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Chapter 1
Selective Biorecognition on Polymer Surfaces: 
General Issues

Juan Rodríguez-Hernández and Aitziber L. Cortajarena

1.1  Biorecognition: Few Concepts

Biorecognition, or molecular recognition, can be defined as the process in which 
biological molecules interact. This process is the basis of all biological interactions 
and therefore a key to sustain living systems. In spite of the paramount importance 
of  these  processes,  the  answers  of many  questions  are  still  unresolved,  as  illus-
trated by Wilchek et al. [1]. For instance, how proteins can recognize other proteins, 
how receptors recognize specific ligands, or how antibodies recognize antigens has 
been the center of multiple studies but some of the molecular mechanisms of those 
interactions are not fully clear yet. The large amount of work developed in under-
standing biorecognition processes have been realized from different points of view. 
While several groups attempted to focus on protein–protein or protein–ligand inter-
actions from a biophysical and structural perspective, others focused on complex 
interaction networks involved in signal transduction pathways both in vivo and in 
vitro. Equally, protein–nucleic acid, protein–carbohydrate, protein–lipid, and even 
protein–solvent interactions have been investigated extensively. In spite of the mul-
tiple aspects that need further research, several aspects are currently understood and 
will be briefly described within this section.

Two key aspects of the biomolecular interactions are the binding affinity and the 
specificity. On the one hand, the affinity defines how tight is the interaction between 
two specific biological molecules and is characterized by a particular binding en-
ergy. The latter can be calculated by the combination of all the forces that contribute 
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to a defined interaction. Biomolecular interactions present a wide range of binding 
affinities. The binding affinity constant  (Kd)  inversely  related  to  the affinity can 
range  from fM-pM in  the systems with higher binding affinity  such as enzyme–
substrate  complexes,  biotin–avidin  system  to mM affinities  in weak  interactions 
usually related with transient complexes. Table 1.1 shows representative examples 
of the wide range of binding affinities in natural systems.

On the other hand, the binding specificity can be defined as the selectivity of one 
molecule for a ligand in preference to related ligand molecules. Binding specificity 
is fundamental for the maintenance of the balance of interactions within living sys-
tems. For instance, the cellular milieu is a complex media where many molecules are 
present; therefore, the binding specificity of the different elements is critical for the 
balance of the molecular interactions networks that preserve the cell homeostasis.

In a complex cell system, both the binding affinity and the binding specificity, 
together with the concentration of the different components of a simple interaction 
network, play interrelated roles that affect the final outcome.

For example, molecule A can bind in the same binding site either molecule X or 
molecule Y with a 100 times higher affinity for the molecule X (Kd 1 μM) (Fig. 1.1). 
One can encounter different situations just by changing the concentration of the two 
ligand molecules in the environment in which: (1) the A molecules only bind mole-
cule at equal concentrations of X and Y X; (2) the A molecules bind equally X and Y 
when the concentration of Y is 100 times the concentration of X; (3) the A molecule 
binds only molecule Y, even when the molecule A is more specific for X molecule if 
there is large excess of the molecule Y compared to X. This example illustrates the 
different regulation levels to modulate the complex biorecognition interactions. Ad-
ditional complexity might be incorporated by allosteric effects in which the binding 
of one ligand to a site results in a conformational change in the target molecule that 
modulates its affinity for a second ligand molecule.

In addition to the two important considerations described above, the understand-
ing of biorecognition interactions requires the evaluation of the nature of the inter-
actions. In effect, biorecognition is based on a variety of non-covalent interactions 
and  on  the  structure  of  the  biomolecules. Non-covalent  interactions  can  include 
H-bonds, dipolar interactions, electrostatic interactions, hydrophobic interactions, 

Table 1.1  Range of binding affinities in biomolecular interactions
Biomolecular interaction Interaction type Binding affinity (Kd) (M)
Avidin–biotin Protein–small molecule 10−15

Antibody–Antigen Protein–epitope (peptides, sugars, 
phospholipids, small molecules)

 < 10−7

Aptamer–cocaine DNA–small molecule 10−6

DNA–DNA DNA–DNA 10−7 (10 base pairs)
Glucose–concanavalin A Protein–sugar 10−3

Integrins–RGD and GFOGER 
sequences

Protein–peptide 10−5–10−3
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van der Waals forces, cation–π interactions, and π–π stacking. Moreover, usually 
the biorecognition processes are driven by a combination of a large number of dif-
ferent weak interactions between two molecules. Those interactions are therefore 
complex to predict, even if the energetics of the individual components is known. 
In addition to non-covalent interactions, shape complementarity has been evidenced 
to also take part in biorecognition processes [2].

Biorecognition interactions can be on one hand transient and very dynamic; usu-
ally  these  interactions are  involved in regulatory processes  in cells. On the other 
hand, these interactions can be very tight such as the interactions that hold the two 
strands of  the DNA double helix  together, even  though  it can also be opened by 
proteins  such  as  helicases  that  break  the H-bonds  between  the DNA  strands.  In 
general, biomolecular interactions are regulated by a subtle balance between many 
interactions.

The interactions exhibited between two biomolecules can also be defined as dy-
namic or static (Fig. 1.2). In static interactions the two molecules bind without a 
conformational change of any of  the components. In  this  type of  interactions the 
recognition site is shaped to specifically recognize a molecule, or molecules. On the 
contrary, dynamic interactions are more complicated and can comprise a variety of 
recognition modes. The common aspect is that the molecular recognition includes 
a conformation change. This can be a simple rearrangement of a binding pocket to 
accommodate the ligand or can be a more complex allosteric effect  in which the 
binding of the first ligand to one binding site induces a structural change that af-
fects the association of a second ligand to the same or another binding site. These 
allosteric effects can be positive, negative, double, triple, and include all the range 
of potential combinations.

A 

A 

A 

Y 

X 

X 

X 

[A] = constant 

Fig. 1.1  Biorecognition binding affinity and specificity. Molecule A binds two ligands X and Y 
with different affinities: Kd of 1 μM for molecule X and 100 μM for molecule Y. Even though the 
molecule A has significantly tighter affinity for molecule X, the fraction of A molecules bound to 
X or Y can change completely depending on the relative concentrations of the ligand molecules
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Here we want to present the fact that biomolecular recognition can be as simple 
as  the  recognition  between  two  base  pairs, which  occurs  in  the DNA  to  a  very 
complicated system that can lead to complex molecular machines made of multiple 
components such as the bacterial flagellar motor [3]. Nowadays and thanks to many 
years of research in the field of biomolecular interactions, studying the biophysics 
and  the  structural  basis  of  countless  interactions, we have  started  to  unravel  the 
great complexity of biorecognition.

1.2  Biorecognition Plays a Key Role in Living Systems

The complexity of biorecognition as mentioned before is all encoded in the natural 
living systems. Biorecognition is mediated for an array of different biomolecules, 
including nucleic acids, proteins, sugars, lipids, and small biomolecules. Therefore, 
all the cellular functions rely on biorecognition events. More over on the balance 
of many biorecognition events that take place at the same time in the intracellular 
environment and are all interrelated in a delicate equilibrium.

For  example  during  the  protein  biosynthesis  inside  cells,  the  different  amino 
acids are linked in a sequence to form protein chains that fold with a define struc-
ture that will encode a specific function. This complex process is carried out by the 

Fig. 1.2  Schematic representation of static and dynamic recognition mechanisms
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ribosome, a large biomolecule inside the cells composed at the same time by many 
ribosomal proteins and ribosomal nucleic acid (rRNA). The ribosomes recognize 
the messenger RNA sequence and translate it into a protein sequence. For this trans-
lation process the ribosome has to recognize in a concerted way many different mol-
ecules including coding mRNA, aminocyl tRNA molecules that carry the different 
amino acids, ATP molecules that provide energy, and different regulatory proteins 
such as initiation factors [4, 5].

Biorecognition processes vary in complexity and thus the investigation of such 
processes can be difficult. For instance, to illustrate this complexity we show a map 
of the protein–protein interaction network, or interactome of a simple multicellular 
organism, the worm Caenorhabditis elegans (Fig. 1.3). The figure shows the large 
number of potential interactions and the multiple interaction partners for each pro-
tein. In addition to the evident complexity of those biological networks of interac-
tions, there is an extra level of complexity encoded by different binding affinities 
and specificities and the dynamics of those interactions.

The complexity of all biomolecular interactions in a single cell, considering not 
only proteins but also nucleic acids, sugars,  lipids, and small molecules,  is enor-
mous, and the failure of one of these interactions might cause severe diseases, even 
death.

1.3  Application of Biorecognition to Synthetic Systems

Due to the large array of biorecognition interactions in vivo, we can take advantage 
of  a  broad  range of  to generate  synthetic  complex  systems with defined proper-
ties. More precisely, natural biorecognition  interactions can be selected based on 
the specific needs in terms of affinity, specificity, modularity, and dynamics of the 
interaction needed.  In addition, different biomolecules also give a selection win-
dow  for  experimental  conditions  in  terms of  temperature, pH,  and osmolarity  in 

Fig. 1.3  C. elegans inter-
actome map, showing 5500 
protein interactions among 
3000 proteins. Each dot 
represents a protein and each 
line between them represents 
a protein–protein interaction 
[6]
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which the selected interaction is stable. Finally, the key features of the biomolecular 
interactions can be modulated by design to generate biorecognition systems with 
optimized properties for particular applications [7–12].

The development of synthetic components with molecular recognition capabili-
ties  is a current center of  interest  for many different  targets. As will be depicted 
throughout this book, biomolecular scaffolds with molecular recognition elements, 
i.e.,  those  employed  in  synthetic  approaches,  can  be  classified  in  four  different 
types: proteins and peptides, nucleic acids, small organic molecules, and synthetic 
polymers [13]. Special scientific attention is currently being paid to these systems, 
and the technology of producing and improving novel molecular recognition ele-
ments is rapidly evolving [14–17]. As a result, today, specific biorecognition mol-
ecules have been adapted in different synthetic devices for different applications, 
including diagnostic  testing and biosensing.  In addition, such systems have been 
employed for therapeutic purposes by assisting drug delivery or modulating genetic 
expression [18–20].

1.4  Biorecognition at Surfaces

The biorecognition in biological systems is mostly in solution, but within the living 
systems there are many key recognition events that take place on immobilized sys-
tems such as the 2D biological membranes. The particular effects on biorecognition 
of  immobilized  systems need  to be considered  for  the  successful  applications of 
those systems. For example, one key problem of biorecognition on surfaces is the 
establishment of efficient mass transport between the bulk solution with the ligand 
and the surface with the recognition moiety. If the mass transfer is not efficient, a 
concentration gradient of the ligand will be generated in the solution. This effect 
needs to be considered for each system and will depend on the interaction affinity, 
the number of binding sites on the surface, and the concentration of the ligand in 
solution [21, 22].

Another limitation that would apply only for kinetic studies is the deviation from 
first order biding kinetics observed in the surface binding processes. These devia-
tions might be due to the heterogeneity of the immobilized binding sites and their 
orientation on  the  surface  [23]. The density of binding  sites  immobilized on  the 
surfaces  is  also  critical  and  should  be  considered when  using  biorecognition  on 
surfaces. High density of the ligands might induce avidity effects when multivalent 
ligands are used. The avidity of a multivalent interaction is the accumulated affinity 
of different interactions, and can be considered as a functional affinity. Avidity can 
be a problem to avoid, or an advantage to be used to convert a low affinity interac-
tion into a high avidity one.
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1.5  About this Book

Within this context, this book aims to provide a general overview of the strategies 
that can be employed  to prepare micro- and nanostructured polymeric substrates 
with biorecognition capabilities. In addition, we illustrate biorecognition processes 
occurring on surfaces, their particular features, and their potential applications.

Chapter 2 establishes the criteria from the point of view of the design of a par-
ticular platform introducing the major strategies that are discussed further in detail 
throughout the different chapters.

Chapter 3 focuses on the description of the molecules that can be incorporated 
into the platforms, and the basis of the distinct molecular biorecognition processes, 
including the development of affinity and specificity. This chapter establishes the 
basis for a knowledge-based selection of biorecognition molecules tailored for the 
different applications.

Chapter  4  describes  the  chemical  approaches  that  can  be  followed  to  anchor 
biomolecules to polymeric surfaces. In effect, chemical and physical approaches to 
modify polymeric surfaces to immobilize biomolecules are thoroughly described.

The following chapters are devoted to the fabrication of different structures and 
simultaneously biofunctionalization of such polymer surfaces in view of their use 
in biorecognition processes. In this concern, Chap. 5 introduces the preparation of 
gradient polymeric surfaces. In these surfaces, a particular variable varies gradu-
ally from one extreme to the opposite of the material. Micro/nanoscale structura-
tion, chemical functionality or surface mechanical properties are aspects that will 
be discussed  in detail. Finally,  this chapter describes how these materials can be 
fabricated in view of use in applications such as cell sensing.

Chapters 6 and 7 explore two closely related strategies to pattern polymer sur-
faces with micro- and nanometer scale resolution. On the one hand, Chap. 6 focuses 
on the description of the polymer replication techniques in which a master stamp is 
brought into contact with the polymer; as a result of the pressure applied, the poly-
mer adopts the form imposed by the stamp. On the other hand, Chap. 7 describes the 
lithographic approaches  including conventional  lithography and nonconventional 
(soft lithography or printing processes) lithography, electron beam lithography, and 
focused ion beam that allows the preparation of surfaces with topographies at the 
nanoscale.

Inkjet printing that enables the precise deposition of very small droplets of liq-
uids in a well-defined and user-controlled position of a particular substrate is de-
picted in Chap. 8. More precisely, in this chapter, the preparation of biorecognition 
surfaces by immobilization of DNAs, enzymes, or antibodies of various polymeric 
surfaces with high precision is analyzed.

Porous interfaces with controlled pore distribution and size have also been em-
ployed  for biorecognition purposes.  In Chap. 9,  a particular approach  to prepare 
porous surfaces with pores sizes ranging between 20 nm and 20 μm is described. 
The approach employed, known as Breath Figures, also permits the control over the 
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chemical composition of the pores and thus the precise immobilization of biomol-
ecules with biorecognition capabilities.

Chapter 10 describes the preparation of polymer brushes, i.e., the immobilization 
(covalent or not) of polymer chains onto surfaces. Polymer brushes can be designed 
to include different biorecogntion sites such as RGD or GFOGER sequences that 
enable the protein recognition. Moreover, cell adhesion and immobilization of pro-
teins is reviewed.

Using microfluidic systems with functional patterned surfaces is also an interest-
ing  strategy  to  construct  polymeric  platforms with  final  recognition  capabilities. 
Microfluidic devices have great potential  to be widely used as a great diagnostic 
technique of many diseases, especially in remote areas where well-equipped bio-
chemical  labs  and  trained  technicians  are generally not  available. A detailed de-
scription of microfluidic systems is provided in Chap. 11.

Colloidal structures arranged on polymeric surfaces can serve to create differ-
ent surface patterns. In Chap. 12, apart from the description of the fundamentals of 
formation of colloidal templates, a large number of the patterns analyzed involve 
biomolecules that can be precisely distributed.

Chapters 13 and 14 are devoted to sophisticated systems to obtain biorecogni-
tion platforms. Chapter 13 resorts  to  the preparation of a 3D polymeric structure 
prepared by using a target analyte acting as template, i.e., the so-called molecular 
imprinting. Upon copolymerization of  the monomer mixture,  the  removal of  the 
analyte provides binding sites which are complementary in size and shape to the 
analyte and thus allow their rebinding. This strategy, in comparison with other ap-
proaches, provides not only the selectivity due to the chemical functionality but also 
shape selectivity. Chapter 14 focuses on  the  tip-based strategies  to finely control 
the deposition of biomolecules using an atomic force microscopy (AFM) tip. This 
nanofabrication approach, also known as tip-based nanofabrication, is described in 
detail in three variations: dip-pen nanolithography, nanoshaving, and nanografting.

Finally, Chapter 15 presents an overview of the major issues that remain unre-
solved as well as the future trends for the development of more performant polymer 
surfaces with biorecognition capabilities. In particular, biocompatibility of the in-
terfaces, stability as well as binding specificity are current challenges that require 
further investigation.
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2.1  Introduction

The design  of  polymeric  biointerfaces  is  crucial  since  interfaces  [1] are directly 
involved  in  the  connection  of  a  synthetic material  and  a  particular  biomolecule, 
microorganism, or cell. A  large amount of work has been carried out  in order  to 
identify  those aspects  that need  to be considered during  the surface design. As a 
result of this effort, today it is generally admitted that parameters such as topology, 
surface morphology,  physical  structure,  chemical  and  biological  composition  as 
well as their particular distribution on the surface play a key role on the interaction 
with the biological environment.

In spite of  the  limited complexity  that can be achieved  in synthetic materials 
in comparison with  the  intricate  features  found  in nature and  that  can hardly be 
mimicked from a synthetic point of view, several innovative and challenging con-
cepts have been developed  in  the materials design. Recent advances  include  the 
preparation of nanoscale patterns in a controlled manner or the precision obtained 
by the surface modification approaches that, among others, allow the selective and 
sensitive detection [2–5]. Within this context, the aim of this chapter is to introduce 
and provide a general overview over the polymer surface characteristics that can 
be modified  from  a  synthetic  point  of  view  in  order  to  fabricate materials with 
biorecognition capabilities. The first section of this chapter will summarize the key 
features required for an engineered material to exhibit recognition and specificity in 
their interactions. The following sections will briefly introduce the main approach-
es to both functionalize and pattern polymer interfaces focusing on the most recent 
advances. It is out of the scope of this chapter to exhaustively cover the technolo-
gies but rather present the alternatives that will be developed in the corresponding 
chapters.
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2.2  Surface Design of Materials that Interact with 
Biological Systems

Even if it is already 20 years old, Ratner’s work counts among the pioneers in the 
engineering of biomaterials with recognition and specificity. The base was already 
established at that time but some issues still remain [6]. In their work, Ratner re-
ported the criteria that a material need to satisfy in order to be of potential interest 
in biorelated applications. These criteria included the design of receptor-based rec-
ognition reactions, the appropriate characterization of the material, the presence of 
recognition sites with high specificity, or the absence of nonspecific interactions. In 
addition, the materials employed should be reasonably robust (sterilizable and stor-
able) and should be manufacturable in view of a commercial development.

Polymers  are  excellent  candidates  as  biomaterials  for  different  reasons.  First, 
they  can be manufacturable  and  exhibit  a wide variety of mechanical  properties 
from rigid to rather soft  thus being adaptable to the final material application. In 
addition, they can be robust and can be sterizable and storable. Finally, as depicted 
below, commercially available inert polymeric materials can be functionalized in 
multiple ways thus providing a wide range of opportunities to finely tune the sur-
face chemistry. For instance, the immobilization of a biomolecule to the surface of 
a polymer has been evidenced to provide specificity to biomaterials [7]. Proteins, 
active peptide sequences, carbohydrates, and DNA have been either covalently or 
non-covalently anchored to polymer surfaces. Moreover, different approaches can 
be employed to prepare surfaces that inhibit nonspecific interactions, for instance by 
modifying the surface with fluoropolymers, silicones, hydrogels, or poly(ethylene 
oxide) among others [8].

Equally, the rapid advances in the field of microtechnology and nanotechnology 
have constantly overcome  the  limits of  the patterning  techniques  and permit  the 
structuration of surfaces at the nanometer scale. Precise patterning of biomolecules 
on surfaces with nanometer resolution is currently a center of interest in view of its 
potential use in a wide variety of applications such as molecular diagnostics or the 
fabrication of nanobiochips and nanobiosensors but also may offer unique opportu-
nities to perform fundamental studies in molecular and cell biology.

In summary, as depicted by Alves et al. [9], the great versatility of polymer sur-
faces  allows us  to  prepare  surfaces with  a  variable  chemical  composition,  prop-
erties, and processing  techniques. As a consequence,  there are multiple available 
techniques that permit to vary the spatial arrangement of chemical and topographic 
moieties (Fig. 2.1). We can distinguish between changes perpendicular to the sur-
face (i.e., the Z-direction) or in the surface plane ( X–Y direction). Variations per-
pendicular to the surface include the treatments to vary the topography of the inter-
face either increasing the surface roughness (i.e., patterning with random structural 
motifs) or patterning in an ordered manner introducing regular motifs. In addition 
to variations on the surface  topography the surface chemical composition can be 
equally modified  by  using  different methodologies. Hence,  layer  by  layer  depo-
sition, attachment of chemical or biochemical compounds or grafting macromol-
ecules with  smart  capabilities or  including biomolecules are among  the methods 
employed to modify the surface chemical composition (see following sections).
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Besides,  changes  can be  introduced along  the X–Y  direction,  i.e.,  precise dis-
tribution of both the topographical motifs and functional molecules on the surface 
plane at different length scales ranging from nanometers to millimeters or even the 
formation of gradient polymer surfaces.

This chapter will then be devoted to introduce of the approaches existing in order 
to chemically modify polymer surfaces and also to provide a short overview over 
the most significant methodologies that are available to control the topography and 
the  surface distribution of  the biomolecules. These aspects  are  the center of  this 
book and will be thoroughly discussed in the corresponding chapters.

2.3  Specific Functionalization of Surfaces and Precision 
Immobilization

The surface of a particular template, in order to be employed in biorelated applica-
tions,  requires  the control of  the surface chemical composition.  In general, com-
mercially  available  polymeric materials  are  hydrophobic  and  usually  inert.  This 
limits their use since, even though the bulk properties are the appropriate biological 
processes need of particular interfaces. Moreover, the most basic approach that syn-
thesizes surfaces exhibiting specificity and recognition involves immobilization of 
biological molecules at the surface of a biomaterial [6].

General approaches to modify the surface of a polymer are depicted in Fig. 2.2. 
In  general,  independent  of  the  approach  employed,  three  different  steps  are  re-
quired. The first step is related to the selection of a particular polymer depending 

Fig. 2.1  Possibilities  to  vary  both  surface morphology  and  chemistry  of  polymer  surfaces  by 
producing changes either on the Z or the X–Y direction. (Reproduced with permission from [9])
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on  the mechanical  properties  searched  that  depends,  in  turn,  on  the  final  use  of 
the material. Provided that the polymer has the required mechanical properties, the 
surface requires an additional functionalization step. Finally, the functional groups 
created at the surface are employed to anchor the bioactive compound (BAC) using 
different alternatives. Among others, Fig. 2.2 describes the use of organic chemistry 
to covalently anchor the compound, the immobilization by means of electrostatic 
interactions or the use of grafting-from polymerization techniques.

There is a broad literature devoted to the different approaches that can be em-
ployed to immobilize BACs [1, 9–25]. It is outside of the scope of the chapter to 
include an exhaustive  summary of  the approaches  reported but we aim  rather  to 
provide a general overview of this field focusing on those methods that are currently 
most extended.

2.3.1  Surface Treatments to Chemically Modify the Polymer 
Interface

Initial methods of surface functionalization focused on the increase of, among oth-
ers, wettability and adhesion of hydrophobic interfaces. Among these approaches, 
flame or corona treatments have been extensively employed to create hydrophilic 
functional groups at the interface [26]. Nevertheless, two main drawbacks have lim-
ited their use for biorelated applications. First of all, these functionalization meth-
ods are generally difficult to reproduce; upon the surface treatment, the composition 
is a mixture of different chemical functional groups  that may vary depending on 

Fig. 2.2  Illustrative approaches  to  immobilize bioactive compounds (BACs) using  (i) covalent 
anchoring, (ii) electrostatic immobilization of polyelectrolytes, or (iii) grafting from the surface 
functional groups
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the duration of the treatment; and a control over the density of functional groups 
at the surface is difficult to achieve. Later efforts were thus focused on the control 
over these three parameters. As a result, today there exist several approaches that 
improve, at least to some extent, these initial methods.

Wet Chemical Surface Modifications  Wet  chemical  treatments  refer  to  those 
approaches in which a liquid reagent is brought in contact with the surface to be 
treated. Typically, a strong acid or base is employed to create oxygen containing 
groups. Among  the  acids,  employed  chromic  acid,  potassium  permanganate,  or 
mixtures of different acids (e.g., chromium trioxide-sulfuric acid) have been used to 
treat PP [22, 27] or PE [14, 28, 29]. Strong bases are able to modify polymers such 
as poly(methyl methacrylate) (PMMA) producing carboxylic functional groups at 
the surface [30]. Other wet treatments include the use of aminolysis [11, 31] to cre-
ate primary amines on different polyurethanes, polysaccharides, poly(lactic acid), 
or PMMA  [32]  or  the  use  of  elementary metal  (e.g.,  sodium  to  generate  double 
bonds in polytetrafluoroethylene (PTFE) materials) [19].

Wet  treatments  are  interesting  to  treat  surfaces with  particular  surface  shapes 
and geometries in which the liquid compound could penetrate. However, two main 
drawbacks need to be considered. On the one hand, the reproducibility is largely 
dependent on  the polymer employed and  its molecular characteristics (molecular 
weight, polydispersity, and crystallinity). On the other hand, the use of hazardous 
chemicals limits its expansion from a laboratory into an industrial scale [33].

Self-Assembled Monolayers  Self-assembled monolayers  refer  to  the  immobili-
zation of organosilane derivatives onto  inorganic substrates by chemical reaction 
and simultaneous formation of a self-organized silane monolayer. In this approach, 
the  hydroxyl  groups  of  a  particular  inorganic  surface  (glass,  silicon wafers)  are 
employed  to  covalently  anchor  chlorosilanes  (Fig.  2.3).  The  large  variety  of 
chrolosilanes  commercially  available  allows  us  to  prepare  surfaces with  a  large 
variety of functional groups  (–R). Several extensive reviews cover all the aspects of 
self-assembled monolayer ranging from formation to the final application [34, 35].

Surface Polymer Coatings  Different approaches that were developed during the 
past provide a large range of methods, these days, to deposit coatings on polymer 
surfaces for biomedical purposes. For instance, coatings have been deposited from 
the vapor phase by using laser-based processes [37], plasma [38, 39] and hot fila-
ment polymerization [40] as well as chemical vapor deposition (CVD) polymeriza-
tion [41, 42].

A particularly  interesting approach  is  the preparation of bioactive surfaces by 
means of reactive coatings [43–45]. Reactive coatings permit the functionalization 
of polymeric surfaces with a rather broad variety of chemical groups allowing the 
immobilization of different biomolecules such as proteins [46] and sugars [47].

Plasma Treatments  Plasmas have been defined as the fourth state of matter and 
consist of highly excited atomic, molecular, ionic, and radical species [48]. Plasma 
is  typically obtained when gases are energized  into energetic states by radio fre-
quency  (rf), microwave,  or  electrons  from a  hot-filament  discharge. Plasma  is  a 
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highly unusual and reactive chemical environment in which a lot of plasma–surface 
reactions occur. The high density of ionized and excited species in the plasma can 
change  the  surface properties  of  normally  inert materials.  In  this  sense,  depend-
ing on the gas employed, different surface properties, e.g., surfaces with variable 
surface energy and chemical surface composition, can be obtained. For  instance, 
oxygen plasma treatments increase the surface energy of polymers, whereas fluo-
rine plasma treatments decrease the surface energy of the polymer treated. Thus, a 
control over the plasma treatment allows us to obtain materials with surface ener-
getics, which improve the adhesion strength, surface and coating properties, or bio-
compatibility. Moreover,  the use of a gas is particularly interesting to provide an 
effective surface modification in materials with complex shapes, can be monitored 
quite accurately using in situ plasma diagnostic devices and, therefore, are rather 
reliable, reproducible, and relatively inexpensive.

As mentioned later, the surface modification needs to be accompanied of a par-
ticular chemical distribution. This requirement has associated the use of patterning 
techniques. Plasma techniques are compatible with masking techniques to enable 
surface patterning [11, 12], a process that is commonly used in the microelectronics 
industry.

Photon Irradiation  Photon irradiation includes the use of UV or IR sources either 
to create chemical and physical surface changes or when the applied power increases 
to induce the ablation of the material. Surface chemical modification using photons 
has been largely employed to produce chemical changes. For instance, irradiation 
of PTFE with ArF laser provokes the surface defluorination and oxidation [49]. In 
the case of other polymers, such as poly(ethylene teretphtalate), large deoxidation 
is observed upon loss of CO and CO2 [49] whereas in polypropylene, intense oxi-
dation is observed even using rather soft conditions producing oxygen containing 
functional groups upon UV laser irradiation in ozone [50]. Finally in polyimides, 
surface degradation as a consequence of a complete denitrification was observed at 
higher fluence using UV-pulsed irradiation [51].

Fig. 2.3  Formation of self-assembled monolayers on silicon wafers. (Reproduced with permission 
from [36])
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Ion-Beam Modification of Polymer Surfaces  Ion-beam irradiations of polymers 
have associated different types of chemical reactions: reduction, oxidation, cross-
linking, ion-implantation, loss of heteroatoms, and loss of aromacity via ring open-
ing [26, 52]. The frequency of each reaction largely depends on the experimental 
conditions  such  as  type  of  ions  and  the  energy  employed  for  the  treatment,  the 
nature of the polymer to be modified, or the beam dose. It has to be mentioned that 
ion beam modifications have been also employed to create textures and patterns on 
polymer surfaces that should improve the adhesion among others. For this reason, 
this method has been extensively used with fluoropolymers with low surface energy 
and poor adhesion.

