniziale di ossigeno deve essere ridotta di oltre cento volte prima che si 
verifichi la polimerizzazione. Pertanto, l’entità dell’inibizione dell’ossigeno dipende 
fortemente dalla velocità con cui viene consumato l’ossigeno. Questo limite, può essere 
superato utilizzando grandi quantità di fotoiniziatori oppure impiegando intensità luminose 
molto alte che generano elevate concentrazioni di radicali iniziatori e consumano l’ossigeno 
disciolto nei mezzi di polimerizzazione [33]. In alternativa, l’inibizione dell’ossigeno è 
arginabile, attraverso il rivestimento con film di azoto o polietilene, anche se è un metodo 
fisico molto costoso [33]. Un aspetto interessante per limitare l’inibizione da ossigeno è 
l’effetto che ha la struttura del monomero, infatti, monomeri contenenti più gruppi eteri sono 
più viscosi e meno sensibili all’ossigeno [33]. Altri modi prevedono l’aggiunta al sistema di 
alcune specie chimiche come le N-vinilammidi o di alcuni additivi come le ammine [34] o 
tioli [35].  
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2.2 Fotoiniziatori 
La fotopolimerizzazione può essere ottenuta con l'assorbimento di un fotone per ogni fase di 
propagazione (la cosiddetta "fotopolimerizzazione diretta"), oppure, con l'assorbimento di un 
solo fotone per la fase di attivazione ("polimerizzazione fotoiniziata") [36]. 
Quindi, un fotoiniziatore è una molecola, usata da sola o in combinazione con altre, in grado 
di formare specie reattive radicali, cationi radicalici e protoni che possono iniziare reazioni a 
catena, a seguito dell’assorbimento di luce ultravioletta o visibile di opportuna intensità [37].  
Di seguito alcune proprietà di base dei fotoiniziatori, necessarie per lo svolgimento della 
fotopolimerizzazione [38]: 

1. Stabilità termica; 

2. Elevata capacità di assorbimento nella regione UV-visibile dello spettro; 
3. Produzione di un anione, un radicale o catione, a seguito dell’irradiazione, in grado di 

avviare la polimerizzazione; 
4. Assenza di tossicità e odori; 

5. Eccellente conservabilità e stabilità una volta disciolto nella miscela reattiva; 
6. Facilità di sintesi e costo contenuto.  

 
È possibile dividere i fotoiniziatori in due classi in base al tipo di reazione che sviluppa le 
specie radicali:  

•  Fotoiniziatori di tipo 1: generano due radicali primari mediante la fotolisi dei legami 
carbonio-carbonio in posizione alfa ad un gruppo carbonilico (reazioni di Norrish I) (Fig. 
2.3) [39]. Si tratta di una scissione omolitica intermolecolare sul carbonio α definita α-
cleavage. Questi radicali sono in grado di iniziare una reazione di polimerizzazione a 
catena. Rientrano in questa tipologia di fotoiniziatori, i composti carbonilici aromatici che 
hanno dei sostituenti adatti all’assorbimento della luce come i benzil-chetali, gli α-
amminochetoni e gli ossidi di acilfosfina [40].  
I radicali, ottenuti a seguito della scissione del legame chetonico, reagiscono tra di loro 
eliminando un C=O e producono un alcano. 

 

 
 

 
Figura 2.3: Esempio di reazione di Norrish di tipo I . [41] 

 

•  Fotoiniziatori di tipo 2: la cui operatività avviene mediante l’estrazione di un atomo di 
idrogeno e il suo trasferimento sull’ossigeno carbonilico, in questo modo si genera un 
diradicale reattivo mediante processi bimolecolari (reazione di Norrish II), costituiti da 
un iniziatore e da un coiniziatore [42]. Gli iniziatori assorbono la luce, che passa ad 
uno stato terziario eccitato e possiede l’energia necessaria all’estrazione dell’idrogeno; 
tra gli iniziatori si distinguono i camforchinoni e gli tioxantoni. Tra i coiniziatori che 
partecipano alla reazione vi possono essere, i tioli e gli alcoli, che donano atomi di 
idrogeno, o le ammine, che donano elettroni [40].  
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La reazione di Norrish del secondo tipo (Fig 2.4) implica il trasferimento 
dell’idrogeno γ all’ossigeno carbonilico per formare un 1,4-idrossi biradicale [41]. 

 

 
 

 
Figura 2.4: Esempio di reazione di Norrish di tipo II. [41] 

 
2.2.1. Applicazioni di fotoiniziatori nel visibile  
Alla fine degli anni novanta sono stati sviluppati i fotoiniziatori che operano nella regione del 
visibile dello spettro elettromagnetico, in termini lunghezze d’onda comprese tra i 390 nm e i 
700 nm. Questi iniziatori assorbono la luce di vari colori, tra cui blu, verde e rossa, con una 
velocità simile a quella fotografica che provoca la conversione di un monomero acrilico 
liquido altamente funzionalizzato in un poliacrilato solido [43]. Paragonando i fotoiniziatori 
appena descritti con quelli che assorbono luce ultravioletta, i primi presentano notevoli 
vantaggi rispetto ai secondi in termini di sicurezza di irradiazione, profondità di indurimento e 
costo dell’apparecchiatura utilizzata [44]. Inoltre, i fotoiniziatori ultravioletti provocano una 
forte tossicità per le cellule tale da provocarne la morte [45].  

In questo lavoro di tesi è stato utilizzato come fotoiniziatore che assorbe nel campo del 
visibile: l’acido bismetoilfosfinico o BAPO-OH, (MesCO)2P(O)OH (Figura 2.5) [46]. Il 
BAPO-OH è un BAPO (fotoiniziatore commerciale) funzionalizzato con un gruppo OH, 
sintetizzato nei laboratori di Zurigo al fine di ottenere un iniziatore attivo nel visibile e 
idrosolubile [47]. Infatti, la maggior parte dei fotoiniziatori non sono solubili in acqua [48]. Il 
BAPO-OH si può ottenere da fosforo rosso e da sodio metallico, utilizzando come solvente in 
cui far avvenire la reazione il dimetossietano, e come promotore redox il naftalene (C10H8). In 
questo modo, il sodio e il fosforo vengono convertiti in sodio fosfuro. A seguito della 
protonazione, di una reazione con mesitoilcloruro (MesCOCl) e di un trattamento con acido 
acetico (HOAc), si ottiene il fosfagenolo (indicato con il numero 1 nella Figura 2.5). Infine, 
per ottenere il BAPO-OH con un rendimento pari all’87% (riferito a P) viene aggiunto il 
perossido di idrogeno (H2O2) [46].  
In Figura 2.5 viene riportata la sintesi del BAPO-OH, in modo schematico: 
  

 
Figura 2.5: Schema riassuntivo della sintesi del BAPO-OH da fosforo rosso e sodio metallico. [46] 

 

I cristalli di BAPO-OH fondono a T=134,7 °C e sono termicamente stabili fino a 250 °C. La 
pKa è pari a 2,48 ed è stato ottenuto mediante titolazione con NaOH 0,1 M in acqua [46].  
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I fotoiniziatori idrosolubili, come il BAPO-OH, vengono richiesti ampiamente per varie 
applicazioni. Per esempio, nel 2013, è stata dimostrata, mediante la presenza del BAPO-OH 
nella reazione di riduzione fotochimica, l’azione riducente di Cu (II). Il processo viene 
effettuato in acqua a temperatura ambiente e a seguito dell’irradiazione si ottiene il rame 
cristallino [49]. Grazie alle loro proprietà fisiche e chimiche, le nanoparticelle di rame 
vengono utilizzate in molteplici applicazioni come catalizzatori, dispositivi ottici, elettronici e 
come sensori biologici e chimici [50]. Per la preparazione delle nanoparticelle di rame, nella 
letteratura scientifica, si trovano numerosi metodi, tra cui la fotoriduzione del Cu (II) a Cu (I). 
Questo processo di produzione di nanomateriali di rame in sistemi acquosi, in cui il BAPO-
OH funge da ligando e da agente di riduzione di 4 elettroni, possiede una resa molto alta. 
L’aggiunta di agenti come il PVP (polivinilpirrolidone) aiuta a stabilizzare le particelle di 
rame e ne influenza la dimensione e la morfologia [51]. Infatti, aumentando la concentrazione 
del PVP si formano particelle di rame di dimensioni più piccole, dapprima bastoncellari e, 
continuando ad aumentare il PVP, si ottengono nanoparticelle sferiche. Infine, con un’elevata 
concentrazione di PVP si possono ottenere i nanofili di rame, aventi diametro pari a 30 nm e 
lunghezze fino a diversi micrometri [49].  
Il BAPO-OH è un blocco fondamentale e versatile per la sintesi dei BAPO etero-sostituiti 
[49]. Infatti, viene facilmente raggiunto dal cloruro dell’acido fosfinico trasformandosi in 
BAPO-Cl, questo reagendo con ammine, alcoli e tioli produce i corrispondenti BAPO etero-
sostituiti con una buona resa. Quindi, è possibile adattare il BAPO (ossido di bis(acil)fosfano) 
alla composizione del sistema richiesto per un’applicazione specifica selezionando un 
sostituente appropriato sul fosforo. Inoltre, la natura acida del BAPO-OH consente di 
produrre una vasta quantità di sali come il Na(BAPO-O) che è molto solubile in acqua 
[49][52][53]; entrambi i fotoiniziatori vengono impiegati nella polimerizzazione di emulsioni 
prive di tensioattivi (SFEP), ciò è interessante per ottenere, mediante metodi sostenibili, 
dispersioni di particelle polimeriche stabili in acqua [46].  
Esistono tanti altri fotoiniziatori attivati dalla luce visibile, tra questi i 
benzoyltrimethylgermane (BTMGe) e i dibenzoyldiethylgermane (DBDEGe) che sono dei 
derivati del benzoil germanio che hanno belle buone proprietà meccaniche come la resistenza 
alla flessione, stabilità in conservazione e alla luce UV, molto utilizzati nei compositi dentali 
a base di resina. Questi due possono sostituire il camforchinone (CQ) e l’etilene 4-(N,N-
dimetilammino) benzoato (EMBO) perché sono più stabili alla luce UV e in deposito [54]. Un 
altro fotoiniziatore sintetizzato e studiato è il sale di ferrocenio Fc-NBP che se esposto alla 
luce visibile avvia sia la polimerizzazione cationica che quella radicalica di acrilati ed 
epossidi [55]. La velocità di fotopolimerizzazione degli acrilati quando si utilizza Fc-NBP 
come fotoiniziatore risulta essere più veloce di quando si fotopolimerizza l’oligomero 
DGEBA (bisfenolo-A-epossido), tuttavia la velocità riferita a quest’ultima reazione può 
essere accelerata usando il fotosensibilizzante BPO (perossido di benzoile) [55]. Gli epossidi 
possono essere polimerizzati in caso di esposizione alla luce visibile anche con dei sistemi 
fotoiniziati a base di colorante boro-dipirrometene (bodypy), di sale di iodonio e di 
tris(trimetilsilil)silano [56]. La presenza di silano aumenta la percentuale di epossido che 
viene polimerizzato e convertito. Viene anche utilizzato per la sintesi di reticoli polimerici di 
miscele costituite da acrilati e vinil eteri [56]. Nel 2009 ha destato curiosità il fotoiniziatore 
formato dal complesso metallico Ru(bpy)3

2+ utilizzato per la polimerizzaizone del vinile e 
come sonda molecolare per rilevare NIPAM (N,N-dimetilanilina) e AMPS (2-acrilammido-2-
metilpropansolfonico acido) negli idrogeli. Il grado di polimerizzazione e di conversione sono 
influenzati dalla struttura del monomero; in particolare, aumentando la concentrazione di 
NIPAM rispetto a quella di AMPS, diminuiscono [57].  
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2.3  Vantaggi e limiti della fotopolimerizzazione 
I diversi vantaggi dell’impiego delle radiazioni luminose o ad alta energia per iniziare la 
reazione di fotopolimerizzazione hanno riscosso notevole interesse. Le radiazioni luminose 
vengono emesse da una sorgente grazie alla quale è possibile confinare le zone che devono 
subire la reticolazione e monitorare il procedere della reazione di polimerizzazione. Infatti, 
semplicemente accendendo o spegnendo la fonte luminosa si riesce a controllare la 
reticolazione dei monomeri [58]. Il risparmio energetico è significativo rispetto ai processi 
tradizionali, poiché è limitato all’inizio della reazione ed è localizzato su determinate zone, 
limitando al massimo le eventuali dispersioni. Una importante peculiarità è la rapida reazione 
di polimerizzazione che porta ad elevate produttività ed efficienze a costi limitati [59][60]. Un 
altro grande vantaggio deriva dalla possibilità di eseguire una rapida reticolazione a 
temperatura ambiente o inferiore che permette di utilizzare questa tecnica della 
fotopolimerizzazione in applicazioni biochimiche, come l’immobilizzazione di enzimi e di 
microrganismi [20]. Inoltre, evitando di raggiungere temperature elevate, si estende il numero 
di monomeri che possono essere utilizzati, garantendo la versatilità del processo [61].  
I sistemi fotopolimerizzabili ed in particolare i sistemi radicalici di cui ci occupiamo in questa 
tesi, oltre a presentare evidenti vantaggi rispetto a processi tradizionali, mostrano limiti e 
criticità non trascurabili. Si tratta di limiti e non di svantaggi poiché molti di essi risultano 
risolvibili. Come già spiegato prima, una importante criticità nella fotopolimerizzazione 
radicalica è data dall’inibizione da parte dell’ossigeno presente nell’ambiente, perché disattiva 
i radicali formati dall’iniziatore, ostacolando e in certi casi impedendo l’iniziazione della 
reazione. Quanto descritto rappresenta una criticità della fotopolimerizzazione radicalica, 
tuttavia, sono state sviluppate alcune strategie per mitigare questo problema, come 
l’allontanamento dell’ossigeno dalla superficie irradiata mediante un flusso di gas inerte, 
l’inserimento nel sistema di molecole più affini all’ossigeno che reagiscono con esso prima 
che inibisca i radicali del fotoiniziatore oppure un aumento della quantità del fotoiniziatore 
[62]. Un altro aspetto critico nella fotopolimerizzazione radicalica è il ritiro volumetrico, che 
implica un notevole limite in determinate applicazioni, infatti, a causa di esso si verifica un 
accumulo di forti tensioni che può rivelarsi molto dannoso [63]. Spesso si hanno problemi 
ambientali poiché i polimeri sono prodotti da monomeri e i fotoiniziatori, che spesso sono 
tossici, hanno forti odori e alta volatilità [20]. Infine, esiste una forte relazione tra radiazione e 
spessore dei film polimerici ottenibili. Infatti, una volta che la radiazione ad alta intensità 
inizia a reticolare, fa più fatica a raggiungere gli strati più interni del manufatto polimerico, 
quindi ad una certa profondità la radiazione non riesce a penetrare facilmente e non è garantita 
la completa omogeneità della reticolazione [64]. Quindi, i gradienti di velocità e di intensità 
della luce influiscono sulla omogeneità del film, infatti, la superficie del campione più vicina 
alla fonte luminosa avrà una velocità di polimerizzazione maggiore rispetto alla porzione del 
campione più lontano da essa [58]. Un rimedio a questa criticità è la stampa 3D che grazie 
all’irraggiamento limitato ai singoli strati sottili, garantisce un’efficiente uniformità della 
polimerizzazione [65].  
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3. Tecniche di immobilizzazione cellulare 
 
 
I primi tentativi di immobilizzazione furono sperimentati intorno al 1950 da Grubhofer e 
Schleith, i quali riuscirono a intrappolare alcuni enzimi come carbossipeptidasi, diastasi, 
pepsina e ribonucleasi in una resina poliacrilstirenica diazotata [66]. Con il termine “enzimi 
immobilizzati” si intende “enzimi fisicamente confinati o localizzati in una determinata 
regione dello spazio con conservazione delle loro attività catalitiche e che possono essere 
usati ripetutamente e continuamente” [67]. Nel 1967, Chibata e alcuni suoi collaboratori, 
svilupparono l’immobilizzazione di un’aminoacilasi prodotta da Aspergillus oryzae per la 
risoluzione di amminoacidi D-L racemici sintetici [68]. Questo è stato il primo uso industriale 
al mondo di enzimi immobilizzati. Gli enzimi vengono estratti da tutti gli organismi: animali, 
piante e microrganismi. Quelli ottenuti da microrganismi sono i più adatti a scopi industriali 
per vari motivi, tra i quali il basso costo di produzione, le non limitate condizioni di 
produzione e il breve tempo di produzione [69]. Tuttavia, questi enzimi estratti sono spesso 
instabili (caratteristica della loro struttura complessa) e non impiegabili per l’uso pratico 
dell’immobilizzazione a causa dei loro difficoltosi processi di produzione, lavorazione e 
stoccaggio che gravano economicamente sull’intero processo industruale [70]. Negli anni 
settanta, con lo scopo di eliminare la necessità di estrarre l’enzima dai microrganismi e di 
utilizzare sistemi multienzimatici, si è tentato di immobilizzare in modo diretto intere cellule 
di microrganismi. In particolare, nel 1973, si è riuscito a produrre l’acido L-aspartico, 
utilizzando delle cellule di Escherichia coli immobilizzate [71]. Questa è considerata la prima 
applicazione industriale di cellule microbiche immobilizzate. Da un confronto tra 
l’immobilizzazione enzimatica e quella cellulare, quest’ultima è considerata molto più 
vantaggiosa per fattori economici, avendo un costo più basso, per la migliore stabilità e per il 
tempo richiesto per l’esecuzione [70]. Infatti, i costi per l’isolamento dell’enzima dalla cellula 
di appartenenza e per la sua purificazione sono molto alti.  

Di seguito verranno illustrati i diversi vantaggi e svantaggi dell’immobilizzazione dei 
microrganismi e le varie tecniche di immobilizzazione cellulare. 

 

3.1 Vantaggi e limiti dell’immobilizzazione dei microrganismi  
Tra i principali vantaggi per cui viene impiegata l’immobilizzazione di microrganismi vi sono 
i costi contenuti, l’attività prolungata e la stabilità delle cellule (infatti, la matrice di 
immobilizzazione può agire come mezzo di protezione da tensioni meccaniche, da variazioni 
di pH e temperatura, e da sostanze tossiche) [72]. La densità di cellule è più elevata rispetto ai 
sistemi non immobilizzati (sospesi) e ciò comporta alte rese di produzione [73].  Altri grandi 
vantaggi per le applicazioni industriali possono essere il riutilizzo dei sistemi immobilizzati, il 
facile recupero dei prodotti ottenuti e la continuità dei processi [73]. Tuttavia, esistono delle 
limitazioni che possono influenzare in modo significativo l’applicazione 
dell’immobilizzazione a livello industriale. Infatti, una non controllata crescita dei 
microrganismi può portare allo sfaldamento della matrice di intrappolamento e alla 
contaminazione dei prodotti o alla perdita della biomassa [74]. Inoltre, la matrice di 
immobilizzazione può limitare la diffusione dei nutrienti e dei prodotti e andare incontro ad 
abrasione nel tempo [75]. Ciò avviene, in alcuni casi, a causa della crescita cellulare e, in altri, 
a causa di stress meccanici dovuti a mass transfer all’interno dei bioreattori [75]. Infine, 
alcune sostanze chimiche utilizzate durante i processi di immobilizzazione possono essere 
tossiche per le cellule e provocarne la morte [74]. 
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3.2  Metodi di immobilizzazione 
L’immobilizzazione, in biotecnologia, è definita come “la tecnica utilizzata per la fissazione 
fisica o chimica di cellule, organelli, enzimi o altre proteine, su un supporto solido o in una 
matrice solida, al fine di aumentare la loro stabilità e rendere possibile il loro uso ripetuto o 
continuo” [76]. Esistono numerose tecniche per ottenere l’immobilizzazione di 
microrganismi. Queste possono essere classificate in base al processo fisico coinvolto, cioè 
adesione o adsorbimento, intrappolamento, contenimento e aggregazione, o in base al 
processo chimico, cioè la formazione di un legame covalente o ionico, entrambi generalizzati 
con il nome cross-linking [77]. La classificazione dei sistemi immobilizzati secondo il 
processo fisico-chimico e la natura del microambiente sono mostrati in Figura 3.1. Il metodo 
più affidabile e conveniente è l’immobilizzazione cellulare per intrappolamento, perché è 
semplice e le condizioni in cui avviene risultano essere meno aggressive per le cellule [78] (in 
seguito saranno trattati in modo più approfondito questi aspetti). Nella valutazione di un 
metodo di immobilizzazione devono essere presi in considerazione alcuni fattori relativi alla 
matrice di immobilizzazione, come il suo grado di porosità, il volume dei suoi pori, 
l’idrofilicità, la presenza di gruppi funzionali, il suo riutilizzo, la stabilità meccanica, la 
tossicità dei reagenti utilizzati, la disponibilità, il costo dei reagenti e delle attrezzature per la 
sua realizzazione [79].  