One  of  the  key  points  to  be  considered  in  this  approach  is  the  nature  of  the 
polymer, which  is  an  important  factor  in  determining  the  product  of  the  surface 
modification. In effect, the same treatment conditions employed for two different 
polymers may produce completely different results. For example, oxygen and argon 
ion bombardment of polystyrene and polypropylene causes oxidation and partial 
crosslinking, whereas in the case of poly(ethylene terephthalate) crosslinking oc-
curs to a larger extent in comparison with oxidation [53, 54].

Surface Segregation of Polymeric Additives  Surface segregation  is a phenom-
enon  common  to  all  classes  of  materials.  From  the  thermodynamical  point  of 
view, segregation phenomena are driven by the tendency of the system studied to 
decrease  its  enthalpy  through,  for  example,  lowering  the number of  unfavorable 
bulk contacts. Additionally to enthalpy, in polymeric melts, entropy can also serve 
as a significant additional driving force for surface segregation [55–57]. The pres-
ence of a surface introduces a boundary condition that reduces the number of total 
configurations available to the chain and hence the entropy of the system. There-
fore, chain ends preferentially segregate to the surface in absence of strong interac-
tions [58, 59], and lower molar mass components are preferentially oriented to the 
surface in bimodal polymer blends as well [60]. On the other hand, the energy of 
the functional groups present in the chain has an influence on the segregation pro-
cess. Examples can be found in the literature where, for example,ω−functionalized 
polystyrene showed a large surface excess of chain ends for materials terminated 
with low surface energy groups such as fluorocarbons [60], but a surface depletion 
of ends for systems terminated with carboxylic [61] or amine groups [57, 62].

2.3.2  Alternatives to Immobilize Depending on the Nature 
of the Chemical Bonds Involved

Depending on the nature of  the interactions established between the biomolecule 
and the functionalized surface, three different alternatives can be employed to im-
mobilize them (Fig. 2.4). When both surface and biomolecule possess charged func-
tional groups, for instance, in an aqueous solution at a particular pH, electrostatic 
interactions (A) can be employed to immobilize them both on surfaces with oppo-
site similar surface charge. For the latter, an intermediate, typically a divalent ion, 
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needs to be immobilized first. Conjugation, i.e., taking advantage of selective inter-
actions between two biomolecules, can serve equally to immobilize biomolecules 
on surfaces (B). An illustrative example is depicted in Fig. 2.4. In this case, Avidin 
is immobilized onto a support and selective recognizes and attach Streptavidin. Fi-
nally, the third approach consists of the coupling of a biomolecule to a functional 
surface by covalent chemical reaction (C).

2.3.2.1  Immobilization Using Electrostatic Interactions

Non-covalent attachment of BACs is generally accomplished by either hydropho-
bic interactions, physical entrapment, or by electrostatic interactions as depicted in 
Fig. 2.4. Concerning the case of electrostatic interactions, for instance, Xu et al. [63] 
studied the protein adsorption and cell adhesion on charged (cationic and anionic) 
2-methacryloyloxyethyl phosphorylcholine (MPC) copolymer surfaces. Similarly, 
opposite electrostatic interactions have been successfully employed to anchor nega-
tively charged DNA, protein complexes or positively charged proteins onto either 
protonated amine functionalized surfaces or negatively charged supports,  respec-
tively [21, 24, 64–66]. In addition to the immobilization of the oppositely charged, 
a particular  interesting strategy has been developed by Vega et al.  [67]  in which 
carboxylate-rich tobacco mosaic virus (TMV) has been immobilized onto carbox-
ylic acid functionalized monolayers. For this purpose, the authors first immobilized 
divalent Zn ions onto the carboxylic acid groups at the surface and next, they at-
tached the TMV, at the surface.

Successive deposition of multiple polyelectrolyte layers has also been employed 
to modify polymer surfaces. The layer-by-layer (LbL) technique was reported first 
by  Decher  et  al.  for  the  fabrication  of  polymer  multilayers  constructed  mainly 
through electrostatic interaction [68–75]. The scope and applicability of this LbL 
assembly has been largely extended due to the possibility to introduce molecularly 

Fig. 2.4  Types of interactions involved in the biomolecule immobilization. Non-covalent: electro-
static (a) and affinity interactions (b). Covalent attachment of bioactive compounds (BACs) (c). 
(Reproduced with permission from [33])

 



192  Patterning and Functionalization of Polymeric Surfaces

regular conformations of polymers or proteins within the layers and by employing 
weak  interactions such as biological  recognition  [76]. More precisely, Matsusaki 
et al. [77] reported the preparation of multilayers based on fibronectin (FN) using 
biologically specific recognition (Fig. 2.5). FN is a highly flexible multifunctional 
glycoprotein and is well known to interact with not only a variety of ECM proteins 
and glycosaminoglycans (GAGs) such as collagen, gelatin, heparin, and fibrin, but 
also the integrin receptor on the cell membrane.

2.3.2.2  Immobilization Using Electrostatic Interactions

A particular  case of non-covalent  interactions  is  related with  the employment of 
affinity  interactions  between  a  pair  of  ligand-receptor  molecules  to  modify  the 
chemical composition of the surface. Biotin-Avidin and Streptavidin-Biotin com-
plexes are among the most extended pairs employed due to their particularly strong 
binding force compare with other non-covalent forces [78] and the highly specific 
molecular  recognition  interaction  between  both  biomolecules  [79].  For  instance, 
Haussling et al. studied the chemisorption of biotin-functionalized organic mercap-
tans on gold surfaces that were able to recognize streptavidin from aqueous solu-
tions [80]. Equally, Hyun et al. [79] took advantage of the Dip-pen nanolithography 
to immobilize biotin onto chemically activated self-assembled nanopatterns. Strep-
tavidin was  subsequently  attached  to  biotin  providing  a  nanostructured  platform 
with biorecognition capabilities.

2.3.2.3  Covalent Immobilization on Functionalized Surfaces

In the literature, two main approaches have been employed to anchor a biomolecule 
onto a polymer surfaces. The simplest case concerns an initial surface modification 

Fig. 2.5  Schematic illustration of the layer-by-layer ( LbL) assemblies construction using biologi-
cal recognition. Fibronectin (FN) and gelatin (FN domain interactive protein) were selected for 
biological recognition assemblies. (Reproduced with permission from [77])
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that can be directly employed to covalently anchor molecules or macromolecules 
onto the functional groups present at the surface (see Fig. 2.6). This immobilization 
requires specific functional groups at the surface, able to react with those present 
in the compound to be covalently attached. Typical functional groups employed to 
introduce biomolecules, include thiols, carboxylic acids, hydroxyl, primary amines, 
or aldehydes. Moreover, these coupling reactions are typically carried out by using 
crosslinking agents  that  favor  the anchoring  reaction  to occur with higher yields 
[33, 81, 82] or by employing click chemistry reactions [83].

An  extensively  employed  approach  takes  advantage  of  UV  treatments  to  in-
troduce  functional groups  in different polymers. For  instance, UV  irradiation on 
PMMA has  been  employed  to  create  carboxylic  acid  functional  groups  that  can 
react by primary amines by means of standard amide formation chemistry. In par-
ticular, Situma et al. [84, 85] have employed this strategy to fabricate DNA arrays 
for the detection of low abundant point mutations. Similarly in the case of polysty-
rene, UV treatments activate the surface and can be further employed to immobilize 
biomolecules such as proteins and enzymes [86].

An alternative to the direct chemical reaction or a single bioactive molecule by 
using orthogonal chemistry on functional polymer surfaces concern the case of the 
use of the surface functional groups to covalently anchor macromolecules thus lead-
ing to what is known as “polymer brushes.” Even though it is possible to fabricate 
polymer brushes by physisorption  [88–92],  generally,  the  fabrication of polymer 
brushes is accomplished by covalent immobilization of the polymer chains. Poly-
mer brushes are immobilized onto polymeric surfaces either by using grafting-from 
or grafting-onto methodologies [93]. In the grafting-to approach, end-functionalized 
macromolecules react with an appropriately functionalized substrate. On the con-
trary, the grafting-from approach consists of the polymerization from immobilized 
functional groups or initiators present at the polymer surface. The latter permits the 
elaboration of brushes with higher  chain density  and controllable polymer chain 
lengths when  using  controlled  polymerization  techniques  such  as ATRP,  RAFT, 
or TEMPO. The functionalization can be achieved by the following two different 
strategies, i.e., by direct grafting of functional monomers incorporated during the 
polymerization step or by post-derivatization of the grafted chains.

An alternative to the surface treatments consists of the use of a functional poly-
mer  to  prepare  the material  that will,  thus,  contain  functional  groups  at  the  sur-
face (see Fig. 2.6). These functional groups can be further employed to  immobi-
lize the biomolecule by direct chemical reaction or by the introduction of a linker. 
Polymers  that  inherently possess  reactive groups  include hydroxyl-funcionalized 
polymers such as poly(hydroxyethyl methacrylate), [94] poly(vinyl alcohol) [95], 
or  poly(propylene  fumarate)  [96],  carboxylic  acid  containing  polymers  such  as 
poly(1-(2-carboxyethyl)pyrrole) [97] and polyethylene terephthalate (PET) [98].

In some situations, the presence of the interface limits the yield of the immobili-
zation reaction. In these cases, the use of a spacer or linker may favor the covalent 
attachment of the bioactive molecule. Moreover, a second advantage of tethering 
a BAC is related to the improvement of the bioactivity. In effect, tethering reduc-
es steric hindrance and shields the effect of hydrophobic surfaces that have been 
demonstrated  to  induce  denaturation. A broad  literature  has  been  devoted  to  the 
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Fig. 2.6  Modification strategies for the incorporation of bioactive compounds ( BACs) onto syn-
thetic polymer surfaces. (Figure adapted with permission from [87])
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study of the influence of the linker on the biorecognition processes. Typically, link-
ers are bifunctional molecules with identical or different chemical groups. As an ex-
ample, polypeptides can be immobilized via their N-termini onto aminated surfaces 
by using  a  glutaraldehyde  as  a  spacer  [99, 100]. Similarly,  diisocyanates  can be 
employed to attach polypeptides onto hydroxyl-functionalized surfaces [101–103]. 
In summary, Fig. 2.7 provides a general overview of the coupling chemistries that 
can be employed to immobilize a particular RGD sequence onto a linker [87].

In some cases, the surface functional groups require an additional modification 
step in which particular chemical groups are immobilized onto the polymeric sur-
face. The  latter will  serve  to attach  the biomolecule. As an example of  this pro-
cedure  in Fig. 2.8,  the strategy employed by Sun and Önneby is depicted. These 
authors first hydrolyzed the surface of a polycaprolactone (PCL) by using aqueous 
sodium hydroxide,  thus  leading  to a modified surface composed of a mixture of 
hydroxyl and carboxylic acid groups. In a second step, the selective modification 
of the carboxylic acid groups by using coupling agents, enabled the modification 
of  the  surface with  a  thiol-end  terminated RGD peptide.  [104]. A  recent  review 
extensively covers the chemical methods indicating that they can be employed to 
functionalize polymer interfaces using small binding motifs [87]. More precisely, 
they classify  the approaches depending on  the polymeric material employed,  the 
functional group present at the surface, and the mode of introduction.

Fig. 2.7  Coupling chemistries employed for attachment of cell-binding peptides onto a surface or 
to a linker prior to surface attachment. (Reproduced with permission from [87])
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2.3.3  Immobilized Molecules and Applications Pursued

There exists a large variety of BACs depending on the final application of the in-
terface. Some of the most relevant and recently reported biomolecules immobilized 
in polymer surfaces and their potential applications are included in Table 2.1.Thus, 
immobilization  of  enzymes  [105–110]  has  been  employed  to  prepare  biosensors 
[19],  bioreactors  [111,  112],  or  microanalytical  devices  [113].  Oligonucleotides 
immobilized  on  surfaces  [114–116]  have  been  demonstrated  to  be  useful  in  the 
preparation of DNA microarrays [18, 85] and biosensors [117]. Peptides [12, 100, 
118] and antibodies [119–123] exhibit interesting properties for the elaboration of 
biosensors [124],  in  tissue engineering [100, 125], or for  the preparation of anti-
microbial surfaces [126]. Finally, polysaccharides [127, 128] due to their role on 
cell to cell recognition processes have also been largely employed as a model for 
biorecognition processes [129, 130], the preparation of antimicrobial surfaces [20, 
131], or to prepare hemocompatible materials [132, 133].

2.4  Approaches for Surface Patterning

Advances  in micro-  and  nanofabrication  offer  unique  opportunities  to  construct 
nanoengineering structures with dimensions in the nanoscale, i.e., below 100 nm. 
Today, a variety of nano- and microfabrication approaches are available that have 
largely  contributed  to  fulfill  the  requirements  for  a multitude  of  applications  in 

Fig. 2.8  Surface  carboxylation of polycaprolactone  (PCL) via base hydrolysis  and  subsequent 
attachment of cell-recognizing peptide. HS thiol, RGD arginine-glycine-aspartic acid (Reproduced 
with permission from [104])

 



24 J. Rodríguez-Hernández

the field of nanobiotechnology [13, 21, 190–205]. As a consequence of the large 
amount of techniques and methods reported to fabricate nanostructured polymer in-
terfaces, a general classification is admitted dividing them into two main categories: 
“Top-down” and “bottom-up” methodologies. As defined by Biswas et al. [206], a 
top-down approach corresponds to “using nanofabrication tools that are controlled 
by external experimental parameters  to create nanoscale structures/functional de-
vices with  the desired shapes and characteristics  starting  from  larger dimensions 
and reducing them to the required values.” On the other hand, they defined bottom-
up approaches as  those  that pretended to have “molecular or atomic components 
built up into more complex nanoscale assemblies or directed self-assemblies based 
on complex mechanisms and technologies.”

A large amount of literature can be found covering the fabrication approaches 
following these two different methodologies. The following chapters of this book 
are intended to provide a precise and brief overview of different alternatives that 
have been employed to fabricate structured and functional platforms with potential 
in biorelated applications and in particular for biorecognition purposes. Herein, we 
will limit our discussion to briefly summarize the most recent techniques giving a 
rather large overview of the techniques available.

Table 2.1  Biomolecules  immobilized  onto  surfaces  and  potential  applications  of  the  resulting 
surfaces
Immobilized recognition molecule Applications literature
Polysaccharides Protein [129, 130, 134] and molecular recognition pro-

cesses [135], cell-adhesion [136], cell patterning, tissue 
engineering [137], fabrication of biosensors [138], 
separation of stereoisomers [139], diagnosis [140].

Enzymes Biosensors [19] and sensing [141, 142], microana-
lytical devices [113], antimicrobial packaging [143], 
catalysis [144] and bioreactors [145], treatment of 
environmental pollutants [146] and biofuel cells [147]. 
See also [148–150]

Peptides and proteins Elaboration of biosensors [124], protein-based diag-
nostics and therapeutics [17], immunoassays,[151] 
protein [152] and cellular microarrays [153], restricted 
cell attachment [154], spatially controlled cell adhesion 
[155]

Antibodies Immunoassay chip [16, 123, 156], immuno [157, 158] 
and biosensors,[23, 159] protein recognition [160], 
specific cell adhesion [161], generation of functional 
nanoarrays [162]

Aptamers Biosensors [163–169], clinical diagnostics [170–175], 
biomolecules detection [176, 177], artificial recep-
tors [178] controlled cell catch and release [179], cell 
targeting and imaging [180]

Oligonucleotides Preparation of DNA microarrays [18, 85, 181, 182] and 
biosensors [117, 183–186], biochips for disease diag-
nosis [187], recognition, control de bacterial expression 
[188], attach nanoparticles [189]
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2.4.1  Lithography: Recent Advances

Lithography is probably the most extended top-down approach to generate micro- 
and  nanostructures  on  polymer  surfaces  [207].  Lithographic  approaches  include 
various alternatives such as photolithography, soft-lithography, beam-lithography, 
embossing  and  printing  lithography,  or  scanning-probe  lithography. More  recent 
advances make use of living organisms including bacteria [208] and cells [10] to 
pattern polymer surfaces.

Photolithography  The principle of this technique consists of the selective removal 
of particular surface areas upon suffering an external stimulus in general using a 
mask with the desired pattern [209]. Typically, two different strategies have been 
depicted. The first approach generally uses a light source (UV lamp, electron beam, 
or X-rays) or any other  stimulus  to crosslink  the directly exposed areas whereas 
the  areas  under  the mask  remain  unreacted. Thus,  in  a  subsequent  development 
step, for instance, by washing the surface with an appropriate solvent the noncross-
linked areas can be easily removed (negative-tone imaging). In a second alternative, 
the exposure directs the formation of more soluble areas than can be removed by 
using a developer. This is, for instance, the case of photoacid generators [210–212]. 
Advances in photolithography have been directed to reduce the lateral dimensions 
of  the patterns generated. For  this purpose,  different  alternatives  either by using 
enhancement resolution techniques [213–218] or the development of novel photo-
resists allowed to reduce the size of the moieties down to sub-100 nm [212].

Whereas initially the use of photolithography to pattern polymer surfaces was 
somehow limited to the availability of particular masks, new fabrication method-
ologies have appeared that enable the formation of more complex 3D surface struc-
tures [219]. Some of these examples are summarized in Fig. 2.1 (Fig. 2.9).

Soft Lithography  Soft lithography is a low-cost and high-throughput methodol-
ogy that employs an elastomeric material, typically PDMS, as a stamp to transfer 
the pattern from the master to a particular material [194, 220, 221]. This technique, 
as a consequence of the particularly well contact between the stamp and the surface 
can generate well-defined patterns over large areas. Moreover, the flexibility of the 
stamp allows us to use curved interfaces as well. By using this approach, proteins 
and cells have been anchored in a controlled manner [222].

Imprinting–Embossing–Injection Molding  The principle of imprint lithography 
[194, 207, 223, 224] also known as hot embossing is that a hard mold containing 
nano- or microscale features on its surface is used to deform a thermoplastic poly-
mer above the glass transition temperature deposited on the wafer substrate under 
controlled temperature and pressure. These two factors are crucial since an increase 
in the temperature of the polymer reduces the viscosity of the material so that pres-
sure application causes the polymer melt to flow into the cavities of the mold. The 
subsequent  cooling  of  the  system  freezes  the  pattern  on  the  target  surface. As  a 
result, a negative copy of the master is obtained. In injection, molding is a variant 
of the imprinting method where a polymer melt is injected at high pressure into a 
cavity where it cools down and therefore became rigid [225, 226].
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Advances in Lithography: Towards Nanolithographic Techniques  A crucial  issue 
in the final use of a particular artificial biological surface is the resolution of the 
surface pattern. In effect, nanostructured arrays of biomolecules permit among oth-
ers  the  fabrication of  smaller biochips,  an  increase  in  the  selectivity of  the plat-
form with a reduction of the sample volume employed, or throughput screening for 
molecular diagnostics [227]. In this concern, the nanometer scale resolution of the 
most recent lithographic approaches has largely contributed to improve the quality 
of the surface patterns. Figure 2.10 provides an overview of the lithographic alter-
natives capable of achieving nanometer resolution.

(A)–(E) Scanning Probe Nanolithography  Scanning  probe  lithography  (SPL) 
involves different techniques in which a nanoscopic tip is brought in contact with 
a surface [228]. The tip moves across the plane and generates a particular pattern 
by  interacting with  the  surface. The  equipment  employed  to  carry  out  SPL  is  a 
scanning  tunneling microscope with permits  to control  the movements of  the  tip 
with nanometer resolution. Within this patterning approach, several methodologies 
have been developed with some particularities including dip-pen nanolithography, 
nanoshaving, nanografting, electrochemical, and thermal nanolithography [229].

Dip-Pen Nanolithography  In  this  technique,  an AFM  tip  is  employed  to distrib-
ute materials from a solution to the surface (Fig. 2.10 (A) and (B)). This process 
requires an inking step of the tip with the appropriate solution prior to the transfer 
to  the substrate. The surface pattern originated varies  from nanometer dots upon 

Fig. 2.9  Photolithographic structuring methods using masked irradiation and a negative photo-
resist material: a HAR patterning by single exposure, b hierarchical patterning by layer-by-layer 
(LbL) coating and exposure, c tilted patterning by single inclined exposure, d interconnected pat-
terns by double inclined exposure, e tapered patterns by rotating tilted exposure. (Reproduced with 
permission from [219])
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punctual contact and removal of the tip or lines, if the tip moves across the surface. 
In addition to the pattern originated from a static or dynamic deposition process, 
the resolution of the moieties depends also on the water-meniscus properties, the 
tip geometry, the chemical nature of both ink and substrate, the tip-substrate contact 
time, and the writing rate [21, 197, 198].

Two  alternatives  have  been  investigated  to  pattern  biomolecules  onto  surface 
by DPN, i.e., direct and indirect DPN. On the one hand, the indirect method DPN 
is used  to create arrays of  functional organic molecules  that serve  to  immobilize 
the desired biomolecule  in  these particular positions. This strategy has been em-
ployed among others  to  immobilize DNA [64, 65] and negatively charged mem-
brane protein complexes [66] on amino-functionalized surfaces. Equally, carbox-
ylic functional groups were employed to anchor proteins such as immunoglobulin 
G, lysozyme, or retronectin [21, 24].

On the other hand, the direct method allows the direct patterning of the biomol-
ecules. Dip-pen nanolithography has been employed among others to direct-write 
proteins on modified silicon oxide surfaces [230, 231] or to immobilize DNA [232] 
by modifying the AFM tips chemically.

Both strategies have particular advantages and disadvantages. For instance, di-
rect patterning avoids nonspecific binding and allows the formation or multicompo-
nent arrays. However, direct patterning is more challenging in order to preserve the 
activity of the biomolecule during the transfer onto the surface. In particular, bio-
molecule transfer depends on several aspects including the humidity or the affinity 
of the template [227].

Nanoshaving and Nanografting  Nanoshaving  resorts  to  the  use  of  the AFM  tip 
to remove a resist material, thus creating nanometer size structures (Fig. 2.10(C)) 
[227, 233]. Instead, nanografting (Fig. 2.10(D) and (E)) is accomplished by shav-
ing a particular  surface  replacing  the  removed materials with a  second molecule 
exhibiting larger affinity for  the substrate [234, 235]. These two techniques have 
been employed to direct the assembly of thiolated peptide nanotubes [236] and also 
proteins on gold substrates [237, 238].

Fig. 2.10  Schematic representation of the main lithographic techniques employed to indirectly or 
directly immobilize biomolecules on surfaces with nanometer-scale resolution. (Reproduced with 
permission from [227])
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(F)–(G) Electron Beam Nanolithography  This approach includes the creation of 
low-dimensional  structures  in  resistance  that  are  subsequently  transferred  to  the 
substrate material by etching (Fig. 2.10 (F)) [206]. E-beam lithography can produce 
surface patterns with higher  resolution  in comparison with conventional photoli-
thography. The advantage of e-beam lithography lies in the fact that it overcomes 
the diffraction  limit of  light  that helps create features  in  the nanometer range.  In 
addition, this process does not require the use of any mask typically employed in 
photolithography.

(H) Nanoimprint Lithography  Nanoimprinting  allows  the  fabrication  of  pat-
terned substrates with features below 40 nm by using a stamp (coated with a solu-
tion containing the biomolecule) that is put in contact with a substrate [239, 240]. 
This  strategy  generally  employed  for  the  fabrication  of micrometer  size  surface 
patterns has been developed in order to achieve nanometer scale patterns. For this 
purpose,  two different alternatives are available. The first concerns  the reduction 
of the pattern size of typical PDMS stamps with micrometer size features. The sec-
ond  is  related  to  the use of  stamps other  than PDMS like polyolefin plastomers, 
including hard PDMS [241], polyolefin plastomers (POPs) [242], poly (ethylene)/
PMMA composite stamps [243], perfluoropolyethers [244], domed stamps [245], 
and PMMA stamps [246]. By using this approach, lines of different proteins with 
lateral resolution below 100 nm has been achieved [245, 247].

2.4.2  Inkjet Printing

Inkjet  printing  is  an  attractive  technology  to  control  the  biomolecule  deposition 
having additionally important advantages such as low cost, simplicity, high resolu-
tion, speed, reproducibility, flexibility, and low amount of waste generated [248]. 
These capabilities have transformed initially this office-limited technology into an 
important tool for mass fabrication. Inkjet printing basically involves the ejection of 
a precise amount of ink (solute dissolved/dispersed in a solvent) in a chamber. An 
applied external voltage in the chamber causes a liquid drop to eject from a nozzle. 
The droplet falls due to action of gravity and is deposited on a substrate.

Several methods can be compared to inkjet printing since they attempt to achieve 
a  similar  purpose:  drop  casting,  contact  printing,  pneumatic  dispensing,  screen 
printing,  and  spin  coating. Although all  these methods  follow a  similar  concept, 
i.e., controlled deposition of a liquid on a substrate, inkjet printing has important 
advantages due to the flexible spatial control of the material deposition process. For 
a detailed description over the inkjet process and a general view of its applications, 
the readers are referred to [249].

In particular, inkjet printing has been employed, among others, for the fabrica-
tion of biosensors and biodevices  [250],  to control  the deposition of proteins on 
surfaces [251] or the preparation of (bio)chemical sensing devices [248].
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2.4.3  Self-Assembled Monolayers

Self-assembled monolayers (SAMs) consist, generally,  in  the surface immobiliza-
tion of organosilanes onto inorganic supports [34, 35]. As a result of the wide variety 
of commercially available organosilanes having different functional groups, SAMs 
have been employed to tailor the material surfaces in order to obtain control both 
over the molecular composition and thus the interfacial surface properties [81]. As a 
consequence, SAMs provide interesting properties that have been exploited for dif-
ferent bioapplications. SAMs have been, for instance, used to evaluate the effect of 
the abovementioned surface properties (surface charge, wettability, and topography) 
on protein adsorption and cell behavior including adhesion and spreading [252–256].

2.4.4  Surface Instabilities to Pattern Surfaces

In contrast to the use of, in some cases, highly sophisticated tools required by the 
abovementioned techniques, surface instabilities produced by different mechanisms 
take advantage of the inherent properties of polymers to induce particular surface 
patterns. Some of the surface instabilities are well known since decades but novel 
and old known instability mechanisms have been only recently extended their use to 
pattern polymer surfaces. This recent interest relies on the rich and complex patterns 
obtained as a result of self-organizing processes that are rather difficult if not impos-
sible to fabricate by using traditional patterning techniques [204, 205, 257–259].

Among the approaches to obtain patterned interphases by means of surface insta-
bilities the formation of functional porous films as a consequence of simultaneous 
solvent  evaporation and water vapor condensation,  also known as breath  figures 
[260–264] has been one of the most explored methods to prepare supports for bio-
related applications [265–268].

2.4.5  Molecular Imprinting

The fabrication of molecularly imprinting polymers (MIPs) is a particular technique 
that combines chemical functionality with surface modification of polymers. MIPs 
consist of artificial polymeric receptors with the ability to specially bind a particular 
target molecule. For  that purpose, MIP aims  to create artificial  recognition cavi-
ties employing as a host synthetic polymer [269–275]. The base of this concept is, 
thus, the fabrication of recognition sites where a guest molecule can be attracted. 
A typically employed strategy involves the choice of a template molecule that is, 
during a polymerization step, entrapped within  the structure. Therefore,  the  tem-
plate involved is crucial for the final recognition process. Moreover, the complex 
to be polymerized is usually composed of functional monomers capable of interact-
ing with the template employed and a crosslinking agent that will stabilize the 3D 
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structure created. Finally, the template is removed by means of an extraction step 
providing sites with particular shape and functionality, i.e., a molecularly imprinted 
polymer. As depicted in a recent review [276], a molecular imprinted platform can 
be generated in multiple ways depending, for instance, in the nature of the force of 
the host–guest  interactions. These can  involve either strong covalent  interactions 
between the monomers and the template [277] or weak non-covalent interactions 
[270, 278, 279]. In addition, alternatives to these two possibilities, other methodolo-
gies include the stoichiometric non-covalent approach [10; 280], the semicovalent 
(combination) approach [281], imprinting ionic species or metal-ion-mediated im-
printing [276, 282, 283] (Fig. 2.11).

2.4.6  Miscellaneous Approaches for Surface Patterning 
or Approaches Combining Different Techniques

In addition  to  the methods for surface functionalization and patterning described 
below, there are numerous studies in which, rather than using a particular approach, 
two or more techniques are involved in the fabrication of platforms with biorecog-
nition capabilities [284–287].

Examples  of  fabrication  approaches  that  involve  different  techniques  are,  for 
instance, the preparation of nanostripe surface structure by multilayer film deposi-
tion combined with micropatterning,  [199],  the  sue of SPL using  self-assembled 
monolayers [288, 289], or the employment of enzyme nanoarchitectonics [290].

2.5  Conclusions

Patterning and  functionalization of polymer  surfaces have come a  long way and 
today, a rather  large variety of methodologies permit  the micro/nanostructuration 
of functional biomolecules. In view of the application of biopatterning in different 
fields  ranging  from  the preparation of  biosensors  to  the  fabrication of  platforms 
for selective catalysis or the understanding of the processes that regulate the bio-
recognition (protein–protein, protein–cell interactions, …), there is a strong interest 
among the scientist to further improve the patterning techniques.

Fig. 2.11  Schematic generalization of the molecular imprinting process. (Reproduced with per-
mission from [282])

 



312  Patterning and Functionalization of Polymeric Surfaces

In this concern, this book will further develop some of the most promising meth-
odologies briefly summarized in this chapter focusing on the role of these platforms 
in biorecognition processes.
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Chapter 3
Biorecognition Molecules: Types and Molecular 
Basis and Development of Specificity

Robert E. Collins and Aitziber L. Cortajarena

3.1  Introduction

As introduced in Chap. 1 many biomolecules are involved in molecular recognition 
processes. These molecules include proteins, peptides, and nucleic acids. In the cur-
rent chapter we introduce in detail the different recognition molecules found in na-
ture. The chapter analyzes the recognition processes that they mediate and the key 
aspects of such recognition, including affinity and specificity. Finally, we hint about 
the tools that can be used in order to modify and expand the natural biorecognition 
diversity. The chapter aims to provide an overview of the biomolecular complexity 
and the array of biorecognition functions available in nature or by design, focusing 
mostly into the two major recognition moieties: proteins and peptides and nucleic 
acids. We cover some of the biorecognition pairs that are used in the applications 
described in the following book chapters.

Most importantly, we aim to provide the basis for a thoughtful selection of ap-
propriate biorecognition moieties to add functionality to different polymeric plat-
forms considering the final application.
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3.2  Proteins

Proteins,  also  called  polypeptides,  are  genetically  encoded  linear  polymers  built 
from  20  standard  amino  acids. An  amino  acid  contains  an  invariant  backbone, 
which consists of a carbon flanked by an amine and a carboxylic acid group. This 
carbon attaches to the variable amino acid side chains, which include charged, polar 
and nonpolar groups. Following dehydration during amino acid synthesis, a planar 
peptide bond is formed. The resulting amide grants each amino acid residue in the 
polymer a hydrogen bond donating and accepting group. Although the lowest en-
ergy state of some proteins is an extended unstructured form, most either assemble 
colinearly with  other  polypeptides  (e.g.,  collagen),  or  fold  into  a  compact  state. 
Assembly and folding is typically driven by the so-called “hydrophobic effect,” the 
sequestration of hydrophobic amino acid side chains away from water, in order to 
minimize the entropically disfavored ordering of water around groups with which 
it cannot interact. Folding maximizes the hydrogen bonding of main chain and side 
chain polar groups. Although the peptide bond is planar, other bonds in the protein 
can rotate in all conformations that do not result in clashes with other atoms. Pre-
dicting protein  structure de novo solely  from sequence  remains difficult  and has 
unpredictable results.

Proteins are critical to life, serving as catalysts, structural supports, carriers, sen-
sors, and scaffolds. In this chapter, we focus on proteins that have been utilized as 
binding platforms. Excluding covalent modification of proteins, protein–protein, or 
protein–ligand binding is driven by the same fundamental forces that drive protein 
folding: hydrogen bond formation, ionic bonding, the hydrophobic effect, and van 
der Walls interactions. Ionic bonds are generally (mis)taken to mean the interactions 
of the monovalent positively and negatively charged side chains. Aromatic hydro-
phobic side chains have recently been recognized to have quadrupolar ionic nature, 
as the pi orbitals above and below aromatic rings are negatively charged, leaving 
the ring edges positively charged. This can provide a quite unique hydrophobic-yet-
charged interaction interface seen, for example, in nicotine binding to acetylcholine 
receptor and proteins that bind methylated lysines [1, 2]. The presence of ions at 
interfaces, and metal coordination chemistry  is another consideration, as polyva-
lent cations are observed in protein–protein and protein–ligand interfaces, and have 
been included in design strategies of polymeric assemblies and scaffolds [3–8]. Al-
though the forces are the same, the frequencies of amino acid pairings differ in pro-
tein cores and protein–protein interfaces. Ionic bonds and hydrophobic interactions, 
in particular, tryptophan-proline pairs, tend to be overrepresented in the latter [9].

At  any  given  protein  recognition  site,  any  or  all  of  these  bond  types may be 
present. One might predict respective bond energies to sum evenly. In this case, in-
terface size would directly correlate with binding strength. The previously exposed 
surface area that is buried when proteins interact does, in fact, correlate with affinity 
up to a certain size; however, at any given size of buried area, there is an enormous 
range of actual binding affinities, from very weak to quite strong interactions [10]. 
Clearly, not all interactions are equal. Considerations of the difficulty of accurately 
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modeling  the affinities of  interactions have been extensively reviewed elsewhere 
[11]. The four primary noncovalent bond types above are listed roughly in descend-
ing  order  of  strength;  however,  local  environments  can  alter  bond  strength.  For 
example, an ionic bond in a desolvated protein–protein interface is shielded from 
water, and therefore binds with much greater strength than a solvent-exposed one. 
This may,  in part,  explain why  interfaces with  the  same buried  surface area and 
similar amino acid content can have affinities ranging across many orders of mag-
nitude. Binding free energy “hot-spots” that have unexpectedly large contributions 
to binding affinities have been identified in natural complexes, and are a desirable 
but elusive target in designed interfaces. Although different residue types (primar-
ily charged or aromatic amino acids) have been found in hot-spots, protection from 
solvent by other residues is the feature that best appears to typify hot-spots [12–14].

Affinity, Avidity, and Specificity  Affinity  is a measure of strength of binding of a 
molecule to its ligand. The affinity of a protein interaction with its ligand is quanti-
fied as a dissociation constant (Kd), in molar units (M). Quantitatively, Kd values 
can be determined as the ratio of the off-rate constant (how quickly the protein dis-
sociates from bound ligand) and the on-rate constant (how quickly the protein binds 
ligand). Alternatively, at equilibrium, Kd is the concentration of ligand that results 
in equal concentrations of free protein and complex. As the inverse of an association 
constant, it describes the susceptibility of a complex to dissociation. Lower values 
indicate tighter binding. As described in Chap. 1, physiological binding constants 
can  range  from  the  femtomolar  to  the  millimolar.  Complexes  with  femtomolar 
affinities are long lived, for example, biotin-streptavidin complexes exhibit a half-
life of 35 h under physiological  conditions  [15]. Assuming diffusion-limited on-
rates, complexes with millimolar affinities will have millisecond half-lives at best.

While affinity properly refers to the binding of a single ligand to a single protein, 
avidity is considered with multivalent binding. Avidity is the cumulative effects of 
multiple affinities working together. In order for multivalent complexes to dissoci-
ate, each subunit must simultaneously reach the “off” state. Avidity is sometimes 
referred to as functional affinity, in that the association and dissociation of multiple 
binding units and their ligands can be measured. Avidity has been noted in the gen-
eration of engineered antibodies, where single-chain fragments (scFV) are selected 
for, and then are later reassembled into IgG class antibodies, which have two bind-
ing sites, or are simply dimerized into “diabodies.” In these cases, the Kd values for 
the affinity of the scFV (single unit) are hundreds to thousands times weaker than 
the avidity of the diabody or antibody) [16]. With high starting affinities, bivalent 
or higher order binding soon becomes practically irreversible. The degree to which 
functional avidity assays can, therefore, obscure the true underlying affinity has led 
to criticisms against these techniques (especially with indirect assays) [17]. Never-
theless, it is clear that conversion of monovalent binders to polyvalent binders may 
boost effectiveness when engineering binding scaffolds for a target.

Specificity, as opposed to affinity and avidity, lacks a formal quantifiable unit. 
It is simply the binding of one ligand to the exclusion of others. Specificity can be 
experimentally assessed, for example by pull down, where hopefully one ligand and 
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not many is isolated from the cellular milieu. In protein design, engineering, and 
selection, specificity often seems to come about through the selection of functional 
high affinity binders. The perfection of a binding site for one ligand should tend to 
physically and chemically gate out others. Moreover, truly nonspecific binders may 
be lost in purification or fail to behave in selection assays. In the following sections, 
we highlight the development of high affinity binding platforms, and a few cases 
where specificity was assessed and enhanced.

In the case studies we present in this chapter, as high-affinity binders are progres-
sively selected and refined, structural features that promote binding emerge. More 
surface area is buried, and more fruitful bonds emerge, particularly in the satisfac-
tion of constrained hydrogen bond distances and geometries. Side chains become 
better positioned, requiring less rearrangement (and entropic penalty) to bind. Fi-
nally, solvent excluding seals emerge around hot-spot residues, guaranteeing their 
full, uninterrupted binding energies.

3.2.1  Common Natural Protein Recognition

As efforts to use proteins as polymeric platforms for recognition, and as therapeutic 
agents began, the first source of tools were naturally occurring proteins. As detailed 
in Chap. 1,  the affinities of  the protein  ligand  interactions  found  in nature  range 
from  the  transient  to  the  near  permanent. This  is  according  to  the  physiological 
role of the protein itself. Interactions of cellular signaling processes must be short 
lived, so that when a signal is terminated, those complexes transmitting that signal 
dissociate and return to a resting state. Antibody–antigen complexes should remain 
intact until immune processes are recruited and complete their job. In this section, 
we highlight some of the most commonly used naturally occurring protein–ligand 
interactions.

3.2.1.1  Streptavidin–Biotin

Streptavidin is a protein isolated from bacteria that binds the small molecule biotin 
with one of the strongest noncovalent interactions known (Kd = 10‒14 M). This re-
markable affinity is achieved through an extensive network of hydrogen bonds with 
the polar moieties of biotin and hydrophobic and van der Waals interactions medi-
ated by conserved tryptophans packing against biotin (Fig. 3.1b). These interactions 
are reinforced by the closing of a loop over the pocket. For streptavidin to release 
biotin, concerted loop movement, solvation of apolar surfaces, and the breaking of 
the hydrogen bond network must occur [23, 24]. 

Because of the high affinity and specificity of this interaction, the biotin–strep-
tavidin interaction is often used in scaffold engineering and protein isolation. Bio-
tin can be synthetically attached to DNA, RNA, or proteins in vitro, and in vivo, 
proteins can be tagged with biotin acceptor peptides which are posttranslationally 
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modified with biotin in the presence of biotin ligases [25–27]. A small peptide se-
quence has also been selected for streptavidin affinity in the absence of biotin [28, 
29]. Additionally, engineered streptavidins of varying affinities and valence (mono-
mers, tetramers, monovalent tetramers) have been developed, allowing control of 
scaffold design [30, 31]. These features have been used to generate biosensors, fa-
cilitate nanotube assembly in controlled orientation, and the controlled assembly of 
extended protein lattices, for example [3, 32, 33].

3.2.1.2  Antibody–Antigen

Antibodies are  the protein products of  the adaptive  immune system  that exist  as 
either secreted or cell-bound forms. Antibody diversity is far greater than the num-
ber of genes in a genome. This diversity comes about by combination of several 
genetic cassettes and somatic mutation of the sequence in those cassettes. Antibod-
ies (Fig. 3.1a) consist of conserved structural regions and variable antigen-binding 
regions. Typically, antibodies used in research are IgG, which contain two binding 
sites  per  antibody  complex  (Fab)  (Fig.  3.1a),  but  other  antibody  classes  contain 
more. Upon introduction of an antigen, the basal diversity of the immune system al-
lows weak recognition of an antigen. Cells displaying antibodies that recognize the 
antigen are stimulated to proliferate, and their antibodies further diversify. The ex-
pansion and diversification of successful binders is termed affinity maturation, and 
this  term has been adopted to describe synthetic selection processes that proceed 
by genetic diversification and selection of superior binders [34]. Figure 3.2 depicts 
methods for the affinity maturation process. In short, loose contacts are replaced by 
more fruitful, direct interactions that bury additional hydrophobic surface area, and 
protect inner binding contacts that may constitute a solvent-shielded “hot-spot.”

Antibodies are typically generated in one of two ways. Polycolonal antibodies 
are the product of all cell lineages that recognize an antigen. An animal is injected 
with antigen (often in one primary and several booster injections). Following de-
velopment of high-affinity antibodies, serum is harvested, and antibodies purified. 
Polyclonal  antibodies may  recognize  different  sites  on  a  large  antigen,  and will 
range in affinities. Conversely, monoclonal antibodies are produced by a single cell 
lineage. An animal (typically mouse) is injected with antigen, and immortal hybrid-
oma cell  lines are generated  from the animal’s spleen cells. Cloning of antibody 
producing cells allows for isolation of a single antibody against the antigen.

Protocols  for  the  chemical modification  of  antibodies  are  abundant  and  have 
nearly  a  60  year  history. Additionally,  in  the  design  of  antibody-based  binding 
scaffolds,  antibody-binding modules  have  been  borrowed  from  bacteria  that  use 
them as countermeasures to the adaptive immune system. Protein A is derived from 
Staphylococcus aureus and has high affinity for the conserved (Fc) region of most 
antibodies.  Protein G  is  produced  by  Streptococcal  species  and  has  Fc  and  Fab 
affinities. Physiologically, these block conserved regions of antibodies from their 
normal immune functions, but antigen binding should be unimpaired. Both are used 
in antibody purification and immobilization [35, 36].
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Fig. 3.1  Collection of structures that represent different types of biorecognition interactions medi-
ated by proteins. a Crystal structure of Herceptin monoclonal antibody antigen-binding fragment 
(Fab)  represented as ribbons in yellow and orange  for  the  light and heavy chains  respectively. 
The structure shows the Herceptin antibody bound to the extracellular region of Her2 shown as 
cyan surface (PDB ID: 1N8Z) [18]. The right panel shows the structure of a complete antibody 
with the light and heavy chains displayed as yellow and orange surfaces, respectively. The two 
antigen recognition regions Fab, and the constant region (Fc) are shown. The Herceptin anti-Her2 
antibody example represents a high affinity interaction between two proteins with a dissociation 
constant of 0.1 nM. Heceptin is commonly used in breast cancer treatment. b Crystal structure of 
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Human  antibodies  against  therapeutic  targets  are  desirable  as  drugs  (called 
biologics), as they should avoid immune responses to nonhuman immunoglobins 
(Fig. 3.1a). As conventional development of human or humanized antibodies would 
be impossible, in vitro approaches were developed. Libraries of the isolates variable 
fragments of an antibody (scFv) were expressed on the surface of phage (viruses 
that  infect bacteria) or bacteria. Physical  isolation of  successful binders was  fol-
lowed by rounds of diversification and reisolation. The result produced antibodies 
with affinities comparable  to antibodies produced by affinity maturation  in vivo. 
When  reconstituted  into  antibodies,  even  higher  apparent  affinity  (avidity)  was 
observed. The highly successful biologic Humira (human monoclonal antibody in 
rheumatoid arthritis) was developed by this approach [37–40].

3.2.1.3  Integrin–RGD

Proteins that contain the Arg-Gly-Asp peptide sequence (RGD) are recognized by 
the  integrins  that  serve  as  receptors  for  them and  constitute  a major  recognition 
system for cell adhesion [41]. The RGD sequence is the cell attachment site of a 
large number of adhesive extracellular matrix, blood, and cell surface proteins, and 
nearly half of the over 20 known integrins recognize this sequence in their adhesion 
protein  ligands. The  integrin-binding  activity  of  adhesion proteins  can be  repro-
duced by short synthetic peptides containing  the RGD sequence (Fig. 3.1d). The 
binding affinity of this interaction is relatively low with dissociation constant val-
ues of 10 ‒5−10 ‒3 M. The structural basis of the interaction provides insights on the 
promiscuity of RGD-binding integrins [42]. Many ligands are shared by this subset 
of integrins, but the ligand affinity varies, presumably reflecting the fit of the ligand 
RGD conformation with the specific α-β integrin binding pockets. RDG is a ubiqui-
tous adhesion sequence, therefore numerous new biomaterials and surfaces coated 
with RGD peptides have been used to control the cell adhesion in vitro and in vivo.

the streptavidin-biotin complex. The streptavidin protein  is a  tetramer shown  in green ribbons. 
Each barrel binds one biotin molecule the small biotin molecules (one per streptavidin barrel) are 
shown as yellow sticks. (PDB ID: 1MK5) [19]. This interaction represents a high affinity interac-
tion with a dissociation constant of Kd = 10− 14 M between a protein and a small molecule. c Crys-
tal structure of a small designed protein binding module in complex with its target peptide. The 
designed tetratricopeptide repeat ( TPR) module is shown in green as ribbon representation. The 
target C-terminal Hsp90 peptide is shown as spheres in purple (PDB ID: 3KD7) [20]. This is an 
example of a low affinity interaction with micromolar dissociation constant and therefore a short 
half-live, these interactions mediate transient and dynamic interactions. d Crystal structure of the 
integrin-RGD peptide biorecognition complex. The Integrin alpha 5 chain head piece recognition 
fragment is shown as magenta ribbon and the RGD peptide shown in yellow spheres (PBD ID: 
3VI4) [21]. e Crystal structure of the lectin Concanavalin A in complex with sugar ligands. The 
four subunits of the Concanavalin A tetramer are shown in different colors: green, blue, orange, 
and yellow. Each subunit binds through specific hydrogen bonds and van der Waals interactions a 
trimannoside molecule shown as cyan spheres. PDB ID: 1CVN) [22]
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Fig. 3.2  Examples of the most commonly used methods for in vitro evolution methods for selec-
tion of high-affinity binders. a Schematic of yeast display technology, in which a protein of inter-
est is expressed on the surface of yeast. From a library of potential ligand molecules high-affinity 
protein ligands can be isolated [52]. Iterative rounds of cell sorting by fluorescence activated cell 
sorting ( FACS) and expansion by cell culture are applied to yield enrichment of binders from a 
combinatorial library. The cells recovered are expanded and subjected to multiple rounds of FACS/
expansion.  Figure  reproduced  from  [53]. b  Schematic  of  phage  display  technique  for  affinity-
based selection of protein–protein, protein–peptide, and protein–DNA interactions. A protein or 
library of variants of a protein of interest is displayed on the surface of phage. The phages display-
ing the proteins are then screened against the target molecule of interest. After several screening 
and amplification rounds new or high-affinity ligands can be developed. Figure reproduced from 
[54]. c Schematic representation of ribosome-display selection methodology. A DNA of the library 
encoding the protein variants of interest is transcribed in vitro and the resulting mRNA is used for 
in vitro translation to synthesize the encoded proteins. The absence of the stop codon at the end 
of the protein results in the protein connected to the tRNA. The mRNA-ribosome-protein ternary 
complexes are used for affinity selection on an  immobilized  target. The genetic  information of 
binders is rescued by RT-PCR yielding a PCR product. After several cycles highly specific and 
pure binders are selected  [55]. Figure  reproduced  from [56]. d Schematic of  systematic evolu-
tion of ligands by exponential enrichment ( SELEX). SELEX is used for the selection of nucleic 
acids including single-stranded DNA, RNA, or aptamers that specifically bind to a target ligand. 
Synthetic libraries of nucleic acids are screened to select for nucleic acids that bind the target mol-
ecule. After several cycles of selection and PCR-amplification specific high affinity binders are 
identified. Figure reproduced from [57]
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3.2.1.4  Lectins

Lectins are proteins that bind carbohydrates and mediate cell to cell contacts. These 
contacts are strong by the combination of many individual lectins–sugar weak and 
specific interactions. Similarly, these interactions can open many doors in their use 
in biotechnology and for the generation of specific biorecognition surfaces [43–45]. 
For example, concanavalin A (ConA) is a commercially available lectin that binds 
specifically to defined glycosyl moieties found in various sugars, glycoproteins, and 
glycolipids (Fig. 3.1e). ConA is widely used as a tool in sugar biorecognition, de-
tection, and sensing applications [46-49]. Recent works on the carbohydrate–lectin 
recognition mechanisms open the door to the efficient design of new lectin-based 
sugar recognition modules [50, 51].

3.2.2  Engineering to Expand the Binding Repertoire and Affinity 
of Natural Scaffolds

Protein engineers soon exhausted the natural repertoire of protein–ligand in their 
designs, and sought to engineer new ones. In this section, we describe approaches 
that take a protein scaffold from nature, and functionalize it with new amino acids 
that allow binding  to a new target. Typically,  this  is done by repeatedly generat-
ing large libraries of variants and selecting for increasingly high-affinity binders. 
Figure 3.2 summarizes methods used to accomplish this goal. Successful binding 
proteins displayed on  the  surfaces of phage, bacteria, or yeast, or attached  to  ri-
bosomes,  can  be  physically  isolated  by  binding  to  immobilized  ligand.  Proteins 
displayed on cells can be mixed with fluorescent ligand and sorted in a fluorescent 
activated cell sorter (FACS). As the gene that produced the protein is coisolated in 
all cases, DNA sequences are obtained, allowing  for determination of  successful 
substitutions across many clones, and serves as a foundation for the next round of 
variation and selection.

Scaffold choice itself is important. Scaffolds with sufficient surface area to bury 
and,  in particular, ones with  loops  that project  into  their  target, seem to frequent 
studies that successfully isolate high-affinity binders. Stable scaffolds that express 
well, that are stable, and that are structurally predictably are desirable. To this end, 
consensus sequence design has been used. Many sequences of the same domain are 
aligned, and the consensus construct is generated. Consistent with the evolutionary 
hypothesis  that  the most  conserved  residues  are  responsible  for  structural  cohe-
sion of the domain, these consensus designs are often extremely stable, even more 
so than their natural counterparts [58–60]. The least-conserved hypervariable posi-
tions are what define the different binding functions of each member of the protein 
family, and are, therefore, varied in the libraries in order to obtain novel functions 
(Fig. 3.1c).

Another deliberate design feature that improves binding is the incorporation of 
charges complimentary to the ligand being bound. Long-range electrostatic interac-
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tions apparently attract and position the ligand before the specific interactions of the 
binding site lock it in. On rates, and therefore affinities, are dramatically increased 
in electrostatically optimized systems of very different folds [61–63].

The success of these approaches cannot be understated. Several scaffolds have 
emerged into mature technologies with commercial and even some clinical success. 
They  demonstrate  antibody-like  affinities  in  the  nanomolar  to  picomolar  range. 
Their specificities are precise. Further, they can be engineered with modules cou-
pled together for avidity effects. Modules with different affinities can be coupled for 
bi- or multi-specific binding.

The basis of higher and lower affinity binders are not fully understood, but the 
structural  biology  work  on  many  biorecognition  complexes  has  provided  valu-
able  information  to decipher  the key elements  in  the biorecognition  interactions. 
Figure 3.3 provides detailed structural comparison between high- and low-affinity 
binders.

Affibodies are based on a Protein A scaffold. This is a helical bundle which origi-
nally had positions on two alpha helices randomized. Selection primarily has been 
performed by rounds of phage display (Fig. 3.2b). Affibodies have been commer-
cialized, resulting in over 200 publications with applications ranging from protein 
capture and purification to enzyme inhibition to a clinical trial for an anti-Her2neu 
imaging reagent [66–70].

DARPins (designer ankyrin repeat proteins) are based on a consensus ankyrin 
repeat scaffold. A single ankyrin repeat is typically 33 amino acids and consists of a 
β-turn, followed by two antiparallel α-helices and a loop leading to the next repeat. 
Hydrophobic and polar interactions within a repeat, and with neighboring repeats, 
form a stable, extended hydrophobic core mediated by the stacking of the α-helices, 
while the more flexible loops project out [58, 71, 72]. Like other consensus designs, 
DARPins are very stable [58]. Their ability to accept any residue type in loop posi-
tions has allowed the development of DARPin libraries, from which high-affinity 
binders of therapeutic and diagnostic targets have been selected by ribosome dis-
play (Fig. 3.2c; [73–75]).

Adnectins  are based on  a  fibronectin  iii  fold,  resulting  in  antibody-like  loops 
projecting out of a core comprised of sheets. They have been selected by a variety 
of methods including yeast display (Fig. 3.2a) and phage display (Fig. 3.2b). Ad-
nectins  are  commercialized and have  entered  clinical  trials  [76–78]. Many other 
scaffolds have been designed and selected for novel binding affinities. The goal of 
this review is to highlight a few cases and their development. Other scaffolds, de-
sign principles, and structural considerations [79] have been extensively reviewed 
elsewhere [80].

3.2.2.1  Computationally Designed Proteins

Rather than randomizing the amino acids on a scaffold, the Baker lab has selected 
scaffolds to complement a computer-designed binding site [65]. DIG (digoxigenin), 
a  drug  and  easily  incorporated DNA/RNA modification  commonly used by mo-
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Fig. 3.3  Structural comparisons of higher and lower affinity binders. a A potential natural hot-spot 
versus surface binding is apparent when comparing the natural protein–protein complexes in pro-
teinase–proteinase inhibitors (PDB ID: 1OPH) and a SNARE-adaptor complex (PDB ID: 2V8S). 
Both are protein complexes that bury almost the same surface area (1359 and 1333 Å2), respec-
tively. The two complexes have similar hydrophobic content at their interfaces. However, 1OPH 
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lecular biologists was selected as a target. “Disembodied” amino acids were aligned 
with DIG and optimized for binding using the ROSETTA program. Potential scaf-
folds from the protein database were computationally screened for their ability to 
harbor the desired amino acids in favored orientations. Designer proteins comprised 
of the selected amino acids mated to the scaffold were generated, and selected using 
surface display on yeast and fluorescent-activated cell sorting. From an initial affin-
ity of ~10 µM, additional rounds of design, randomization, and selection resulted 
in pM to  low nM affinities  (Fig. 3.3c). Specificity  for DIG versus other steroids 
of  similar  shapes and chemistry was developed by positive designs  that  inserted 
residues  incompatible with  binding  undesirable  ligands. Although  the Baker  lab 
sampled known protein backbone conformations in this study, it seems totally de 
novo protein designs are imminent [81].

3.2.3  Peptides

Peptides are distinct from proteins in their small size and general lack of folding 
or even secondary structure. Specific high-affinity interactions do not necessarily 
require protein-sized molecules. For example, antibody epitopes that mediate nano-
molar binding with precise specificity can be as short as 6 amino acids. The biotin 
acceptor peptide (described in 2.1.1) has high affinity and specificity for strepta-
vidin. The short lengths of peptides allow comprehensive sequence libraries to be 
generated. Peptide binding can be selected for by panning phage-display libraries. 
Libraries  of  random or  near  random  sequence  can  also  be  queried  as  fusions  to 
proteins in yeast-two hybrids or functional screens. Alternatively, libraries can be 
plated on glass, generating peptide microarrays. In these microarrays, target binding 
to immobilized peptides of known identity can be directly detected [82]. Peptides 
selected  for  binding  are  often  referred  to  as  “aptamers”, which  can  cause  some 

( left) features binding 4000 times tighter than seen in 2V85 ( right). A potential hot-spot ( inset) 
is formed by a salt bridge. This interaction is clearly isolated from bulk solvent by surrounding 
polar and hydrophobic interactions. The SNARE-adaptor complex features as many interactions 
along long helices, but side chain and main chain interactions are solvent adjacent. Values from 
[10]. b During antibody affinity maturation, antibody affinity for lysozyme ( green left) improved 
36 times, resulting in nanomolar affinities. Only a few of the amino acid substitutions that occur 
during affinity maturation are at the antibody–antigen interface (shown as sticks). The immature 
( right top, PDB ID: 1NDM) and fully matured ( right bottom, PDB ID: 1NDG) complexes bury 
a similar solvent-accessible surface area (overlay, left). The major change observed is due to the 
mutation of a noncontact residue that allows a key loop to move closer to the antigen. This allows 
replacement of tyrosines that participate in loose water-mediated hydrogen bond networks with 
phenylalanine  that directly bind  the antigen, burying additional nonpolar  surface area and pro-
tecting a neighboring hot-spot. Other  substitutions  in  the  same  region provide  some additional 
contacts [64]. c Selection of a picomolar affinity small molecule (DIG) binding ( right, PDB ID: 
4J9A proceeded through lower affinity units ( left, PDB ID: 4J8T). Substitutions are colored red. 
A 16–28X improvement in affinity cannot be accounted for by the single substitution that contacts 
DIG. Noncontact mutations, in particular a leu to trp substitution help position binding residues in 
optimal geometries, and lock them into binding conformations, decreasing the entropic and kinetic 
penalty on binding affinity if residues need to reorient prior to binding [65]
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confusion as DNA and RNA modules are also called aptamers  in some contexts. 
Peptide aptamers have been generated to inhibit cellular processes and to act as bio-
sensors and diagnostics ([83], reviewed in [84]). Interestingly, peptides have been 
developed with specificity and fairly high affinity for different surfaces, including 
polystyrene, carbon nanotubes, and glass [85].