 

 
Figura 3.1: Classificazione dei metodi di intrappolamento cellulare. (Figura parzialmente modificata 

da [80]) 

 

3.2.1 Adesione o adsorbimento superficiale 
L’immobilizzazione dei microrganismi mediante adsorbimento su un supporto può essere 
ottenuta naturalmente o indotta artificialmente usando degli agenti detti di cross-linking, come 
ossidi metallici o agenti leganti covalenti come glutaraldeide o gli organosilani [76].  

 
3.2.1.1 Adsorbimento fisico 

I microrganismi riescono a legarsi al supporto organico o inorganico mediante interazioni 
ioniche, di Van der Waals e legami ad idrogeno. Queste interazioni governano l’adesione che 
è lo step chiave nel controllo dell’immobilizzazione cellulare sul supporto. In Figura 3.2 viene 
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mostrato come appaiono legati il supporto e i microrganismi [81]. Tra i supporti preferiti per 
questo tipo di immobilizzazione ci sono materiali come vetro [82] o pietra pomice [83], le cui 
capacità di adsorbimento possono essere migliorate se trattati con policationi o chitosano [76]. 
Le proprietà meccaniche fondamentali dei supporti affinché possano essere impiegati sono 
l’alta resistenza, la bassa biodegradabilità, il basso costo, la grande elasticità, l’alta 
disponibilità e l’elevata porosità che porta ad una importante superficie di adsorbimento [76]. 
Inoltre, il supporto deve avere un’alta affinità verso i microrganismi poiché sarà proprio 
l’adsorbente opportunamente scelto che agevola il metabolismo microbico (le cellule 
adsorbite sono a contatto diretto con i nutrienti), deve proteggere le cellule dagli agenti tossici 
e deve preservare la loro attività fisiologica [84]. 
 L’adsorbimento fisico comporta il trasporto delle cellule sulla superficie del supporto, seguita 
dall’adesione, dalla successiva colonizzazione della superficie di supporto ed eventualmente 
la formazione di un biofilm [85]. In generale, le cellule possono essere immobilizzate 
irreversibilmente o reversibilmente. L’adsorbimento fisico rientra nelle tecniche di 
immobilizzazione reversibili, e ne rappresenta il metodo più semplice e vantaggioso da un 
punto di vista economico. Tuttavia, presenta alcuni svantaggi dovuti essenzialmente ai legami 
deboli tra il supporto e le cellule, per tale motivo, viene utilizzato per tempi brevi in quanto vi 
è un alto tasso di perdita di biomassa e, a causa del legame instabile e dell’impossibilità di 
controllare la crescita della biomassa, anche la riproducibilità è bassa [86]. Nella maggior 
parte dei casi la produttività delle cellule è molto sensibile ai cambiamenti delle condizioni 
ambientali come pH, temperatura e forza ionica tanto da produrre il loro desorbimento [87]. 
Tra i materiali più comuni che è possibile utilizzare come supporti si distinguono l’amido, il 
collagene, alcune resine a scambio ionico, il carbone attivo, il gel di silice, l’argilla, l’ossido 
di alluminio, il titanio e la ceramica [88]. Alcune applicazioni di microrganismi immobilizzati 
mediante adesione superficiale riguardano la produzione di amilasi mediante Bacillus 
stearothermophilus [89], la produzione di etanolo con Zymomonas mobilis [90] e la 
produzione di penicillina attraverso Penicillium chrysogenum [91]. 

 

 
Figura 3.2: Cellule immobilizzate su un supporto mediante adsorbimento. (Figura parzialmente 

modificata da [92]) 

 
3.2.1.2 Adsorbimento chimico 

L’adsorbimento chimico consiste nella formazione di un legame chimico tra il microrganismo 
e il materiale di supporto (mostrato in Figura 3.3). Il legame chimico che si forma è di tipo 
covalente. Quest’ultimo, essendo una forte interazione, impedisce la separazione delle cellule 
dai relativi supporti e rende il sistema meccanicamente stabile; tuttavia, le cellule hanno poca 
libertà di movimento e ciò causa una diminuzione della loro attività [93]. Solitamente il 
supporto viene modificato e reso attivo per permettere la creazione di gruppi elettrofili su di 
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esso in grado di reagire con i gruppi nucleofili presenti nella parete cellulare dei 
microrganismi [94]. L’intrappolamento mediante formazione di legame covalente presenta 
degli svantaggi, uno dei quali è proprio legato all’impiego di un supporto attivato e non 
rinnovabile. Inoltre, poiché viene direttamente coinvolta la parete cellulare nella formazione 
del legame si ha un grande rischio di danneggiare le cellule [94]. Un altro limite di questa 
tecnica riguarda gli agenti utilizzati per la formazione dei legami covalenti che sono di solito 
citotossici. Dunque, è molto difficile trovare delle condizioni ottimali di intrappolamento 
senza danneggiare le cellule. L’adsorbimento chimico viene, quindi, impiegato solamente 
quando la prestazione e la stabilità del sistema immobilizzato sono maggiori rispetto alla 
perdita irreversibile dell’attività cellulare [95]. Esistono diversi casi in cui questa tecnica è 
stata applicata con successo. Uno di questi riguarda i lieviti e viene descritto da Navarro e 
Durand che, in un articolo del 1977, definiscono un metodo per immobilizzare tramite legame 
covalente il lievito Saccharomyces carlsbergensis su sfere di silice porosa [96]. Nel 1979, fu 
pubblicato un altro studio riguardate l’immobilizzazione del lievito Saccharmyces cerevisiae 
su vetro borosilicato e zirconia [97].  

 

 
Figura 3.3: Cellule immobilizzate su un supporto mediante legame covalente. (Figura parzialmente 

modificata da [92]) 

 
3.2.2 Intrappolamento in matrici porose 

L’intrappolamento è un metodo irreversibile, in cui le cellule sono immobilizzate in una 
matrice o all’interno di fibre (visibile in Figura 3.4). L’intrappolamento è il metodo più 
studiato nell’immobilizzazione cellulare [85]. L’efficacia dell’immobilizzazione varia a 
seconda del tipo di cellula e del tipo di materiale di supporto impiegati. Le matrici 
maggiormente coinvolte in questo tipo di immobilizzazione possono essere degli idrogeli 
costituiti da polimeri naturali, quali, collagene, gelatina, cellulosa, alginato e carragenina, 
oppure da polimeri sintetici, come, poliuretano, poliacrilammide, metacrilati, resine 
fotoreticolate e polivinil alcol (PVA) [79]. Entrambe le tipologie formano una maglia 
tridimensionale e una rete porosa essenziali per trattenere in modo fisico le cellule al loro 
interno e, allo stesso tempo, consentono il trasporto di nutrienti, metaboliti e altre molecole 
fondamentali. Le cellule intrappolate possono raggiungere alte densità nella matrice e, rispetto 
a quelle immobilizzate mediante adesione superficiale, sono ben protette dai flussi convettivi 
nei bioreattori. Interessante è la capacità di alcuni polimeri porosi, come nel caso degli 
idrogeli, di possedere un’elevata resistenza meccanica. Tuttavia, questa tecnica contiene 
alcune criticità. Infatti, la rete polimerica porosa permette, oltre al diffondersi dei nutrienti e 
dei prodotti metabolici, anche l’ingresso all’interno delle sue maglie di sostanze tossiche che 
possono provocare la morte dei microrganismi in esse contenuti. Tra le principali criticità di 
questa tecnica di immobilizzazione vi sono i limiti di trasporto di massa con conseguente 
perdita cellulare, la disattivazione durante l’intrappolamento e l’abrasione della matrice dopo 
l’applicazione [88].  
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Figura 3.4: Cellule immobilizzate in un supporto mediante intrappolamento. (Figura parzialmente 

modificata da [92]) 

 
Gli idrogeli sono ideali per l’intrappolamento perché solitamente mostrano un’alta 
biocompatibilità con le cellule ospiti contenendole fisicamente in modo eccellente all’interno 
dei reticoli e possiedono buone proprietà di diffusione e trasporto [98]. Ulteriori vantaggi 
sono rappresentati dal fatto che mediante gli idrogeli si ha una distribuzione uniforme delle 
cellule e possono essere formati mediante tecniche di polimerizzazione in condizioni blande 
[99]. Infatti, quando le cellule sono presenti durante la polimerizzazione in situ, l’uso di 
solventi aggressivi, monomeri tossici, radiazioni UV e alte temperature deve essere evitato 
per assicurare un’adeguata sopravvivenza cellulare [99]. Sebbene i polimeri naturali vengano 
maggiormente impiegati nella tecnica di intrappolamento, recentemente hanno ricevuto 
grande interesse anche i polimeri sintetici [100]. Infatti, questi ultimi possono essere 
facilmente e artificialmente progettati per rendere alcune loro proprietà adeguate 
all’applicazione prevista, agendo, per esempio, sulla porosità del gel e sulle sue proprietà 
ioniche. Inoltre, rispetto ai polimeri naturali, la longevità e la resistenza meccanica dei 
polimeri sintetici risultano essere generalmente superiori. Tuttavia, entrambe le tipologie di 
gel presentano una limitata stabilità meccanica, infatti, la loro struttura viene facilmente 
distrutta dalla crescita delle cellule all’interno dei reticoli polimerici e dalla produzione di 
anidride carbonica. Anche l’ossigeno all’interno della matrice può rappresentare una 
limitazione per questa tecnica. Per cercare di sopperire a queste criticità, la struttura del gel 
può essere rinforzata facendo reagire i costituenti principali dell’idrogelo con alcune 
specifiche molecole oppure mediante essiccazione parziale del gel [80].  

 

3.2.3 Contenimento tramite membrana 
La tecnica di immobilizzazione mediante contenimento tramite membrana viene impiegata 
quando è richiesta la separazione delle cellule dai prodotti. Le barriere possono essere 
preformate (reattori a membrane piatte o a fibre cave) o formate attorno alle cellule da 
immobilizzare (microcapsule e intrappolamento bifasico) [101]. Le membrane sintetiche sono 
solitamente membrane polimeriche per microfiltrazione o ultrafiltrazione, ma ne possono 
essere usate anche di altri tipi come la gomma siliconica, la ceramica o le membrane a 
scambio ionico [76]. Il trasferimento di massa attraverso la membrana dipende da dimensione 
e struttura dei pori, dall’idrofilia e dalla carica della stessa [76]. L’intrappolamento in 
membrane preformate (Figura 3.5) è un metodo che non richiede l’utilizzo di agenti chimici e 
di condizioni estreme. La sospensione cellulare subisce un processo di filtrazione al termine 
del quale le cellule sono libere di crescere all’interno di un reattore. Le membrane possono 
fungere da supporto per lo sviluppo di biofilm con trasferimento diretto di ossigeno e 
diffusione dei nutrienti attraverso le loro pareti [102]. I principali svantaggi 
dell’immobilizzazione cellulare tra membrane microporose sono i limiti di trasferimento di 
massa e i possibili biofouling della membrana causati dalla crescita cellulare [103][104]. La 
microincapsulazione (Figura 3.6), invece, ha trovato applicazioni in molti campi tra cui quello 
farmaceutico, agricolo, terapeutico e nutrizionale [105]. L’immobilizzazione dei 



 16 

microrganismi mediante microincapsulazione viene impiegata per superare alcuni 
inconvenienti, come la perdita cellulare, la bassa stabilità meccanica, la contaminazione e i 
limiti di trasferimento di massa, reperibili tra le criticità di altre tecniche di immobilizzazione 
[106]. Il confinamento delle cellule nelle microsfere offre diversi vantaggi come la protezione 
contro stress meccanici e ambientali, il rilascio controllato di sostanze, mantenendo alcune 
attività di crescita e metaboliche per periodi di tempo prolungati. Inoltre, è possibile 
riutilizzare le cellule microbiche incapsulate a causa della costante rigenerazione cellulare 
all’interno delle microsfere [106]. Le microsfere hanno generalmente dimensioni inferiori a 
1.000 µm e permettono la diffusione dei metaboliti al di fuori da esse e la diffusione di 
nutrienti all’interno di esse. Ciò è reso possibile grazie al loro alto grado di permeabilità, 
dovuto al fatto che vengono impiegati polimeri idrosolubili per costruire le microsfere [107]. 
Inoltre, i polimeri impiegati per la microincapsulazione di cellule microbiche possono essere 
sia sintetici che naturali, nonostante i primi offrano una maggiore resistenza meccanica e una 
migliore stabilità chimica, sono preferiti i secondi perché meno dannosi per l’integrità e 
vitalità delle cellule [108][94]. La microincapsulazione viene impiegata, per esempio, per 
immobilizzare i batteri Lactococcus lactis subsp. cremoris all’interno di membrane di 
alginato/poli-L-lisina, nylon o PEI (polietileneimmina) per la produzione di acido lattico 
[109].  

 

 
Figura 3.5: Cellule immobilizzate tramite contenimento in membrane microporose preformate.  

(Figura parzialmente modificata da [102]) 

 

 
Figura 3.6: Cellule immobilizzate tramite contenimento in microcapsule.  

(Figura parzialmente modificata da [102]) 
 

3.2.4 Aggregazione 
3.2.4.1 Auto-aggregazione naturale 

L’immobilizzazione per auto-aggregazione viene definita “flocculazione”, infatti, le cellule 
aggregandosi naturalmente formano dei granuli o dei flocculati (Figura 3.7) [110]. Questo è il 
metodo di immobilizzazione più semplice e meno costoso, ma allo stesso tempo, anche il 
meno prevedibile. Gli aggregati di microrganismi sono coinvolti in molti processi industriali, 
per esempio, nella produzione della birra, dove le cellule di lievito vengono sottoposte a 
flocculazione alla fine della fermentazione primaria in modo tale da riuscire a separarle dalla 
birra stessa [111].  
 



 17 

La flocculazione è influenzata da numerosi parametri, tra cui le condizioni nutritive, 
l’agitazione, il pH, la temperatura di fermentazione e le condizioni di conservazione [112]. 
Inoltre, il mezzo di fermentazione stesso, il contenuto di glucosio e di composti azotati, può 
influenzare il successo della stessa immobilizzazione [113]. Questa tecnica di 
immobilizzazione viene anche chiamata “attacco cellula-cellula” e le cellule flocculate in 
grandi aggregati possono essere considerate effettivamente immobilizzate se gli stessi 
aggregati possono essere separati dal liquido per scrematura o rapida sedimentazione [76]. 
Tuttavia, non tutte le cellule hanno la capacità di flocculare e per formare gli aggregati in 
modo naturale, essendo questi molto sensibili agli stress, impiegano molto tempo. Per 
agevolare l’attaccamento delle cellule possono essere introdotti degli agenti reticolanti come 
l’agarosio e la cellulosa [114]. In quest’ultimo caso non si parla più però di aggregazione 
naturale ma di cross-linking. 

 

 
Figura 3.7: Cellule immobilizzate mediante aggregazione naturale.  

(Figura parzialmente modificata da [102]) 

 

3.2.4.2 Cross-linking 
La tecnica di immobilizzazione mediante cross-linking combina l’intrappolamento con il 
metodo che si avvale del legame covalente [115]. Il cross-linking (Figura 3.8) è un metodo di 
immobilizzazione irreversibile che non richiede un supporto. Esso solitamente viene applicato 
agli enzimi e, in rari casi, alle cellule microbiche in quanto, essendo coinvolte direttamente le 
cellule nella formazione dei legami, queste possono danneggiarsi [85]. Inoltre, la tossicità 
delle sostanze chimiche utilizzate come agenti reticolanti impongono una limitazione 
all’applicabilità generale di queste procedure, che risultano essere citotossiche [116]. Tuttavia, 
le cellule microbiche possono essere immobilizzate mediante reticolazione reciproca con 
reagenti multifunzionali come glutaraldeide e toluendiisocianato [117].  

 

 
Figura 3.8: Cellule immobilizzate mediante cross-linking.  

(Figura parzialmente modificata da [102]) 
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4. Idrogeli polimerici: tipologie e applicazioni 
 
 
Il termine “hydrogel” è apparso per la prima volta nella letteratura scientifica intorno al 1900 
per descrivere un gel colloidale di sali inorganici, ma solo nel 1960 gli si riferì l’accezione 
con cui ancora oggi lo si descrive [118]. Ad oggi, infatti, con il termine “hydrogel” o 
“idrogelo” si intendono i reticoli polimerici tridimensionali idrofili in grado di assorbire e 
trattenere l’acqua al loro interno rigonfiandosi [118]. Essi sono in grado di ospitare al loro 
interno una grande quantità di acqua (in alcuni casi fino al 99%), e proprio questa 
caratteristica li rende spesso biocompatibili, così che ad oggi sono ritenuti una delle classi più 
promettenti di biomateriali [119]. 
Negli ultimi decenni sono stati fatti significativi progressi nel campo degli idrogeli come 
biomateriali. Le conoscenze emergenti nella chimica dei polimeri e una maggiore 
comprensione dei processi biologici hanno portato all’impiego degli idrogeli in diverse 
applicazioni tecnologiche in campo biomedico [120], farmaceutico [121], biosensoristico 
[122], alimentare [123] e nell’ingegneria tissutale [124]. Infatti, l’acqua negli idrogeli 
controlla la permeazione dei nutrienti nelle cellule e dei prodotti cellulari. Nonostante l’alto 
contenuto d’acqua, gli idrogeli mantengono le proprietà dei solidi. L’acqua può essere 
strettamente legata alla rete polimerica o libera di muoversi all’interno del reticolo [125]. 
Infatti, non appena ha inizio l’assorbimento, le prime molecole d’acqua che entrano nella 
matrice polimerica idratano i gruppi polari più idrofili (primary attached water). In seguito, 
anche i gruppi idrofobi interagiscono con le molecole d’acqua (secondary attached water). Il 
processo si completa con l’assorbimento di acqua (free water) che riempie gli spazi tra le reti 
e i pori più grandi fino ad arrivare al valore di equilibrio dello swelling [125]. Le interazioni 
responsabili dell’assorbimento di acqua, forze capillari e osmotiche, vengono controbilanciate 
da forze resistenti esercitate dalle catene polimeriche. Pertanto, il grado di rigonfiamento e le 
proprietà degli idrogeli dipendono dalle grandezze di queste due forze con effetti opposti 
[118].  
Le caratteristiche principali che definiscono un idrogelo ideale sono: un’elevata capacità di 
assorbimento in una soluzione salina, un basso contenuto di monomero residuo, un’elevata 
durabilità e stabilità nell’ambiente di rigonfiamento e durante lo stoccaggio, così come la 
biodegradabilità senza la formazione di specie tossiche, e neutralità del pH dopo il 
rigonfiamento in acqua, l’assenza di colore e odore, e infine la capacità di essere ribagnato, 
qualora fosse necessario [126]. Ovviamente, è impossibile che un singolo idrogelo soddisfi 
tutti i requisiti appena elencati, pertanto, bisogna che alcune delle suddette proprietà vengano 
ottimizzate rispetto ad altre in base all’applicazione in cui lo si vuole utilizzare [126].  
Per l’individuazione della dimensione teorica della maglia del reticolo polimerico 𝜉 (mostrato 
in Figura 4.1 e rappresentato dall’ Equazione 4.3), caratterizzante ogni singolo idrogelo, 
bisogna definire alcuni parametri chiave, tra cui il coefficiente di swelling/rigonfiamento del 
volume Q, definito dall’Equazione 4.1, e il peso molecolare medio tra due punti di 
reticolazione adiacenti, espresso da una funzione più complessa che per valori di Q maggiori 
può essere semplificata come riportato nell’Equazione 4.2 [119].  
 