3.3  Nucleic Acids

Nucleic acids in addition to their fundamental role to encode the genetic informa-
tion in living systems have some intrinsic features that make them useful biorecog-
nition molecules. The Watson–Crick base pairing between G and C and A and T 
bases by hydrogen bonds permits the formation of stable double-stranded nucleo-
tide chains (Fig. 3.4a). These interactions are very specific and follow very simple 
rules with only 4 blocks A, T, G, and C and two possible interactions G–C and A–T, 
therefore can be easily used to engineer and program interactions based on the DNA 
base pairing.

In  order  to  generate  different  binding  specificities,  nucleic  acids  present  less 
chemical functionality than proteins but large libraries of oligonucleotides with dif-
ferent sequences can be generated relatively easily. In addition to the simple base 
pair complementarity, nucleic acids can fold into complex three-dimensional struc-
tures  (Fig. 3.4b, 3.4c). Those structures have been shown  to be able  to bind spe-
cific target molecules (Fig. 3.4c; [86, 87]). Large libraries of nucleotide sequences 
will potentially encode binding molecules to almost any potential target. Advanced 
selection tools including Systematic Evolution of Ligands by EXponential Enrich-
ment (SELEX) are used to select from complex libraries DNA molecules that bind 
specifically  the  different  targets  of  interest  (Fig.  3.2d;  [88]). Aptamers  are  small 
single-stranded nucleic acids that fold in defined structure (Fig. 3.4d). High-affinity 
aptamers have been developed to bind a wide variety of molecules and even complex 
systems such as live cells [82, 89]. The affinity and specificity of those molecules 
can be evolved and selected to match the desired properties. The expansion of the 
natural  repertoire  of  nucleotides  by  the  introduction  of  unnatural  nucleotides  can 
increase the functionality and affinity of aptamers by providing additional chemical 
and structural diversity beyond that available with modified natural nucleotides [90].

In addition, to use nucleic acids as stapling and binding molecules, there are new 
advanced  technologies  for  the generation of complex structures based on  the as-
sembly of DNA molecules exploiting the same simple base paring complementarity 
[91]. Nowadays using these methodologies, that include the DNA origami, scientist 
can create almost any type of DNA-based shapes [92]. The DNA structures could 
be functionalized primarily through selective attachment of functional groups, such 
as biotin [93–95]. These novel technologies will allow not only to generate complex 
biorecognition platforms but also to pattern chemical reactions at the surfaces.
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Fig. 3.4  Nucleic acids-based interactions. a A typical B-DNA helix and Watson–Crick A:T and 
G:C base pairs. (PDB ID: 2VAH). Hydrogen bonds are drawn as black dashed lines. Bases stack 
in a regular orientation, and traditional geometries are observed. b Quadruplex DNA from side on 
and top orientations. (PDB ID: 139D). Base pairing in quadruplex DNA is extensive, and involves 
additional hydrogen bonds not seen in double stranded DNA helices. c The S-adenosylmethionine 
binding domain of an RNA riboswitch (PDB ID: 2QWY). S-adenosylmethionine is rendered with 
grey carbons. The structure is an RNA helix formed by one RNA that loops back on itself. Non-
Watson–Crick base pairs stabilize the binding site ( upper right). S-adenosylmethionine binding 
includes extensive hydrogen bond with the nucleotides, and base stacking of the adenosine ring 
( lower right). d Crystal structure of an aptamer, a structure oligonucleotide, recognizing its molec-
ular target. The figure shows the overall structure of the best-known aptamer, the thrombin-binding 
aptamer ( TBA) in complex with thrombin. Thrombin molecule is representedin purple. TBA mol-
ecule is represented on top as cyan sticks (PDB ID: 3QLP) [96]
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3.4  Summary and Conclusions

In summary, the natural variety of molecular recognition modules provides a wide 
tool-set for encoding and grafting specific biorecognition activities into polymeric 
surfaces. The versatility of the modules permits the construction of biorecognition 
platforms with unique binding properties in terms of affinity and specificity. The 
key  aspects  of  biorecognition  including  binding  affinity,  avidity,  and  specificity, 
need to be comprehended and considered for the selection of the optimal molecu-
lar pairs  for each application. The fast development of biomolecular engineering 
techniques is expanding the natural diversity even more and allows exploring a new 
landscape of molecules. The near future will deliver a complete new collection of 
tailored interactions and biorecognition molecules with fine-tuned properties  that 
will allow scientist to build biorecognition systems “à la carte”.
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4.1  Introduction

Molecular recognition is central to biological processes where it is usually the first 
step toward a cascade of events. Despite many years of intense research, still little 
is  understood on how most  biorecognition  events  actually operate. For  instance, 
many  questions  remain  unanswered  on  how  proteins  recognize  one  another,  for 
the specific criteria of antibody-antigen binding, on the extent of (un)specificity in 
binding events, or on  small molecule-based biorecognition, among others. Some 
systems are better understood than others. For instance, the biotin/avidin complex 
is, without  a  doubt,  the most widely known biorecognition  system  since  its  dis-
covery in the 1940s [1] as it features the strongest binding constant known to date 
( KD = 10−14−10−15 M) [2]. It was consequently ubiquitously employed in many areas 
spreading out of  the pure biological  field. Nevertheless, even  for  such a popular 
system, it took many years to understand its mechanism [2] and to even manipulate 
it [3, 4]. Therefore, biorecognition is not only a wide field of research on its own 
but is also vastly employed as a tool—with the few systems that are understood to a 
minimal extent—in other fields such as biotechnology or materials science.

In any case, immobilization of one binding partner onto a solid substrate is an 
important technique. Indeed, on the one hand, this technique is used for identifica-
tion of unknown binding partners in screening methods such as peptide microarrays 
[5]. On the other hand, known complementary binding partners are involved in bio-
purification [6], biosensors [7, 8], bioassays such as ELISA [9, 10], biomaterials for 
cell biology or tissue engineering through integrin-binding peptides [11], targeted 
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delivery via biological ligands such as folic acid [12, 13], as well as in pure mate-
rials science to bring together entities that are covalently linked to either of them 
[14, 15] such as in the classic case of streptavidin-coated surfaces serving as dock-
ing sites  for biotinylated molecules  [16] or even  to construct extremely complex 
nanoarchitectures,  as  in  the case of DNA supramolecular  assemblies  [17]. Some 
techniques combine both approaches, i.e., exploiting a known biorecognition pair 
in combination with molecular biology tools to detect, extract, and study unknown 
biomolecules and often their complexes. For instance, tandem affinity purification 
consecutively utilizes IgG- and calmodulin-functionalized beads to purify multipro-
tein complexes expressed in native conditions [18].

Prior  to  immobilization of one of  the biorecognition partners,  the presence of 
reactive  groups  on  the  surface  of  the material  is  necessary. One  can  distinguish 
three major classes of materials: metals, ceramics, and polymers. The first two are 
hard and either ductile and conductive, or brittle and nonconductive, while poly-
mers  are  light  and  can possess  any of  these  features,  depending on  their  chemi-
cal composition. Thus, polymers offer a significantly wider range of applications 
than metals and ceramics. Depending on the targeted application, one can choose 
among an overwhelming variety of reported and even commercial polymers. Pre-
made (commercial) polymers are usually  inert,  for obvious reasons. This  implies 
that surface modification will usually be necessary in order to covalently bind rec-
ognition motifs. This is certainly the easiest option when one has limited chemical 
facility access or chemistry skills. Alternatively, one can indeed opt for fabricating 
an advanced polymeric material through specific monomer design or simply mixing 
different monomers in the so-called “copolymerization” method. Thus, in these cas-
es, it is not only possible to tune the mechanical properties of the bulk material but 
also to introduce functionality, including at the surface. This chapter, however, only 
focuses on the surface modification route—as it is the most commonly employed 
one—and especially on studies leading to surface biofunctionalization. For exam-
ples of prefunctionalization methods, the reader may refer to the existing literature 
[11, 19−21].  Importantly,  conducting polymers,  albeit major players  in polymer-
based biosensors,  [22] are not described here as  their surface functionalization is 
predominantly the result of a prefunctionalization approach either through the use of 
a functional (co)monomer [23−25] or via a doping method (i.e., blending of the con-
ducting polymer with a functional nonconductive counterpart) [26], certainly due to 
the fact that direct backbone functionalization would lower their conductivity [27].

It must be noted that polymer coatings onto inorganic materials (e.g., polymer 
brushes,  spin-coated  or  chemical-vapor  deposited  polymer  films)  will  generally 
not  be  treated here  as  these methods do not  exploit  the polymer bulk properties 
cited above. Only cases with widely used polymers involved are mentioned as the 
chemical surface modification may be translated to bulk systems. Furthermore, we 
only present methods leading to covalent immobilization of biorecognition units, 
as opposed to noncovalent adsorption. Finally, this chapter does not aim at being 
comprehensive as there is an immense body of published work on the modification 
of polymers (for bio-related purposes) but rather intends to provide an overview of 
the basic methods to introduce surface functionality into polymeric substrates that 
are initially devoid of it.
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4.2  General Aspects of the Modification of Polymeric 
Substrates

It is possible to distinguish two main categories of postpolymerization surface mod-
ification. In the first case, the modification is carried out by placing the polymer in 
contact with a solution containing chemicals, which modifies the chemical structure 
of the outermost layer of the material. Usually, the depth of modification depends 
on the exposure time, the harshness of the treatment, and the susceptibility of the 
polymer toward the employed chemicals. In the second case, physical methods are 
employed to generate reactive species at the surface of the materials, and often (but 
not always) in the gaseous environment of a close chamber where the polymer sam-
ple is placed. In this case, it is usually the method that acts as a determining factor 
for the extent of modification, rather than the specific polymer. In the following sec-
tions, we thus describe the most common routes employed to introduce the initial 
(primary) reactive handles into polymeric materials and sort them according to two 
main categories, namely, wet chemical methods or physical chemical methods. We 
then explain the subsequent steps that can be taken to immobilize recognition units.

4.3  Introduction of Primary Reactive Groups 
by Wet Chemical Methods

A major  aspect  regarding  the  employment  of wet  chemical methods  (pure or  in 
combination with  physical  activation)  is  typically  the  resistance  of  polymers  to 
solvents. Indeed, the user will often desire to maintain the surface roughness of the 
initial material, or at least the bulk integrity (i.e., prevent the complete dissolution), 
and therefore will be limited in terms of possible solvents and reagents (which usu-
ally need to be dissolved) by the nature of the polymer. Generally, polar polymers 
such as poly(meth)acrylates, poly(meth)acrylamides, or polyesters are not soluble 
in solvents with a very low polarity index (e.g., pentane, hexane) and apolar poly-
mers such as polystyrene are not soluble in polar solvents. But the picture is quite 
more complicated than this simple statement as substituents within a same class of 
polymers can have a dramatic effect on solubility and, sometimes, solvents may not 
molecularly dissolve the polymer but would at least induce swelling. The chemical 
resistance of some important polymers can actually be correlated to their low pro-
pensity to interact with solvents. For instance, elevated temperatures are required to 
dissolve polyethylene (PE) in “strong” solvents such as aromatic hydrocarbons or 
chlorinated solvents. Poly(tetrafluoroethylene) (PTFE) is generally considered as 
insoluble as only high-molecular-weight (per)fluoroalkanes can dissolve it (close 
to  its melting  temperature). These  two polymers are among the most chemically 
inert ones. Therefore, wet chemical methods will be employed when it is possible 
to dissolve the reagents necessary to carry out the surface modification in a solvent 
which does not provoke extensive swelling on the bulk material. This greatly re-
duces the leeway.
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As a general rule, it actually is safe to state that the combination of most com-
mon organic  solvents with most  common polymers  is  not  judicious. The  safest 
organic  solvents  are  probably  the  low-molecular-weight  alcohols,  particularly 
methanol and ethanol, but  swelling cannot be excluded. Therefore, water  is  the 
solvent of choice for wet chemical treatment. Wet chemical treatments are gener-
ally highly dependent on the chemical structure of the polymer to modify, particu-
larly on the presence of chemical groups that can be altered using chemicals. This 
implies that for each type of polymeric surface, a limited range of chemistries are 
available.

Without a doubt, hydrolysis and aminolysis have been the most popular solution-
based methods to introduce reactive groups at the surface of polymeric materials. 
Obviously, only polymers that are able to undergo such degradations are concerned. 
This typically includes polyesters such as poly(ε-caprolactone) (PCL), poly(lactic 
acid)  (PLA),  and  poly(lactic  acid-co-glycolic  acid)  (PLGA).  PCL  is  commonly 
treated with isopropanol solutions of diamines such as ethylenediamine (EDA) or 
hexanediamine (HDA), which induces a transamidification reaction and leave free 
amines on the surface (Fig. 4.1) [28−31]. The extent of surface functionalization, 
that is, the density of surface-displayed amines, depends on the temperature and du-
ration of immersion. Nevertheless, satisfying results can be obtained at room tem-
perature, even in water [32]. In one case, SEC characterization was utilized to prove 
the overall  integrity of  the polymer after aminolysis,  thereby, demonstrating that 
the bulk material was intact [32]. For a specific study, it was shown that the density 
of surface-bound amines increased dramatically in the first 30 min, followed by a 
slight  decrease  and  stabilization. At  the  same  time,  surface  roughness  evaluated 
by AFM increased for treatments longer than 30 min. The authors also witnessed 
rapid weight loss and drop in elastic modulus between 45–90 min with a further 
stabilization. These phenomena probably occur due to the formation and dissolu-
tion of oligomers. All in all, although not mentioned in this study, it is likely that the 
depletion of amines leads to a termination of the aminolysis process, which means 
that without  standardized  experiments  (sample  surface  area  and  thickness),  it  is 
rather complicated to extract absolute values and only trends should be considered.

Fig. 4.1  Aminolysis/amination of poly(ε-caprolactone) surface by hexanediamine and subsequent 
glutaraldehyde-mediated peptide functionalization [29]
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Aminolysis/transamidification  has  also  been  performed  on  PLA  and  PLGA. 
Probably due to the higher concentration of ester bonds in these (co)polymers as 
compared to PCL, which possesses a longer alkyl spacer, short exposure times are 
enough to reach the maximum effect [33]. A treatment as brief as 2 min at room 
temperature with a 6 % w/v solution of HDA in isopropanol (i.e., 1 M amine) was 
efficient  to  introduce  amines  in  an  amount  sufficient  for  further  bioconjugation 
[34]. In the case of more sensitive PLGA materials such as microporous scaffolds, 
the slightest surface alteration can lead to a drastic change of the porosity. As a con-
sequence, a treatment of only 10 s at room temperature with a 0.075 g mL−1 diami-
no-poly(ethylene glycol) solution in isopropanol (1500 g mol−1, i.e., 0.1 M amine) 
revealed adequate [35]. As another member of the polyester family, poly(ethylene 
terephthalate) (PET) was also reported to undergo controlled aminolysis. Particu-
larly, PET fibers were  treated with a set of four amines exhibiting various chain 
lengths and alkyl or ethoxy spacers, nondiluted or in methanolic or aqueous solu-
tions, at different temperatures and times [36]. The weight loss and the morphology 
of  the  fibers were monitored by gravimetry and by  the use of  scanning electron 
and atomic  force microscopes,  respectively, while  the amount of grafted amines 
was measured by colorimetry. Overall, a temperature reaction of 50 °C with a 1 M 
methanolic amine  solution was claimed  to be  the best  compromise. Aminolysis/
transamidification was also performed onto poly(methyl methacrylate)  (PMMA) 
using diamines. In this case, the ester groups are lateral groups, which should not 
lead to an extensive degradation of the polymer [37, 38]. In this context, a method 
where these diamino linkers were first converted to their monoanion by treatment 
with n-butyl lithium was also reported by Soper and McCarley [39]. For more de-
tails on polymethacrylate surface modification for biosensors, the review of Djord-
jevic in the context of optical biosensors is recommended [40].

Hydrolysis has been  in  lesser use  than aminolysis, probably because  it yields 
species (i.e., hydroxyl and carboxyl) that are less reactive and usually require fur-
ther activation or the presence of catalysis for further coupling. Although acid hy-
drolysis is possible, base-catalyzed hydrolysis is preferred as it is proceeds faster. 
In addition,  the  former may  induce bulk hydrolysis,  at  least  in  the case of PLA, 
[41]  rather  than  surface-confined modification. Only  strong acid  treatments may 
be  efficient  but  they would  also  lead  to  extended morphological  changes  at  the 
surface. PCL [42, 43] as well as PLA [44] and PLGA [33] were treated with sodium 
hydroxide solutions. Again, temperature and concentration are the determining pa-
rameters regarding the reaction rate [42] and the increase of surface roughness [44]. 
Hydrolysis with an ethanolic sodium hydroxide solution on a PMMA substrate was 
directly compared  to aminolysis  in  terms of subsequent surface functionalization 
and it clearly showed that the latter was more efficient [37]. In some cases, hydro-
lysis of the PMMA surface was performed as a preliminary step before amidifica-
tion, particularly when using polymeric  amines  such as poly(ethyleneimine)  and 
poly(allylamine) [38]. Saturated sodium hydroxide aqueous solutions were also ef-
ficiently employed to produce carboxylic acids at the surface of commercial PMMA 
investigated for DNA microarrays [45].
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A few other methods have been reported to enrich the surface of PET materials 
in hydroxyl and carboxyl groups, which otherwise are only present as end groups. 
Marchand-Brynaert  reported  an oxidation procedure  to  convert hydroxyl  termini 
into carboxyl groups in PET microporous membranes by exposure to a potassium 
permanganate  in sulfuric acid at 60 °C [46, 47],  following assessment of diverse 
methodologies to maintain the porous structure [48]. In addition, Hubbell showed 
that the aromatic ring present in the PET repeating unit could be exploited to intro-
duce further hydroxyl groups by treatment with an aqueous solution of formalde-
hyde and acetic acid at 20–37 °C for 4–8 h [49, 50].

Polycarbonate (PC) is an attractive polymer as it is transparent, has a high tem-
perature and impact resistance, and can be thermoformed. This is advantageous for 
studies requiring well-defined topography and geometry, such as emulating blood 
vessels for instance [51]. PC is also the constituting material of compact discs (CDs) 
and has thus been considered in this very form to be an ideal platform for screening 
[52]. Therefore, Maquieira studied two routes to impart surface reactivities to CDs 
with the aim of immobilizing oligonucleotides for DNA detection (Fig. 4.2) [53]. 
The first method was based on a Friedel–Crafts alkylation with chlorodimethylether 
catalyzed by zinc(II) chloride,  in cyclohexane at 60 °C for 2 h. These conditions 
were found to be the best compromise between a reasonable extent of functional-
ization and  the conservation of  the physical properties. Longer  times and higher 
temperatures  lead  to  increase  in  roughness  and  even  cracking.  It was  noted  that 
this method proved to be efficient for further attachment of aminated DNA strands 
and  is  particularly  attractive  as  after  only  one  treatment  step  the CDs  are  ready 
for biofunctionalization. However, the requirement for organic solvents and highly 
toxic chlorodimethylether lowers the attractiveness of this route. Indeed, the second 
alternative consisted of a nitration/reduction sequence to attach amine groups to the 
aromatic rings of PC, all performed in aqueous solutions (of nitric acid and sodium 

Fig. 4.2  Various methods to introduce reactive groups at the surface of polycarbonate substrates 
through initial aromatic substitutions [53]
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borohydride, respectively). Nevertheless, we also found in our laboratory that this 
method was sometimes not conclusive for more fragile specimens of PC, such as 
porous thin membranes, as cracking also occurred [54].

Polyethersulfone (PES) is another  interesting polymer as  it  is a highly chemi-
cal  resistant,  semitransparent  thermoplastic,  and  sometimes  replaces PC  in more 
demanding applications. Its backbone is also made of multiple aromatic rings, this 
time connected together via sulfone and ether groups. Therefore, Marra employed a 
Friedel–Crafts alkylation procedure similar to Maquieira’s to halogenate the poly-
mer surface using chlorodimethylether with tin(IV) chloride as the Lewis acid cata-
lyst [55]. This exact same procedure was developed earlier by Higuchi in the frame 
of poly( N-vinylpyrrolidone) grafting onto PES [56].

PTFE and other perfluorinated polymers are usually considered nonreactive and 
are widely used for biomedical applications. Strong reducing agents are, neverthe-
less,  able  to  alter  PTFE. Often,  alkali metals  are  employed  but  yield  blackened 
products. Importantly, McCarthy reported a procedure in which a benzoin dianion 
formed by  reaction of benzoin with potassium  tert-butoxide  in deoxygenated di-
methyl sulfoxide or N-methylpyrrolidone was able to reduce the surface of PTFE 
in a more controlled manner, producing films with a metallic visual aspect [57, 58]. 
This process was later used by Hubbell in order to produce insaturations at the sur-
face of PTFE, which were then modified to immobilize cell-adhesive peptides [50]. 
Another  protocol  for  introducing  surface  insaturations,  initially  reported  by Mc-
Carthy [59] and later employed by Shoichet [60] for poly(tetrafluoroethylene-co-
hexafluoropropylene) (FEP), was exploited by Gabriel on the PTFE homopolymer 
[61]. In this case the (strong) reducing agent is sodium naphthalide, which must be 
prepared fresh by stirring sodium and naphthalene together in dry tetrahydrofuran 
as the resulting product degrades in presence of water.

Finally, a very  important polymer  that has been used  to a  lesser extent  in  the 
frame  of  biorecognition  is  polydimethysiloxane  (PDMS).  For  instance,  we  can 
mention the report of Sheardown who grafted a polymethylsiloxane layer to intro-
duce Si–H groups that can later be involved in palladium-catalyzed hydrosilylation 
[62]. For further possible procedures, the reader may refer to reviews dealing with 
the surface modification of PDMS for microfluidic [63] and biomedical [64] ap-
plications. A  typical alternative  is oxidation  to create silanol groups amenable  to 
further silanization, as in the case of silicon wafers.

4.4  Introduction of Primary Reactive Groups by Physical 
Chemical Methods

The  introduction of  functional groups at  the surface of a material using physical 
methods is significantly less substrate-dependent than that with wet chemical pro-
cedures and usually relies on the employed reagents (elemental gases or small mol-
ecules) rather than the chemical structure of the polymeric surface. An important 
difference between wet chemical and “dry” physical chemical methods is that in the 
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latter case, the surface topography is generally less altered, at least for compared 
treatment  times  leading  to  similar  degrees  of  functionality.  Nevertheless,  these 
physical methods  often  present  the  disadvantage  of  simultaneously  generating  a 
broad range of species rather than a precisely defined single species and of requiring 
specialized equipment.

Plasma-induced modifications are the most widely employed techniques. Other 
methods include ozone treatment, as well as UV- or electron beam-based methods. 
Importantly,  physical  treatments  generally  allow  spatially  resolved modification 
due to the radiative nature of these modifications. Typically, a simple masking pro-
cedure with a blocking grid is sufficient [65−67].

4.4.1  Plasma-Based Modifications

Plasmas basically originate from the ionization of gases. They can be created via 
different methods,  the most popular—at  least  in  the area of surface modification 
for biorelated applications—being glow discharge,  a nonthermal process.  In  that 
case, the plasma is generated by applying a radio-frequency electrical field into a 
gas-filled container. Plasma procedures are easily  transferable  from one polymer 
to another, only requiring optimization in some cases [68]. Depending on the gas 
or liquid vapors introduced in the plasma chamber as well as on other potentially 
coupled energy sources, plasma treatments can be categorized as follows:

•  Direct plasma treatment (DP) utilizing nondepositing gases, commonly argon, 
nitrogen, or oxygen, or small molecule vapors [68]

•  Plasma (grafting) polymerization, also named plasma-enhanced chemical vapor 
deposition (PECVD), employing vapors of diverse molecules, typically enes [69]

•  Plasma-immersion  ion  implantation  (PIII), which  is  based on  a direct  plasma 
treatment setup coupled to a high voltage pulse generator (Fig. 4.3) [70]

These three treatments result in rather different functionalities on the surface:

•  DP will  introduce  elementary  functional  groups  by  oxidation  directly  on  the 
treated  polymer  surface  such  as  hydroxyls,  aldehydes/ketones,  carboxyls,  or 
amines,  depending on  the nature of  the gas  [68]. DP  treatment  is  usually not 
extremely stable over  time:  it was for  instance commonly observed  that  it  re-
sulted in a sharp decrease of water contact angle (increase of hydrophilicity) in 
comparison to the native materials but that the hydrophobicity slowly increased 
when samples were exposed to air or water [72, 73].

•  PECVD yields a thin polymeric layer grafted on the modified substrate and the 
functionality directly  arises  from  the  employed monomers. Obviously, milder 
plasma-generating conditions will preserve functionality to a higher extent [69]. 
PECVD usually leads to stable functionalization over time.

•  PIII  is  reported  to  produce  unpaired  electrons  inside  the material,  these  elec-
trons slowly migrating to the surface enabling radical-based grafting. [74]. The 
activated substrate procedure maintains a bonding ability of several months, if 
for instance freeze-dried.
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Below, we explain in detail  the sort of reactive groups that are produced in each 
method, depending on the employed gas/vapor phase. How these primary groups 
are further exploited in order to bring biorecognition units onto the surface is de-
scribed later in Sect. 4.5.

4.4.1.1  Direct Plasma Treatment (DP)

In DP, flows of inert gases such as argon and nitrogen have been employed at low 
pressure. These two gases present great advantages in terms of safety of storage and 
handling. After such plasma exposure, the polymeric samples are usually exposed 
to air or even to pure oxygen in order  to generate oxygen-based reactive species 
such as carboxylic acid or peroxides. Callens [75], Ho [71], Maeji [76], and Yin [77] 
have done so on PCL, PE, polyvinylidene difluoride (PVDF) [78], and PP, respec-
tively. Nitrogen additionally leads to the introduction of amines [71, 79].

Oxygen, which  is  clearly more  hazardous  than  argon  or  nitrogen,  has  been 
extensively utilized as the plasma source in DP. Quite obviously, it generates a 
mixture of species ranging from oxygen radicals and anions to hydroxyls, carbon-

Fig. 4.3  Schematic diagram of a PIII treatment system [71]
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yls, carboxyls, and peroxides that can be exploited in a range of chemistries with 
the final aim of immobilizing biomolecule ligands. Oxygen plasma was applied 
to numerous polymeric substrates. For instance, it has proven particularly useful 
to introduce functionality at the surface of vinyl polymers: polyolefins [80, 81] 
and their copolymers such as cyclic olefin (co)polymers (COP or COC) [72, 73, 
82, 83], and PS-b-poly(ethylene-co-butylene)-b-PS (SEBS) [84], as well as their 
perfluorinated counterparts, for example, PTFE [73]. Interestingly, carbon diox-
ide seems to yield similar species, as reported by Vassile for PVDF functionaliza-
tions [79]. Polymers made by step-growth polymerization were also treated with 
oxygen plasma: polyesters such as PET [73], PLA [85, 86], and its copolymers 
[87];  polycarbonates  [73];  poly(ether  carbonate  urethane)  [88].  PDMS usually 
undergoes plasma oxidation similarly to silicon wafers, thereby producing silanol 
(Si-OH) groups [73].

A unique method, not involving low molecular gas pressure but air at atmospheric 
pressure was reported by Graz [89]. The plasma is generated by dielectric barrier 
discharges (DBD), a process first reported by Siemens in the nineteenth century [90]. 
The setup consists of a sandwich procedure where two polymeric films—in the pres-
ent case FEP—can be treated at once if placed between two metal electrodes generat-
ing a high voltage alternating current with at least one insulating film in the discharge 
gap (Fig. 4.4). This process leads to the formation of weakly ionized plasma. In such 
a setup, patterning  is also possible by placing a mask between  the  two polymeric 
substrates. Not only the presence of oxygen species such as aldehydes, but also of 
nitrogen species, was evidenced on the surface of the DBD-treated FEP films.

As mentioned above, DP can also be utilized in the presence of chemical vapors. 
For instance, Aebischer employed a mixture of helium and methanol vapors to cre-
ate hydroxyl groups at the surface of FEP substrates [65, 91]. More commonly, poly-
meric materials were exposed to ammonia plasma for the specific grafting of amino 

Fig. 4.4  Schematic setup for surface modification of two polymer samples at a time, which are 
sandwiched between two indium tin oxide (ITO) coated glass slides covered with the dielectric 
benzocyclobutene (BCB) and separated by a patterned spacer-mask [89]
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groups on PP [78, 79], PVDF [92], polyesters such as poly(3-hydroxybutyrate-co-
3-hydroxyvalerate) [93], or PLA [94], and poly(ether ester urethane)s [95].

Friedrich had recourse to bromoform (HCBr3) as the plasma source in order to 
introduce bromide groups  at  the  surface of PE and PP,  species  later  involved  in 
nucleophilic substitutions [80].