           𝑄 = !!

!!
                                                             (4.1) 

 

                𝑄 =  𝛽𝑀!

!
!                                (4.2) 
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             𝜉 = 𝑄! !(𝑟!!)
!
!                    (4.3)

    
Dove 𝛽 è una costante relativa al volume specifico del polimero e 𝑟! è radice quadrata della 
distanza media tra punti di legami adiacenti (dipendente dalla lunghezza e dal numero dei 
legami). 
 

 
 

Figura 4.1: Maglia teorica dell’idrogelo di dimensione 𝜉 (distanza tra due punti di cross-linking). 
[119] 

 

4.1  Classificazione degli idrogeli 
La classificazione degli idrogeli dipende dal metodo di preparazione (omopolimeri e 
copolimeri), dalla loro distribuzione di carica (cationici, anionici e non ionici), dall’essere 
soggetti alla degradazione (biodegradabili e non biodegradabili), dal tipo di legame con cui 
sono formati (reticolazione chimica e reticolazione fisica), dalla natura dei costituenti di base 
(naturali e sintetici) e dal tipo di risposta agli stimoli chimici/biochimici/fisici a cui sono 
sottoposti [127]. In questo lavoro si è scelto di trattare la classificazione degli idrogeli in base 
alla natura del materiale di base. Nella parte sperimentale, infatti, sono stati utilizzati degli 
idrogeli sintetici all’interno dei quali sono stati intrappolati sia batteri che lieviti. Vengono 
quindi riportate proprietà, caratteristiche, vantaggi, limitazioni e alcune applicazioni sia degli 
idrogeli naturali che sintetici per l’immobilizzazione di microrganismi.  
 
4.1.1 Classificazione degli idrogeli in base al tipo di legame 

Gli idrogeli polimerici possono essere distinti in base al tipo di reticolazione che può essere 
chimica o fisica [128]. In relazione al metodo di preparazione degli idrogeli variano le 
proprietà e le possibili applicazioni in cui possono essere utilizzati. Nel caso di reticolazione 
chimica (Figura 4.2 a) vengono coinvolti dei legami primari (come i legami covalenti) tra le 
catene polimeriche, mentre nel caso di reticolazione fisica (Figura 4.2 b) sono coinvolti dei 
legami secondari e delle interazioni deboli (per esempio legami ad idrogeno e interazioni 
Coulombiane) [129]. A causa dei diversi tipi di legame instauratisi nei reticoli polimerici, le 
due tipologie di idrogeli hanno proprietà diverse che saranno esaminate nei prossimi 
paragrafi. Sia la reticolazione chimica che quella fisica trasformano una soluzione di polimeri 
liquida in un solido o in un gel limitandone le capacità di movimento delle singole catene 
polimeriche [130]. Quindi, la reticolazione, collegando le singole catene di polimeri, fa 
aumentare la massa molecolare degli idrogeli e li rende più resistenti sia agli stress meccanici 
che termici [130].  
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Figura 4.2: Idrogeli prodotti per reticolazione: (a) chimica e (b) fisica. 
(Figura parzialmente modificata da [119]) 

 

4.1.1.1 Reticolazione chimica 
Gli idrogeli chimicamente reticolati rappresentano una classe di polimeri, che passando dallo 
stato liquido allo stato solido, formano nuovi legami covalenti attraverso delle reazioni 
chimiche. I nuovi legami covalenti costruiscono una struttura reticolare tridimensionale 
polimerica in cui l’acqua può essere intrappolata e, agenti terapeutici o cellule viventi possono 
essere incapsulati al suo interno. Esistono diverse reazioni chimiche attraverso le quali si 
formano gli idrogeli [131]. Inoltre, mediante la reticolazione chimica, si ottengono degli 
idrogeli permanenti e irreversibili [132]. Le principali reazioni chimiche coinvolte sono di 
seguito riportate e discusse. 
 
• Fotoreticolazione: è una tecnica di reticolazione che presenta molti vantaggi, tra cui la 

grande velocità di reazione, le condizioni miti di reticolazione e il controllo spaziale della 
reticolazione. I sistemi fotoreticolati possono essere formulati da soluzioni acquose di 
polimeri contenenti insaturazioni e molecole fotosensibili (fotoiniziatori). Nel campo degli 
idrogeli si sfruttano solitamente reazioni radicaliche. In seguito all’esposizione ad una 
fonte luminosa UV o visibile, infatti, il fotoiniziatore si decompone formando dei radicali 
liberi e catalizzando la polimerizzazione. I polimeri utilizzati per le reazioni di 
reticolazione presentano solitamente dei gruppi metacrilato o acrilato che subiscono una 
rapida polimerizzazione in presenza della radiazione luminosa [131]. Questo meccanismo 
di reticolazione presenta, tuttavia, anche dei limiti, tra i quali la possibile tossicità e non 
biocompatibilità di alcuni fotoiniziatori, la formazione di radicali durante la reazione e la 
prolungata esposizione alla fonte luminosa (nel caso di UV è meglio non utilizzarla se 
durante la polimerizzazione si è in presenza di cellule viventi poiché è troppo aggressiva e 
potrebbe provocare la morte cellulare) [133].  
 

• Reazione click: è una reazione che, sulla base di quanto riportato da Sharpless e colleghi 
[134], presenta specifiche caratteristiche come l’alta efficienza, l’eccellente specificità, la 
generazione di sottoprodotti inoffensivi facilmente rimuovibili (con metodi non 
cromatografici, come la cristallizzazione o la distillazione), il mancato utilizzo di solvente 
(in alcuni casi è sufficiente utilizzare la sola acqua) e la generazione di un prodotto stabile 
in condizioni fisiologiche. L’esempio più rappresentativo (visibile in Figura 4.3) è la 
reazione tra gruppi terminali acetileni e azoturi catalizzata da Cu (I) e applicata nella 
progettazione di idrogeli per applicazioni terapeutiche [135].  

 

(a) (b) 
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Figura 4.3: Meccanismo di reazione click tra gruppi acetileni e azoturi catalizzata da Cu (I). 

(Figura parzialmente modificata da [131]) 
 

• Addizione di Michael: è una reazione di addizione nucleofila di un composto carbonile 
𝛼,𝛽-insaturo e di un nucleofilo [136]. Tra i componenti nucleofili maggiormente impiegati 
vi sono i tioli e le ammine, mentre tra quelli carbossilici insaturi vi sono gli acrilati, i 
metacrilati e i gruppi solfoni vinilici [136]. La reazione di Michael maggiormente studiata 
è quella tra i gruppi tiolo e vinile (visibile in Figura 4.4) grazie alle condizioni di reazione 
miti, alla velocità di reazione controllabile e all’elevata resa chimica [137].  

 
 

 
Figura 4.4: Meccanismo di reazione di addizione di Michael tra gruppi tiolo e vinile. 

(Figura parzialmente modificata da [131]) 
 

• Reazione di condensazione: i poliesteri e le poliammidi possono essere sintetizzati 
mediante le reazione di condensazione tra, rispettivamente, i gruppi ossidrili e amminici, 
con acidi carbossilici o suoi derivati [130]. Per avere un miglior controllo della densità di 
reticolazione degli idrogeli e sopprimere le reazioni secondarie si aggiunge il reagente N-
idrossisuccinimmide durante la reazione [130].  

 
• Reazione enzimatica: si verifica in presenza di un enzima che richiede condizioni di 

reazioni miti, come pH né troppo acidi né troppo basici e temperatura ambiente, e necessita 
di un ambiente acquoso. La reazione enzimatica, inoltre, ha un’altra caratteristica 
importante, ovvero, la specificità del substrato con l’enzima impiegato e ciò può prevenire 
la tossicità causata da reazioni collaterali. Tra gli enzimi maggiormente usati vi sono: 
perossidasi, transglutaminasi, tirosinasi, transferasi e lisil-ossidasi [138]. In particolare, gli 



 23 

enzimi consentono la formazione di legami covalenti tra i reticoli polimerici. La 
perossidasi, per esempio, catalizza l’accoppiamento ossidativo dei componenti del fenolo 
in presenza di un ossidante come il perossido di idrogeno (reazione visibile in Figura 4.5) 
[138]. 	

 

 
Figura 4.5: Meccanismo di reazione enzimatica con perossidasi e perossido di idrogeno. 

(Figura parzialmente modificata da [131]) 
 

4.1.1.2 Reticolazione fisica 
Mediante la reticolazione fisica si ottengono degli idrogeli reversibili e modificabili dopo la 
polimerizzazione. Talvolta, questi idrogeli si disintegrano e si dissolvono in acqua a causa 
della natura debole della forza di legame tra i suoi reticoli [132]. Negli ultimi anni hanno 
destato molto interesse gli idrogeli realizzati mediante legami fisici senza l’utilizzo di agenti 
di reticolazione. Infatti, questi agenti possono influire non solo sull’integrità delle sostanze 
(ad esempio cellule, proteine, enzimi, microrganismi) da intrappolare all’interno degli 
idrogeli, ma spesso devono essere rimossi, perché tossici, prima che gli idrogeli possano 
essere applicati [139]. I principali meccanismi di interazione vengono di seguito esposti. 
 
• Interazioni ioniche: gli idrogeli possono essere reticolati mediante interazioni ioniche a 

temperatura ambiente e a pH fisiologici, quindi, in condizioni miti. Questo meccanismo di 
reticolazione non richiede la presenza di gruppi ionici nel polimero, infatti, gli ioni 
possono essere aggiunti durante la formazione degli idrogeli [139]. Un noto esempio di 
polimero reticolato con interazioni ioniche è l’alginato. L’alginato è un polisaccaride 
anionico che viene reticolato aggiungendo nella sua miscela cationi come lo ione calcio 
[140]. 	
	

• Cristallizzazione: comporta processi di congelamento-scongelamento e crea un gel forte e 
altamente elastico. Nel caso del polivinilalcol (PVA) il reticolo viene formato a seguito di 
un processo di congelameto-scongelamento della soluzione acquosa del polimero stesso. 
Le proprietà del gel dipendono soprattutto dal peso molecolare del PVA, dalla 
concentrazione di PVA nella soluzione acquosa, dal tempo di congelamento e dal numero 
di iterazione del processo di congelamento [141]. 	
	

• Legami ad idrogeno: si formano quando vengono protonati dei gruppi di acidi carbossilici. 
Lo swelling degli idrogeli reticolati mediante legami ad idrogeno dipendono fortemente dal 
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pH della soluzione acquosa da cui vengono prodotti. Il legame ad idrogeno si verifica per 
esempio tra il gruppo carbossilico del poli(acido metacrilico) e l’ossigeno del 
poli(etilenglicole). Una volta formato il legame ad idrogeno nella soluzione contenente il 
poli(acido metacrilico) e il poli(etilenglicole), viene iniettato dell’etanolo e, a seguito della 
sua diffusione, si ha la formazione del gel. Tuttavia, questa tipologia di idrogeli si dissolve 
gradualmente nel tempo a causa della dissociazione dei legami deboli [142]. 	

 
4.1.2 Classificazione degli idrogeli per la natura dei costituenti  
4.1.2.1 Idrogeli naturali 

La maggior parte degli idrogeli naturali appartengono alla famiglia dei polisaccaridi [127]. 
Tra questi vi sono: alginati, carragenine, agar e agarosio, chitina e chitosano, pectine, gomme 
di gellano, acido ialuronico, collagene e gelatina. I più importanti tra questi vengono di 
seguito trattati più dettagliatamente. 

• Gli alginati, costituiscono una famiglia di copolimeri non ramificati con blocchi 
omopolimerici di acido β-D-mannuronico (M) legati con legami covalenti 1,4 con acido α-
L-guluronico (G). I monomeri possono presentarsi in blocchi consecutivi (solo G o M) 
oppure in modo alternato, formando i blocchi MG [143]. Gli alginati sono polisaccaridi 
isolati da alghe brune, come la Laminaria hyperborea, presenti in tutto il mondo [144]. 
Una delle principali proprietà dell’alginato è la capacità di formare gel in presenza di 
alcuni cationi divalenti, in particolare, Ca2+. Le proprietà fisiche del gel dipenderanno dal 
rapporto degli acidi uronici (G e M), in particolare, i gel con una maggiore quantità di G 
sono più duri ma fragili, mentre quelli con una quantità maggiore di M sono più morbidi e 
più flessibili [145]. Il successo dell’intrappolamento di microrganismi in alginati è dovuto 
al fatto che è semplice, economico, non denaturante, con basse perdite cellulari e i nutrienti 
riescono facilmente ad attraversare i reticoli polimerici e giungere ai microrganismi. 
Inoltre, l’idrogelo che si viene a formare è biochimicamente inerte e le cellule vengono 
intrappolate negli spazi interstiziali del reticolo polimerico. In base al tipo di ione metallico 
utilizzato per formare il gel, i pori presenti possono variare in quantità e dimensione, 
pertanto devono essere effettuati prima del loro utilizzo degli esami per valutarne le 
proprietà fisico-chimiche [146]. L’alginato, nonostante la sua idoneità come materiale per 
la matrice di intrappolamento, presenta una limitazione riguardante l’uso di alginato di 
Ca2+ come matrice di immobilizzazione, dovuta alla sua sensibilità ai composti chelanti 
come il fosfato, il citrato e il lattato, oppure ai cationi antigelificazione come Na+ o Mg2+. 
Per superare questa criticità si possono tenere le sfere di gel in un terreno contenente alcuni 
ioni calcio liberi in modo tale da tenere basso il rapporto Na+/ Ca+ [147]. Tra le 
applicazioni di questa tecnica vi sono: l’intrappolamento di Lactoccoccus lactis in sfere di 
alginato di calcio per produrre una crema fermentata [148], l’intrappolamento di 
Bifidobacterium longum, anch’essi in sfere di alginato di calcio, per testare il loro tasso di 
mortalità quando vengono posti a contatto con succhi gastrici e sali biliari[149] e 
l’immobilizzazione di Saccharomyces cerevisiae in alginati con diversi metalli sostituiti 
per valutare quale tra i diversi metalli testati sono i migliori agenti di intrappolamento 
[150].  

• Le carragenine, in particolare la κ-carragenina, vengono spesso utilizzate nei processi di 
intrappolamento di microrganismi. Sono formate da unità alternate di 1,3 β-D-galattosio e 
1,4 α-D-galattosio e vengono ottenute da alghe rosse [151]. Si distinguono diversi tipo di 
carragenina (λ, κ, ι) in base alla loro solubilità in cloruro di potassio, ma la κ-carragenina è 
più adatta all’intrappolamento di microrganismi e, in forma di gel, può essere facilmente 
prodotta in diverse forme in base all’applicazione [152]. Grazie alla loro biocompatibilità e 
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alle eccezionali proprietà fisico-chimiche, i gel di carragenina hanno trovato svariate 
applicazioni industriali, in particolare, nei settori alimentare, farmaceutico e cosmetico 
[153]. Alcune tra le principali applicazioni si basano sull’utilizzo di cellule di Acetobacter 
aceti intrappolate in sfere di κ-carragenina per la produzione di acido acetico mediante 
fermentazione [154], di Lactococcus lactis e di Leuconostoc mesenteroides, immobilizzati 
separatamente, per la produzione di prodotti lattiero-caseari fermentati [153] e di 
Zymomonas mobilis per la produzione di etanolo [155].  

• L’agar e l’agarosio sono polisaccaridi lineari isolati dalle alghe rosse marine (Gelidium sp.) 
[156]. L’agarosio rappresenta il componente gelatinoso di base dell’agar la cui unità 
fondamentale è l’agarbiosio (un disaccaride composto da (1,3)- 𝛽-D-galattopiranosio e 
(1,4)-3,6-anidro-𝛼-L-galattopiranosio collegati mediante un legame glicosidico) [157]. La 
caratteristica essenziale dei supporti di agarosio è rappresentata dai pori pentagonali, la cui 
stabilità dipende dalla formazione del legame idrogeno tra le sue catene. Il gel di agarosio 
non ha una struttura meccanica forte e ciò ne limita l’uso nell’immobilizzazione. Tuttavia, 
a bassa temperatura, sia l’agar che l’agarosio, tendono ad avere un forma solida [93]. La 
preparazione delle sfere viene effettuata facendo gocciolare l’agar caldo oppure mediante 
una sospensione di agarosio in un freddo tampone in cui avviene una solidificazione 
improvvisa [158]. L’immobilizzazione mediante agar e agarosio è applicabile alle sole 
cellule che sono in grado di tollerare le alte temperature a cui sono sottoposte nel processo 
di gelificazione [94]. L’agar è utilizzato, per esempio, nell’immobilizzazione di 
Actinobacillus succinogenes per la produzione di acido succinico [159] e di Rhodobacter 
sphaeroides per la produzione di idrogeno [160].  

• Le gomme di gellano sono dei polisaccaridi extracellulari secreti dal batterio Pseudomonas 
elodea e sono prodotte attraverso fermentazione aerobica [161]. Le gomme di gellano sono 
dei polisaccaridi anionici lineari composti da unità ripetute di 1,3- 𝛽-D-glucosio, 1,4- 𝛽-D-
acido glucuronico, 1,4- 𝛽-D-glucosio e 1,4- 𝛼-L-ramnosio [162]. Inoltre, il gel di gellano, 
nella forma nativa, contiene due sostituenti acilici per ogni unità ripetitiva di tetrasaccaride 
che vengono persi durante l’estrazione commerciale in concomitanza con un aumento del 
grado di cristallinità della sua polvere [163]. Infatti, la forma sostituita produce gel morbidi 
ed elastici, mentre dalla forma non sostituita si ottengono gel duri e fragili con proprietà 
migliori rispetto ad altri polisaccaridi comuni, in concentrazioni equimolari, come l’agar, la 
k-carragenina e l’alginato [164]. Quando la concentrazione di polisaccaridi è sufficiente, la 
gomma di gellano produce un gel le cui proprietà reologiche dipendono dalla forza ionica, 
dal tipo di ione stabilizzante e dall’acilazione [163]. La temperatura di gelificazione, per 
esempio, aumenta da 35 °C a 55 °C con la concentrazione di cationi [163]. La gomma di 
gellano è adatta all’immobilizzazione di batteri termofili a causa della sua alta temperatura 
di formazione che, tuttavia, può essere diminuita aumentando la concentrazione di alcune 
molecole come citrato, metafosfato ed EDTA, rendendola quindi più idonea 
all’immobilizzazione di batteri mesofili [165], come nel caso del Lactobacillus casei, per 
la produzione continua di probiotici [166]. Un altro esempio di impiego di batteri, viene 
riportato da uno studio condotto in Canada riguardante la biodegradazione di benzina da un 
sistema acquoso attraverso un consorzio di batteri immobilizzati in microsfere di gomma di 
gellano [167].  

• Il collagene appartiene ad una famiglia di proteine fibrose presenti in tutti gli animali 
multicellulari. La principale caratteristica di tutte le molecole di collagene è la loro rigida 
struttura elicoidale a triplo filamento. Le catene di collagene sono estremamente ricche di 
glicina e prolina, entrambe importanti nella formazione stabile della tripla elica [168]. Il 
collagene è idrofilo, si gonfia in presenza di acqua ed è solubile solo a bassi valori di pH 
[169]. Il meccanismo di immobilizzazione cellulare nel collagene comporta la formazione 
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di molteplici interazioni ioniche, legami ad idrogeno e forze di Van der Waals tra le cellule 
e il collagene [80]. La preparazione della soluzione di collagene e la miscelazione con le 
cellule devono essere eseguite a basse temperature (4°C). La gelificazione viene poi 
ottenuta aumentando il pH, la temperatura (fino a 37 °C) e la forza ionica della soluzione 
di collagene [170]. Il collagene è utilizzato, per esempio, nell’immobilizzazione di 
Escherichia coli per la fabbricazione di un chip microbico utile nella diagnosi medica 
[171] e di batteri metanogeni per la produzione di metano [172].  

 
4.1.2.2 Idrogeli sintetici 

Gli idrogeli prodotti da polimeri sintetici hanno caratteristiche migliori rispetto a quelli 
naturali, tra le quali la minore sensibilità all’abrasione, la migliore resistenza meccanica e, 
quindi, la maggiore longevità. Inoltre, alcune loro proprietà come la porosità del gel e la 
permeabilità possono essere facilmente ingegnerizzate. I principali gruppi di polimeri 
impiegati sono: gli acrilati, i vinilici, gli ammidici, i poliuretani e i polietilenglicoli [173].  
 
• I gel di poliacrilammide sono caratterizzati da lunghe catene e da una grande capacità di 

preservare la loro forma e resistenza meccanica anche mentre assorbono acqua e ioni. La 
reazione di formazione del gel di poliacrilammide avviene mediante copolimerizzazione di 
acrilammide e dell’agente reticolante N,N-metilene-bis(acrilammide) [174]. L’acrilammide 
è un monomero vinilico, altamente solubile in acqua, formato dall’idratazione 
dell’acrilonitrile ed è una potente neurotossina. Una volta avvenuta la gelificazione perde 
la sua pericolosità in quanto non è più assorbibile attraverso la pelle [174]. Il processo di 
copolimerizzazione per reazione di addizione di radicali liberi crea un legame covalente tra 
un atomo di carbonio nella molecola N,N-metilene-bis(acrilammide) e un atomo di 
carbonio nella catena di poliacrilammide, rendendo il processo non reversibile a causa 
dell’alta energia di dissociazione del legame primario carbonio-carbonio [175]. La 
formazione dei radicali liberi avviene grazie al TEMED che catalizza la decomposizione 
dello ione persolfato producendo proprio una molecola con un elettrone spaiato (radicale 
libero) [80]. Numerosi altri agenti di reticolazione sono stati usati per alterare le proprietà 
degli idrogeli di poliacrilammide, tra cui vi è l’N,N-diidrossietilen-bisacrilammide o 
DHEBA, i cui legami formati sono resi reversibili attraverso l’utilizzo di acido periodico. 
La dimensione media dei pori del gel di poliacrilammide è facilmente controllabile 
alterando le concentrazioni di monomero e del reticolante [175]. Viene utilizzato il gel di 
poliacrilammide per immobilizzare cellule di Pseudomonas C12B per la degradazione di 
tensioattivi alchil solfati [176], Brevibacterium per rimuovere ioni bivalenti da soluzioni 
acquose [177], Alcaligenes eutrophus per la denitrificazione dalle acque reflue [178] e 
Desulfovibrio desulfuricans per rimuovere metalli, come Cr, Mo, Se e U, mediante 
reazioni di riduzione [179].  

 
• I polietilenglicoli (o polietilen ossidi) sono dei polimeri che possiedono unità ripetitiva 

CH2CH2-O. I PEG con pesi molecolari inferiori a 1.000 tendono ad essere viscosi e 
incolore, mentre, quelli con un peso molecolare maggiore sono bianchi e cerosi. Tutti i 
PEG o PEO possono essere acrilati al fine di poterli reticolare chimicamente. Infatti, 
possono essere reticolati attraverso un processo di fotopolimerizzazione con fonte 
luminosa UV-visibile. Sono anfifilici e sono solubili sia in ambienti acquosi che in 
solventi organici quali: coluro di metilene, etanolo, toluene, acetone e cloroformio [180]. 
Tuttavia, quando sono acrilati la loro idrofilicità può essere modificata. Il polimero PEG, 
se funzionalizzato, è in grado di formare autonomamente un reticolo insolubile. Inoltre, è 



 27 

possibile aggiungere dei gruppi come acrilato, tiolo, ammina e carbossile, per conferire al 
biomateriale una buona resistenza meccanica. Gli idrogeli a base di PEG come il 
polietilenglicole metacrilato (PEGMA), dimetacrilato (PEGDMA) e diacrilato (PEGDA) 
sono ampliamente applicati nel rilascio di farmaci grazie alla loro proprietà chimiche 
come biocompatibilità, non tossicità e solubilità [125]. Queste proprietà chimiche 
contraddistinguono molti dei polimeri a base di PEG, rendendoli quelli maggiormente 
impiegati per la sintesi di idrogeli in campo farmaceutico e biomedico [125]. All’interno 
di questi idrogeli possono essere intrappolate delle cellule durante il processo di 
fotopolimerizzazione della miscela di e fotoiniziatore [181]. Tra le maggiori applicazioni 
in cui gli idrogeli a base di PEG vengono utilizzati come matrici in cui immobilizzare 
microrganismi vi sono quelle che impiegano i batteri ammonio ossidanti per il trattamento 
di acque reflue [181,182].	

 
• Il polivinilalcol è un polimero idrofilo, biodegradabile e biocompatibile. Questo polimero 

si è dimostrato una scelta eccellente per le applicazioni di ingegneria tissutale e gli 
idrogeli costituiti con questo polimero sono considerati ottimi biomateriali per 
immobilizzare microrganismi [183]. Oltre ai vantaggi tipici degli idrogeli (capacità di 
assorbire acqua, permeabilità ai gas, flessibilità e biocompatibilità), quelli di PVA si 
distinguono per le buone proprietà meccaniche e la capacità di trattenere l’acqua 
all’interno della loro struttura [183]. Una soluzione di PVA diventa gelatinosa per 
congelamento e il suo grado di gel dipende dal numero di iterazione del processo 
congelamento-scongelamento. Utilizzando questo metodo è possibile ottenere un idrogelo 
elastico che può avere una bassa attività se il numero di iterazione del processo 
congelamento-scongelamento è alto. Per ovviare a problema della perdita di attività è 
necessario introdurre nella soluzione di PVA dei crioprotettori come il glicerolo [125]. Per 
immobilizzare i microrganismi all’interno del gel di PVA sono stati utilizzati altri due 
metodi, oltre al “congelamento-scongelamento” appena descritto, uno consiste 
nell’utilizzo di una irradiazione UV, mentre l’altro impiega una soluzione acida 
(contenente per esempio acido borico) nel processo di gelificazione [173]. Quest’ultimo è 
un metodo economico e semplice, però gli acidi utilizzati possono essere tossici per le 
cellule e il gel di PVA che si forma, essendo altamente appiccicoso, tende ad agglomerarsi 
[173]. L’agglomerazione del gel di PVA può essere evitata aggiungendo una piccola 
quantità di calcio alginato, mentre la citotossicità dell’acido può essere limitata riducendo 
il tempo di immersione delle perle di PVA da 24 ore a 2 ore e applicando una soluzione di 
leganti [173]. Gli idrogeli in PVA sono utilizzati per immobilizzare, per esempio, i batteri 
Pseudomonas putida per la biodegradazione dei fenoli [184] e Microbacterium 
liquefaciens per la riduzione del cromo [185] e i lieviti Saccharomyces cerevisiae per la 
fermentazione della birra [186].  

 
• Il poliuretano (PU) è ottenuto per reazione tra un di-isocianato e un poliolo (PEG e 

polipropolenglicole o PEG solamente) in presenza di catalizzatori, necessari per 
aumentare la velocità di reticolazione, e di additivi (tensioattivi o ritardanti di fiamma), 
necessari per conferire determinate caratteristiche al materiale da formare [187]. Il 
poliuretano può essere prodotto sotto forma di schiuma o nella struttura di gel a seconda 
del tipo e della concentrazione del policianato impiegato [187]. La specificità degli 
idrogeli PU si basa sull’ampia varietà delle loro proprietà insite nella struttura chimica. 
Infatti, è importante scegliere gli oligodioli adatti perché determineranno il rapporto 
molare dei gruppi NCO/OH e, di conseguenza, le proprietà degli idrogeli [125]. 
All’interno dei reticoli polimerici degli idrogeli PU possono essere intrappolate le cellule 
di microrganismi. I prepolimeri, essendo idrofili, possono essere miscelati con una 
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sospensione di cellule in soluzione acquosa, generando la reazione dei terminali dei 
gruppi funzionali di isocianato con l’acqua. Da questa reazione le cellule, dunque, 
risultano essere intrappolate mediante la formazione di legami ureici e la liberazione di 
anidride carbonica [80]. Tra i microrganismi immobilizzati in PU troviamo i funghi 
Aspergillus niger per la produzione di acido citrico [188] e i batteri Rhizopus oryzae per la 
produzione di acido lattico [189]. 	

 
4.2  Applicazioni degli idrogeli polimerici  
In questo paragrafo sono state illustrate, le proprietà e le caratteristiche degli idrogeli grazie 
alle quali essi possono avere svariate applicazioni. In questo paragrafo si approfondiscono gli 
scopi per i quali sono utilizzati, rivolgendo particolare attenzione agli idrogeli fotoreticolati a 
base di PEG essendo proprio questi i materiali utilizzati in questo lavoro di tesi. 
Gli idrogeli possono essere impiegati nel rilascio controllato di farmaci, in particolare, 
possono essere sensibili a variazioni di pH [190], temperatura [191], concentrazione di 
glucosio [192], luce [193] e variazioni di pressione [194]. Un’applicazione di rilascio 
controllato di farmaci vede come protagonisti gli idrogeli a base di PEG. In particolare, 
idrogeli ottenuti mediante radiazioni gamma, grazie alla loro struttura tridimensionale, sono 
impiegati nella somministrazione intravascolare e diffusione controllata di proteine [195]. 
Uno studio condotto nel 1994 [196] ha permesso di valutare la velocità di rilascio, da parte di 
idrogeli a base di PEG formati mediante radiazioni ultraviolette, di lisozima, insulina, 
albumina di siero bovino, immunoglobulina e lattato deidrogenasi. Il rilascio è regolato dalla 
degradazione del polimero, infatti, quando i legami del reticolo vengono idrolizzati, le 
dimensioni dei pori all’interno della matrice di idrocarburi aumentano e, di conseguenza, le 
molecole di farmaco sono in grado di lasciare il gel. Gli idrogeli possono essere anche 
progettati per avere caratteristiche fisiche simili a quelle dei tessuti molli e, quindi, impiegati 
nel campo dell’ingegneria tissutale [197]. Infatti, possono essere degli ottimi mezzi di 
rigenerazione e sostituzione della cartilagine. Per esempio possono essere formati in 
“scaffolds” a base di PEG modificati e resi degradabili con peptidi bioattivi al cui interno far 
crescere cellule muscolari lisce aortiche per la produzione di proteine della matrice 
extracellulare [198]. Gli idrogeli a base di pectina sono molto utilizzati nell’industria 
alimentare e cosmetica perché grazie ad essi si riesce a modificare il rilascio di sostanze 
profumate e a migliorare la percezione dei sapori [199]. Altre volte gli idrogeli di pectina e 
gelatina vengono adoperati durante i processi di confezionamento e imballaggio degli 
alimenti. Infatti, grazie all’impiego di idrogeli di pectina, al cui interno vengono intrappolati 
alcuni principi attivi antibatterici, aumenta la durata di conservazione e viene protetta la 
qualità complessiva del cibo [200]. Gli idrogeli polimerici vengono ampliamente adoperati 
anche per la produzione di biosensori. Nel 2010 è stato messo a punto un biosensore a base di 
PEG fotopolimerizzando una soluzione contenente PEGDA, HOMPP (2-idrossi-2-
metilpropiofenone) come iniziatore, tirosinasi e quantum dots (QDs) di CdSe/ZnS [201]. 
Durante la fotopolimerizzazione, la tirosinasi e i QDs sono stati intrappolati all’interno del 
reticolo del gel rendendolo fluorescente e sensibile al fenolo. Infatti, l’ossidazione del fenolo 
è catalizzata dalla tirosinasi da cui vengono prodotti dei chinoni che spengono la fluorescenza 
dei QDs. Quindi, l’intensità della fluorescenza degli idrogeli appena descritti diminuisce 
linearmente in base alla concentrazione di fenolo presente nel sistema e che deve essere 
ossidata. In un altro studio condotto nel 2013 [202], è stato prodotto un biosensore a base di 
cellulosa al cui interno sono stati immobilizzate, per filtrazione, delle cellule di Anabaena 
torulosa atte al rilevamento di metalli pesanti come Cu, Pb e Cd. La membrana, a seguito di 
un processo di essiccazione, è stata fissata in un pozzetto cilindrico progettato per essere 
collegato ad una sonda ottica, connessa a sua volta ad un fluorimetro. L’attività fotosintetica 
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dei cianobatteri contenuti nel biosensore è cambiata in concomitanza con l’inserimento dei 
componenti tossici nella soluzione acquosa e, di conseguenza, si è assistito anche ad una 
variazione dell’emissione di fluorescenza rilevata col fluorimetro.  
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5. Introduzione dei microrganismi utilizzati nel lavoro di tesi 
 
 

Nella sezione sperimentale del presente elaborato sono stati utilizzati due tipologie differenti 
di microrganismi, il ceppo batterico Pseudomonas fluorescens e quello di lievito Rhodotorula 
mucilaginosa. Di seguito vengono descritte alcune applicazioni nelle quali vengono impiegati 
questi due differenti tipi di microrganismi. 

 

5.1 Impiego di Pseudomonas fluorescens  
Pseudomonas fluorescens è un bacillo (Figura 5.1) e appartiene ad un gruppo di saprofiti 
comuni non patogeni che colonizzano il suolo, l’acqua e gli ambienti di superficie delle piante 
[203]. Le sue caratteristiche fisiologiche e genetiche lo rendono utilizzabile non solo in campo 
biotecnologico ma anche in agricoltura [204], in sistemi di trattamento di acque reflue [205] e 
in ambito biosensoristico [206]. Una caratteristica distintiva è la sua capacità di biodegradare 
rifiuti chimici pericolosi come inquinanti xenobiotici, metalli pesanti, pesticidi e fenoli [207]. 
I batteri del ceppo Pseudomonas fluorescens sono gram negativi, aerobi, incapaci di 
fermentare il glucosio, crescono ad un pH compreso tra 4 e 8 ed in un intervallo di 
temperatura compreso tra 4 e 32 °C [208]. La loro crescita viene favorita dalla presenza di un 
terreno ricco di peptidi con una fonte di energia che varia da 0,1% a 1% (peso/volume) e 
carente di ferro in modo tale da rilevare meglio la fluorescenza naturale prodotta da questi 
batteri [208]. Infatti, Pseudomonas fluorescens produce una serie di pigmenti tra i quali uno 
chiamato pioverdina di colore giallo-verde, fluorescente e solubile in acqua, la cui sintesi 
dipende da diversi fattori ambientali, in particolare dalla natura chimica del carbonio 
organico, dal grado di aereazione del terreno di coltura, dal pH, dalla presenza di luce, ma 
soprattutto dalla presenza dei cationi Mg2+, Zn2+ e Fe3+ [209]. La pioverdina è il principale 
pigmento prodotto da Pseudomonas fluorescens ed è un sideroforo, quindi è in grado di legare 
il catione Fe3+, ed è utilizzato dal microrganismo come un carrier cellulare di ferro [210]. 
Quando P. fluorescens cresce in condizioni di carenza di ferro, produce una grande quantità di 
pioverdine. Quest’ultime possiedono lo stesso tipo di cromoforo fluorescente che deriva dalla 
2,3-diammino-6,7-diidrossichinolina, insieme alla deferriferribactina [211]. Quest’ultima 
quando chela il ferro (III) diventa di colore rosso-arancio, invece, è incolore sotto forma di 
legante libero. Esistono circa 15 tipi di pioverdine prodotte da P. fluorescens, tuttavia, è 
possibile definire la struttura soltanto di alcune tra di esse (un esempio di struttura è riportata 
in Figura 5.2, nella quale è possibile rilevare la presenza di amminoacidi) [211]. La 
pioverdina può essere impiegata come mezzo di bioriconoscimento per la rilevazione di 
metalli come Fe3+, Cu2+ e Zn2+ che in concentrazioni elevate possono diventare un grave 
problema per la contaminazione dell’ambiente acquatico [212]. Si è inoltre visto che al di 
sopra di una certa concentrazione di Fe3+ e Cu2+ (rispettivamente 3.6 µM e 25.0 µM) la 
produzione di pioverdina viene inibita [212]. A fronte di questi risultati, si potrebbero 
realizzare dei biosensori economici per valutare la presenza di metalli pesanti negli ambienti 
acquatici [212].  
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Figura 5.1: Morfologia (A) e micrografia a scansione elettronica (B) di Pseudomonas fluorescens. 

[208] 

 

 
Figura 5.2: Struttura chimica della pioverdina. [211] 

 

Tante sono le applicazioni di P. fluorescens immobilizzato, una tra le quali impiega il ceppo 
modificato geneticamente HK44, immobilizzato su pellicole di silice spesse 1 mm preparate 
dalla pre-polimerizzazione di una soluzione di tetrametossisilano, acqua e HCl 
(rispettivamente nei seguenti rapporti 1:5:0.01) [213]. Questo sistema, dopo 50 minuti di 
esposizione al naftalene e al salicilato, risponde con un’emissione di luce visibile. In 
particolare, la concentrazione minima che produce la bioluminescenza è di 1.2 mg/L per il 
naftalene mentre è di 0.5 mg/L per il salicilato. I risultati di questo studio indicano che 
l’immobilizzazione dei batteri nelle pellicole sol-gel di silice è un metodo conveniente per la 
preparazione di biosensori che possono essere usati, più volte, per circa 8 mesi [213]. Un’altra 
applicazione interessante è la depurazione dai corpi idrici di pesticidi clorurati quali 2,4-acido 
diclorofenossiacetico (2,4-D) e il bis(4-clorofenil)-2,2,2-tricloroetano (DDT). Ciò è possibile 
grazie all’immobilizzazione delle cellule di Pseudomonas fluorescens (coltivate in YPG per 
24 ore a 32 °C) in un biofiltro di tezontle [214]. La necessità di eliminare/ridurre la quantità di 
questi pesticidi nasce a causa delle loro proprietà chimiche molto dannose e alla loro tossicità. 
Nelle prime 5 ore di funzionamento del biofiltro si assiste ad un importante calo della 
concentrazione di pesticidi, a seguito delle quali si è osservato un andamento asintotico. 
Inoltre, durante le prime 3.5 ore è stata raggiunta una degradazione pari al 99% per 

 A  B 
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concentrazioni di 2,4-D di 500 mg/L e dal 55% al 99% per concentrazioni di DDT di 150 
mg/L [214]. Risulta significativa anche l’applicazione di Pseudomonas fluorescens DSMZ 
1895 intrappolato in sfere di alginato (2 mm di diametro) per la produzione di biotensioattivi 
[215]. La sintesi del biotensioattivo è stata studiata utilizzando l’olio di oliva come unica 
fonte di carbonio e di energia, misurando la tensione superficiale e l’indice emulsionante E24 
per 5 giorni a temperatura ambiente e a pH neutro. L’intrappolamento in alginato di calcio 
insolubile viene dunque riconosciuto come metodo rapido, non tossico, economico e versatile 
per la produzione di biotensioattivi [215].  
 