Finally, DP can also result  in the formation of grafted polymer but after addi-
tional thermal or radiative activation of DP-generated species in presence of radi-
cally polymerizable monomers. This process is called postplasma-grafting and will 
not be distinguished from DP as the same primary species (e.g., peroxides) are also 
present  in DP processes. Corresponding examples of secondary functionalization 
will be detailed in Sect. 4.5.

4.4.1.2  Plasma Polymerization or Plasma-Enhanced Chemical Vapor 
Deposition (PECVD)

DP suffers from the requirement for renewed optimization for each polymer to be 
treated [68], although far less than in the case of wet procedures. However, plasma 
polymerization exhibits a higher  transferability. PECVD can be considered a co-
valent coating method that relies to a large excess onto the nature of the radically 
polymerizable monomers present in the vapor phase (Fig. 4.5). It is applicable not 
only to polymers but also to metals and ceramics. The relative mildness of the pro-
cess is important with regards to functional substituents of the vinyl monomers. A 
customarily applied method is shortening the plasma duty cycle by pulsing periods 
interspersed with  “off”  times during which  the polymerization  continues  to  pro-
ceed. In some cases, continuous wave conditions can still be applied during a short 
initiation period.

By far, carboxylic acid-containing monomers, and particularly acrylic acid (AA), 
have been graft-polymerized the most, onto a variety of polymeric materials: PE 
and PP [80], PS [97], PLA [98−100], polyurethanes [98]. Urban reported a PECVD-
based method where he used maleic anhydride (MAnh) in place of AA [101]. MAnh 
is a special monomer owing to the fact that it is not able to homopolymerize. There-
fore in that study, a monolayer of maleic acid—that can be hydrolyzed to yield two 
carboxylic acid functions—was certainly formed onto PE and PP substrates.

Usually, carboxylic acids require activation for subsequent conjugation reactions. 
A recent alternative has been explored via the plasma polymerization of pentafluo-
rophenyl methacrylate, first on silicon substrates [102, 103] and then on PS [96].

Allyl monomers were not forgotten in the area of PECVD where they are rather 
popular to introduce alcohol and amine groups. Allyl alcohol (AllOH) as well as al-
lylamine (AllNH2) were graft-polymerized by Friedrich onto PP and PE [80]. Eber-
hart covalently attached poly(AllNH2) onto PCL and PLA [104], so did Sheardown 
with P(AllOH) onto PDMS [105]. Klee utilized a protected, hydrolyzable version 
of AllOH, namely vinyl acetate (VAc) [106].
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4.4.1.3  Plasma-Immersion Ion Implementation (PIII)

PIII has been extensively employed in the frame of bioconjugation by the team of 
Bilek [107, 108]. Although PIII certainly yields similar species as classic DP, it is 
usually employed in order to exploit the radicals that are formed along with these 
oxygen and nitrogen species. It is usually referred to as a linker-free method for bio-
molecules, particularly enzymes, which can be immobilized without intermediate 
procedures [109]. The treated substrates generally become hydrophilic (as in DP, 
which confirms the previous statement on the similarity of produced species) but 
seem to retain this character for extended period of time, which results in prolonged 
protein activity albeit this absence of linker that could regulate protein-surface in-
teraction and prevent denaturation. In the frame of PIII, inert gas plasmas have gen-
erally been used: nitrogen onto PE [71, 74, 110, 111], PTFE [74, 112, 113], PMMA 
[74], PS [74, 114], and PC [115] as well as argon onto PE [71] and PS [116].

In a different approach, Choi employed PIII together with a masked irradiation 
to pattern implanted areas that would yield peroxide surface patterns after exposure 
to air for 24 h [117].

4.4.2  Ozone Treatment

Ozone treatment is related to plasma techniques in the fact that it also relies on a 
reactive gas phase. Early studies on the action of ozone onto PE films evidenced 
the formation of oxidation products similar to those produced by oxygen plasma, 
i.e.,  hydroxyls,  carbonyls,  and  carboxyls  [118, 119].  For  instance, Diaz-Quijada 
investigated the ozone treatment for the fabrication of DNA microarrays on COP 

Fig. 4.5  Schematic diagram of a plasma reactor employed for plasma-enhanced chemical vapor 
deposition (PECVD) and its electrical components [96]
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and PMMA [45]. The activation of ozone by UV was also investigated and demon-
strated a higher degree of modification, unfortunately yielding an increase of auto-
fluorescence of the substrates, which can be detrimental for applications involving 
spectroscopic methods.

4.4.3  Photoirradiation

Light-based techniques can play a major role in the area of surface modification, as 
they allow facile temporal and spatial control [54, 120−122]. Notably, they usually 
do not require harsh chemicals as in the case of wet chemical modifications, and 
avoid the requirement for vacuum techniques as in plasma-based techniques or for 
hazardous gases such as ozone. An exception to that is however the UV activation 
of a mercury- and ammonia-containing chamber to introduce amines at the surface 
of FEP fibers [123].

The  incorporation of  photoreactive  species  in  the  polymer  itself  is  out  of  the 
scope of this chapter, therefore the following described examples concern the use 
of soluble photoactive moieties yielding a direct grafting onto the surface. The first 
class of such studies is devoted to UV-induced polymerization, which is conceptu-
ally very similar to PECVD: radicals are created in the surroundings of and onto the 
surface  in presence of  radically polymerizable monomers. This process has been 
carried out using either gaseous or liquid monomer formulations.

For  instance, Kessler  reported  the  direct  grafting  of  acrylated  integrin  ligand 
peptides—precisely, cyclic RGD—on PMMA in the presence of camphorquinone 
acting as a  radical source,  in solution, and under UV light  [124, 125]. The same 
team also reported  the grafting polymerization of photoisomerizable cyclic RGD 
peptide-based acrylamides at the surface of PMMA without the use of a photoinitia-
tor. In that case, the PMMA films were first irradiated for 2 h at 254 nm, in order to 
create surface-bound radicals [126].

Albertsson reported a similar strategy using benzophenone for gas-phase graft-
ing polymerization with acrylamide, vinylpyrrolidone, and MAnh [127]. The vapor 
pressure of  the monomers had an  influence on  the grafting yield:  the higher,  the 
better. As we suggested in the case of PEVCD reported by Urban, MAnh yielded a 
low grafting density, for which impossible homopolymerization was here explicitly 
designated as the cause. While this study did not involve subsequent biofunctional-
ization, the method was adapted by other teams for this purpose. For instance, Xu 
graft-polymerized acrylic acid on PP [128]. In that case, PP membranes were first 
soaked in a solution of benzophenone and dried before placing them in an aqueous 
solution of AA and irradiating them.

Larsen  also  utilized  a  benzophenone  derivative  (benzoyl  benzylamine  hydro-
chloride, BzBAm) to create protein-repellent coatings from a solution of PEG and 
BzBAm [129]. In this case, no polymerizable monomer is present, but benzophe-
none derivatives are known  to  readily abstract hydrogen  from hydrocarbons and 
create radicals. This feature was thus exploited for a second step of functionaliza-
tion to graft, directly on the passivating layer, an enzyme as well as an antibody, 
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which both maintained activity. Tan  reported a  few years before a  rather  similar 
method  exploiting  the  hydrogen  abstraction  ability  of  benzophenone—with  the 
coupling of 4-benzoylbenzoic acid and an RDG peptide followed by its direct UV-
induced grafting of the latter onto poly(carbonate urethane)s [130].

Yang reported another simple UV-induced grafting method. His team found that 
irradiation of  a phenol  solution  in acetone  resulted  in  the attachment of  the aro-
matic  compound onto polymeric  surfaces,  via  a mechanism  involving  the  triplet 
state of acetone [131]. This method is compatible with several functional groups 
(sulfonic and carboxylic acids, amine, thiol). In the case which interests us, bromo-
4-hydroxyacetophenone was chosen to introduce bromine groups at the surface of 
PP in a spatially resolved way using a metallic mask [132].

Isopropylthioxanthone  (ITX)  is  a  common  photoinitiator, which was  used  by 
Yin to grow polymer brushes at the surface of PE and PS. Particularly, methacry-
lated microperoxidase and poly(L-lysine) could be copolymerized from the surface 
of PE films and PS well plates,  respectively. The method relies on two steps: (i) 
the UV-induced grafting of ITX onto the polymer surface proceeding by hydrogen 
abstraction and coupling with the newly formed polymer-bound radical and (ii) the 
visible light-induced formation on an equilibrium between ITX-bound species and 
propagating radicals next along with the ITX intermediate radical. This mechanism 
somehow resembles that of photoinduced reversible-deactivation radical polymer-
ization such as nitroxide-mediated photopolymerization [133].

Finally, photogeneration of highly reactive species, nitrenes and carbenes, able 
to insert into C–H bonds was utilized as a simple means to introduce not only chem-
ical groups but also, more commonly, directly the biorecognition ligand. The most 
employed class of precursors is that of p-azidophenyl derivatives, which form ni-
trenes  upon UV  irradiation. Many p-azidophenyl-functionalized  peptide  systems 
have been reported for grafting onto PS [134], PET [134] poly(vinyl alcohol) [135], 
poly(ester carbonate)s [135], and polyurethanes [136]. A biotin derivative was also 
described for the functionalization of the epoxy-based photoresist SU-8 (Fig. 4.6) 
[137]. Lee also had recourse to this method to immobilize a brominated compound 
for  further  surface-initiated  atom-transfer  polymerization  from  COC.  Chevolot 
opted  for  a  related method  based  on  the  generation  of  carbenes  from  diazirine-
functionalized mono- and disaccharides for PS surface functionalization [138].

4.4.4  Electron-Beam Irradiation

Electron-beam irradiation (eBeam) was seldom used on polymeric materials in the 
context of biorecognition-based systems. It has nevertheless been employed exten-
sively for the patterning/crosslinking of PEG derivatives directly involved in biocon-
jugation/biorecognition [139]. eBeam is performed to create radicals at the surface 
of a polymeric material. Albertsson has for instance shown that it is possible to treat 
topographically patterned PCL substrates with eBeam and maintain the morphology 
of the sample [140]. The irradiated samples could be stored without loss of reactivity 
by immediate immersion into liquid nitrogen. A simple subsequent exposure to a de-
oxygenated solution of acrylic acid allowed surface grafting polymerization. Quite 
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differently, Okano proceeded to the direct eBeam of solutions of N-isopropylacryl-
amide and a carboxyl-functionalized analogue to yield patterned crosslinked layers 
through masked irradiation onto tissue culture polystyrene dishes [67].

4.5  Subsequent Surface Functionalization Methods 
and Attachment of Biorecognition Modules

Depending  on  the  chemical  groups  introduced  through  methods  described  in 
Sect. 4.3 and 4.4, several synthetic routes open. In the following,  the description 
of these routes is ordered according to the type of functional group present on the 
surface after the initial treatment, irrespective of the method employed to achieve 
this state.

4.5.1  Oxygen Species

Through the use of oxygen DP, diverse oxygen species are produced at the surface 
of  a  polymer. We  detail  their  derivatization  one  by  one  below  but  it  is  perhaps 
interesting to first mention that Friedrich reported  the global conversion of  these 
groups  into  alcohols  through  the  application  of  strong  reductants  such  as B2H6/
H2O2, LiAlH4, or vitride/NaOH [80]. Sheardown did the same with sodium boro-
hydride [105].

Fig. 4.6  UV-induced grafting of a p-azidophenyl-functionalized biotin [137]
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4.5.1.1  Peroxides

Surface-bound peroxides are generally exploited for a subsequent grafting-polym-
erization procedure. This can be triggered either by UV exposure [75, 77, 87] or 
by thermal treatment [76, 117] in presence of the monomer solution. UV sources 
usually employed are in the UVA range and irradiation is performed for a few tens 
of minutes. Thermal treatment occurs in the 65–75 °C range for a few hours. Again, 
as in PECVD, AA is the most widely utilized monomer [87, 117]. After polymer-
ization, peptide coupling reagents such as 1-ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)-car-
bodiimide (EDC) and N-hydroxysuccinimide (NHS) are employed to immobilize 
amino containing bioligands [87]. Copolymerization of styrene and MAnh to yield 
alternating  copolymers  that  can  be  hydrolyzed  to  yield  carboxylic  acids was  re-
ported [76]. Amine-containing monomers such as 2-aminoethyl methacrylate [75] 
and 2-methacryloyloxyethyl phosphorylcholine [77] were also used. Sometimes in-
hibitors such as Mohr’s salt are added to the monomer mixture to prevent solution-
phase homopolymerization and promote exclusive grafting [141].

4.5.1.2  Alcohols

There are many ways surface-bound alcohols can be derivatized to ultimately lead 
to biomolecular immobilization. In many reports, silanization is employed. 3-(ami-
nopropyl)triethoxysilane  is  clearly  the  most  popular  reagent,  yielding  aminated 
surfaces that can then react further with aldehydes (such as glutaraldehyde [80] or 
reduced dextran [82]) or activated esters [85]. Through silanization atom-transfer 
radical polymerization (ATRP) initiators have also been introduced at the surface 
of PP, to yield brushes of poly(ethylene glycol) methacrylate (PEGMA) and glyc-
idyl methacrylate (GMA) copolymers, whose epoxide rings were then exploited for 
amine-based protein attachment [81]. An interesting route was reported by Chiari 
with the use of a copolymer bearing silane side chains (as well as either NHS ester 
or epoxide groups) that could be coupled to oxidized surfaces for DNA microarray-
ing (Fig. 4.7) [73].

Hydroxyl groups can also be reacted with diisocyanates to produce isocyanate 
surfaces that can be used as such for coupling with amine-containing biomolecules 
or again converted into amines by hydrolysis [80]. Esterification using acyl chloride 
was also performed to introduce a chloromethylbenzyl group which could potential-
ly serve as an ATRP initiator but was actually converted to a dithiocarbamate (also 
called photoiniferter)  instead,  in order  to perform UV-initiated “living” polymer-
ization of PEGMA and AA,  followed by  IgG  immobilization mediated by EDC/
NHS [83]. Carbodiimidazole and  tresyl chloride activations supplied handles  for 
peptide immobilization through their N-terminus, forming urethane linkages, [65] 
and secondary amine and amide linkages, [105] respectively. Finally, Klee reported 
a protocol  involving benzoquinone as a bridging molecule between the hydroxyl 
groups of hydrolyzed PVAc and the N-terminus of peptides [106].
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Bromination  of  surface  hydroxyl  groups  on  plasma-oxidized  SEBS  could  be 
achieved by HBr/H2SO4 treatment in order to perform surface-initiated ATRP [84].

4.5.1.3  Carbonyls

Carbonyl groups such as aldehydes and ketones have been less considered than oth-
er oxygen species although they can lead to interesting materials, as it is possible to 
reverse the immobilization of amine-containing (bio)molecules via the labile Schiff 
base adduct. Actually, most reports involving carbonyl-amine coupling describe the 
permanent  fixation  of  this  linkage  by  reduction  using  sodium  cyanoborohydride 
(Fig. 4.8) [72, 89].

Fig. 4.7  ( Left) Oligonucleotide hybridization experiment on a cyclic olefin (co)polymers (COC) 
surface treated by O2 plasma, coated with an N-hydroxysuccinimide (NHS) ester-containing silane 
copolymer, functionalized with a 5′-NH2-functionalized DNA strand, and incubated with a Cy3-
labeled  complementary  oligonucleotide.  ( Right)  Chemical  structure  of  the  coating  copolymer. 
Adapted from [73]

 

Fig. 4.8  Chemical structure of a cyclic olefin (co)polymers (COP; inset) and functional groups 
generated on the surface of oxidized COP ( left) and graft-polymerized acrylic acid (AA; right), as 
well as possible chemistries to immobilize amine-terminated DNA [72]
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4.5.1.4  Carboxylic Acids and Activated Esters

The derivatization of carboxylic acids offers much less variations. Basically, one 
method has been generally applied and relies on peptide coupling chemistry through 
the ubiquitous EDC/NHS couple (Fig. 4.8) [67, 72, 77, 88, 128, 140]. Sometimes 
the sulfonated variant of NHS is used to increase water solubility [86].

In most cases, the so-formed NHS-activated ester serves as a direct reactive site 
for biomolecule  immobilization: peptides,  [67, 86, 88] proteins,  [67, 77] or ami-
nated DNA strands [72].

In  other  cases,  the  NHS  ester  serves  as  an  intermediate  handle  to  incorpo-
rate  another  functional  bioconjugation-amenable  group  via  an  amino  derivative: 
2-(2-pyridinyldithio)-ethanamine  for  thiol  exchange  immobilization  of  cysteine-
containing  peptides,  [140]  or  propargyl  amine  for  attachment  of  azidosugars  in-
volved in lectin recognition by click chemistry [128]. Urban also published a pro-
cedure to introduce alkyne groups but via acyl chloride formation and subsequent 
reaction with propargyl amine [101].

There  are  otherwise  very  few  examples  of  activated  ester  directly  introduced 
by a surface treatment. Borros showed that protein covalent immobilization could 
readily be achieved after  the PECVD of pentafluorophenyl methacrylate without 
any additional treatment [96].

4.5.2  Amines

Besides  the  surprising  examples of  direct  protein  attachment onto  amino groups 
without any catalyst or previous activation, [142, 143] amines have been reacted 
with bifunctional linkers to bridge surfaces and biomolecules. A very popular linker 
is glutaraldehyde which possesses two aldehyde groups, thereby allowing attach-
ment of peptides and proteins through their N-termini [94]. Diisocyanates have also 
been used for the same purpose but present the disadvantage of being less stable, 
requiring a rapid bioconjugation event [92, 95].

Increasingly popular are nowadays hetero bifunctional linkers, such as succin-
imidyl-4-( N-maleimidomethyl)cyclohexane-1-carboxylate (SMCC) [123] or NHS-
PEG-maleimide,  [93]  which  allow  site-selective  immobilization  of  polypeptides 
through rare cysteine residues by Michael addition on virtually any aminated sub-
strate.

4.5.3  Halides

Albeit less common in polymer surface modifications, halides may gain a broader 
interest  as  they  can  be  involved  in  a  range  of  reactions.  For  instance,  Friedrich 
derivatized the bromide group formed during bromoform plasma treatment of PE 
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and PP into alcohols, by Williamson ether synthesis with a diol, and into amines by 
a nucleophilic substitution with diamines [80].

Halides  are  also  commonly  involved  in  radical-mediated  processes  such  as 
ATRP. For example, Yang exploited the UV-grafted bromo-4-hydroxyacetophenone 
as an ATRP initiator to grow PGMA brushes and subsequently ring-open the epox-
ide side-chains  to anchor  IgG (Fig. 4.9a)  [132]. Lee employed a similar strategy 
to grow brushes of poly(hydroxyPEGMA), followed by activation of the pendant 
hydroxyl groups by N,N'-disuccinimidyl carbonate, and coupling of amino-biotin 
(Fig. 4.9b) [144].

4.5.4  Insaturations

Insaturations resulting from strong reductant treatment on perfluorinated films usu-
ally are converted into alcohols. This can be done by oxidation using a hydrobora-
tion/oxidation  sequence  [50, 60, 61]. Alternatively,  insaturations can give  rise  to 
carboxyl groups by direct oxidation in potassium chlorate/sulfuric acid [60].

Fig. 4.9  a Schematic  illustration of  the  surface-initiated ATRP of GMA (or DMAEMA) on PP 
functionalized by  acetone-mediated UV grafting  and  subsequent  protein  immobilization  [132]. 
b  Formation of  biotin-functionalized  antifouling brushes  onto COC  after  nitrene-mediated UV 
grafting [144]. COC cyclic olefin (co)polymers, ATRP atom-transfer radical polymerization, GMA 
glycidyl methacrylate
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4.6  Conclusion and Outlook

In this chapter, we have tried to cover as much as possible the range of chemical 
modifications, which have been carried out at the surface of commercial polymeric 
materials that are relevant for the field of biorecognition. Lately, physical methods 
seem  to have  taken  the  lead  in  that area  for  the  introduction of primary  reactive 
groups, owing to the easier access to advanced surface characterization techniques, 
such  as X-ray  photoelectron  spectroscopy,  FT-IR  spectroscopy,  or water-contact 
angle, that allow a better understanding of these processes. Of particular interest is 
that the surfaces are usually well-conserved in terms of topology, particularly with 
photoirradiation [145].

An aspect that has not been very much alluded to in the present literature review 
is that of passivation. Passivation is the key to biorecognition, in order to avoid non-
specific adsorption [146, 147]. This is particularly true for biosensing applications 
where reduction of the background is essential to allow a decrease in detection limit 
down to the attomolar range. Over the last decade, there have been many advances 
in terms of designing such surfaces, particularly thanks to the advance in controlled 
polymerization methods allowing the grafting of dense hydrophilic polymer brush-
es [148−151]. Controlled radical polymerization processes [152−155] have thus a 
great  future  for  the design of high-quality biochips, biosensors, and biomaterials 
as  they are  tolerant  to a wide range of  functionalities and can be combined with 
advanced photochemical strategies for patterning [120−122].
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5.1  Introduction

5.1.1  Background

Biological systems interact with artificial polymeric materials in a complex, multi-
stage, and iterative process of sensing and response [1]. The biological response at 
the cellular level to polymeric substrates has been studied at great length. However, 
this is often done on individual samples with a homogeneous feature. This results 
in experiments which are limited only to samples that the investigator can imagine 
— leaving potentially interesting samples or sample combinations hidden from use. 
Subtle variations in surface properties can have a drastic impact on cell response, 
and therefore a considered and careful approach must be employed in surface de-
sign  and  fabrication. Following  the  example  set  by  combinatorial  chemistry  and 
high-throughput screening (HTS) applied to drug discovery by the pharmaceutical 
industry in the 1990s, [2] researchers are increasingly turning to similar methodolo-
gies in biomaterial design [3−10]. This involves creating high content samples for 
exploring  the  full  sample space, usually  taking  the  form of a highly multiplexed 
array platform, or a continuous variation of a single material property as a gradi-
ent. Creating such dense sample formats presents a series of unique challenges in 
both their fabrication and implementation. In the case of surface modification for 
biomedical applications, platforms must be created which offer broad variations in 
surface properties, and they must also be designed in such a way as to allow mean-
ingful interpretation of often complex responses.

Gradients seem to offer the ideal solution in terms of manufacture and sample 
variation. Gradients may be fabricated in 2D or 3D, however whilst 3D studies are 
generally considered to be more representative of the in vivo architecture of most 
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biological systems, they present problems in terms of fabrication, data acquisition, 
and  data  analysis.  For  this  reason,  studies  investigating  cellular  response  to  en-
gineered surface cues are predominantly carried out  in 2D  in vitro  systems. The 
use of semiconductor fabrication techniques, which have consistently increased in 
resolution  since  their  inception  [11] has  allowed 2D surface patterning at  length 
scales which now approach that of single molecules, and surpassed that of the single 
cell many years ago [12]. Chemical, mechanical, and topographical features of a 
polymeric  surface have all been  shown  to be capable of  independently affecting 
cell behaviour and response to an engineered surface [1]. Gradients of each surface 
property can be fabricated independently or orthogonally to one another to create 
multiplexed parameter variations on a single substrate, Fig. 5.1.

Ease  of  fabrication,  data  analysis,  and  interpretation makes  the  use  of  linear 
gradients most  favourable. Single properties may be varied  in a single direction, 
Fig. 5.1a–c, or multiple may be varied  in opposite directions  to create a bidirec-
tional linear gradient, Fig. 5.1d. Orthogonal variation of two parameters serves to 
create as many possible combinations of two surface parameters as possible. Radial 
gradients have surface properties which change continuously from a central point 
outwards, and are most often used when fabrication makes use of diffusion-based 
processes from a single point source [4, 13]. These gradients are least favourable 
due to the difficulties associated with mapping cell response to corresponding sur-
face properties.

5.1.2  Gradient and Array Platforms

The distinction between gradient and array formats as HTS methods is an important 
one. A gradient is a continuous variation of a feature, such as structural dimension 

Fig. 5.1  Cells  sense  their  environment  through  three  main  ‘columns’  of  sensing:  chemical, 
mechanical,  and  topographical.  a  Chemical  gradients  range  from  a  simple  change  in  surface 
energy,  to  surface modification with proteins,  functional molecules,  or  peptides. b Mechanical 
gradients are a modulation of a mechanical property such as the Young’s modulus of a substrate. 
c Topographical gradients present a variation of surface structure, which have been shown to be a 
powerful manipulator of biological response. d, e, f These gradients of surface properties can be 
combined into linear d orthogonal e or radial gradients f which elicit the interplay between two 
material factors in a biological response
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or surface chemistry. This feature changes ‘continuously’ from one value to another, 
however its resolution is essentially defined by its nature—a gradient of chemistry 
may only  change  spatially  in  so much  as  its molecular  structure  allows. Arrays, 
however, are discrete variations in a surface parameter, separated or congruent on 
a single sample. These areas may be completely isolated from one another, or may 
exist on a single substrate and used in an open environment. Essentially, then, based 
on the property in question, an array might have a fine enough resolution so as to of-
fer a working resolution which is comparable with a continuous gradient.(Fig. 5.2)

The key difference in understanding their use and implementation is that cells 
or molecules are free to move along or adsorb across a gradient platform, with cell 
motility yielding further information about how they interact with the surface. In an 
array platform, this is not possible—as cells or biomolecules interact with sample 
conditions which are isolated from each other, or at least separated spatially. There 
are benefits to each of these methods, and the impact of gradient or array formats 
should be carefully considered. Whether a continuous gradient or a microarray plat-
form should be used must be taken into consideration, with Hook et al. suggesting 
that gradients are most useful in optimisation of surface properties, whereas micro-
array platforms are preferable in the discovery of new cell-material interactions[5]. 
Nonetheless,  gradients  represent  a  significant  improvement  on  discrete material 
tests for screening the relative change in properties such as adsorption of nanopar-
ticles or proteins, and cell behaviour itself.

The continuous nature of gradients can present a problem in experimental de-
sign, in that artefacts such as cell migration along the gradient and cell–cell commu-
nication across it are a unique part of the biological response. Instead some groups 
choose to prioritise the use of microarray platforms as these provide distinct varia-
tions in material properties and therefore produce data which is easier to interpret. 
These difficulties are offset by advantages such as a lower cell number and culture 
media usage—reduced biological variation between conditions and reduced sample 
material usage—these are significant advantages when working with rare or prob-
lematic biological specimens/materials.

5.1.3  Cell-Surface Interactions

Polymer surfaces can broadly be divided into three groups, based on their apparent 
mode of  action, Fig.  5.1. They may provide  topographical  cues  via  their micro- 
and nanoscale architecture. Surfaces may also provide chemical cues which may 
comprise biomolecules directly tethered to the surface, or a tuned wettability which 
modulates protein adsorption. Finally, their mechanical properties such as stiffness 
and rigidity can direct biological activity. Here, we will present a series of emerging 
fabrication techniques which allow the creation of high content gradient platforms 
for all three classifications, including combinations of the three.

Preparing  and  characterising  individual  samples with  different  properties  is  a 
time consuming and costly approach to finding polymer materials which are fit for 
purpose.  Including multiple  conditions on  a  single  sample,  in  the  form of  either 
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 arrays or continuous gradients, can greatly expedite the characterisation of biologi-
cal response to it. High-content libraries of topographical motifs have been dem-
onstrated as powerful tools for the discovery of optimal surface topographies, with 
a single 2 × 2 cm chip containing 2176 distinct geometric patterns generated algo-
rithmically by combining  three primitive shapes,  fabricated by photolithography, 
and applied to the analysis of human mesenchymal stromal cells to these geometric 
combinations [41]. Simon and Gibson compiled an excellent review on combina-
torial approaches to biomaterial design including both array and gradient formats 
[3]. Numerous other review articles are available for further reading [4−10]. Gen-
zer et al. present a compilation of 24  innovative gradient  fabrication methodolo-
gies, covering a broad range of functionalization methods for both polymeric and 
inorganic  substrates.  [4]  Inorganic  substrates  such  as  silicon  are  often  used  as  a 
substrate, which  is  functionalized with bioactive molecules. Whilst  incompatible 
with direct applications  in biological  systems,  the use of  such substrates enables 

Fig. 5.2  a Graphical understanding of the literature. Collated data from 25 papers with at least 50 
citations which use structured polymer microtopographies [14−24] or nanotopographies [25−38] 
to drive cellular response. We have chosen to focus only on structures produced by common semi-
conductor fabrication techniques, so as to simplify data comparison—as each study was conducted 
with certain feature dimensions in terms of feature height and lateral dimensions. Commonly, each 
paper is represented by one or two single points due to the limitations of fabricating individual, 
homogeneous samples. Alongside these datapoints, we have included work from our lab (nanopil-
lar array [39] and dual microgradient array [40]) which seeks to more fully explore the sample 
space by using gradients of topographical features. Continuous variation of nanopillar height was 
used to investigate the differential response of fibroblast and endothelial cells to the surface, blue 
[39]. Furthermore, we have demonstrated the use of dual  topographical gradients—variation of 
microgroove depth, with orthogonally varied microgroove pitch, green [40]. This demonstrates the 
ability of gradient platforms to more fully cover the sample space, rather than limiting results to a 
small subset of individually fabricated samples
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the screening of biological response to a variation in functionalization, which may 
then be translated onto compatible bulk materials [42]. In fact, the use of thin film 
polymer coatings alleviates the need for bulk materials to be fully compatible with 
prospective applications.