5.2 Impiego di Rhodotorula mucilaginosa 

Rhodotorula mucilaginosa è un lievito saprofita ubiquitario che può essere isolato da diverse 
fonti ambientali, tra cui gli animali e una grande varietà di cibi e bevande. Questo 
microrganismo ha la capacità di sopravvivere e di crescere in ambienti estremi e possiede 
eccellenti caratteristiche biotecnologiche, grazie alle quali viene impiegato nella 
biotrasformazione del rame, nella produzione di biotensioattivi e di carotenoidi [216]. La 
presenza di Rhodotorula mucilaginosa è stata riscontrata anche in campioni umani, dove, in 
pazienti con sistema immunitario compromesso, può essere causa di infezioni. La forma delle 
cellule varia da sferica a ellissoidale (vedi Figura 5.3) e il colore delle loro colonie varia dal 
rosa all’arancione [217]. I lieviti producono dei pigmenti noti come carotenoidi molto usati 
come coloranti alimentari naturali, precursori della vitamina A, additivi ai cosmetici e 
antiossidanti. La produzione di carotenoidi può essere resa ottimale utilizzando un terreno di 
coltura appropriato costituito principalmente da estratto di malto, peptone e glucosio [218]. 
Da alcuni studi si è evinto che il pH e la temperatura ottimali per la sintesi dei carotenoidi 
sono rispettivamente 5 e 25 °C [219].  

L’impiego di R. mucilaginosa immobilizzato ha ricevuto un notevole interesse in vari campi, 
per esempio, grazie alla sua capacità di degradare le sostanze chimiche tossiche in modo 
efficiente, viene impiegato nel trattamento di acque reflue industriali. In particolare, il ceppo 
Z1 di Rhodotorula mucilaginosa immobilizzato in una schiuma poliuretanica è stato utilizzato 
per degradare il nitrobenzene [220]. Inoltre, le cellule di R. mucilaginosa Z1 immobilizzate 
nella schiuma di poliuretano riescono a tollerare e degradare più rapidamente il nitrobenzene 
rispetto alle cellule libere [220]. Altre applicazioni che impiegano Rhodotorula mucilaginosa 
per degradare chetoni riguardano la riduzione di mentone, R-metil-α-camfolenone, carvone ed 
eucarvone [221]. In particolare, immobilizzando cellule di Rhodotorula mucilaginosa, il cui 
ceppo proviene dalla collezione del Prof. A. Nespiak (accademia medica di Wrocalw), in un 
gel di poliacrilammide è possibile ridurre stereospecificatamente il gruppo carbonico dei 
chetoni ciclici precedentemente citati in un gruppo ossidrilico (-OH), trasformando così i 
suddetti chetoni in alcoli. Inoltre, si è evinto che durante la reazione di trasformazione, è 
avvenuta per prima la riduzione dei legami del gruppo carbonilico e che le cellule di R. 
mucilaginosa immobilizzate non hanno perso la capacità di trasformare i chetoni anche se 
applicate ripetutamente [221]. L’impiego di Rhodotorula mucilaginosa per l’eliminazione di 
etilcarbammato (EC), noto come uretano, è un’altra importante applicazione di questo 
microrganismo [222]. L’uretano è potenzialmente cancerogeno per l’uomo, pertanto, essendo 
stato ritrovato in molti tipi di bevande alcoliche, è di notevole importanza la riduzione della 
sua formazione durante il processo di fermentazione, distillazione e conservazione a lungo 
termine [223]. Uno studio condotto nel 2013 alla Jiangnan Univerity in Cina ha mostrato 
come cellule di R. mucilaginosa CGMCC 5081 immobilizzate in alginato di calcio/chitosano 
siano riuscite mediante la produzione di uretanasi a rimuovere l’80% di etilcarbammato dal 
vino di riso prodotto in quelle zone [222].  
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Figura 5.3: Morfologia (A) e micrografia a scansione elettronica (B) di Rhodotorula mucilaginosa. 

[224] 
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6. MATERIALI E METODI 
 
 
Nel presente capitolo verranno trattati i materiali e gli strumenti utilizzati per ottenere i 
risultati che verranno successivamente analizzati nel Capitolo 7. Le prove sperimentali e le 
osservazioni sono state condotte all’interno del laboratorio biotecnologico del Dipartimento di 
Scienza Applicata e Tecnologia (DISAT) e del laboratorio interdipartimentale 
grafene/nanobio del Politecnico di Torino. 
 

6.1 Materiali utilizzati per la sintesi degli idrogeli 
I materiali utilizzati nelle diverse prove sperimentali sono idrogeli polimerici, a base di 
polietilenglicole (PEG) (met)acrilati fotoreticolati, . Come precursori polimerici sono stati 
selezionati un polietilenglicole bifunzionale con gruppi metacrilati, il polietilenglicole 
dimetacrilato (PEGDMA) con peso molecolare Mw 550 e un polietilenglicole diacrilato 
(PEGDA) Mw 250, forniti da Sigma-Aldrich.. La scelta di utilizzare questi due tipi di 
monomeri nasce per esigenze legate alla dimensione delle maglie del polimero, che, variando 
le quantità di PEGDA Mw 250 (P250) e PEGDMA Mw 550 (P550) all’interno della miscela 
di prepolimeri, può essere modificata per permettere l’intrappolamento dei microrganismi.  
In Figura 6.1 e 6.2 sono riportate le formule chimiche dei due monomeri citati 
precedentemente, in ordine rispettivamente polietilenglicole diacrilato (PEGDA) e 
polietilenglicole dimetacrilato (PEGDMA).  
 

 
 

 
 

Figura 6.1: Polietilenglicole diacrilato (PEGDA).  
 
 
 

 
 
 
 
 

Figura 6.2: Polietilenglicole dimetacrilato (PEGDMA).  
 

In una fase preliminare, i due monomeri sono stati miscelati secondo diversi rapporti 
percentuali in peso e con diverse quantità di PBS (tampone fosfato salino), fornito anch’esso 
da Sigma-Aldrich. Si è utilizzato come mezzo acquoso proprio il PBS per le sue proprietà di 
isotonicità e non tossicità per le cellule. I diversi campioni di prepolimeri, mediante 
fotoreticolazione, vengono poi trasformati in idrogeli.  
 Sono state preparate diverse formulazioni, sia variando i rapporti percentuali tra i due 
monomeri, sia variando la quantità di acqua presente. Nelle tabelle sotto mostrate sono 
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riassunte le varie condizioni testate: in Tabella 6.1 si descrivono i diversi rapporti percentuali 
tra PEGDMA e PEGDA utilizzati e in Tabella 6.2 i diversi volumi di PBS aggiunti al sistema 
PEGDMA/PEGDA, espresse in phr (parts per hundred resin) rispetto al totale della miscela di 
prepolimeri.  
 

Tabella 6.1. Differenti formulazioni al variare del rapporto percentuale di P550 e P250 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

Tabella 6.2. Differenti volumi di PBS nella miscela di prepolimeri 

Quantità di tampone fosfato salino (PBS)  

P550 senza PBS 

P550 + 25 phr di PBS 

P550 + 50 phr di PBS 

P550 + 70 phr di PBS 

P550 + 100 phr di PBS 

P550 + 150 phr di PBS 

P250 senza PBS 

P550 + P250 + 25 phr di PBS 

P550 + P250 + 50 phr di PBS 

 
 

Le formulazioni precedentemente descritte fotopolimerizzano solo in presenza di un 
fotoiniziatore. Il fotoiniziatore utilizzato in questo lavoro di tesi è l’acido bismetoilfosfinico, 
BAPO-OH, ovvero un BAPO (Figura 6.3) funzionalizzato con un gruppo OH per renderlo 
idrosolubile, mostrato in Figura 6.4 [46]. Il BAPO-OH impiegato in questo lavoro di tesi è 
stato sintetizzato nei laboratori dell’ETH di Zurigo e la quantità introdotta per ciascun idrogeli 
è pari a 0.2% w/w. 

 

Formulazioni 

100%wt  P550 

80%wt  P550 + 20%wt  P250 

67%wt  P550 + 33%wt  P250 

60%wt  P550 + 40%wt  P250 

40%wt  P550 + 60%wt  P250 

33%wt  P550 + 67%wt  P250 

20%wt  P550 + 80%wt  P250 

100%wt  P250 
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Figura 6.3: Formula chimica della molecola BAPO.  

 

 
Figura 6.4: Formula chimica della molecola BAPO-OH [51].  

 

6.2 Caratterizzazione chimico-fisica degli idrogeli 
I materiali impiegati in questo lavoro di tesi sono stati caratterizzati mediante prove di 
fotoreologia, analisi termiche dinamo-meccaniche DMTA, test di swelling e valutazione della 
densità di reticolazione, con lo scopo di mettere a punto le formulazioni corrette che 
permettono di avere i reticoli polimerici degli idrogeli delle dimensioni e delle caratteristiche 
ottimali per l’intrappolamento dei microrganismi testati. 

6.2.1 Fotoreologia  
Per la valutazione della fotoreticolazione delle diverse formulazioni è stato utilizzato un 
reometro “Anton Paar MCR 302”, in modalità piatto-piatto (Figura 6.5) accoppiandolo ad una 
fibra ottica. Il piatto inferiore è di vetro e attraverso di esso la lampada a fibra ottica (con un 
filtro di cut-off a 400 nm) “Hamamatsu LC8” (15 mW/cm2) irraggia le formulazioni preparate 
precedentemente (presentate nelle tabelle 4.1 e 4.2) che vengono contenute dal secondo piatto 
dal diametro di 25.0 mm, il quale gli applica lo sforzo di taglio. Come valori di set-up 
vengono definiti il gap tra i due piatti di 1.0 mm, la temperatura di 25 °C, la frequenza dello 
sforzo applicato di 60 rad/s e l’ampiezza dello sforzo di 0,1%. La fibra ottica, una volta 
stabilizzata (circa 10 min) viene accesa dopo 1 minuto dall’inizio della prova, per far sì che il 
sistema possa stabilizzarsi, dopodiché viene registrato un valore di G’ al secondo.  
La prova di fotoreologia, nelle stesse condizioni sperimentali, è stata condotta per valutare la 
formazione del reticolo e la cinetica di polimerizzazione degli idrogeli contenenti i 
microrganismi (25 phr), P. fluorescens e R. mucilaginosa risospesi in PBS ad una 
concentrazione pari a OD 40 a 620 nm.  
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Figura 6.5: Reometro “Anton Paar MCR 302” e uno zoom che mostra la modalità piatto-piatto e la 
sorgente luminosa. 

 

6.2.2 Osservazione degli idrogeli mediante microscopia ottica 
Gli idrogeli reticolati vengono osservati al microscopio ottico “Leica DMLM” con un 
obiettivo 5x per valutare la loro omogeneità e la presenza di eventuali imperfezioni del film 
che potrebbero causare un attraversamento facilitato dei microrganismi. Gli idrogeli sono stati 
analizzati sia a secco che dopo le prove di swelling.  
 

6.2.3 Analisi termica dinamo-meccanica (DMTA) 
L’analisi dei campioni di idrogeli di spessore pari a 0.8 - 0.9 mm (polimerizzati con uno 
spessore di 1 mm che si riduce poiché sono stati seccati in stufa prima di procedere con 
l’analisi DMTA), larghezza tra 3.0 e 5.0 mm, è stata effettuata mediante “TTDMA Triton 
Technology-Mettler Toledo”, in presenza di azoto (strumento visibile in Figura 6.6). Il range 
di temperatura con cui sono state eseguite le prove varia a seconda della tipologia di campione 
esaminato. Infatti, per i campioni in cui la percentuale in peso del monomero PEGDMA Mw 
550 è maggiore le prove vengono condotte in un intervallo che ha come estremi -60 °C e 80 
°C, mentre per i campioni con maggiore quantità di PEGDA Mw 250 l’analisi inizia a -40°C e 
termina per valori pari a circa 120 °C. Come valori di set-up viene anche definita la rampa di 
temperatura di 3 °C/min, la frequenza pari a 1 Hz, l’ampiezza della tensione di 0,02 mm e un 
rapporto tra forza statica e forza dinamica pari a 1.  

Sono stati testati tutti i campioni degli idrogeli costituiti da differenti percentuali in peso di 
PEGDMA/PEGDA reticolati in assenza e presenza di PBS (da 25 phr a 150 phr) e in seguito 
tutti i campioni in cui è stato possibile intrappolare i microrganismi (P.fluorescens e 
R.mucilaginosa) in soluzione con 25 phr di PBS ad una concentrazione pari a OD 40 a 620 
nm. Tutti i campioni sono stati seccati in stufa a vuoto ad una temperatura pari a 60 °C prima 
dell’analisi per eliminare la soluzione acquosa dal reticolo affinché questa non influenzasse le 
misure nel rage di temperatura scelto. 
 

 



 39 

 
Figura 6.6: “TTDMA Triton Technology-Mettler Toledo” 

 

6.2.3.1 Misura della densità di reticolazione 
La densità di reticolazione dei campioni relativi alle diverse formulazioni è stata ottenuta 
tenendo conto del modulo elastico G’ una volta raggiunto il plateau gommoso. La densità di 
reticolazione, solitamente espressa con il simbolo ν, è stata calcolata mediante l’equazione 6.1 
sotto riportata, 

G’= νRT         (6.1) 
dove la costante dei gas perfetti R è uguale a 8.314 J/molK, mentre T è la temperatura in gradi 
Kelvin.  
 

6.2.4 Prove di swelling 
Il campione fotoreticolato viene pesato, immerso in acqua e viene valutata la variazione del 
peso nel tempo o la percentuale di swelling, mediante l’equazione 6.2 sotto riportata. Per 
condurre la misura, il campione viene prelevato dalla soluzione acquosa, asciugato 
tamponando con della carta e pesato. Il peso dei campioni viene monitorato da 0 min fino a 
540 min (A seguito del valore di % di swelling calcolato a 540 min, viene valutato quello 
dopo 12 ore e 48 ore).   

                                                       % 𝑠𝑤𝑒𝑙𝑙𝑖𝑛𝑔 = !!!!!
!!

 × 100                (6.2) 

 
6.2.5 Ottimizzazione dei lavaggi degli idrogeli 

In questa prova vengono condotte delle misure di assorbanza allo spettrofotometro UV-
Visibile “Varian Cary5000”. I campioni esaminati sono le soluzioni di PBS in cui avvengono 
gli swelling dei film utilizzati poi in camera di diffusione. L’analisi è condotta tra 200 e 400 
nm e i dati ottenuti sono stati rielaborati mediante il software Origin. Le prove condotte si 
possono dividere in due classi: i campioni (A e B) delle soluzioni di swelling del film, 
prelevate dopo 15, 30, 60 e 120 min, fanno parte della prima classe; mentre, i campioni (C e 
D) delle soluzioni di swelling del medesimo film in cui però ad ogni step temporale (15, 30, 
60 e 120 min), a seguito del prelievo, si è deciso di sostituirne la soluzione di lavaggio con del 
nuovo PBS, fanno parte della seconda classe.  
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6.3  Intrappolamento dei microrganismi negli idrogeli polimerici 
 

6.3.1 Microrganismi impiegati, terreni di coltura e condizioni di crescita  
Gli esperimenti sono stati condotti con i microrganismi Pseudomonas fluorescens DSMZ 
50090 (ATCC 13525) e Rhodotorula mucilaginosa isolato nel laboratorio biotecnologico del 
DISAT. Per le prove con Pseudomonas fluorescens sono stati impiegati il terreno complesso 
DSM1 e il terreno minimo Meyer 1978 (M78) [212], le cui composizioni sono riportate nelle 
Tabelle 6.3 e 6.4. Invece, per le prove con Rhodotorula mucilaginosa è stato utilizzato è il 
terreno complesso ME, la cui composizione è riportata nella Tabella 6.6. Pseudomonas 
fluorescens per crescere necessita di una temperatura pari a 20 °C, mentre, Rhodotorula 
mucilaginosa cresce a temperature leggermente più alte, pari a 30 °C. 
Per lavorare in completa sterilità si è sempre lavorato sotto una cappa biologica e tutto il 
materiale utilizzato è stato preventivamente sterilizzato in autoclave (120 °C, 1 atm, 20 min). 
 

Tabella 6.3. Componenti del terreno M78 (forniti da Sigma-Aldrich) 

Componente Concentrazione [g/L] 

K2HPO4 6.0 

KH2PO4 3.0 

(NH4)2SO4 1.0 

MgSO4⋅7H2O 0.2 

Acido succinico 4.0 

Agar (se terreno solido) 15.0 

 
Tabella 6.4. Componenti del terreno DSM1 (forniti da Sigma-Aldrich) 

Componente Concentrazione 

[g/L] 

Estratto di malto 20 

Peptone 2 

D-glucosio 20 

Agar (se terreno solido) 20 
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Tabella 6.5. Componenti del terreno ME (forniti da Sigma-Aldrich) 

 

 
 

 
 

 
6.3.2 Preparazione dell’inoculo e valutazione della crescita dei microrganismi mediante 

spettroscopia UV-visibile 
I microrganismi sono stati inoculati in una piastra Petri contenente il terreno agarizzato 
(DSM1 o ME), e sono stati fatti crescere alla temperatura ottimale per 24 ore, a seguito delle 
quali sono stati risospesi con 5 mL di acqua e opportunamente diluiti affinché il valore di 
densità ottica a 620 nm (OD620) fosse quello ottimale a seconda della prova in cui sono stati 
utilizzati. In particolare, la biomassa è stata standardizzata ad una concentrazione compresa 
tra OD620 0.8 e 1 per le prove di inibizione e per effettuare la crescita in beuta e a OD620 10 per 
le prove in camera di diffusione. Il valore di densità ottica, definita come l’assorbanza 
normalizzata in base alla lunghezza d’onda, è ricavato mediante lo spettrofotometro UV-
visibile “hp HEWLETT PACKARD 8452A”. 

 
6.3.3 Inibizione della crescita dei microrganismi da parte dei monomeri costituenti gli idrogeli 

La prova è stata eseguita per valutare l’inibizione della crescita di P. fluorescens da parte dei 
monomeri P550 e P250 in soluzione al 50% con il PBS. Sono stati utilizzati entrambi i terreni 
DSM1 e M78 agarizzati (allo stato solido), colati all’interno di piastre Petri sterili (20 mL per 
ogni piastra). In ciascuna piastra sono stati seminati 50 µL di soluzione prelevata dall’inoculo 
standardizzato ad OD620 pari a 1 e nel centro posato un disco di carta da filtro con un diametro 
pari a 25.0 mm, sul quale viene posto il monomero da testare al 50% in PBS. Le prove sono 
state condotte per ciascun monomero, P250 e P550, sia irraggiato per 10 min con la stessa 
sorgente luminosa usata per polimerizzare gli idrogeli che non irraggiato. Ciascuna 
condizione sperimentale, sotto riportate in modo sintetico, è stata svolta in triplicato e per 
ciascun terreno solido (DSM1 e M78). 

1)  P. fluorescens non irraggiato con luce visibile (controllo positivo); 

2)  P. fluorescens + P550 (50%wt) in PBS non irraggiato con luce visibile (3x); 
3)  P. fluorescens + P550 (50%wt) in PBS irraggiato con luce visibile (3x); 

4)  P. fluorescens + P250 (50%wt) in PBS non irraggiato con luce visibile(3x); 
5)  P. fluorescens + P250 (50%wt) in PBS irraggiato con luce visibile(3x); 

 
Al termine delle 24 ore, in cui le piastre sono state riposte all’interno di un incubatore a 20 °C, 
è stata verificata l’eventuale presenza di alone di inibizione della crescita di P. fluorescens 
attorno ai dischi di carta. 

 
 

Componente Concentrazione [g/L] 

Peptone 5.0 

Estratto di carne 3.0 

Agar (se terreno solido) 15.0  
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6.3.4 Prove di diffusione per la valutazione del trattenimento dei microrganismi da parte dei 
film polimerici 

L’obiettivo della prova è quello di determinare il valore di cut-off del reticolo polimerico tale 
da trattenere i microrganismi all’interno di esso. Per la prova è stata utilizzata la camera di 
diffusione “PermeGear”, visibile in Figura 6.7, con un diametro pari a 15 mm all’interno della 
quale è possibile inserire un volume pari a 5 mL per lato e dotata di ancorette magnetiche che 
permettono di mettere in agitazione il suo contenuto. Quindi, viene introdotto un volume pari 
a 5 mL di biomassa standardizzata a OD620 10 all’interno della cella sinistra (rispetto alla 
scritta) della camera di diffusione, precedentemente sterilizzata. Ciascun idrogelo testato 
viene fatto swellare in 3 mL di PBS per circa 24 ore e viene posto tra le due celle in vetro 
della camera di diffusione. Nella cella destra (rispetto alla scritta) vengono inseriti 5 mL di 
solo terreno M78 o ME. La camera di diffusione, ben chiusa, viene posta su un agitatore 
magnetico speciale, che permette di agitare le soluzioni all’interno delle due celle con una 
velocità pari a 400 rpm. Dopo 8, 24 e 48 ore vengono prelevati dalla cella sinistra 50 µL di 
terreno M78 o ME e condotte delle diluizioni seriali in acqua. Dalle eppendorf in cui sono 
state preparale le diluizioni vengono prelevati 100 µL e seminati sui terreni solidi DSM1 o 
MEA (in duplicato). Le piastre vengono lasciate in incubazione a 20 °C per 24-48 ore, al 
termine delle quali vengono contate le CFU di P. fluorescens o di R. mucilaginosa cresciute e 
valutati i rapporti CFU/mL.  
 

 
Figura 6.7: Camera di diffusione “PermeGear”.  

 

Gli idrogeli testati in queste prove, sia per P. fluorescens che per R. mucilaginosa, sono 
riportati nella Tabella 6.6, di seguito riportata. 

 
Tabella 6.6. Formulazioni degli idrogeli testati nella camera di diffusione. 

Formulazioni 

100%wt  P550 + 25 phr PBS 

67%wt  P550 + 33%wt  P250 + 25phr PBS 

60%wt  P250 + 40%wt  P550 
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6.3.5 Intrappolamento dei microrganismi negli idrogeli        

Per le prove di intrappolamento dei microrganismi nell’idrogelo polimerico, la biomassa 
cresciuta e standardizzata ad una concentrazione compresa tra OD620 0.8 e 1 come descritto 
nel paragrafo 6.3.2, è stata utilizzata come inoculo (10% v/v) di una coltura (200 mL in beuta 
Erlenmeyer da 500 mL) in terreno liquido M78 o ME (a seconda a quale microrganismo ci 
riferiamo). La beuta è stata posta in incubatore a 20 °C in agitazione a 120 rpm per 24 ore . 
Successivamente, il contenuto della beuta è stato centrifugato per 5 min a 4000 rpm, così da 
separare la biomassa dal surnatante, quest’ultimo in seguito rimosso. La biomassa è stata 
quindi risospesa e lavata con circa 50 mL di PBS, per poi essere nuovamente recuperata 
tramite centrifugazione. In seguito, la biomassa è stata risospesa in PBS affinché la sua 
concentrazione sia pari a OD620 40, miscelata insieme alle diverse soluzioni di pre-polimeri, 
riportate in Tabella 6.7, e fotopolimerizzate come descritto precedentemente (paragrafo 6.2.1). 
 

Tabella 6.7. Formulazioni degli idrogeli fotopolimerizzati con i microrganismi. 

Formulazioni 

100%wt  P550 + 25 phr  P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS 

80%wt  P550 + 20%wt  P250 + 25 phr  P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS 

67%wt  P550 + 33%wt  P250 + 25 phr  P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS 

60%wt  P550 + 40%wt  P250 + 25 phr  P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS 
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7. RISULTATI E DISCUSSIONE 
 
 
Nel presente capitolo della tesi vengono riportati i risultati delle prove sperimentati effettuate 
sui diversi idrogeli e con i diversi microrganismi. L’obiettivo del presente lavoro è 
l’intrappolamento di microrganismi all’interno di idrogeli, ottenuti mediante 
fotoreticolazione. In particolare come microrganismi sono stati testati un batterio (P. 
fluorescens) e un lievito (R. mucilaginosa). I dati illustrati sono divisi in tre paragrafi 
principali, nel primo vengono caratterizzati tutti gli idrogeli costituiti da diverse percentuali in 
peso di PEGDMA/PEGDA e PBS (o H2O). Dalla loro caratterizzazione è stato possibile 
selezionare quelli da testare per l’intrappolamento dei microrganismi al loro interno. Nel 
secondo paragrafo vengono esaminate le possibili inibizioni della crescita dei microrganismi 
dovute alla presenza dei monomeri costituenti gli idrogeli, nonché la capacità degli idrogeli 
selezionati di trattenere i microrganismi. Quest’ultima prova è stata resa possibile dall’uso di 
una camera di diffusione. Nell’ultimo paragrafo, infine, vengono riportati i dati relativi alla 
caratterizzazione chimico-fisica degli idrogeli contenenti i microrganismi, confrontandoli con 
i dati discussi precedentemente.  

 

7.1 Caratterizzazione degli idrogeli 
La caratterizzazione chimico-fisica è il risultato dell’elaborazione e dell’armonizzazione delle 
informazioni raccolte attraverso prove fotoreologiche, analisi DMTA e swelling. 
Caratterizzare gli idrogeli ottenuti mediante fotopolimerizzazione è utile per poter apprezzare 
il rapporto tra struttura dei monomeri di partenza e proprietà dei materiali finali, e per valutare 
le loro caratteristiche al fine di selezionare quelli più adatti all’intrappolamento dei 
microrganismi.  
 

7.1.1 Fotoreologia degli idrogeli polimerici 
La fotoreologia è una tecnica utile per monitorare la formazione del reticolo degli idrogeli e la 
loro cinetica di polimerizzazione in tempo reale [225]. In particolare, essa permette di valutare 
le proprietà viscoelastiche dei campioni, seguendo gli andamenti nel tempo del modulo 
elastico G’ e del modulo viscoso G’’. Il modulo G’ rappresenta il modulo conservativo e 
cresce in concomitanza con la formazione del reticolo polimerico, raggiungendo un valore 
costante quando termina la fase di propagazione del processo di polimerizzazione. In 
particolare, in queste prove, per ciascun sistema PEGDMA/PEGDA è stato tenuto in 
considerazione solo il modulo elastico G’ e la sua variazione a fronte di uno sforzo in 
frequenza. Le prove preliminari di seguito riportate sono state condotte al fine di capire la 
quantità massima di acqua che si riesce ad introdurre nel sistema polimerico. Infatti, i due 
monomeri utilizzati hanno proprietà fisiche differenti, in particolare, il PEGDMA Mw 550 
(P550) è idrofilo mentre il PEGDA Mw 250 (P250) è idrofobo. Quindi, è necessario trovare la 
corretta quantità di soluzione acquosa che non produca una emulsione a seguito della 
miscelazione con la formulazione polimerica. Nota questa quantità, al posto dell’acqua viene 
utilizzato il PBS, perché sarà proprio in questo tampone che saranno risospesi i batteri. Infatti, 
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il PBS è isotonico, non tossico per le cellule ed avendo un pH neutro mantiene costante il pH 
delle cellule [226].   
In Figura 7.1 vengono riportate le diverse curve relative ai moduli elastici G’ degli idrogeli 
formati dal 100% di P550, 0.2% di BAPO-OH e diverse quantità di acqua, ottenute durante la 
prova. Tutte le curve mostrano lo stesso andamento: un primo tratto costante, non 
significativo perché i valori sono registrati prima dell’accensione della lampada e quindi non 
utili per capire la cinetica di reticolazione; passati 60 secondi, viene accesa la sorgente 
luminosa, inizia la polimerizzazione dei campioni posizionati sulla lente di vetro e in 
concomitanza si assiste alla crescita lineare della curva fino a stabilizzarsi ad un valore 
costante nell’ultimo tratto. La pendenza del secondo tratto della curva è significativa per 
capire la velocità della polimerizzazione dei campioni: con il procedere della reazione, la 
stessa rallenta fino al conseguimento di una condizione stazionaria, in cui il modulo elastico 
raggiunge un plateau. Il rallentamento della cinetica di reticolazione e il raggiungimento del 
plateau avvengono quando la polimerizzazione volge al termine. La curva blu è prodotta dalla 
polimerizzazione dell’idrogelo contenente solo il monomero, quindi senza alcuna 
introduzione nella formulazione di acqua, e mostra la cinetica più veloce rispetto alle altre, 
raggiungendo il plateau dopo circa 1 min dall’accensione della sorgente luminosa, con un 
valore di G’ costante pari a 1.10⋅107 Pa. Aumentando la quantità di acqua nella formulazione, 
si osserva una diminuzione della cinetica di polimerizzazione, con il raggiungimento del 
plateau dopo più di 2 min dall’inizio di reticolazione e con valori di G’ via via minori. Infatti, 
il sistema con maggiore percentuale, in volume, di acqua ha una minore percentuale di pre-
polimero, per cui il suo reticolo risulta essere più lasco e quindi con minori proprietà 
meccaniche. Come visibile in Figura 5.1, l’idrogelo costituito dal 100% di P550 e 150 phr di 
acqua è quello che ha il reticolo con modulo elastico minore, mentre quello costruito senza 
acqua forma un reticolo più forte. 

 

 
Figura 7.1: Curve di G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da P550 e diverse percentuali di acqua. 

 
Gli stessi andamenti vengono mostrati nella Figure 7.2 che rappresenta le curve G’ degli 
idrogeli formati da diverse percentuali di P550 e P250. Tuttavia, all’aumentare della quantità 
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di P250, e di conseguenza al diminuire di quella del P550, la quantità d’acqua utilizzata nelle 
formulazioni diminuisce a causa dell’idrofobicità del P250. Infatti, nell’idrogelo costituito dal 
60% di P550 e dal 40% di P250 non si riescono ad inglobare all’interno della formulazione 
più di 25 phr di acqua, superati i quali si assiste alla formazione di un’emulsione e ad una 
separazione di fase durante la fotopolimerizzazione. 
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Figura 7.2: (A, B, C) Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da diverse percentuali di 
P550/P250 e phr di acqua. 

 

In Figura 7.3 vengono mostrate le curve relative al modulo elastico G’ dei sistemi reticolati 
costituiti da diverse percentuali di P550/P250 e 0.2%wt di BAPO-OH. In questo caso si 
osserva che, aumentando la quantità di monomero P250 e, conseguentemente, diminuendo 
quella del P550, la cinetica di polimerizzazione aumenta in modo graduale. In particolare, la 
curva relativa al film formato con solo P250 arriva ad un valore costante di G’ pari a 7⋅106 Pa 
in 31 secondi; invece, quella relativa all’idrogelo formato con solo P550, arriva ad un valore 
costante di G’ pari a 1.10⋅107 Pa in un minuto. Quindi, la curva rosa relativa alla formulazione 
costituita da solo P250 è quella con la cinetica di polimerizzazione più rapida in assoluto tra i 
campioni esaminati, mentre la curva blu, relativa alla formulazione costituita solo da P550, è 
quella con cinetica più lenta, come atteso. Questo è probabilmente da attribuire ad una 
maggiore reattività del gruppo acrilico rispetto al gruppo metacrilico nei confronti della 
poliaddizione radicalica UV-indotta. 
Inoltre è possible aspettarsi che il peso molecolare dei monomeri possa influenzare in qualche 
modo la cinetica di polimerizzazione ma anche la dimensione delle maglie del reticolo. Infatti, 
aumentando la quantità di monomero P250 rispetto al P550, le maglie del reticolo risultano 
essere sempre più strette e i co-polimeri formati sono sempre più densamente reticolati e più 
rigidi. 
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Figura 7.3: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da diverse percentuali di P550/P250. 

 

Per le prove successive di intrappolamento dei microrganismi all’interno degli idrogeli 
polimerici, si è deciso di utilizzare le formulazioni contenenti differenti quantità di P550/P250 
e 25 phr di PBS (gli andamenti relativi ai valori di G’ sono riportati nella Figura 7.4). Si è 
scelta come quantità di PBS 25 phr perché è la sola che si riesce a utilizzare per ottenere gli 
idrogeli con una percentuale maggiore di P250. Infatti, i film con percentuali di P250 
maggiori del 40% non possono contenere PBS perché risulterebbero non omogenei e non 
utilizzabili per le prove di intrappolamento.  
Nella Tabella 7.1 vengono riportati i valori di G’ degli idrogeli appena presi in 
considerazione: 
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Tabella 7.1. Valori di G’ al plateau delle curve in fotoreologia al variare delle percentuali di 
P550/P250. 

Formulazione film G’ [Pa] 

100% P550 + 25 phr PBS 6.54 ⋅105 

80% P550 + 20% P250 + 25 phr PBS 1.33 ⋅106 

67% P550 + 33% P250 + 25 phr PBS 2.01 ⋅106 

60% P550 + 40% P250 + 25 phr PBS 3.20 ⋅106 

 

 
Figura 7.4: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da diverse percentuali di P550/P250 e 25 

phr di PBS. 

 

7.1.2 Immagini al microscopio ottico degli idrogeli polimerici 
Gli idrogeli prodotti mediante fotoreticolazione vengono osservati al microscopio ottico per 
valutare la loro omogeneità superficiale non percepibile ad occhio nudo. Gli idrogeli costituiti 
dal 100% di P550 o P250 mostrano una struttura omogenea e trasparente. Tuttavia, gli 
idrogeli, aumentando la quantità di P250 nella miscela di pre-polimeri, diventano sempre più 
opachi e si assiste alla formazione di piccoli crateri superficiali. Ciò è dovuto ad una non 
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perfetta miscibilità dei due monomeri che rende le superfici esaminate sempre meno uniformi. 
Aumentando la quantità di acqua/PBS si formano dei crateri superficiali di dimensioni 
maggiori apparentemente non passanti, ma che sicuramente rendono gli idrogeli sempre più 
disomogenei. In Figura 7.5 viene riportata un’immagine al microscopio ottico del film 
costituito da 100% P550 con il 25 phr di PBS per mostrare la sua omogeneità rispetto agli 
idrogeli costituiti dal 60% P550 e dal 40% P250, 67% P550 e dal 33% P250, entrambi con 25 
phr di PBS, visibili in Figura 7.6 (a e b). Le immagini dell’idrogelo costituito dall’80% P550 
e dal 20% P250 non vengono riportate perché mostrano la stessa morfologia superficiale del 
film mostrato in Figura 7.5. 

 

 
Figura 7.5: Immagine al microscopio ottico (ingrandimento 50 volte) del film costituito da 100% 

P550 e 25 phr di PBS dopo swelling. 

 

 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
Figura 7.6: Immagini al microscopio ottico (ingrandimento 50 volte) dei film costituiti da (a) 60% 

P550 40% P250 e 25 phr di PBS dopo swelling, (b) 67% P550 33% P250 e 25 phr di PBS dopo 
swelling. 

 

7.1.3 DMTA: analisi termica dinamo-meccanica 
L’analisi termica dinamo-meccanica comporta l’applicazione di un piccolo sforzo in 
frequenza su un campione e la misurazione della risposta allo stesso (in termini di 
deformazione) [227]. La tensione in input è controllata mediante l’impostazione dei valori di 

 a  b 
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set-up dello strumento e in base al tipo di idrogelo testato verranno determinate le sue 
proprietà viscoelastiche intrinseche in funzione della temperatura. Tra le proprietà termo-
meccaniche intrinseche, è di nostro interesse l’individuazione della temperatura di transizione 
vetrosa dei diversi campioni di idrogeli esaminati. La temperatura di transizione vetrosa, 
solitamente indicata con il simbolo Tg, rappresenta il valore di temperatura al di sotto della 
quale un materiale amorfo si comporta da solido vetroso; infatti, i movimenti di contorsione e 
rotazione delle molecole sono congelati, mentre, al di sopra di tale valore lo stesso materiale 
amorfo si comporta da solido gommoso. La transizione vetrosa è una transizione di fase del II 
ordine, in cui si osservano delle discontinuità nella derivata prima delle variabili di stato di 
Gibbs [228]. Nell’analisi DMTA il valore della temperatura di transizione vetrosa è ricavato 
dal modulo complesso e corrisponde alla temperatura alla quale il fattore di smorzamento 
𝑇𝑎𝑛 𝛿 raggiunge il valore massimo. Il modulo complesso è caratteristico dei materiali 
viscoelastici e può essere considerato come la somma di un valore reale e di un valore 
immaginario, espresso dall’equazione 7.1, 

E* = E’ + i E’’                                                  (7.1) 

dove E’ rappresenta il modulo elastico espresso mediante l’equazione 7.2, mentre, E’’ è il 
modulo viscoso ed è espresso attraverso l’equazione 7.3, in cui compaiono lo sforzo (𝜎!) e la 
deformazione applicata 𝜀!. Il rapporto dei due moduli è pari al fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿, 
espresso dall’equazione 7.4, il cui valore varia da zero (per i solidi elastici) a infinito (per i 
liquidi viscosi) [229].  

                                                           𝐸! =  !!
!!

 cos(𝛿)                                                    (7.2) 

                                                          𝐸!! =  !!
!!

 sin(𝛿)                                                       (7.3) 

                                                       𝑇𝑎𝑛 𝛿 =  !!!
!!
=  !"#(!)