Besides discussing the three cues listed above, we will also address how such 
gradient substrates are evaluated. Commonly, they are simply discretised and anal-
ysed in a similar fashion to arrayed samples or platforms. In this respect, the use of 
gradients may seem counterproductive, if high resolution variations in surface pa-
rameters are simply reduced to single instance of a parameter, Fig. 5.3. The strength 
of parameter gradients lies in the fact that a spatially discretised gradient may in-
clude surface parameters which may not have been included in a spatially discre-
tised array. In addition, fabrication of a wide range of surface parameters in a single 
process may be faster and more reliable than fabrication of individual samples.

Fig. 5.3  Continuously  varied  surface parameters must  be  discretised  for  analysis. Cell  culture 
studies have a theoretical maximum resolution of the spread of a single cell along the gradient axis. 
Whilst modern scanning stage microscopes and automated  image analysis  software makes  this 
possible, the most common approach in the literature is to divide linear or 2D gradients into sub-
units of size L/n, where L is the total gradient length and n is the number of subunits. This yields an 
inherent variation in a single subunit, which is often presented as a uniform value in the literature, 
masking underlying variation in surface properties and therefore cell response. A square imaging 
array, captured with a camera which has a rectangular field of view will also be disproportionately 
loaded in each datapoint with variation in one axis versus the other. Both linear gradients, a, and 
multidimensional gradients, b, must be divided into subunits for image analysis
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Despite increasing resolution of surface characterisation techniques allowing a 
finer determination of the variation of a given property along a gradient, the litera-
ture does little to address the methodologies used to segment biological results on 
gradients. The default spatial unit of measurement is frequently found to simply be 
the width of an image frame, for example images captured at ×10 magnification are 
commonly  800–1000 µm  in width. These  images  become  individual  datapoints, 
when in reality they contain an intrinsic variation across  them, depending on the 
spatial rate of change of the underlying gradient. This results in a quantisation of the 
gradient in a semi-arbitrary fashion, and is particularly inflexible to tolerances in the 
imaging method. For example, using a motorised stage to capture congruent images 
across a linear or 2D gradient relies strongly on accurately aligning the substrate 
and ensuring uniformity in imaging locations across samples.

The location of controls in investigations making use of gradient surfaces also 
merits some consideration. A surface gradient may occupy a given sample space, 
with  blank  control  regions  surrounding  it.  Our  work  on  gradients  of  nanopillar 
height has shown differences in cell phenotype on flat regions which are adjacent 
to  tall  nanopillars versus  short  nanopillars  [39]. Local migratory behaviours  and 
cell–cell  interactions  influence cell  response at  these adjacent  regions,  as can be 
seen  in Fig. 5.10 as an  increase  in cell number adjacent  to one end of  the  linear 
gradient. Such effects, most prominent when comparing flat regions to a section of 
the gradient, must be considered as also having an influence on the patterned re-
gions themselves. This can lead to situations whereupon scale up of a region of the 
gradient, after identifying it as driving a positive cellular response, a homogeneous 
sample covered in the same pattern does not elicit the same response. This inher-
ent tendency for cross talk between cells on gradient platforms must be considered 
when interpreting results. Expansion of individual gradient points into larger homo-
geneous areas may not produce  the same biological  response, perhaps  indicating 
that the complex gradient environment has a strong effect on the experiment.

5.1.4  Gradient Fabrication

In most cases, uniformity and homogeneity represent the gold standard in sample 
fabrication  for  biomedical  engineering  studies. Variability  between  experimental 
materials is recognised as a source of irreproducible results, slowing and distorting 
studies of cell-material interactions. As a result, there has been a vast deal of effort 
invested in ensuring that sample fabrication schemes are consistent and reproduc-
ible. This has meant that until relatively recently, there was little work available on 
the controlled fabrication of nonuniform gradient substrates. There has, however, 
been a recent increase in the reporting of new methods for the fabrication of gra-
dient surfaces—encompassing chemical, topographical, and mechanical modifica-
tions  of  a  range  of materials  [5, 43, 44].  Such  samples  are  viable  alternative  to 
groups of individual samples as they can provide a more complete variation in a 
property, such as hydrophobicity. Conducting a full experiment on a single sample 
also reduces problems associated with biological variability between large numbers 
of samples.(Fig. 5.4)



99

Polymer gradients may be classified in terms of properties such as their mode 
of interaction with a biological system, their dimensionality, and their range  (either 
steep  or  shallow). An  overview  of  fabrication  methods  are  presented  below  in 
 Table 5.1.

5.2  Chemical Gradients

Chemical modification or tuning of a surface may take two forms; either guiding 
the way in which proteins and biomolecules interact and adsorb on the surface, or 
directly tethering biomolecules to the surface so as to present an artificially engi-
neered interface. Ultimately, both methods affect cell response by the same means, 
whereby interrogation of the surface properties by a cell is changed. Density, type, 
and structure of adsorbed proteins have all been shown to influence cell behaviour 
and can be prepared by various methods. Plasma treatment of polymer surfaces—
either the modification of a bulk polymer surface, or deposition of a polymer film, 

Fig. 5.4  Polymer gradient fabrication techniques. a Sample immersion and removal from a solu-
tion of monomer, solvent, or etchant—creating a gradient based on retraction rate. b Plasma poly-
merisation excited by RF glow discharge under a diffusion mask, yielding a decrease in monomer 
concentration  into  the  channel which  translates  into  a  variation  in  deposited  film  thickness  or 
chemical composition. Plasma polymer gradients may be used in their deposited state, b, as wet-
tability gradients [45, 46], or  they may be used as sacrificial masks in a dry etching process to 
transfer a gradient of etch depth into a substrate. c [39, 40] Monomers with reactive groups such as 
carboxyl [47] or amine groups may be functionalised after deposition with biomolecules such as 
proteins or short chain peptides [48]. d. e Polymer microspheres annealed on a temperature gradi-
ent have a continuously varying crystallinity across the sample [49−51]. f Greyscale lithography 
or localised UV irradiation can be used to deliver a gradient of light across a photoactive substrate 
[42, 52]. g Microfluidic mixing devices allow precise mixing of monomer solutions or suspensions 
of biomolecules into gradients on a surface [53−57].
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has been used extensively to tune the biological response of a surface. Cell  adhesion 
to  polymer  surfaces may  be  enhanced  or  inhibited  by  glow  discharge  treatment 
through tuning of the water contact angle (WCA)—with a WCA of 70° appearing 
to be the optimal value for cell adhesion. Beyond modification of the surface energy 
many methods have been reported to create continuous variations in chemistry on 
a surface, with varying levels of complexity. As most existing chemical modifica-
tions are done in a homogeneous manner across a surface, adapting these methods 
to spatially vary the chemical modification is essential. This can be done by physi-
cally moving the sample through a solution [62−64], intricate mixing of reagents 
on a sample using microfluidics [53–57], annealing or curing a surface coating on a 
temperature gradient [51, 65], or plasma polymer deposition using either knife edge 
electrodes or through a series of apertures [68].

Table 5.1  An overview of fabrication methods for gradients of surface chemistry, topography, and 
mechanical properties

Fabrication 
method

Gradient type Length scale Speed Ref

Chemical Plasma polymeri-
sation under a 
diffusion mask

Wettability/sur-
face functional-
ization

Up to 20 mm Moderate [47, 58−61]

Microfluidic 
mixing of com-
ponent solutions

Surface func-
tionalization

10 µm to 
1 mm

Slow [53−57]

Substrate move-
ment through a 
vessel

Wettability/sur-
face function-
alisation

Up to 10 mm Fast [62−64]

Topographical Direct write 
lithography

Micro or nano Up to 10 mm Slow [18]

Grey scale 
lithography

Micropatterning Up to 10 mm Fast [42, 52]

Annealing on 
a temperature 
gradient

Surface rough-
ness/feature 
depth

Up to 10 mm Moderate [50, 65]

Plasma polymer 
thickness gradi-
ent, used as 
sacrificial etch 
masks

Feature depth Up to 10 mm Moderate [39, 40]

Mechanical Curing under UV 
or thermal gradi-
ents, multilayer 
lithography

Elastic 
modulus

Up to 10 mm Moderate [66, 67]

Microfluidic 
mixing

Elastic 
modulus

10 µm to 1 
mm

Slow [53]
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5.2.1  Wettability Gradients

Deposition of plasma polymer films through a diffusion mask can be used to tune 
the density of functional groups on a surface or to vary the hydrophobicity of a sur-
face [46, 48, 59, 69]. By limiting the concentration of the monomer across the sam-
ple by covering the area, deposition rates can be varied along the diffusion mask. 
These films yield a conformal, pinhole free coating which can then be processed to 
covalently link biomolecules to its surface. Alternatively, the surface may be physi-
cally masked with a barrier held in close proximity, which is then gradually moved 
away, yielding a variation of plasma exposure time. Whilst this method has a more 
involved setup due to the requirement of building a mechanically actuated barrier 
inside a radio frequency discharge chamber, it is more flexible than deposition by 
diffusion gradient, as the rate and manner of movement can be tailored to produce 
various gradients. Such a mechanical barrier can readily be constructed from e.g. 
LEGO parts [70;Fig. 5.5].

Plasma polymer films are especially attractive due to the variety and scope for 
uses after the initial outlay on construction of the necessary processing equipment. 
Reaction chambers themselves are fairly simple to construct, generally consisting 
of a vacuum chamber, some means of exciting a plasma, for example copper band 
electrodes or parallel plate electrodes along with a radio frequency generator, and a 
monomer inlet with flow control [71−73]. Various monomers are available for de-
position by plasma polymerisation, including hexane, acrylic acid, and allylamine 
among others [74−78]. Deposition of these polymers creates thin film coatings with 
unique properties  for biomedical  applications. Plasma polymerisation  techniques 
are particularly amenable to the creation of gradients, with the use of a simple dif-
fusion mask as shown in Fig. 5.6.

Fig. 5.5  Schematic of the experimental setup used to prepare a shallow diffusion gradient. The 
hexane plasma diffuses under the mask from the left-hand side onto a plasma polymerised allyl-
amine coated glass slide while all the other edges are sealed. Representative images of the water 
contact angle (WCA) droplets used for  the WCA analysis are inset. (Figure adapted from [59], 
with permission from Elsevier)
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The range and profile of plasma polymer gradients may be tuned by the proxim-
ity of the mask depicted in Fig. 5.6 to the sample surface. The larger the gap through 
which the monomer gas can diffuse, the shallower and longer the resultant gradi-
ent. Zelzer et al. deposited a gradient of plasma polymerised hexane (ppHex) over 
a uniform film of plasma polymerised allylamine (ppAAm), Fig. 5.7. By varying 
the spacing between the diffusion mask and the substrate they were able to create 
both steep and shallow gradients of surface energy, which they used to assess the 
impact of surface wettability on cell adhesion, spreading, and proliferation. Surface 
roughness of the plasma polymer film was measured by atomic force microscope 
(AFM) across the gradient, changing from an root-mean-squared (rms) roughness 
of 0.37–0.38 nm,  reinforcing  that  changes  in  cell  behaviour were  in  response  to 
surface wettability rather than any topographical cue.(Fig. 5.7)

5.2.2  Biomolecular Gradients

Density of cell binding ligands and other biomolecules on the surface also play a 
critical  role  in  cell  behaviour,  and gradients  can be  created by various methods. 
Adsorption of extra cellular matrix (ECM) proteins to a predefined gradient or the 
direct coupling of ligand binding motifs such as RGD peptides have been demon-
strated. The ability to control gradients and density of ligand binding motifs rep-
resents  a  powerful  tool  in  creating  ‘artificial’ ECM environments  to  control  cell 

Fig. 5.6  Water contact angle (WCA) along the steep ( square) and shallow ( triangle) gradients 
averaged over 15 measurements. The WCA decreases when going from ppHex ( left) to ppAAm 
( right). The masked area starts at 0 mm and proceeds to the right of the graph ( positive values). 
In the gradient zone the data was fitted with a sigmoidal curve. Error bars represent the standard 
deviation between 15 measurements from three gradients. (Figure adapted from [59], with permis-
sion from Elsevier)
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behaviour [42, 79]. Furthermore, microfluidic approaches have also been used to 
create gradients of common extracellular matrix proteins, for the investigation of 
cell migration [54, 80; Fig. 5.8].

Both  steep  and  shallow  short  range  chemical  gradients may  be  fabricated  by 
diffusive processes  in microfluidic channels, Fig. 5.7, based on  the  relative con-
centration of monomer  solutions  [55]. Parallel  channels  containing varying  con-
centrations create a stepped gradient at the inlets, which diffuses to form a smooth 
gradient over a distance of 20 mm. These parallel flows are formed in a gradient 
generator channel arrangement, which can create a modulated mix of any two input 
monomer  solutions. The gradient profile  is  dependent of  tuning  the  flow  rate of 

Fig. 5.7  Average  cell  density  across  a  gradient  of wettability.  Plasma  polymerised  allylamine 
deposited under a diffusion mask has a varied water contact angle over 3 mm. Clear differences 
in cell morphology can be seen across this gradient in brightfield imaging, top. The lower figure 
shows cell response over time, at 1 ( red), 2 ( black), and 3 ( green) days, highlighting the variation 
in cell density as the hydrophilicity of the surface is continuously varied. (Figure adapted from 
[59], with permission from Elsevier)
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both monomer solutions—fast monomer flow does not provide sufficient time for a 
complete diffusion gradient to form, whereas slow monomer flow results in truncat-
ing of the gradient range due to excess diffusive mixing. Hydrogel networks with a 
variation in adhesive ligands (e.g., RGDS) tethered throughout were fabricated by 
this method. The authors also demonstrated gradients of crosslinking density and 
hydrogel thickness fabricated through this method. Gradients of adhesive ligands 
fabricated by this method demonstrated spatial variation of endothelial cell attach-
ment across a 900 µm gradient. Specific ECM protein gradients spanning 500 µm 
have been created on microstructured substrates  [80], whilst similar gradient hy-
drogels were fabricated by mould casting and photocuring, increasing the gradient 
dimensions to over 6 cm [81].

Besides  surface  bound  biomolecular  gradients,  soluble  chemical  factor  gra-
dients have also been created  in polymeric microfluidic devices  [82]. Mosadegh 
et al. developed a microfluidic device which generates several chemical gradient 
conditions on a single platform in flow free microchambers. Polydimethylsiloxane 
(PDMS) membranes  allow  the  diffusion  of  chemical  gradients whilst  protecting 
cells from shear forces associated with other soluble gradient platforms presented 
in  the  literature. There  is  little or no consideration given to  the  initial seeding of 

Fig. 5.8  Chemical gradients 
can be produced using micro-
fluidic platforms. Hydrogels 
with a semi continuous varia-
tion in composition between 
two monomers across a 
channel, adapted from [55], 
with permission from The 
American Chemical Society
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cells on gradient platforms by the literature, with this study being a rare exception. 
Taking care to ensure a homogeneous distribution, either upon seeding cells on a 
surface gradient, or applying a chemical gradient to the culture environment, is of 
paramount  importance. The majority  of  experiments  conducted on gradients  use 
metrics which depend on uniform initial cell seeding. Cell attachment, chemotaxis, 
durotaxis, migratory behaviours, and morphological characteristics are all heavily 
influenced by local cell density. It is possible that uneven initial application of cells 
may distort results, with certain areas of the gradient appearing to enhance cell at-
tachment and proliferation when in fact they were simply seeded with more cells in 
the first instance. The use of short range or steep gradients mitigates this risk some-
what, however long range gradients over a few millimetres in length are vulnerable 
to inhomogeneous cell seeding across the entire gradient area.

5.3  Topographical Gradients

Micro- and nanoscale surface structuring can be used to modify cell behaviour at an 
interface. Contact guidance, the phenomena in which cells conform to topographi-
cal features, can be used to drive cell morphology into a given shape. Polarisations 
of the cell body, as well as restriction of cell area to a defined size have been exten-
sively demonstrated by differing methods [83]. In order to better understand the im-
pact of geometric cues in cell behaviour, continuous gradient assays are being used 
to  screen cellular  response  across  the  full  parameter  space. The questions  raised 
surrounding the topographical control of cell behaviour have driven the develop-
ment of new fabrication techniques  to create gradients of feature size, pitch, and 
depth. Etching of plasma polymer films deposited under a diffusion mask [39, 40] 
and annealing of nanoimprinted gratings on a temperature gradient [51, 84] have 
been used to create gradients in feature height on a surface and subsequently assess 
the impact of feature height on cellular contact guidance and migratory behaviours. 
Greyscale lithography, which varies the intensity of exposure to create varied depth 
profiles  in  a  photoresist  can  be  used  to  create  topographical  gradients,  however 
such methods are sensitive to changes in processing conditions [85]. Direct spatial 
positioning of a ultraviolet (UV) source provides more reproducible and tuneable 
control of depth profiles in a photocurable polymer, however this comes at the cost 
of lateral resolution [86].

5.3.1  Micro- and Nanopatterned Surfaces

Fabrication of micro- and nanoscale topographies for biomedical engineering bor-
rows a host of techniques from the semiconductor industry, which has driven in-
creasing resolution in lithographic techniques down to the nanometre over the past 
decades. This has delivered biomedical engineers a toolbox of surface patterning 
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techniques, along with some new methods developed specifically to address bio-
logical questions. Patterns are generally defined by either direct write (e.g., electron 
beam lithography (EBL)) or mask based photolithographic approaches. These cre-
ate topographical features which drive cell behaviour through contact guidance, or 
spatial distribution of biomolecules or ECM proteins to precisely control cell adhe-
sion to the substrate [22, 26, 87−93].

Micro- and nanogrooves have been shown to direct cellular alignment to a poly-
meric substrate [24, 94, 95], with various gradient platforms being developed mak-
ing use of capillary force lithography [18], direct write patterning [15], and plasma 
polymer deposition [40]. Evidence of cell migration and response to the underlying 
gradient  topography has been demonstrated  in  the directional migration of fibro-
blasts along anisotropic grooved substrates [18]. Ultraviolet assisted capillary force 
lithography was used to create a mould with ridges which were 1 µm in width and 
400 nm tall, upon which poly(urethane acrylate) (PUA) films were cast. The spac-
ing between ridges was increased in 100 nm increments across the pattern, creat-
ing a linear gradient of pitch. Cell shape and motility was studied at five positions 
across the gradient, which was relatively steep with average groove width changing 
from 2.6 to 8.6 µm across a 500 µm pattern, with an absolute variation in groove 
width across the pattern from 1 to 9.1 µm. These five analysis positions therefore 
incorporate a substantial range of groove widths into a single datapoint. Cell polari-
sation and elongation are more pronounced on narrower grooves. Cell migration 
speeds were optimal at intermediate ridge widths, with cells appearing to migrate 
towards these intermediate regions from both narrow and wide areas. This indicates 
that individual cells were capable of sensing and responding to small variations of 
topographical dimensions underneath them. Sun et al. demonstrated a depth gradi-
ent in both groove and ridge polarity, fabricated in polystyrene (PS), polymethyl-
methacrylate (PMMA), and dimethacrylate (DMA) to separate the effects of surface 
chemistry  and  topography  on  cell  alignment  [96]. This  study  found  that  surface 
topography had a more prominent impact on cell alignment than surface chemistry 
for the two materials examined.

Plasma polymerisation has predominantly found use in the creation of chemical 
coatings and gradients, which may also be functionalized with biomolecules to tune 
cellular response to a surface. Our group has developed several new applications in 
micro- and nanofabrication processes, including direct patterning of ppHex films by 
EBL [97] and use of ppHex as an etch mask for reactive ion etching (RIE) processes 
[39, 40]. Gradients of plasma polymer  thickness, generated by deposition under  a 
diffusion mask (Fig. 5.4c), were deposited across prefabricated etch masks for both 
nanopillar and microgroove arrays. Upon etching in an RIE process, the variation in 
film thickness across the etch mask results in a greater etch depth at the thinnest end of 
the ppHex gradient. Etch rates and material selectivities may be tuned to create a shal-
low or steep variation in feature height in the prefabricated pattern.(Figs. 5.9, 5.10)

Nanospun fibre meshes represent a bridging between 2D and 3D synthetic en-
vironments.  Ramalingam  et  al  demonstrated  a method  of  creating  a  gradient  of 
composition in the final fibre mesh across centimetre length scales [98]. This new 
technique  is applicable  to any electrospun polymer, and may be used as either a 
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screening tool to determine ideal blend compositions for a given purpose, or to gen-
erate tissue engineering scaffolds for interfacial tissues such as cartilage.

Predominantly, gradients have been fabricated for use to investigate a single cell 
type,  protein  or  nanoparticle  behaviour  on  a  single  surface—with  homogeneous 
chemical, topographical, and mechanical properties. For example, fibroblast cells 
adhere and proliferate rapidly on short polymer phase separated nanotopographies, 
however  this  effect  is  reduced  as  the  nanostructure  height  increases  from  13  to 
95 nm to the point where the effect of the topography is reversed [99, 100]. These 
topographical effects on cell behaviour are not one and the same for all cell types, 
or geometrical arrangements of nanofeatures of the same length scale. Comparison 
of the behaviour of fibroblast cells with that of endothelial cells on the same nano-
structured array showed an opposite response for each cell type [31].

Our group has  increased  the  information gained  from a  single  experiment by 
culturing two cell types simultaneously on a nanotopographical gradient, so as to 
assess  the interplay and competition between different cell  types and the relative 
impact of a continuous variation of nanopillar height, Fig. 5.7. As nanopillar height 

Fig. 5.9  a–i Microscopy images showing clear morphological changes in response to three dis-
tinct  regions of  the dual  topography gradient after 72 h,  for  the  three cell  types screened. Cer-
tain combinations of groove depth and pitch elicit a cell specific response in the fibroblast type 
hTERT cells when  compared  to  the  response  of  the  endothelial  (LE2)  and  epithelial  (MDCK) 
cells. Pseudo-coloured heat maps show  the cell  coverage over  the  full 10× 10 mm topography, 
constructed by scanning and averaging six Coomassie stained samples. A clear ‘hot spot’ can be 
seen for the epithelial and endothelial cell types. Scale bar: 50 µm. (Figure adapted from [40], with 
permission from John Wiley and Sons)
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increases from < 10 to 250 nm, the ratio of each cell type in the coculture varies—
indicating a cell type specific impact of the nanotopography on cell behaviour. An 
enrichment of LE2 endothelial cells  is evident, whilst hTERT fibroblast cells are 
simultaneously depleted as the gradient changes from a flat surface to 100 nm tall 
pillars [39]. A concurrent reduction in total cell number at extreme heights indicates 
that whilst nanopillar arrays may enrich endothelial populations, there is an upper 
limit at which their effect becomes detrimental. This reinforces the effectiveness of 
gradient platforms in optimisation of surfaces which have already been identified as 
driving the desired biological response.(Fig. 5.11)

5.3.2  Surface Roughness

Whilst  sophisticated micro-  and  nanolithographic  techniques  have  been  used  to 
drive cellular behaviour at polymeric surfaces, less precise methods have also been 
successfully demonstrated as being capable of driving cell behaviour. A continuous 
gradient of surface roughness in cast epoxy resins revealed higher cell densities on 
partly roughened surfaces over flat or very rough surfaces—demonstrating the abil-
ity of gradient platforms to optimise surface properties [101; Fig. 5.12].

Gradients  of  surface  roughness  have  also  been  created  in  various  polymers 
by applying a temperature gradient across the sample. Poly L lactic acid (PLLA) 

Fig. 5.10  Cellular alignment on the dual gradient topography as a fraction of the total number of 
cells. a hTERT fibroblast type cells exhibit a high degree of alignment to the groove axis where the 
distance between grooves is lower, and if the grooves are over 500 nm deep. Cells were considered 
to have aligned to the topography if the major axis of an elliptical fit to their shape lay within ± 15° 
of the groove axis. b LE2 epithelial type cells show some level of alignment at narrower groove 
pitches, presumably driven by contact inhibition, however, the higher rate of fibroblast alignment 
is clear. Sixteen percent of cells on the nonstructured region around the topography fell within this 
alignment range as expected (30° acceptance over 180°). The groove pitch increases in 0.5 µm 
steps from 8 to 100 µm, while groove depth increases from under 10 nm to over 1 µm. (Figure 
adapted from [40], with permission from John Wiley and Sons)
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crystallinity was   continuously  varied  across  a  sample  by  an  underlying  gradient 
of annealing temperature [50]. This created a surface roughness gradient with rms 
roughness values ranging from 0.5 to 13 nm. The total gradient length is not speci-
fied, however the method of annealing on a temperature gradient appears to pro-
duce a step change in surface roughness rather than a continuously varying gradi-
ent, Fig. 5.11c. Alternatively, gradients of surface roughness yielding a gradient of 
wettability have been achieved by coating a surface  in PS polymer nanospheres, 
then  applying  a  temperature gradient  from ambient  to  above  the glass  transition 
temperature of PS [51].  In doing so,  the polymer nanospheres experience higher 
temperatures  in one direction, which results  in a variation of melting and reflow 
across  the  sample. Spheres which  are not  exposed  to  any heat  remain  spherical, 

Fig. 5.11  Response of fibroblast (hTERT-BJ1) and endothelial (LE2) cells in coculture to a gra-
dient  of  nanopillar  height  is  shown. The  ratio  of  endothelial/fibroblast  cells  after  96  h  culture 
was calculated by a direct labelling of the subpopulations with CellTracker probes and b apply-
ing machine learning to cell morphology and nucleus data  to predict cell  type; greyscale back-
ground gradient represents increasing pillar height from left to right with dashed line indicating the 
nanopillar-flat boundary. Statistically, each datapoint was compared to the ‘baseline’ flat region, 
*p < 0.01, **p < 0.001. Images c−e show cellular response at various points across the nanogradi-
ent sample f From this analysis, we can suggest that a nanopillar height in excess of 75 nm is suf-
ficient to induce a statistically significant change in the ratio of endothelial/fibroblast cells on the 
nanopattern, however as pillar height increases the average number of cells per frame was found to 
fall. (Figure adapted from [39], with permission of The American Chemical Society)
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creating prominent features in the surface. With increasing temperature across the 
sample, the spheres melt and reflow into less defined structures—creating a long 
range gradient of surface roughness. Still more control can be achieved: rather than 
simply annealing polymers on a temperature gradient to create a change in topog-
raphy, methods utilising  stress  relaxation  in  a partially  cross  linked visco-elastic 
thin film have been demonstrated [49]. This method employs a combination of soft 
lithography and differential heating to imprint a uniform structure with nonuniform 
thermal cross linking of the substrate polymer film. Upon demoulding of the stamp, 
the temperature dependent stress induced in the film results in a variation in feature 
amplitude across the pattern.

Fig. 5.12  Montage of  representative  images of PLLA morphology  from AFM data  (a field of 
view in each image is 20 nm), and corresponding cell count from fluorescent microscopy (b, field 
of view in each image is 1500 mm). Modification of PLLA crystallinity across a millimetre scale 
by annealing on a temperature gradient yields a continuum of variation in the nanoscale structure 
of the surface, a. MCT3T3-E1 pre-osteoblast cell adhesion was inhibited at increasing levels of 
roughness. Graph c shows average measured roughness as a function of library position. Graph d 
plots average cell number as a function of library position after culturing for 1 ( blue), 3 ( red), and 
5 ( green) days. Initial cell attachment is consistent across the gradient substrate, with cell density 
increasing differentially on areas with lower surface roughness over prolonged culture times. (Fig-
ure adapted from [50], with permission from Elsevier)
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5.4  Mechanical Gradients

5.4.1  Rigidity Gradients

The mechanical properties of a material signal  the stiffness of  the  local environ-
ment to adherent cells, and have been shown to drive differentiation [102], migra-
tion [103, 104], and apoptosis [105]. Local variations in stiffness exist within the 
tissues of the body, and form a key migratory signal for so called durotaxis along a 
gradient of stiffness [106]. Stiffness of the local environment plays a key role in cell 
behaviour, and gradients of substrate rigidity have been created in both PDMS and 
hydrogel materials with stiffness gradients from ‘soft’ to ‘hard’ with compressive 
moduli ranging from kilopascals to megapascals respectively. This enables studies 
which span a biologically relevant stiffness gradient, from soft tissues such as the 
brain with an elastic modulus of approximately 10 kPa, to hard tissues which ap-
proach the MPa range such as collagenous bone [102]. Chatterjee et al. showed 3D 
encapsulation of cells in a poly(ethylene glycol) dimethacrylate (PEGDM) hydro-
gel with a varied compressive modulus from 10 to 300 kPa, which they achieved 
through modified monomer concentration across the sample [81]. Osteoblasts cul-
tured within the hydrogel exhibited differentiation lineage commitment which was 
determined by the stiffness of their local environment—depositing calcified matrix 
in regions of higher stiffness.