!"#(!)
                                                     (7.4) 

 

In Figura 7.7 sono riportate le curve di 𝑇𝑎𝑛 𝛿 riferite ai campioni precedentemente essiccati 
caratterizzati da diverse composizioni di P550/P250. In particolare, si nota che all’aumentare 
della quantità di P550 a discapito di quella del P250, le curve si spostano verso sinistra, e di 
conseguenza anche il valore della temperatura vetrosa diminuisce. In Tabella 7.2 vengono 
mostrati i dati relativi alla temperatura vetrosa per gli otto campioni di idrogeli esaminati, i 
valori spaziano da 5.2 °C a 71.4 °C, corrispondenti rispettivamente ai film costituiti dal 100% 
di monomero P550 e dal 100% di monomero P250. Tutti gli altri campioni hanno valori di 
temperatura vetrosa intermedi. Più la temperatura a cui si arriva alla transizione diminuisce e 
più i film hanno comportamento gommoso, quindi, si può dedurre che un aumento della 
quantità di P550 abbia un effetto plasticizzante; la maggiore quantità di monomero a più alto 
peso moloecolare implica una riduzione del valore di Tg. Inoltre, alla quantità relativa al 60% 
di P250, i monomeri non sembrano essere molto miscibili tra di loro e le formulazioni 
appaiono non perfettamente omogenee. Quanto detto può essere osservato anche in Figura 
7.7, infatti, le curve relative agli idrogeli formati dal 60% di P250 e dal 40% di P550, o da 
quelli composti dal 67% di P250 e dal 33% di P550, mostrano la presenza di due picchi 
corrispondenti alle due fasi formate dai monomeri che in tali quantità non sono più miscibili. 
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Figura 7.7: Andamenti del fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿 dei campioni con diverse percentuali 

P550/P250. 

 
Tabella 7.2. Valori della temperatura vetrosa relativi ai film con diverse percentuali di P550/P250. 

Composizione film Tg [°C] 

100% P550 7.4 

80% P550 20% P250 21.0 

67% P550 33% P250 23.5 

60% P550 40% P250 30 

40% P550 60% P250 39.1 

33% P550 67% P250 48 

20% P550 80% P250 53.3 

100% P250 71.4 

 

In Figura 7.8 vengono illustrati gli andamenti delle curve relative al fattore di smorzamento 
𝑇𝑎𝑛 𝛿 corrispondenti ai campioni essiccati con 100% di PEGDMA e diversi phr di acqua. Gli 
idrogeli esaminati presentano da 0 phr a 100 phr di acqua e dalle curve relative alla 𝑇𝑎𝑛 𝛿 si 
nota come all’aumentare della quantità di acqua presente durante la reticolazione i valori della 
temperatura vetrosa diminuiscono. In particolare, il campione costruito in assenza di acqua 
mostra un valore di Tg pari a 6.6 °C, mentre, quello con 150 phr di acqua presenta un valore di 
Tg pari a -9.2 °C. Questi dati confermano quanto visto nel paragrafo relativo alla fotoreologia, 
infatti, i co-polimeri ottenuti in assenza di acqua mostrano una rigidità maggiore rispetto a 
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quelli che sono formati con diversi phr di acqua. Quindi, si può dedurre che all’aumentare 
della quantità di acqua, i campioni si comportano in modo via via sempre più gommoso. 
 

 
Figura 7.8: Valori della temperatura vetrosa relativi ai film con il 100% di P550 e diversi phr di acqua 

 

Andamenti simili a quelli relativi alle curve riportate in Figura 5.6 vengono osservati anche 
nelle curve relative a film costituiti da differenti percentuali di P550/P250 e diversi phr di 
acqua, come mostrato nelle Figure 7.9 a e b.  
 

 
Figura 7.9: (a) Valori della temperatura vetrosa relativi ai film con 80% di P550 e 20% di P250 e 

diversi phr di acqua 
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Figura 7.9: (b) Valori della temperatura vetrosa relativi ai film con 60% di P550 e 40% di P250 e 

diversi phr di acqua 

 

Vengono confrontate tra di loro le curve di 𝑇𝑎𝑛 𝛿 relative ai campioni formati da diverse 
percentuali di P550/P250 e 25 phr di acqua (Figura 7.10). Si è scelto di esaminare nel 
dettaglio i campioni con 25 phr di acqua perché nelle prove successive sarà questa la 
condizione utilizzata. Anche in questo caso si nota come all’aumentare della quantità di P550, 
a discapito di quella del monomero P250, la temperatura vetrosa aumenta, confermando 
ancora una volta come i campioni assumano sempre più caratteristiche gommose.   
 

 
Figura 7.10: Andamenti del fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿 dei campioni con diverse percentuali 

P550/P250 
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7.1.3.1 Risultati relativi alla densità di reticolazione 

L’analisi termica dinamo-meccanica fornisce anche informazioni relative alla densità di 
reticolazione degli idrogeli polimerici. Infatti, la densità di reticolazione 𝜈 si può calcolare 
mediante l’equazione 7.5 

                                                            𝐺! =  𝜈𝑅𝑇                                                   (7.5) 

dove 𝜈, come già anticipato, è la densità di reticolazione espressa in mmol/cm3, R è la 
costante dei gas perfetti espressa in (Pa m3)/(mol K) e T la temperatura alla quale si arriva al 
plateau gommoso, da usare come riferimento per tutti i campioni, espressa in gradi Kelvin 
[230]. Per i campioni con la maggiore quantità di P550 il valore di G’ relativo ad una 
temperatura è pari a 60 °C, mentre per i campioni con la maggiore quantità di P250, il valore 
di G’ relativo ad una temperatura è pari a 100 °C. In Tabella 7.3 vengono riportati i valori di 𝜈 
dei campioni con diverse percentuali P550/P250. Invece, in Tabella 7.4 vengono mostrati i 
valori di 𝜈 con il 100% di P550 e diversi phr di acqua. In entrambi i casi, le misure di 𝜈 
confermano quanto abbiamo precedentemente visto, cioè aumentando la quantità di P250 e/o 
diminuendo la quantità di acqua, gli idrogeli risultano essere sempre più densi e, quindi, 
mostrano un comportamento vetroso sempre più spiccato. Si può quindi dire che i monomeri 
a base di PEG con un peso molecolare più basso rendono i film, oltre che più idrofobi, anche 
più densamente reticolati e rigidi (come già evidenziato dalla fotoreologia). In Figura 7.11 si 
può notare come in corrispondenza della temperatura vetrosa, il modulo G’ perde quasi due 
ordini di grandezza, passando da stato vetroso a stato gommoso. A titolo di esempio nella 
Figura 5.9 viene riportato l’andamento della curva G’ relativo al film costituito dal 100% di 
P550, ma lo stesso vale per tutti gli altri. 

 
Tabella 7.3. Valori di ν per i campioni con diverse percentuali di P550/P250 esaminati mediante 

DMTA . 

Campioni ν  (mmol/cm3) 

100% P550 19.44 

60% P550 40% P250 25.88 

40% P550 60% P250 19.99 

33% P550 67% P250 31.00 

20% P550 80% P250 32.25 

100% P250 32.83 
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Tabella 7.4. Valori di ν per i campioni con il 100% di P550 e diversi phr di acqua esaminati mediante 
DMTA.  

Campioni ν  (mmol/cm3) 

100% P550 19.44 

100% P550 25 phr H2O 11.18 

100% P550 50 phr H2O 5.46 

100% P550 100 phr H2O 5.36 

 
 

 
Figura 7.11: Andamento del modulo G’ del campione costituito dal 100% di P550 

 

7.1.4 Prove di swelling 

Gli idrogeli, se immersi in un ambiente acquoso, assorbono l’acqua e si rigonfiano fino al 
raggiungimento di dimensioni più grandi rispetto alle dimensioni originali. Attraverso le 
prove di swelling si determina il loro grado di rigonfiamento, espresso in termini percentuali. 
Maggiore sarà la quantità di acqua assimilata e maggiore sarà il peso rilevato, da cui è 
possibile ricavare il grado di rigonfiamento [231]. In Figura 7.12, vengono riportate le curve 
relative alla percentuale di swelling dei diversi reticoli polimerici degli idrogeli esaminati. Per 
tutti i campioni con una quantità maggiore di P550 si osserva sin da subito un rapido aumento 
dell’andamento delle curve in esame, sino ad un valore pari al 5% in media dopo 15 min, 
invece, i campioni con una quantità maggiore di P250 arrivano a quel valore di swelling dopo 
circa 480 min (8 ore). In particolare, il campione formato da 100% di P550 arriva al 5% di 
swelling dopo 2 min dall’immersione in acqua e il suo peso raggiunge un valore costante 
dopo circa 4 ore con una percentuale di swelling pari a 27%, mentre, il film formato da 100% 
P250 arriva ad un valore di 4.3% dopo circa 48 ore. Allo stesso modo, il campione costituito 
dal 40% di P550 e il 60% di P250 arriva ad un valore prossimo al 5% dopo circa 6 ore dalla 
sua immersione in acqua, raggiungendo un valore costante di 9.6% dopo circa 12 ore. 
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Dunque, il reticolo più idrofilo (100% P550) tende ad idratarsi subito, riuscendo ad inglobare 
al suo interno, dopo 400 min, una quantità di acqua superiore del 26% rispetto al reticolo più 
idrofobo (100% P250). 

 

 
Figura 7.12: Andamenti relativi alla % swelling nel tempo degi idrogeli costituiti da diverse 

percentuali di P550/P250. 

 
Dall’andamento riportato in Figura 7.13, si evince che il film costituito con solo P550 riesce 
ad inglobare più acqua, raggiungendo il plateau con un valore di swelling pari a circa 40,7% 
dopo 120 min dall’immersione in acqua. Il film costituito da solo P550, oltre ad essere più 
idrofilo, è anche quello che ha la maglia del reticolo più grande rispetto agli altri film e per 
tali motivi riesce ad inglobare una maggiore quantità di acqua in un tempo notevolmente 
ridotto rispetto agli altri. Se prendiamo in considerazione il film con il 20% di P250, la sua % 
di swelling arriva al plateau 90 min dopo rispetto al film con solo P550. Quindi, inserendo 
una modesta percentuale (20%) di monomero idrofobo P250, la quantità d’acqua che il film 
può inglobare si riduce di circa l’8%. Se consideriamo il film con la quantità massima di P250 
(40%), si ottiene un valore costante di % di swelling dopo 300 min (5 ore). Pertanto, 
maggiore è la quantità di monomero P250 più lentamente si arriva al valore stazionario di % 
di swelling e la quantità di acqua inglobata dall’idrogelo si riduce drasticamente (la differenza 
della quantità di acqua inglobata nell’idrogelo formato da solo P250 rispetto a quello 
costituito da solo P550 è di circa il 17,3 %). Infine, confrontando la curva relativa al 
campione formato da P550 e 25 phr di acqua con quella relativa allo stesso film ma senza 
acqua della Figura 5.10 si nota come il plateau viene raggiunto circa 90 min prima. Quindi, si 
può affermare che gli idrogeli costituiti da 25 phr di acqua riescono ad inglobare più 
velocemente l’acqua rispetto a quelli polimerizzati senza acqua. 
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Figura 7.13: Andamenti relativi alla % swelling nel tempo degli idrogeli costituiti da diverse 

percentuali di PEGDMA/PEGDA e 25phr di acqua. 

 

7.1.5 Ottimizzazione dei lavaggi degli idrogeli  
Le misure di assorbanza rappresentano uno strumento utile a capire se, durante la fase di 
swelling, si verifica il rilascio di alcune molecole capaci di inibire la crescita dei 
microrganismi. Se i polimeri o le loro componenti dovessero risultare tossiche non sarebbe 
possibile utilizzarli per l’intrappolamento dei microrganismi. Dalle misure di assorbanza 
ottenute, si riescono ad ottimizzare i lavaggi degli idrogeli affinché le possibili molecole 
rilasciate durante il processo di swelling vengano eliminate. 
Nella Figura 7.14 vengono riportati gli spettri dei campioni A e B prelevati dopo 120 min 
dall’immersione del film, costituito dal 100% di P550, in PBS e confrontati con lo spettro del 
campione C prelevato dopo 15 min dall’immersione dello stesso film in PBS. Si nota come gli 
spettri siano sovrapposti e che si rilevano dei valori di assorbanza tra 200 e 300 nm. Quindi, 
tutte le molecole che poi ritroveremo nella soluzione di lavaggio al termine della prova (dopo 
120 min) vengono rilasciate dal film già nei primi 15 minuti dall’immersione. In Figura 7.15 
sono visibili gli spettri dei campioni D prelevati dopo 15, 30, 60 e 120 min dall’immersione 
del film e anche in questo caso tra 200 e 300 nm vengono rilevate le concentrazioni delle 
molecole presenti. Tuttavia, poiché il PBS dei campioni D viene sostituito dopo 15, 30 e 60 
minuti, a 120 minuti il film ha subito più lavaggi, di conseguenza, la curva si presenta meno 
pronunciata. Questo andamento si nota già dal campione prelevato dopo 60 min, mentre il 
campione prelevato dopo 15 minuti è quello che mostra una concentrazione maggiore di 
molecole. I medesimi trend delle curve vengono confermati dalle soluzioni in cui viene 
effettuato lo swelling di altri idrogeli costituiti da diverse percentuali di P550/P250. 
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Figura 7.14: Spettri di diversi campioni di soluzioni di swelling del film P550 prelevati 

rispettivamente dopo 120 min (A e B) e dopo 15 min (C). 

 

 
Figura 7.15: Spettri dei campioni D delle soluzioni di swelling del film P550 prelevati dopo 15, 30, 

60 e 120 min. 

 
In considerazione del fatto che il fotoiniziatore (BAPO-OH) assorbe più o meno in 
corrispondenza di lunghezze d’onda che variano tra 200 e 450 nm, si è pensato di fare uno 
spettro del BAPO-OH diluito in PBS e le due curve ottenute sono mostrate in Figura 7.16. In 
dettaglio, la curva nera è lo spettro del BAPO-OH 0.1% (1 mg/ml) in PBS e quella rossa del 
BAPO-OH 0.01% (10-1 mg/ml) in PBS. Infatti, è noto che i fosfati del fotoiniziatore 
assorbono la luce tra 200-250 nm e gli aromatici intorno a 250-300 nm. Un accenno dello 
stesso andamento della curva viene comunque visto negli spettri dei campioni D (Figura 
7.15). 
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Figura 7.16: Spettri relativi al BAPO-OH in soluzione con il PBS  

 

7.2 Intrappolamento dei microrganismi negli idrogeli polimerici 
Nel prosieguo del lavoro si tratterà la biocompatibilità dei costituenti chimici del sistema 
polimerico e della loro efficienza di trattenimento dei microrganismi negli idrogeli 
fotoreticolati. In particolare, si valuterà la possibile inibizione della crescita dei microrganismi 
da parte dei monomeri P550 e P250 irraggiati e non irraggiati, mentre, si è deciso di non 
testare la possibile inibizione della crescita dei microrganismi a contatto con il BAPO-OH 
(fotoiniziatore) poiché è stata già appurata la biocompatibilità in un precedente lavoro  [232].  

 
7.2.1 Valutazione dell’inibizione della crescita dei microrganismi da parte dei monomeri 

P550 e P250 
Le prove di compatibilità tra P. fluorescens e i componenti del film polimerico, sia in 
presenza che in assenza di radiazione luminosa, sono state condotte su terreni solidi DMS1 
(terreno complesso) e M78 (terreno minimo), al fine di valutare se la crescita dei 
microrganismi è inibita allo stesso modo in entrambi i terreni utilizzati in tutte le prove (in 
M78 avviene la crescita in beuta nella prova di intrappolamento dei microrganismi e in 
camera di diffusione, mentre, in DSM1 vengono seminati i campioni prelevati e diluiti dalla 
camera di diffusione). Grazie a queste prove è stato possibile determinare l’effetto tossico dei 
monomeri sui microrganismi valutando la loro crescita a contatto con soluzioni di P550/P250, 
irraggiate e non irraggiate, diluite in PBS. Infatti, si vuole escludere la possibilità che i 
monomeri irraggiati possano generare specie inibenti la crescita dei P. fluorescens. 
In primo luogo è stato preparato un controllo positivo per verificare la crescita dei 
microrganismi sui terreni solidi utilizzati. In Figura 7.17 viene mostrata la crescita di P. 
fluorescens rispettivamente sui terreni solidi DSM1 e M78. Le piastre sono state fotografate 
dopo 24 ore dalla semina e si nota come su di esse sia cresciuta una patina uniforme di 
microrganismi. Per ciascuna condizione sperimentale sono state condotte 3 ripetizioni (viene 
riportata l’immagine di una sola). 
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Figura 7.17: Crescita di P. fluorescens su terreni DSM1 e M78. 

 

Nelle Figure 7.18 e 7.19 vengono riportate le immagini relative alle prove in cui i batteri, 
dispersi rispettivamente su piastre DSM1 ed M78, sono messi a contatto con un disco di carta 
dello stesso diametro degli idrogeli polimerici (25 mm) sul quale sono depositati 100 µL di 
monomero P550 al 50% in PBS, irraggiato o non irraggiato per 10 min con la stessa lampada 
usata per polimerizzare i film. Dove la soluzione di monomero e PBS è colata oltre ai dischi 
di carta, si nota un alone di inibizione della crescita dei microrganismi, in modo analogo sia 
nel caso di monomero irraggiato che non irraggiato. Pertanto, non vi è una sostanziale 
differenza di effetti sulla crescita dei batteri nelle due diverse condizioni sperimentali.  
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

Figura 7.18: Crescita di P. fluorescens sul terreno DSM1, a contatto con P550 irraggiato e non 
irraggiato. 
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Figura 7.19: Crescita di P. fluorescens sul terreno M78, a contatto con P550 irraggiato e non 
irraggiato. 

 

Le Figure 7.20 e 7.21, invece, mostrano le prove di valutazione dell’inibizione della crescita 
di P. fluorescens a contatto con il monomero P250 al 50% in PBS, non irraggiato e irraggiato 
per 10 min, nelle stesse condizioni sopra riportate. In questo caso l’inibizione dovuta al 
monomero depositato è più evidente di quella osservata per il monomero P550. Infatti, 
l’inibizione della crescita batterica dovuta al P250 segue il gradiente di concentrazione del 
monomero, mostrando un alone di inibizione, in cui non vi è crescita di microrganismi, in 
prossimità dei bordi del disco di carta dove il monomero si presenta in concentrazioni 
maggiori; i batteri crescono dove la concentrazione del P250 risulta essere via via sempre più 
bassa. Quindi, si può concludere che i due monomeri presentano un certo grado di tossicità 
per i microrganismi. In particolare, a parità di volume, il P250 ha una concentrazione di 
gruppi acrilici maggiore rispetto al P550 ed essendo proprio i gruppi acrilici la parte non 
biocompatibile dei due monomeri [233], si può giustificare in questo modo la maggiore 
inibizione della crescita di P. fluorescens da parte del P250.  
Inoltre, anche in questo caso non si osserva alcuna sostanziale differenza di effetti sulla 
crescita dei batteri nella condizione di irraggiamento rispetto a quella di non irraggiamento. 
Dunque, si può concludere che, irraggiando la soluzione contenente il monomero, la tossicità 
nei confronti dei microrganismi non cambia poiché non vengono generate specie inibenti la 
crescita di P. fluorescens. 
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Figura 7.20: Crescita di P. fluorescens sul terreno DSM1, a contatto con P250 irraggiato e 
non irraggiato. 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
Figura 7.21: Crescita di P. fluorescens sul terreno M78, a contatto con P250 irraggiato e non 

irraggiato. 
 