Greyscale lithography was used to create radial gradients of compliance in pho-
tocurable polyacrylamide gels. These gradients were relatively shallow, transition-
ing from a Young’s modulus of 11 kPa in the centre to 2.5 kPa at the edge over a 
radius of 9 mm [85]. The authors demonstrated that vascular smooth muscle cell 
motility  is  influenced  by  the  underlying  substrate  stiffness, with  cells migrating 
from soft to stiff regions of the substrate and eventually accumulating on stiff re-
gions of  the  substrate.  In  fact,  cell  spreading,  polarisation,  and motility were  all 
found to increase on gels with uniform stiffness values—whereas cell durotaxis was 
found to be independent of local stiffness values, and driven by the magnitude of 
the gradient from soft to stiff [66]. This work demonstrates that minor fluctuations 
in substrate stiffness can have a drastic impact on cell response, and highlight that 
any mechanical heterogeneity in supposedly homogeneous surfaces can impact cell 
behaviour.

Gradients of elasticity are present in physiological contexts such as in muscle, 
but can also result from pathological conditions. Vincent et al. utilised multiple tech-
niques to generate stiffness gradients in polyacrylamide gels of with shallow and 
steep rates of change, corresponding to both physiological and pathological states 
respectively [107, 108]. Steep polymer gradients designed to mimic pathological 
states had lateral rate of change of between 10 and 40 Pa/µm, for example a myo-
cardial infarction establishes gradients of approximately 8.5 Pa/µm [108]. Shallow 
gradients had a lateral rate of change of approximately 1 Pa/µm. Step changes in 
stiffness were also included in the study in the form of 100 µm wide strips of stiff 
polymer, interspersed with 500 µm wide strips of soft polymer.(Fig. 5.13)
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5.5  Combinatorial Gradient Platforms

As cellular response to an engineered surface is complex, and depends on the syn-
ergistic effects of multiple properties, creating combined gradients in a single plat-
form can speed up discovery. Combined gradients also allow the relative impact and 
importance of two distinct surface properties to be investigated at once, as depicted 
in Fig. 5.3b. Orthogonally positioned gradients of topography and chemistry have 
been demonstrated in the investigation of multiple surface properties.

Deposition of two allylamine plasma polymer gradients positioned orthogonally, 
using different polymerisation parameters, were used to create a dual gradient of 

Fig. 5.13  a Gradients generated using a radially symmetric mask and a solution containing 10 % 
acrylamide, 0.3 % bis-acrylamide, and 0.5 % irgacure as the initiator. n  = 4 gels b Gradients pro-
duced with  the same polymer solution  (10 % acrylamide, 0.1 % bis-acrylamide) but using pho-
tomasks where the opacity gradient was scaled to 25 %, 50 %, or 200 % of the distance used in 
Fig. 5.1 bii, n  = 1. c Two different gradients made with the same photomask but different polymer 
solutions. Closed squares: 10 % acrylamide and 0.3 % bis-acrylamide, open squares: 10 % acryl-
amide, 0.1 % bis-acrylamide, n = 1.  Insets a–c Photomask  images used  for gradient  fabrication 
with indicated photomask gradient distance relative to the photomask in Fig.  5.1 bii. (Adapted 
from [108], reproduced with permission from John Wiley and Sons)
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amine functionality on a polypropylene membrane [109]. Wettability was assessed 
by WCA measurements, showing a range across the sample of 33–96°. Fibroblast 
cells showed extensive elongation and polarisation at a local WCA of 64.5 ± 9.3°, 
with  cell  proliferation  increasing dramatically  as  the WCA fell  to 25.4°. Further 
to their functionality as wetabillity gradients, the high density of amine functional 
groups present in allylamine plasma polymers makes attachment of biomolecules to 
create more complex gradients possible [110].

Alignment of  fibroblast cells  to a microgroove substrate with an orthogonally 
deposited  gradient  of  surface wettability  allowed  the  relative  impact  of  the  two 
distinct cues to be investigated by [16]. Cell coverage and relative alignment to the 
grooves was analysed after a period of 3 days culture, showing cell alignment to 
narrow microgrooves was independent of the local WFA.

Dual chemical gradients have been demonstrated in poly(2-hydroxyethyl meth-
acrylate)  (PHEMA) which  resists  the  surface adhesion of ECM proteins  such as 
fibronectin [111]. Orthogonal gradients of PHEMA molecular weight and grafting 
density resulted in a variation of dry thickness across the substrate, and qualitative 
changes in fibroblast adhesion and morphology.(Fig. 5.14)

Gradients of ECM protein concentration have been superimposed over prefabri-
cated topographical structures in PMMA by a microfluidic approach [80]. Comelles 
et al. report steep fibronectin concentration gradients of 0.5 pmol·cm−2·mm−1 which 
are 40 times higher than previously reported gradients on PMMA substrates [112]. 
This study used homogeneous topographical patterns, however topographical gra-
dients would also be applicable to this method as used in Fig. 5.15. These gradients 
of fibronectin molecules, and therefore gradients of adhesive ligand density, effec-
tively control cell adhesion processes—yielding differential cell adhesion and focal 
contact formation dependent on gradient slope and absolute density.

5.6  Gradient Characterisation

Characterisation  of  gradients  represents  a  further  challenge  in  effectively  apply-
ing  them  to  biomedical  applications.  Many  metrology  and  analysis  techniques 
are   currently configured  for  larger, homogeneous sample areas and are  therefore 

Fig. 5.14  A dual gradient of 
topography and chemistry. 
Microgroove pitch increases 
in one direction, whilst 
wettability increases in the 
perpendicular direction. 
(Reproduced from [16], with 
permission from John Wiley 
and Sons)
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 unsuitable for use in a situation where parameters continuously vary spatially. To 
that end, picolitre volume WCA analysis, Time-of-Flight Secondary Ion Mass Spec-
trometry (ToF-SIMS), and optical techniques have been developed to fully charac-
terise gradient surfaces [52]. Mangindaan et al. presented a comprehensive analysis 
of wettability gradients produced on polypropylene under a diffusion mask in SF6 
plasma [113]. Here, they fabricated a surface with a wide ranging wettability gradi-
ent (115° WCA over 10 mm) and fully characterised the plasma-polymer interac-
tions, creating a mathematical model which enables  the prediction of wettability 
based on etch mask design.(Fig. 5.16)

The development of new fabrication methodologies has understandably driven 
the  development  of  new  characterisation  methodologies  to  better  determine  and 
quantify the exact properties of these unique surface modifications with sufficient 
resolution and sensitivity. Analysis of  surface energy by measuring  the WCA has 

Fig. 5.15  Cell morphology and orientation on orthogonal gradient samples. a Typical cell mor-
phology on flat and grooved surfaces at day three. The corresponding WCA range for the three 
images is approximately between 55° and 58°. Scale bar: 100 µm. F-actin fibres in the cytoskel-
eton were stained using FITC-labelled phalloidin; the nuclei were stained with propidium iodide. 
b Cell alignment on surfaces with orthogonal gradients after 1, 2, and 3 days culture. Cells with an 
orientation angle less than 10° were defined as aligned, whereas cells with 0° and 90° were classed 
as being parallel and perpendicular to the groove, respectively. Cell orientations were classified in 
nine intervals of 10° each, i.e., 0°–10°, 10°–20°, etc. For randomly oriented cells, approximately 
11 % of the whole population was oriented within each one of nine orientation intervals. Data is 
average of 3 repeats for each image. Each square graph ( grooved area) and rectangular graph ( flat 
area) represents 10 × 10 mm and 10 × 1 mm areas, respectively. The flat and grooved areas are 
from the same sample. (Adapted from [16], with permission from John Wiley and Sons)
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been refined from microliter volumes on single homogeneous samples  through to 
picolitre volume measurements using automated fluid dispensing and motorised 
sample stages. This yields millimetre resolution across gradients of surface energy. 
[59, 70, 84, 115] Chemical composition of the surface may also be analysed using 
classical techniques such as X-ray photoelectron spectroscopy (XPS) and secondary 
ion mass spectrometry, where placement and control of the excitation source may 
be scanned across the gradient surface to yield a readout of its changing properties 
[114, 116]. Whittle et al. achieved 0.5 mm resolution in XPS analysis of the chemi-
cal composition of plasma polymer gradients on glass substrates, including analysis 
after derivatisation of the deposited chemical groups. Characterisation resolution, in 
this case, is still limited by the spot size of the XPS tool used, and a continuously 
varying surface will have inherent differences across a 500 µm analysis region. Cells 
themselves are often approximately 10–30 µm in size, therefore increased resolution 
in gradient characterisation is imperative if cell response is to be attributed to a given 
surface parameter. Other techniques offer increased resolution, such as Fourier trans-
form  infrared spectroscopy  (FTIR)  [117, 118]  for chemical gradients or AFM for 
topographical gradients. Increased resolution, however, increases the burden of ac-
quiring large measurement datasets of slowly changing parameters over a large area.

5.7  Conclusions and Outlook

Gradient  platforms  represent  an  effective method  of  generating  a wide  range  of 
properties  on  a  single  substrate. These  allow  for  the  systematic  investigation  of 
cellular response to given values or combinations of surface properties. Included 
in such continuous gradients are more possible values between the initial and final 

Fig. 5.16  Spatial analysis of chemical gradients by XPS. O/C and N/C  ratios as a  function of 
position along an amine-acid chemical gradient, left. This shows a changing surface concentration 
of amine and acid chemistry in opposite directions on the surface. C1s region of a trifluoroetha-
nol derivatised octadiene-acrylic acid chemical gradient, right. The reactivity of the surface has 
been spatially controlled. (Figure adapted from [114], reproduced with permission from The Royal 
Society of Chemistry)
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value, ensuring that the full parameter space is explored, rather than simply one or 
two possibilities. It is this potential to uncover optimal parameters that has driven 
the increasing use of gradient platforms in biomaterials research over the past de-
cade. This growing interest has seen the development of over 30 novel techniques 
for the fabrication of polymeric gradient materials, with new approaches continuing 
to emerge.

Key to harnessing these powerful and information rich platforms will be simi-
lar advances in both characterisation and analysis. As parameters such as surface 
chemistry  are  varied  continuously over millimetre  scale  gradients, many  surface 
characterisation  techniques  cannot  capture  the  fine  spatial  variation. Techniques 
such as XPS and WCA measurements have been  refined  to  increase  their  lateral 
resolution through motorised stages, smaller spot/drop sizes respectively and auto-
mated data acquisition.

Analysis of cell culture experiments on gradient platforms has, however, lagged 
behind developments of new fabrication and characterisation techniques. We have 
attempted to take a high content approach, using automated software to screen and 
characterise cell  response based on morphological characteristics  [39]. There are 
significant opportunities to refine the analysis of cell response to gradient substrates 
beyond simply capturing microscopy data at various points on the gradient. Bring-
ing  the  full  toolset  used  to  interpret  cellular  response  to  homogeneous  samples 
across to gradient platforms represents the next step in harnessing the true power of 
gradient platforms to screen and optimise cellular response.
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6.1  Rationale for Replication

6.1.1  Background

Direct  nanopatterning  of  surfaces  using  lithographic  methods,  such  as  electron 
beam  lithography  (EBL) or photolithography,  allows unique  structures  to be de-
fined in a methodical, step-by-step manner that delivers fantastically high-quality 
results that cannot be obtained by any other means, but is generally unsuitable for 
mass production or requires substantial infrastructure and financial investment to 
make it suitable as is the case with optical lithography in the microelectronics in-
dustry. A more economical route to create large number of nanostructured devices 
lies in replication-based technology where a single master may give birth to many 
clones of itself, eliminating the need to repeat an entire fabrication process. These 
methods are gaining increasing interest where the resolution limit of optical lithog-
raphy makes it harder to form the ever smaller structures that are desired [1] and 
in other emerging application areas that also require nanoscale patterns, but do not 
have the volume required for the investment in advanced conventional systems. Ex-
amples of such applications include substrates for biochemical research such as cell 
growth, advanced lab-on-a-chip devices, integrated nanophotonic devices and hard 
disk storage devices. Developments in polymer-based replication technology have 
also been extensive for applications where conventional fabrication techniques [2] 
are not well suited such as flexible display systems.
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6.1.1.1  Replication-Based Nanopatterning Techniques

A common type of material used in replication-based fabrication at all length scales 
is thermoplastic polymers, also known as thermoplasts. Thermoplasts are a class of 
polymer that are characterised by their reversible temperature-dependant physical 
characteristics; they may be melted and frozen repeatedly without chemical altera-
tion of their constituent molecular chains. This behaviour is in contrast to thermo-
setting plastics and other curable materials which form cross-links between  their 
molecular  chains when energy  is  applied by,  for  example, heat or UV  radiation. 
Thermoplastics  can  be  classified  as  amorphous  (random molecular  structure)  or 
semicrystalline (molecules are ordered in a crystalline manner) polymers, or ther-
moplastic elastomers (rubbery, elastic polymers).

Above  its  glass  transition  temperature  (Tg),  an  amorphous  thermoplastic will 
move from its solid state to a more malleable one, increasing in malleability until 
it  reaches  its melting  temperature  (Tm) when  it  behaves  as  a  liquid. This  easily 
controlled phase change and the fact that they retain their original characteristics 
upon refreezing have seen thermoplastic polymers being used in the manufacture of 
countless products and devices where they are formed into a functional shape by a 
mould-based process such as thermoforming or injection moulding. Thermoplastic 
polymers are already ubiquitous in their use as tissue culture labware and may be 
shaped and patterned in a variety of ways to add more functionality to this already 
well-defined platform.

A large group of replication-based techniques falls under the banner of nanoim-
print lithography [3, 4] (NIL) which, in the case of thermal NIL (T-NIL), is similar 
to another process known as hot embossing. These processes differ somewhat on a 
practical and conceptual level, with the former as a lithography (pattern transfer for 
further processing) technique and the latter as a method of direct patterning into a 
bulk polymer substrate, and therefore not concerned with the uniformity of residual 
layers which must be removed to facilitate further pattern transfer. Embossing and 
NIL processes are parallel by their nature and differ from traditional lithographic 
processes in that the pattern transfer is mediated by a physical deformation rather 
than a purely  chemical  change  requiring  subsequent development. NIL was  first 
developed by Chou et al.  in 1995 [5] and was quite  remarkable;  from the outset 
it demonstrated successful replication of 25-nm structures, a figure that was only 
limited by the patterns on the stamp. Since then, the resolution of NIL has been re-
peatedly demonstrated to be limited only by the structure of the stamp, the polymer 
faithfully replicating stamp features even in the sub 10-nm range [6, 7]. In a typical 
NIL process, a master stamp, previously fabricated by other methods such as pho-
tolithography and etching, is brought into contact with the polymer which has been 
heated above its Tg (this is the case for amorphous polymers, crystalline polymers 
are characterised by their Tm). As pressure is applied, the polymer flows and adopts 
the physical form imposed by the stamp and after sufficient time the assembly may 
be cooled and separated, leaving the inverse pattern of the stamp embedded in the 
polymeric material. This embossed structure may be used as a functional compo-
nent of further fabrication steps (e.g. as an etch mask) or may itself form a structural 
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component of the final outcome. In the former case (which defines the process as 
a  form  of  lithography,  rather  than  simply  embossing),  a  thin  residual layer will 
remain  in  the area of  the substrate  that was  imprinted,  since  the polymer cannot 
fully be displaced from underneath the protrusion. Since the residual layer must be 
removed in order to gain access to the substrate below, the thickness and uniformity 
of this layer is a crucial parameter in determining the quality of an achieved imprint. 
If the uniformity is too low, it will decrease the fidelity of any final pattern due to 
overetching and may cause device failure. Over the years, several variations of NIL 
have been developed which are summarised  in  the  text below and schematically 
depicted in Fig. 6.1.

Thermal NIL  This technique was used in the first demonstration of nanoimprint 
by Chou [5]. The resist is a thermoplast, which is a material that behaves similar to 
a high-viscosity liquid when heated above Tg. Thus, imprint is performed by coating 
a substrate with resist, heating the said substrate above the glass transition and per-
forming the imprint. After completing the imprint, the resist is cooled to below Tg, 
whereby it solidifies, and a stable structure remains after separation. Drawbacks of 
the T-NIL technique compared to other options include the need of thermal cycling 

Fig. 6.1  Illustrations of variations of NIL. Each image shows stamp ( blue) and substrate ( grey) 
position during ( left) and after ( right) the imprint. The imprint material is shown as green, UV 
light as pink and heat as red. Thin arrows indicate movement or applied imprint pressure and the 
black strip in the CNP image indicates an opaque region of the nanopatterned photomask/stamp
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of  the material  to  possibly  high  temperatures,  and  the  relatively  low  throughput 
that is obtained as a result. Advantages include process simplicity, as well as very 
relaxed demands on the materials used (stamp, resist, as well as substrate), which 
opens many  options  to  develop  a  fabrication  process  for  any  given  application. 
T-NIL is covered in more detail as the focus of Sect. 6.2 of this chapter.

UV-NIL  In UV-nanoimprint [8], the resist is a photosensitive polymer that is ini-
tially soft but solidifies when exposed to UV radiation. Thus, replacing the thermal 
cycling by UV radiation will provide the same end result. Instead of spin coating the 
resist, it is also possible to use a very low viscosity material (e.g. a monomer) which 
is dispensed on the substrate immediately before the imprint, with the UV irradia-
tion initiating the polymerisation process [9]. A major drawback of UV-NIL is mate-
rial restrictions—either stamp or substrate must be UV transparent, and the choice 
of UV-sensitive materials is not as varied as that of thermoplasts, a fact which may 
influence postprocessing options by requiring an additional transfer layer. A major 
advantage is the increase of throughput due to the omission of a thermal cycle.

Combined Nanoimprint and Photolithography (CNP)  Imprint  quality  often 
suffers when attempting  to  imprint  large  structures,  especially  if  large and small 
structures  are  in  close  vicinity  to  each  other.  In  the CNP  process,  only  the  nm-
scale features, which cannot be fabricated by photolithography, are fabricated on 
the mould as protrusions. Larger features are created on the transparent mould as 
an opaque chromium layer. Thereby, in the imprint process, the nm-scale features 
are transferred by imprint, while the large features are defined in a normal lithog-
raphy process before separating the wafers [10]. The advantage of this method is 
the capability of forming high-quality complex patterns in a single step, while the 
drawbacks  include a complicated mould fabrication and a very  limited choice of 
resist materials.

Step and Repeat  Some  modern  photolithography  systems  are  steppers,  where 
the mask only contains  information about a  single die, which can  then be  trans-
ferred sequentially across the substrate surface. The same concept can be applied 
for nanoimprint, with  the stamp being  imprinted sequentially over  the surface of 
the substrate. A special case for UV-NIL, has been dubbed step-and-flash imprint 
lithography (SFIL), whereby a liquid monomer (resist) is dispensed on the substrate 
prior to each imprint step [9], while the thermal imprint variation is denoted step-
and-stamp imprint lithography (SSIL) [11]. The main advantage is the possibility of 
patterning a full substrate surface with only a small stamp (drastically reducing the 
cost of stamp fabrication), while the disadvantages include the limitations on device 
design size and throughput decrease due to the requirement of a large amount of 
imprints to cover the substrate.

Roll-to-Roll  Roll-to-roll  (R2R)  imprint  is similar  to newspaper printing.  Instead 
of a planar process, the stamp is coated on a cylindrical roller, and the substrate is a 
flexible plastic film or web. The imprint occurs by rolling the plastic web between 
the stamp roll and a backside fixation roll. R2R imprint has been demonstrated in 
thermal [12] as well as UV variations [13]. The main advantage of the technique 
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is the very high throughput that can be achieved, while a drawback is the severe 
limitations placed on the stamp and substrate. There are many variations of R2R 
systems, as well as similar techniques such as sheet-to-sheet and roll-to-plate [14]. 
These have demonstrated a great deal of success in the patterning of thin polymer 
films  for  emerging  applications,  including  lab-on-chip  [15],  flexible  electronics 
[16] and those requiring large area patterning such as solar photovoltaics [17].

Reverse NIL  In reverse nanoimprint [18], the stamp is coated with resist prior to 
the imprint, not the substrate. Otherwise the process is identical to standard imprint. 
The  point  of  this  process  is  that  it  enables  imprint  on  a  prepatterned  substrate, 
thereby  enabling  construction of multilayer,  3D  structures by  successive  imprint 
cycles—something that all other imprint variations cannot produce.

Other replication techniques that operate on a moulding basis include thermo-
forming, injection moulding and polymer casting. Thermoforming is a thermoplas-
tic processing  technique  that  is used  in  industrial high-throughput manufacturing 
above the microscale, and is also capable of producing micro- and nanostructures 
over curved surfaces by patterning a thin film before heating and pulling it over a 
larger  structure  [19, 20].  Injection moulding  is  a very well-established  industrial 
process that is attracting more and more attention as a mass production nanofab-
rication solution due to its unparalleled level of throughput and industrial heritage 
[21, 22]. By forcing hot polymer into a cold mould at high pressure, the injection 
moulding process eliminates the slow thermal cycling associated with T-NIL and 
hot embossing and can fabricate nanopatterned parts in a matter of seconds. Injec-
tion moulding of micro- and nanostructures is a growing area with great potential 
and, as such, is the focus of the second half of this chapter.

Casting polymers, such as polydimethylsiloxane (PDMS), are not thermoplastic 
and take their form in a curing process which can take several hours. PDMS has 
somewhat customisable elastic properties and is a ubiquitous prototyping material 
for microstructured devices owing to its intrinsic ease of processing and finds par-
ticularly  frequent use  in  the  field of microfluidics  [23].  In  addition  to  these,  the 
term “soft lithography” describes a family of techniques concerned with patterning 
on the surface rather than in it. Microcontact printing is a popular soft lithographic 
technique where a patterned solid stamp is coated in the printing material before be-
ing pressed against another sample to which the material, in the shape of the pattern, 
is transferred. It has found a great deal of use in patterning functional surfaces for 
studying cell–substrate interactions [24, 25].

Replication-based fabrication techniques are advantageous, owing to their sim-
plicity,  low  cost  and  speed  compared  to  direct  patterning  processes. When  used 
lithographically  (e.g. NIL),  they  can  replace  costly  techniques  like EBL and ad-
dress the resolution limits of photolithographic patterning too. Polymer replication 
techniques like hot embossing and injection moulding specialise in the production 
of monolithic parts that can be of use in optical and microfluidic applications, and 
the  fact  that  they can be applied  to many different materials makes  them highly 
applicable  to  the patterning of materials  for  tissue engineering applications, both 
clinically and in continuing biological research [26].
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6.2  Hot Embossing and Nanoimprint Lithography

6.2.1  Introduction

This section is concerned with a closer look at T-NIL and, by extension, hot em-
bossing.  Essentially  they  are  identical  techniques,  except  the  fact  that  T-NIL  is 
concerned with the facilitation of further processing which is dependent upon the 
pattern which it defines. This additional requirement means that the residual layer 
of imprinted material that remains at the former location of stamp protrusions is of 
some concern in terms of the minimisation of its thickness and the maximisation of 
its uniformity. This section will not, however, dwell extensively on these differen-
tiating matters.

The section begins with an introduction to polymer physics, explaining the poly-
mer  flow beneath  the  imprint  protrusion,  before material  choices  and  commercial 
T-NIL equipment are discussed. Finally, some of the important practical issues to con-
sider when performing T-NIL/embossing are presented. For further background in-
formation, the reader is referred to review articles [3, 27] and book chapters [28, 29].

6.2.2  Polymer Physics

In  order  to  understand  the  thermal  nanoimprint  process,  an  overview  of  simple 
polymer physics should be given. As already discussed, thermal nanoimprint relies 
on the deformation of a thermoplastic polymer above the glass transition. When the 
thermoplast  is heated  to  immediately above  the glass  transition,  it becomes soft, 
and the storage modulus decreases by several orders of magnitude. In this region, 
the behaviour is a mixture between viscous flow and elastic deformation. The poly-
mer is said to be in a rubbery state. Heating the polymer further, a flow regime is 
entered, where the elastic response diminishes, and the storage modules decreases 
even  further. This  is known as  the  flow  region. For  this  reason,  imprint  is often 
performed at temperatures 50–80 ° above the glass transition, ensuring that the flow 
regime is reached.

The most  important polymer parameter  influencing  the  flow  is  the zero-shear 
viscosity  of  a  polymer  above  the  glass  transition,  determined  by  the Williams–
Landel–Ferry (WLF) equation:

 
(6.1)

where T0 and η0T0 are the reference temperature and the zero-shear viscosity at the 
reference, respectively. C1 and C2 are fitting parameters. The polymer viscosity is 
also influenced by the molecular weight of the polymer, i.e. the chain length. Below 
a certain critical molecular weight, the viscosity is found to be directly proportional 
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to the molecular weight. Above the critical point, η0 follows a power law, with the 
exponent almost identical for most common polymers. Thus,

 

(6.2)

Polymer viscosity can vary rapidly in response to temperature change. For example, 
polymethyl methacrylate  (PMMA),  a  thermoplast  commonly used  in T-NIL,  hot 
embossing and injection moulding, will exhibit a tenfold change in viscosity for a 
20 K change in temperature [28].

The polymer flow behaviour is further complicated by an effect known as shear 
thinning. When a shearing force is applied to a polymer sample, the observed vis-
cosity is found to vary, decreasing with the power law above a certain critical shear 
rate:

 

(6.3)

This is a non-Newtonian effect that will often occur in imprint situations. However, 
it is difficult to incorporate in complex flow models, and most imprint simulation 
efforts treat the imprint polymer as Newtonian.

To evaluate a proposed imprint process, a model of the required time to imprint 
a feature of a given size would be desirable. This problem, the sinking of a rigid 
plate in a liquid of a given viscosity, was first considered by M. J. Stefan as early as 
1874 [30]. (Stefan actually considered the inverse situation, but the end result is the 
same.) In essence, the amount of volume under the imprint feature decreases over 
time as the feature is lowered. The lost volume must flow out through the available 
edge area. The situation is shown in Fig. 6.2. The sinking is determined by the ap-
plied pressure and surface area of the protrusion, while the flow velocity is depen-
dent on the surface area and the polymer viscosity. Both also depend on the initial 
amount of polymer present under the protrusion. By balancing these two effects, an 
equation relating the imprint time with the polymer height can be found, assuming 
the Newtonian, steady-state flow of an incompressible fluid. For a circular protru-
sion of radius R, the result is 

 

(6.4)

whereas for rectangular protrusions, provided the length L is much larger than the 
width s, one finds:

0 3.4 0.2

,
   .

 ,

c

c

M M M

M
M M

ω ω

ω
ω

η ±

<
∝ 
 >

0 0
(1 )/

0 0
0

,

( ) .
,

k k

η γ γ

η γ γη γ γ
γ

−

<


=  
> 

 

 





 



( )

4
0

2 2
0

3 1 1 ,
4

R
t

F hh t

πη  
 = −
 
 



130 J. M. Stormonth-Darling et al.

 
(6.5)

In these equations, F is the force applied to the protrusion, h0 is the initial thickness 
of the polymer and h( t) is the polymer thickness after the given time t. Both these 
equations are referred to as the Stefan equation, with the actual meaning easily 
inferred by context. Of obvious interest is the determination of the time required to 
complete the imprint, i.e. the time needed until the imprint cavities are filled. This 
information is not readily available in the Stefan equation, since no information 
regarding the protrusion height hpr is included (essentially, the derivation assumes 
hpr > > R). However, if the imprint polymer is assumed to be incompressible, a 
simple mass conservation consideration will provide the answer. Consider a pattern 
with a total protruding area Ap, and the total stamp area A. The amount of polymer 
before initiating the imprint ( h0) can then be equated to the amount of polymer after 
completing the imprint ( hf) as:

 
(6.6)

 
(6.7)

where the parameter ν, the protrusion coverage, a measure of the density of struc-
tures, is introduced. If the protrusion coverage is below 0.5, the stamp is said to 
be positive, otherwise it is negative. Equation (6.7) can now be combined with the 
Stefan equation (Eq. (6.4) or (6.5)) to provide the time to complete the imprint, tf.

When performing such an evaluation, it is important to remember that the force 
entering the Stefan equation is the force on one individual protrusion. This can 
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Fig. 6.2  Polymer flow under an imprint protrusion as described by the Stefan equation
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be calculated from the pressure or force provided to the backside of the stamp as 
(the subscript p denotes all protrusions, while the subscript pr denotes one single 
protrusion):

 
(6.8)

Considering  the Stefan equation,  the most  important parameters determining  the 
imprint  time are clearly identified as the protrusion size and the temperature (re-
member from Eq. (6.1), the viscosity varies strongly with temperature), but since 
the feature size will often be dictated by the device to be fabricated, temperature 
seems the most important parameter, with the force a secondary concern. When cre-
ating models using these equations to predict imprint time, the reality may be rather 
different from the theoretical results obtained. It is not uncommon for a model to 
predict imprint time to be a fraction of a second, but for a successful imprint to re-
quire several minutes in reality. This discrepancy is primarily attributed to the fail-
ure of Eq. (6.8) to accurately predict the protrusion pressure, and due to the design 
not being homogeneously structured with the given protrusion coverage.