7.2.2 Valutazione del cut-off del reticolo polimerico per il trattenimento dei microrganismi 
Questa prova viene svolta in modo preliminare all’intrappolamento dei microrganismi 
all’interno della matrice polimerica. Lo scopo di questa prova è determinare il valore di cut-
off del reticolo polimerico dei film preparati. In Figura 7.22 viene mostrata la camera di 
diffusione montata come descritto nel paragrafo 4.3.3: nella cella di sinistra (rispetto alla 
scritta) viene introdotta la biomassa (P. fluorescens o R. mucilaginosa) risospesa in M78/ME 
e standardizzata ad un OD pari a 10 (corrispondente a 2.01⋅109 CFU/mL per P. fluorescens e 
2.19⋅108 CFU/mL per R. mucilaginosa), mentre a destra il terreno liquido M78/ME. 
Sono state condotte tre prove sperimentali utilizzando P. fluorescens come microrganismo, 
mentre, come film sono stati selezionati quelli costituiti dalle seguenti formulazioni: 100% 
P550 e 25 phr di PBS, 67% P550 con 33% P250 e 25 phr di PBS, 40% P550 e 60% P250. 
Come si è visto nelle prove di caratterizzazione degli idrogeli, aumentando la quantità di P250 
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le maglie del reticolo polimerico diventano più strette e quindi la velocità con cui i batteri P. 
fluorescens attraversano il film sarà minore.  
 

 
 

 
 

 
 

 
 
Figura 7.22: Camera di diffusione con soluzione di P. fluorescens in M78 nella cella di sinistra e solo 

M78 nella cella di destra. 

 

In Figura 7.23 viene riportato il grafico relativo agli andamenti delle CFU/mL nel tempo 
relativi ai tre idrogeli testati in camera di diffusione. In particolare, dopo 8, 24, 48 e 72 ore 
dall’allestimento della camera di diffusione sono stati prelevati 50 µL di terreno M78 dalla 
cella di destra, con cui sono state preparate delle diluizioni seriali, in seguito, disseminate su 
piastre contenenti il terreno solido DSM1. Le piastre sono state mantenute a 20 °C, e dopo 24 
ore dalla semina sono state contate le CFU/mL. Si nota come il film costituito dal 100% di 
P550 permetta ai microrganismi in soluzione nella cella di sinistra di attraversarlo e la loro 
presenza viene rilevata già dopo 8 ore (1.05 ± 0.32⋅105 CFU/mL). Infatti, si vede come nel 
tempo il valore delle CFU/mL aumenti fino a raggiungere un valore di 8.13 ± 3.23⋅108 
CFU/mL al termine della prova (72 ore dall’allestimento della camera di diffusione), 
superiore di circa il 70% rispetto a quello relativo ai due film formati dal 67% di P550 e 33% 
di P250, e dal 40% di P550 e 60% di P250, con valori di CFU/mL pari a, rispettivamente, 
2.37 ± 0.70⋅108 e 2.72 ± 0.82⋅108.  Quindi, nella prova in cui è stato impiegato il film 
costituito dal 100% di P550, circa il 40% dei microrganismi ha superato la barriera costituita 
dal film. Anche l’idrogelo costituito dal 40% di P550 e 60% di P250 non riesce a trattenere i 
batteri, infatti, circa il 13% dei microrganismi ha superato la barriera costituita dal suddetto 
film. L’idrogelo formato dal 67% di P550 e 33% di P250 ha, invece, un comportamento 
intermedio rispetto ai due prima citati. Infatti, mostra una quantità di CFU/mL decisamente 
maggiori, sia dopo 24 ore che dopo 48 ore, rispetto a quelle rilevate con il film costituito dal 
40% di P550 e 60% di P250, ma inferiori rispetto a quelle relative al film 100% P550 
(soprattutto dopo 8 ore e dopo 24 ore). Dunque, i batteri posti nella cella di sinistra  
attraversano i suddetti film e giungono nella cella di destra con velocità differenti e in 
concentrazioni proporzionali alla dimensione della maglia del reticolo dei film.  
Non essendo riusciti a trovare la composizione del film tale per cui i batteri vengano 
trattenuti, si è deciso di testare il lievito R. mucilaginosa, di dimensioni maggiori rispetto ai 
batteri di cui si è discusso precedentemente (P. fluorescens ha una lunghezza variabile tra 1.4 
e 2.2 µm e una larghezza di circa 0.9 µm [234], mentre R. mucilaginosa è pari a 6 µm) [224]. 
In Figura 7.24 viene riportata la camera di diffusione montata per eseguire le prove con i 
lieviti. I film testati, sono gli stessi utilizzati con P. fluorescens, ovvero 100% P550 e 25 phr 
di PBS, 67% P550 con 33% P250 e 25 phr di PBS, 40% P550 e 60% P250. 
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Figura 7.23: Andamenti delle CFU/mL di P. fluorescens nel tempo relativi ai diversi idrogeli. 

 

 
Figura 7.24: Camera di diffusione con R. mucilaginosa nella cella di sinistra e ME nella cella di 

destra dopo 72 ore dall’allestimento della prova. 

 
Nel grafico riportato in Figura 7.25, vengono messi a confronto i valori delle CFU/mL nel 
tempo relativi ai tre diversi film testati. Le prove con R. mucilaginosa sono state condotte 
seguendo la stessa metodologia impiegata per quelle con P. fluorescens.  
Anche in questo caso i trend seguiti dalle tre curve mostrano una relazione lineare tra 
dimensione della maglia del reticolo del film e CFU/mL. Infatti, nel film costituito dal 100% 
di P550, avente le maglie del reticolo più grandi, già dopo 8 ore si riescono a rilevare delle 
CFU/mL pari a 7.50 ± 3.54⋅102, mentre nel film con la maglia del reticolo più piccola (60% 
P250 e 40% P550), vengono rilevati i microrganismi solo dopo 72 ore con un valore di 
CFU/mL pari a 1.54 ± 0.46⋅105. Il film costituito dal 67% di P550 e 33% di P250, ha un 
comportamento intermedio. Durante la prova in cui è stato impiegato il film costituito dal 
100% di P550, si è notato che i microrganismi in soluzione attraversano il suddetto film sin da 
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subito  e al termine della prova (72 ore) si ha un valore di CFU/mL pari a 6.20 ± 0.28⋅106. 
Invece, il film costituito per il 60% dal monomero P250 e per il 40% dal monomero P550 non 
permette il passaggio dei lieviti fino a 48 ore. In questo intervallo di tempo, i microrganismi 
in soluzione con il terreno ME collocati nella cella di sinistra, non riescono ad attraversare il 
suddetto film, come è possibile osservare dal grafico in Figura 7.25.  
Per un confronto immediato in Figura 7.26 vengono riportati i diversi valori delle CFU/mL 
nel tempo relativi ai due microrganismi. Analizzando i dati ottenuti con i due diversi tipi di 
microrganismi si può concludere che i batteri del ceppo P. fluorescens attraversano i film in 
modo più copioso rispetto ai lieviti del ceppo R. mucilaginosa, infatti, essendo più piccoli 
riescono ad attraversare più facilmente le maglie dei reticoli polimerici degli idrogeli. In 
particolare, si conta un numero di CFU/mL di P. fluorescens maggiore di un ordine di 
grandezza rispetto ad R. mucilaginosa. Nelle prove in cui si è testato il film costituito dal 
100% P550, al termine della prova (72 ore), si rilevano 8.13 ± 3.23⋅108	 CFU/mL di P. 
fluorescens e 6.20 ± 0.28⋅106 CFU/mL di R. mucilaginosa; in quelle in cui si è esaminato il 
comportamento del film costituito dal 40% di P550 e 60% di P250, al termine della prova (72 
ore), si rilevano 2.72 ± 0.82⋅108	CFU/mL di P. fluorescens e 1.54 ± 0.46⋅105 CFU/mL di R. 
mucilaginosa. 

 

 
Figura 7.25: Andamenti delle CFU/mL di R. mucilaginosa nel tempo relativi ai diversi idrogeli. 
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Figura 7.26: Andamenti delle CFU/mL di P. fluorescens e R. mucilaginosa nel tempo relativi ai 

diversi idrogeli. 

 

7.2.3 Caratterizzazione degli idrogeli polimerici contenenti i microrganismi 
Una volta caratterizzati tutti gli idrogeli fotoreticolati, valutata la possibile tossicità dei 
monomeri irraggiati o meno con luce visibile nei confronti dei microrganismi scelti e 
sviluppato un test in camera di diffusione per valutare la capacità di trattenimento dei 
microrganismi da parte dei film, sono state condotte delle prove preliminari di 
intrappolamento dei microrgamisi. In particolare, gli idrogeli con i microrganismi intrappolati 
vengono opportunamente caratterizzati dal punto di vista della cinetica di reticolazione, 
tramite fotoreologia in tempo reale, nonché dal punto di vista delle proprietà termiche e 
meccaniche, tramite analisi DMTA. In questo modo, si valuta come la presenza dei 
microrganismi influisca sulle proprietà chimico-fisiche degli idrogeli. Infatti, mentre nelle 
formulazioni precedentemente preparate sono stati inseriti 25 phr di PBS, nelle seguenti prove 
nel suddetto tampone sono stati risospesi i microrganismi con un OD620 pari a 40. Vengono 
impiegati due diversi tipi di microrganismi unicellulari: P. fluorescens (batterio) e R. 
mucilaginosa (lievito). 
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7.2.3.1 Fotoreologia degli idrogeli contenenti P. fluorescens e R. mucilaginosa  

Durante le prove di fotoreologia condotte in questo paragrafo, vengono prodotti idrogeli 
contenenti microrganismi nelle medesime condizioni di quelli privi di microrganismi (100% 
P550; 80% P550, 20% P250; 67% P550, 33% P250; 60% P550, 40% P250). Dal confronto tra 
le cinetiche di reazione delle tre tipologie di idrogeli non si osservano significative differenze, 
inoltre, anche il valore del modulo elastico G’ è dello stesso ordine di grandezza (Figura 
7.27).  

 

 
Figura 7.27: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da 100% di P550 con 25 phr di PBS e 

100% di P550 con 25 phr di P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS.  

 

Lo stesso andamento delle curve G’ viene riscontrato per tutte le altre formulazioni di idrogeli 
(diverse percentuali in peso di P550/P250) testate.  

 
Nelle Figure 7.28 e 7.29 vengono rispettivamente riportati gli andamenti delle curve con 
diverse percentuali in peso di P550/P250 con 25 phr di P. fluorescens o R. mucilaginosa in 
PBS. È possibile osservare che, all’aumentare della quantità di P250 la cinetica di reazione 
diminuisce nello stesso modo mostrato in Figura 7.4 (Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli 
formati da diverse percentuali di P550/P250 e 25 phr di PBS). Quindi, è possibile concludere 
che la presenza dei microrganismi non influenza significativamente il processo di 
reticolazione. Tuttavia, si è provato a fotoreticolare senza introdurre nella formulazione il 
fotoiniziatore (BAPO-OH 0.2% wt), per valutare la capacità di entrambi i microrganismi di 
comportarsi come fotoiniziatori. La formulazione così preparata non ha subito reticolazione, 
quindi, si può affermare che P. fluorescens e R. mucilaginosa non agiscono da fotoiniziatori.  
In Figura 7.30 si mettono a confronto quattro curve relative agli idrogeli costituiti dal 67% di 
P550 e 33% di P250 riportate a titolo di esempio, poichè gli stessi andamenti sono stati 
osservati per tutte le altre formulazioni testate. 
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Figura 7.28: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da diverse percentuali di P550/P250 e 25 

phr di P. fluorescens in PBS.  

 

 
Figura 7.29: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da diverse percentuali di P550/P250 e 25 

phr di in PBS R. mucilaginosa. 
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Figura 7.30: Curve G’ in fotoreologia degli idrogeli formati da PEGDMA e PEGDA con 25 phr di 

PBS/P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS. 

 

7.2.3.2 Analisi DMTA dei campioni contenenti P. fluorescens e R. mucilaginosa 
Nel presente paragrafo viene riportata la caratterizzazione degli idrogeli contenenti i 
microrganismi tramite analisi DMTA. Nelle Figure 7.31 e 7.32 vengono riportate le curve 
relative al fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿 rispettivamente dei campioni costituiti da diverse 
percentuali in peso di P550/P250 con 25 phr di P. fluorescens e R. mucilaginosa in PBS. Si 
nota come all’aumentare della frazione di P250 il picco della curva 𝑇𝑎𝑛 𝛿 corrispondente alla 
temperatura della transizione vetrosa, si sposta verso valori più alti, confermando come il 
peso molecolare influenzi le proprietà meccaniche degli idrogeli fotoreticolati anche in 
presenza dei microrganismi. I valori delle temperature vetrose sono riassunti nella Tabella 
7.5, in cui appare evidente, confrontandoli con quelli ottenuti dai campioni privi di 
microrganismi, come la presenza di questi ultimi renda più gommoso lo stato fisico degli 
idrogeli. In particolare, gli idrogeli contenenti R. mucilaginosa presentano delle temperature 
vetrose decisamente più basse (Tg -4.2÷18.5 °C) sia rispetto agli idrogeli privi di 
microrganismi (Tg 7.4÷30 °C) che rispetto agli idrogeli contenenti P. fluorescens (Tg 4.7÷29 
°C). Quindi, tra le due tipologie di microrganismi, i lieviti tendono a rendere più gommoso lo 
stato fisico degli idrogeli. È probabile che il contenuto in acqua dei microrganismi influenzi la 
densità di reticolazione, in particolare, essendo il lievito R. mucilaginosa di dimensioni 
maggiori rispetto al batterio P. fluorescens, l’idrogelo risulta meno densamente reticolato. 
Dalla Figura 7.33 si nota che, se il tampone fosfato introdotto nella formulazione contiene P. 
fluorescens o R. mucilaginosa, il picco corrispondente alla transizione vetrosa è spostato 
verso temperature più basse. Inoltre, sempre in Figura 7.33 è possibile visualizzare come i 
valori delle G’ dei tre campioni, prima e dopo la transizione vetrosa, risultino tutti dello stesso 
ordine di grandezza (Tabella 7.6). I dati ottenuti mediante questa analisi mostrano che i 
microrganismi all’interno del reticolo non influenzano in modo rilevante le proprietà 
meccaniche della matrice polimerica, ma causano solo un abbassamento della Tg. Gli stessi 
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andamenti riportati in quest’ultima figura (Figura 7.33) sono stati riscontrati negli altri 
idrogeli, preparati con diverse quantità in peso di P550/P250 all’interno delle formulazioni 
che si è deciso di non riportare. 

 
Tabella 7.5. Valori della temperatura vetrosa relativi ai film con diverse percentuali di 

PEGDMA/PEGDA e 25 phr P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS/privi di microrganismi. 

Composizione film Tg [°C]   

P. fluorescens 

Tg [°C]    

R. mucilaginosa 

Tg [°C]    

 

100% P550 4.7 -4.2 7.4 

80% P550 20% P250 16.5 8.3 21.0 

67% P550 33% P250 23.0 15 23.5 

60% P550 40% P250 29 18.5 30 

 

 
Figura 7.31: Andamenti del fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿 dei campioni con diverse percentuali 

PEGDMA/PEGDA e 25 phr P. fluorescens in PBS. 
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Figura 7.32: Andamenti del fattore di smorzamento 𝑇𝑎𝑛 𝛿 dei campioni con diverse percentuali 

PEGDMA/PEGDA e 25 phr R. mucilaginosa in PBS. 

 

 
Figura 7.33: Andamento del modulo G’ e del fattore di smorzamento dei campioni costituiti dal 100% 

di PEGDMA Mn 550. 
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Tabella 7.6. Valori dei moduli G’ (prima e dopo Tg) degli idrogeli costitutiti dal 100% di P550 e 
25phr di P. fluorescens/R. mucilaginosa in PBS.  

Composizione film G’ [Pa] 

(prima Tg) 

G’ [Pa] 

(dopo Tg) 

100% P550  2.269⋅109 5.38⋅107 

100% P550 e 25 phr P. fluorescens in PBS 2.727⋅109 3.755⋅107 

100% P550 e 25 phr R. mucilaginosa in PBS 1.143⋅109 2.655⋅107 
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8. CONCLUSIONI E PROSPETTIVE FUTURE 
 
 
Con il presente lavoro di tesi si è approfondito una possibile applicazione di monomeri acrilati 
a base di PEG. In particolare, ci si è focalizzati sull’intrappolamento dei batteri P. fluorescens 
e dei lieviti R. mucilaginosa all’interno di un idrogel polimerico fotoreticolato ottenuto a 
partire da una miscela contenente diverse quantità di PEGDMA Mw 550 (P550) e PEGDA 
Mw 250 (P250), un fotoiniziatore (BAPO-OH) e un tampone fosfato salino (PBS).  
Anzitutto, dalla caratterizzazione degli idrogeli si è evidenziato come la fotoreticolazione di 
formulazioni, aventi tra loro diverse composizione di P550 e P250, ha permesso di creare 
reticoli con morfologia, proprietà meccaniche e capacità di rigonfiamento molto diverse. In 
particolare, gli idrogeli con maggiore concentrazione di P550 risultano essere più idrofili e 
gommosi, mentre quelli con una maggiore concentrazione di P250 generano idrogeli più 
idrofobi e con una dimensione inferiore delle maglie del reticolo. 
Inoltre, è stata testata la presenza di un tampone salino acquoso (PBS), durante il processo di 
reticolazione, fondamentale per il successivo intrappolamento dei microrganismi.  
La valutazione della biocompatibilità dei monomeri ha evidenziato la presenza di effetti di 
tossicità, in particolare da parte del monomero P250. Quindi, all’aumentare del peso 
molecolare dei monomeri la biocompatibilità diminuisce, probabilmente per l’aumento dei 
gruppi acrilici. In dettaglio, a parità di volume di monomeri, gli acrilati risultano essere più 
concentrati nel P250, pertanto, la causa dell’inibizione sulla crescita dei batteri potrebbe 
essere attribuibile proprio alla maggiore concentrazione degli acrilati nel monomero P250.  
Le prove condotte in camera di diffusione, hanno permesso di osservare un differente 
comportamento non solo in relazione alla dimensione del reticolo polimerico, ma anche al 
microrganismo testato. La velocità con cui i microrganismi, attraversano i film è direttamente 
proporzionale alla dimensione della maglia del reticolo, ed inversamente proporzionale a 
quella del microrganismo testato. Infatti, a parità di film, P. fluorescens, che presenta 
dimensioni inferiori (circa 1-1.5 µm) rispetto a R. mucilaginosa (circa 6 µm), attraversa 
l’idrogelo più velocemente. Ciò è particolarmente evidente nel film con le maglie del reticolo 
polimerico più strette (40% P550 60% P250): dopo 24 ore il numero di batteri che hanno 
attraversato il film è pari a 2.72 ⋅108 CFU/mL, mentre nel caso del lievito fino a 48 ore non si 
osserva il passaggio dei microrganismi, e solamente dopo 72 ore si rilevano 1.54⋅105 
CFU/mL. Nonostante le prove in camera di diffusione abbiano evidenziato il non completo 
trattenimento dei microrganismi, in particolare del batterio, si è deciso di effettuare i test di 
immobilizzazione, tenendo conto del possibile effetto di cross-linking [235].  
Quindi, la ricerca della soluzione a questo inconveniente apre nuovi scenari a futuri studi 
sperimentali. Si potrebbe utilizzare una combinazione di monomeri idrofobi organizzata in 
una struttura multilayer, con ottimizzazione di membrane esterne che facciano passare i 
nutrienti ma non i microrganismi, così da permettere all’idrogelo di adempiere allo scopo per 
cui è stato creato. Un’altra alternativa potrebbe essere quella di cambiare i monomeri 
utilizzati, cercando di intrappolare i microrganismi in matrici polimeriche naturali, come 
proteine (per esempio collagene), alginati e carragenine. 
I risultati ottenuti, tuttavia, consentono l’utilizzo dei lieviti R. mucilaginosa intrappolati in 
idrogeli polimerici per 48 ore. 
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