6.2.3  Materials and Equipment

In this section, a discussion on the materials used in hot embossing and T-NIL is 
given, both regarding the stamp and the resist.

6.2.3.1  Stamp Materials

The  choice  of  the  stamp material will  depend  on  several  factors  including  cost, 
available fabrication facilities, the choice of imprint material and substrate, as well 
as other factors specific to a particular situation. Generally, the requirements of the 
stamp material are:

•  sufficient hardness not to deform during the imprint process,
•  possibility of attaching an antistiction layer to the surface and
•  limited thermal mismatch to the imprint substrate.

By far, the most widely used materials are silicon and silicon dioxide. These materi-
als are used due to the vast experience in structuring them by conventional methods, 
and compatibility with the existing equipment and processes. In addition, since the 
substrates are also usually silicon or glass, no significant thermal mismatch is in-
curred. The most popular alternative stamp material is nickel, due to the existing 
standard replication techniques with this material, e.g. LIGA (in German: lithogra-
phie, galvanik und abformung meaning lithography, electroplating and moulding). 
More exotic stamp materials, such as silicon carbide [31] or diamond [32], have 
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also been used. The main advantage of these materials is even greater hardness than 
silicon or quartz; however, this comes at the cost of a more involved stamp fabri-
cation process. A recent development is the use of a polymer–ceramic composite 
material [33]. This material, which can be directly structured in an imprint process, 
can,  for  example, be used as  an  intermediate  stamp, or daughter mould,  thereby 
reducing the strain on an expensive master stamp, or simply serving to inverse the 
polarity of the final structure.

6.2.3.2  Antistiction

A common feature of the replication-based micro- and nanofabrication is the use of 
nonadhesive surface coatings to aid both the filling of moulds and the subsequent 
demoulding of  the replica [34–36]. The possibility of successful release  is deter-
mined not only by the presence and quality of an antistiction layer but also by the 
total contact area, i.e. the density and the depth of the imprint features, and by the 
surface energy of the imprint polymer. Thus, for low-density patterns imprinted in 
low-surface energy polymers, successful release can be possible even without anti-
stiction coatings; however, this is rare. In most processes, antistiction is required. In 
addition, in spite of the antistiction layer, the stamp and substrate must be forcefully 
separated by the insertion of a sharp blade between the wafers. There are two typical 
failure modes. First, part of the imprinted pattern may be ripped off the substrate 
and remain on the stamp. In such cases, simply cleaning the stamp and reapplying 
the antistiction coating is possible. Second, if the surface energy is much too high, 
the forceful insertion of a blade may cause catastrophic fracture of the stamp and/
or substrate. As stamps can often be very expensive to produce, this must of course 
be avoided, and a high-quality antistiction  layer  is essential  in most nanoimprint 
processes.

In the NIL or embossing process, nonadhesive coatings can greatly improve re-
sults through the reduction of surface energies and resulting interfacial friction that 
occurs at the critical moment when the master and replica are separated [37]. These 
forces, which are amplified at higher aspect ratios, can lead to the structural failure 
of features on both the master and moulded or imprinted product [38]. Fluorosilanes 
are a popular choice when it comes to antistiction coatings, as  they readily form 
a  thin monolayer  on  silicon-containing  substrates  (e.g.  silicon,  quartz,  glass  and 
PDMS) and provide a low energy surface [4, 39, 40]. An example of such a material 
is perfluorodecyltrichlorosilane (FDTS or F-TCS). This chemical molecule consists 
of a long fluorocarbon chain terminated at one end by a silicon–chlorine end group. 
When this chemical is introduced in gaseous form to a hydroxylated surface, it co-
valently bonds to the surface under release of hydrochloric acid gas. In this process, 
a monolayer surface is formed, chemically bonded to the stamp surface to provide a 
stable process. Although primarily used for silicon and quartz, it has also been used 
successfully to improve the release properties of NiO, TiO [34], polyimide [41] and 
SU-8 moulds [42]. It has also been shown that the introduction of nitrides to fluoro-
carbons can enhance the durability of nonadhesive coatings [43].
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Much of  the  characterisation of nonadhesive  surfaces  is  performed by water 
contact  angle  (WCA)  analysis. Measurements  of WCAs  (or  indeed  the  contact 
angle made by a drop of any  liquid) on surfaces can be an  indicator of  surface 
energy and, therefore, replication performance; although any nonplanar micro- or 
nanoscale surface topography will have a significant effect on the measurement. 
On a planar surface, a high WCA indicates a low energy which will decrease the 
potentially damaging forces experienced during separation, and a low angle im-
plies a strong wetting ability which is beneficial to the initial filling of structures. 
This  implies  that  a  good  replication  surface will  display  a  convenient medium 
between these two extremes that will depend on physical conditions such as the 
pattern geometry, viscosity of the replication material and available materials and 
processes [44].

6.2.3.3  Nanoimprint Materials

There are essentially three classes of imprint materials:
Conventional thermoplasts are known thermoplastic polymers, used for decades 

in  thermal-based polymer  forming  such  as  injection moulding or  hot  embossing 
[45]. Examples are PMMA, polycarbonate (PC), polystyrene (PS) and cyclic olefin 
copolymer (COC). Such materials are often selected for their ability to dissolve eas-
ily in a common solvent (and thus achieve a homogeneous spin-coated thin film), 
and due to their Tg, which is neither too low, leading to unstable structures, nor too 
high, leading to excessive processing time. The mentioned polymers have approxi-
mate Tg of 105 ° (PMMA) [46], 100 ° (PS) [47] and 145 ° (PC) [48], while COCs 
can be produced in a range of types with Tg as diverse as 80 ° and 180 ° [49]. PMMA 
has the added advantage of being well known as an EBL resist and is thus already 
a standard material in many fabrication facilities, and COC attracts particular atten-
tion for microfluidic and optical applications due to its chemical resistance and UV 
transparency.

Custom-designed resists are materials developed purely for their use as nano-
imprint resists. The common thermoplasts mentioned above are not optimised for 
thermal nanoimprint. Specific parameters  that could be  improved are glass  tran-
sition  temperate  (should be  lower), viscosity at  the  flow temperature  (should be 
lower)  and  resistance  to  dry  plasma  etching  (should  be  higher).  In  Europe,  the 
company micro  resist  technology GmbH, Germany, has been at  the  forefront of 
this development, and a wide variety of nanoimprint  resists are available. Other 
suppliers in the market include Tokyo Ohka Kogyo, Japan [50] and Nanonex, USA 
[51]. In addition, some research labs have used in-house developed resist materials 
[52, 53].

Device-specific polymers  are materials  selected  not  due  to  their  properties  as 
pertaining to the imprint situation itself but rather due to the use of the imprinted 
pattern directly as a part of  the  final device. A common example  is  the negative 
photoresist SU-8, a widely used material in the fabrication of microfluidic systems 
[54], and also commonly used for on-chip solid-state dye lasers [55].
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6.2.3.4  Commercially Available Equipment

The  thermal  imprint  process,  at  its  heart,  is  relatively  simple. Two wafers must 
be heated up and pressed together. This process should possibly take place in an 
evacuated atmosphere to avoid air becoming trapped between the two wafers. These 
requirements are very similar to the requirements in a wafer bonding process, and 
therefore many commercial machines are simply slightly modified wafer bonders. 
Many imprint equipment manufacturers offer a range of products with varying fea-
ture sets, such as possible substrate sizes and varying degree of automation (e.g. 
robotic wafer handling). A common feature is that the equipment is also large and 
bulky, requiring a large amount of space in the laboratory, and complicated instal-
lations.

There  are  a wide  range of  equipment  suppliers  in  the worldwide market  [51, 
56–61]. Many of these offer both thermal and UV imprint, with a few options also 
available for stepper-based imprint. Despite this variation in supply, the method of 
operation is very similar. The heat for the process is supplied by conduction from 
metal chucks. This method, while effective and easy to control, is also quite time-
consuming, since the thermal mass is high. The pressure is supplied to the stamp by 
a piston (with some exceptions). This method will often lead to inhomogeneity in 
the applied pressure due to the piston and the stamp not being completely flat or par-
allel. See below for a more detailed description of the pressure application process.

6.2.4  Practical Process Considerations

6.2.4.1  Polymer Flow—the Filling of Cavities

When the polymer flows from underneath the imprint feature and into the polymer 
cavity, it will generally not immediately proceed to flow laterally further into the 
cavity. Instead, it will climb the walls of the imprint feature and only proceed later-
ally when the cavity ceiling is reached. This process is described extensively in the 
literature [28, 62–64]. The mechanics of cavity filling may not be of relevance to 
the end result, provided the cavities are completely filled. However in many real 
cases, the cavities may not be completely filled, either intentionally due to a desire 
to minimise residual layer thickness or as a side effect of a varying protrusion cov-
erage. In these cases, one must be aware that the resulting polymer profile will not 
be  simple depressions  in  an essentially uniform  film, which may complicate  the 
post-imprint process.

Another effect is occasionally observed in large unstructured areas, or in cavities 
where the polymer flow was not quite enough to completely fill the cavity. Some 
examples are shown in Fig. 6.3. This effect, dubbed viscous fingering, or flower-like 
structures, is caused by pressure instabilities in the polymer, and may be related to 
the trapping of air in the resist [63, 65].
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6.2.4.2  Stamp Bending

In a simplistic view of an imprint situation, the imprint features will sink uniformly 
into the polymer under the application of pressure, and then stop when the cavities 
are filled, thus providing a uniform imprint and a uniform residual layer thickness. 
The reality is more complicated, the complexities of the polymer flow causing me-
chanical bending of the stamp. The magnitude of stamp bending will depend heav-
ily on the design and complexity of the imprinted structures, however, even for the 
simplest structures, it is an effect that cannot be ignored.

Consider Fig. 6.4—a simple, uniform grating to be imprinted. When the imprint 
is initiated, all grating lines sink into the polymer concurrently. However, problems 
soon arise. When the cavities become filled, the polymer must seek alternative ways 
to escape the imprint protrusions. Near the edges of the gratings, the polymer can 
still escape outside the grating area, and the imprint features continue to sink. In the 
centre of the grating, the distance to the edge may be so high that the polymer can-
not traverse the distance on the timescale of the imprint (essentially, the effective 
linewidth of the Stefan equation (Eq. (6.4) or (6.5)) increases dramatically). Thus, 
in this area the imprint essentially stops. As a result, the stamp will bend to accom-
modate the continuing imprint in the edge regions. The end result is a nonuniformity 

Fig. 6.3  Illustration  of  the  viscous  fingering  effect  in  an  almost-filled  cavity  ( left) and large 
unstructured areas ( right). Scale bars represent 25 µm.

 

Fig. 6.4  Illustration of stamp bending in a grating pattern. When the imprint cavities in the centre 
are filled, the imprint stops. In the edge of the grating, the imprint can continue due to the polymer 
escaping outside the grating area
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in the achieved residual layer, which is undesirable in the case of NIL, but not nec-
essarily relevant for hot embossing. The amount of nonuniformity will, in general, 
depend on the viscosity of the imprint polymer (lower viscosity means the polymer 
can easily traverse longer distance), the polymer film thickness (if the polymer is 
thin enough, the cavities may never be filled at all and if the polymer film is thick, 
the features at the edge can sink more compared to the centre), the mechanical rigid-
ity of the stamp and the density of structures.

The situation described above will occur even in uniformly structured designs, 
provided the imprint area is large enough. For nonuniform patterns, stamp bending 
is a highly pronounced feature of the imprint process. In a complicated pattern, with 
different areas structured with different densities, the denser areas of the pattern will 
fill up first, and the sinking of features will essentially stop, while continuing in the 
less dense areas of the stamp.

A final stamp bending methodology should also be considered. If the stamp con-
tains large unstructured areas, the stamp in these regions may easily bend and come 
into contact with the polymer, before the imprinted features can sink into the poly-
mer. This effect may decrease the effective pressure for imprint [65].

Several steps may be taken to avoid or diminish stamp bending effects. It may 
be possible  to modify  the design to even out protrusion coverage variations, and 
consequently diminish the effects. For example, if the design consists of some form 
of circuitry, the operation of the device might not be disturbed by the inclusion of 
extra stand-alone features in low-density regions. Conversely, the design calls for 
large structured areas, such as contact pads for electronics or inlet holes for micro-
fluidics. Operation of the device may be unimpeded by changing the pattern to a 
form of honeycomb structure. If the desired device design cannot be modified to be 
more suitable for imprint, the process must be designed to limit the stamp bending 
effects by, for instance, carrying out the imprint at high temperature or long times 
to allow for the polymer flow to proceed over longer distances, or by using a more 
rigid stamp to limit the susceptibility to stamp bending.

6.2.4.3  The Imprint Pressure

When using conventional, commercial, full wafer imprint equipment, a high pres-
sure of at least 20 bar is typically applied to form a satisfactory imprint [3, 64, 66–
70]. Theoretically, cf. the Stefan equation (6.5), imprint of even several micrometre 
large features should be completed in less than a second at much lower pressure, say 
1–5 bar. So why is it experimentally found that such a high pressure (and, to a lesser 
extent, time) is required especially when performing imprint on a large scale, i.e. a 
full 4″ wafer? A number of factors that contribute to this observation are described 
in the following section.

Stamp Spring-Back  In the derivation of the Stefan equation, the imprint polymer 
is  described  simply  as  a  high-viscosity  liquid,  however,  as  already  discussed  in 
Sect. 6.2,  this  is not  the case  in reality. The flow will be viscoelastic, with some 
semblance of elastic response remaining. In simple terms, the polymer pushes back 
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on the stamp protrusion, which can be seen as an apparent decrease in the applied 
pressure if pure viscous flow is assumed.

Nonoptimal Application of Pressure  When performing calculations based on the 
Stefan equation, it is assumed that the pressure applied by, for example, pressing the 
piston is perfectly transferred to the bottom surface of the imprint features. In real-
ity, this will not be the case. For piston-based imprint equipment, the piston surface 
cannot be made perfectly parallel and in intimate contact with the entire surface. 
This will  lead to inhomogeneity in the application of pressure. This problem can 
be alleviated by the use of a so-called compliance layer, a layer of a soft material 
placed between the stamp and the piston. This layer serves to homogenise the appli-
cation of pressure, compensating for the inaccuracy in the application of pressure 
from the piston. Various materials are in use, including flexible graphite sheets and 
PDMS [71]. Alternatively,  if  the  imprint pressure  is supplied not by a piston but 
by compressed air (or a different gas) through a flexible membrane,  the pressure 
supplied to the backside will intrinsically be homogeneously distributed. There are 
a few commercial equipment available based on this principle [51, 61]. Also fall-
ing under this header is the possibility of stamp bending bringing non-protruding 
stamp areas into contact with the polymer, effectively increasing the total protrusion 
coverage (or, alternatively, decreasing the force available to perform imprint of the 
desired structures).

Conformal Contact  Standard silicon wafers are not flat. Across the surface of the 
wafer, not only is the thickness not constant but the wafer may also bow or taper. 
In total, a profile variation in the tens of microns range is  to be expected from a 
standard 500-μm wafer  [72], which  is  the material of choice  for both stamp and 
substrate. Thus, when an imprint is to be performed, the initial step in the process is 
to achieve conformal contact between the stamp and the substrate. Only then can a 
uniform imprint across the entire surface be achieved.

The exact pressure required to achieve conformal contact is difficult to estimate, 
however  its  expected dependence on  the properties of  the  system  is  likely  to be 
similar to those in the process of simple bending of a membrane. The bending of 
an ideal plate to obtain a surface profile u (and, conversely, to obtain the opposite 
result) is found from the equation [73]

 
(6.9)

where D is the flexural rigidity, given from the material properties of Young’s mod-
ulus E and Poisson’s ratio ν, as well as the plate thickness h as

 
(6.10)

Representing the surface as a Bessel function of lowest order with a wavelength λ 
at maximum deflection w at the centre of the plate, one arrives at a solution for the 
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pressure (assuming uniform pressure application and fixation of the membrane at 
the rim).

 
(6.11)

Inserting values for a 500-μm-thick silicon plate being deflected 10 μm, and using 
a wavelength equal to the stamp radius (50 mm) result in a value of pbend = 26 mbar.

Note that this equation only described membrane bending. Achieving conformal 
contact will likely also involve compression of the stamp material. Due to the high 
stiffness of silicon (E = 170 GPa), even a slight compression will  require consid-
erable pressure, and may well be  the dominant contribution, considering the  low 
value reached for the bending pressure.

The reduction of  the requirement of high imprint pressure  is of  interest, since 
it would simplify the imprint equipment (for both piston and compressed air-type 
machines), and reduce the possibility of stamp or substrate failure due to repeated 
stress.

Based on Eq. (6.11),  there are essentially  two avenues available  to reduce the 
process pressure. One is material choice; if one uses a material with a low Young’s 
modulus, the process pressure can be dramatically reduced. This, along with a low-
viscosity imprint polymer, is the reason why soft UV imprint can be performed at 
pressure only barely above ambient [74]. This has been demonstrated in literature, 
where PDMS was used as a stamp material, or as a handling material for a  thin, 
stiff, top layer containing the features [75, 76]. The other is the membrane thick-
ness, entering cubed in Eq. (6.10). Thus, simply using thinner stamps will reduce 
the amount of pressure required to achieve conformal contact, the desired effect.

6.2.4.4  The Thermal Cycle—Throughput Improvement

As previously discussed, a major issue that nanoimprint still faces in order to be a 
successful contender for industrial applications is throughput. In full wafer thermal 
imprint, the thermal cycle time is often the dominant factor in determining the full 
imprint cycle time, due to the reliance on thermal conduction from large plates or 
chucks in order to sufficiently heat the imprint polymer. This in turn leads to long 
cooling times due to the excessive thermal mass. In practice, cycle times are in the 
range of 20–60 min per imprint, depending on the polymer choice and the pattern 
complexity. In photonic-based pattern transfer processes (e.g. deep-UV photolithog-
raphy), the process is completed in much shorter time, typically a minute or less. In 
recent years, considerable research has been devoted to reduce thermal cycle times 
to a more competitive level. By using a custom-designed imprint resist rather than 
conventional thermoplasts such as PMMA, the Tg and, hence, the required imprint 
temperature can be considerably reduced, yielding an immediate reduction in cycle 
time. Imprint at room temperature has also been conceptually demonstrated [77]. 
Another possibility  is  to use a  thermosetting resist,  i.e. a material  that  is  initially 
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soft but hardens when exposed to temperature. In this way, a constantly hot mould 
can be employed, removing the need for cooling. In addition,  it may be possible 
to demould the substrate at temperatures even above Tg [78], further reducing the 
required temperature range.

More radical reduction in process time can involve some way of reducing the 
thermal mass. If the energy supply for heating is located in the imprint polymer or 
its immediate vicinity, the required time for heating and especially cooling will be 
dramatically reduced. Several methods of achieving this have been established in 
the literature, including joule heating of the stamp [79–81], applying heated fluid 
as the imprint pressure medium [82] and heating based on infrared radiation [82, 
83]  or  inductive  coupling  [84]. All of  these methods have been demonstrated  to 
decrease the required thermal cycle time to a few minutes, the most effective even 
to just a few seconds, demonstrating that it is possible to achieve short cycle times 
in  thermal-based nanoimprint. High-quality  full wafer  imprint, however,  remains 
to be demonstrated with low cycle times. It is in this area the industrial replication 
technologies like injection moulding can offer a route to true high-throughput fab-
rication of polymeric nanostructures. The second half of this chapter is dedicated to 
injection moulding.

6.3  Injection Moulding

6.3.1  Introduction

6.3.1.1  Background

Injection moulding technology revolutionised manufacturing in the second half of 
the twentieth century by making it possible to replicate rapidly the identical parts 
made from thermoplastic materials from a single-machined mould. While the cost 
of  the  initial  infrastructure,  equipment  and  a  precisely  constructed mould might 
be very high, once the production is up and running, the economies of scale make 
mass production by injection moulding a solid foundation for an extremely efficient 
business model. The technology is still widely used today and looks set to dominate 
industrial production for many years to come.

Injection moulding was put to good use by the music industry in the 1980s with 
the advent of compact discs, a form of media storage that required cheap, accurate 
replication of microscale features on a previously unseen scale. More recently, Blu-
ray discs have seen commercial  injection moulding move  to  length scales below 
150 nm [85]. It is, therefore, an industrially proven method of nanofabrication, but 
has yet to be widely utilised as such outwith the sphere of optical media. This is 
despite the fact that researchers have demonstrated successful replication of distinct 
structures as small as 50 [86], 25 [87] and 5 nm [88]. With so many other appli-
cations of polymeric nanostructures, such as nonreflective, superhydrophobic and 
adhesive  surfaces,  as well  as  substrates  for  biological  research  into  regenerative 
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medicine, there is a great scope for injection moulding to play a much wider role in 
realising low-cost mass production for these technologies.

6.3.1.2  The Injection Moulding Process

Injection moulding is conceptually simple and similar to other replication-based pro-
cesses  such  as hot  embossing and  thermoforming. During  the  injection moulding 
process, a thermoplastic polymer is heated to around 100 ° above its Tg, before it is 
injected into the mould cavity which is kept 30–50 ° below the polymer’s Tg. Here 
the polymer rapidly cools and the moulded part is ejected before the process begins 
again to produce the next part in a fully automated and unsupervised process. It is this 
spatial separation of heating and cooling that makes injection moulding such a high-
throughput process compared to embossing where these processes occur in the same 
location; the industrial production of a single CD takes only around 4 s to complete.

6.3.2  Injection Moulding Equipment

6.3.2.1  Injection Moulding Machine

Figure 6.5 shows a schematic of a typical hydraulic injection moulding machine. An 
injection moulding machine is made up of two distinct units: the injection unit and 
the clamping unit. The polymer that will eventually be moulded starts its journey in 
the hopper located to the right of the injection unit in the form of small beads, mea-
suring a few millimetres across, which are gravity fed through the throat into one end 
of the screw. The barrel is heated by multiple heating bands (four in Fig. 6.6) which 
increase in temperature from the hopper to the nozzle. A convenient definition for 
the processing conditions is to define the melt temperature (Tm) by the settings of 
the nozzle heater. A more accurate measurement could be obtained by inserting a 
thermometer into freshly purged polymer. The cylindrical barrel which houses the 
screw and  the  threads of  the  screw  itself  has  constant diameter  along  its  length, 
but the central shaft of the screw increases in diameter as it approaches the nozzle, 
thereby decreasing the gap through which the polymer moves. This combination of 
increasing  temperature,  rotational motion and narrowing gap  serves  to gradually 
melt, pressurise and mix the polymer to ensure that by the time it reaches the end it 
is homogeneous in both its temperature and consistency.

Located at the nozzle is a nonreturn valve (see Fig. 6.7) which moves back under 
the pressure of the polymer as it fills the nozzle cavity, having been pushed through 
the narrow gaps by the turning screw in a process known as plasticising. When the 
cavity is full, the check ring blocks the progress of any more polymer, the plasti-
cising stops and the next shot is ready for injection. It is important to note that the 
presence of a previous injection’s completed part is required to block the nozzle and 
allow the polymer for the next shot to build up; without this, the polymer is free to 
flow out of the end of the nozzle when plasticising is active. The thrust for the injec-
tion itself is supplied by the injection cylinder at the far end of the screw.
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The clamping unit houses the all-important mould, a cavity located at the cen-
tre of the tool. The size and shape of this cavity define the size and shape of the 
moulded part. The tool comprises two halves, the moving platen and the fixed plat-
en, which allow it to be closed while the polymer is injected before reopening so 
that the final moulded part can be ejected. Tool design and tool making are highly 
skilled disciplines in their own right and so will only be touched upon lightly in 
this chapter.

Fig. 6.6  Schematic diagram of a typical injection moulding machine’s barrel

 

Fig. 6.5  Schematic of a typical hydraulic injection moulding machine
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6.4  Operation

The timeline of a single cycle is illustrated in Fig. 6.8 and described in the follow-
ing points:

•  mould closing: the two halves of the mould come together under pressure
•  carriage unit forward: pressure is built up at the end of the screw
•  injection: the polymer is pushed into the mould at high speed
•  holding pressure: the mould is held under pressure so that as the polymer shrinks 

due to cooling, more may be forced into the mould to ensure a full filling
•  cooling time and plasticising for next cycle:  time  delay  to  allow  polymer  to 

freeze; the next shot of polymer is prepared by plasticising with the newly in-
jected part blocking the nozzle, thus allowing the plasticised material to build up

•  carriage unit back: screw pressure relaxed
•  mould opening: mould opens with moulded part stuck to inlay side of mould
•  ejection of part: ejector pins pop out and part falls into collection bucket.

There are many parameters that can be set on the moulding machine. General prac-
tice is to start off with the polymer manufacturer’s guideline values and then adapt 

Fig. 6.8  Timeline of a single injection cycle. Despite being much faster than T-NIL/hot emboss-
ing, the thermal cycling ( cooling time) is still the major limiting factor in cycle time optimisation 
in injection moulding

 

Fig. 6.7  Operation of a nonreturn valve
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conditions based upon the observation of the parts produced. The following param-
eters are of particular importance:

Injection speed directly affects the injection time and injection pressure, and dic-
tates how quickly the polymer is forced into the mould. If it is too slow the polymer 
may freeze before it has fully filled the mould, leading to an incomplete part, and if 
it is too high it may result in polymer being forced into unwanted areas of the tool 
(this is known as flashing).

Tool temperature affects how quickly the melt cools in the mould: if it is set too 
low it will result in poor filling, and if it is too high it can lead to an unnecessarily 
long cooling time or cause the part to not be fully frozen upon mould opening which 
can cause ejection problems.

Melt temperature directly affects the fluidity of the melt at the point of injec-
tion. If it is too low it will not flow well enough to fill the mould properly and if 
it is too high the cooling time may be unnecessarily long or, in extreme cases, the 
polymer may burn.

Holding pressure determines  the pressure at which  the polymer  is held  in  the 
mould immediately after injection. As the part cools the polymer shrinks, so hold-
ing pressure  is  required  to push more polymer  into  the cavity  to compensate  for 
this shrinkage and ensure that a fully formed part is produced. Too low a value may 
result in a concave drooping on the nozzle-facing surface of the part which is unde-
sirable when a planar geometry is required.

Cooling time  is  a  post-injection,  post-holding  pressure waiting  period  during 
which the tool remains closed so that the part may cool to an acceptable level, ide-
ally the tool temperature. If cooling time is not sufficient the part may come out too 
hot and deform upon ejection; if it is too long, you are just wasting time.

Moisture in certain polymers can affect its physical properties in a detrimental 
way which can cause a range of quality issues, such as bubbles or streaks appearing 
in the moulded parts. For this reason, some polymers are dried before use.

6.4.1  Tooling for Injection Moulding of Micro- and 
Nanostructures

The central component of an injection moulding machine is the mould, or tool. It 
is here where the mould cavity resides and the part is formed. With so many op-
tions available for fabricating nanostructured masters, much of the research in the 
field  is  focussed on  the production and optimisation of  the  tooling  itself. Mould 
tools used for the production of most plastic products, be they coat hangers or tooth 
brushes, are generally made by milling large pieces of steel and assembling them 
together into a single unit containing the cavities, vents and other specific features 
required for the production of a particular part or parts. The practice of tool making 
is a precise art where accuracies of tens of micrometres as well as the capacity to 
fit in as part of an elaborate, multistage, automated mass production process can be 
required. If the intended product of a tool is to contain micro- or nanoscale features 
on its surface, certain adaptations must be made to the tool design as these length 
scales cannot be addressed by metalworking techniques.
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Tools designed  for  the  injection moulding of micro-  and nanostructures often 
incorporate interchangeable elements known as inserts, stampers or inlays. A good 
example of this in industry is the fabrication of optical media, where every product 
has the same macroscopic disk shape, but differently patterned inlays are used to 
define the content of the data stored on the disk. Since the first compact disks in 
the 1980s, advances in industrial processes and materials have allowed this format 
to remain useful by reducing the minimum feature size, from 800 nm (and 1.6 µm 
track pitch) on a CD to 150 nm (and 320 nm track pitch) on a Blu-ray, thereby en-
abling mare data to be stored on the same surface area.

The accepted way to nanopattern a single surface of a moulded part (invented 
to facilitate the production of optical media) is to use an inlay-frame configuration 
like that shown in Fig. 6.9.

In this configuration, the inlay is a planar substrate which has been patterned in 
advance by other means. The tool is designed such that the inlay slots into a frame 
which, in turn, slots into the bulk of the tool, allowing parts of one particular size 
and shape (or format) to be produced with the pattern from the inlay formed on one 
of its surfaces. The term tooling is used to refer to the material(s) of which the inlay 
is comprised or indeed the inlay itself.

Fig. 6.9  Schematic diagram and corresponding photograph of one example of an inlay-frame tool 
design
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6.4.1.1  Tooling Material

The fabrication of micro- or nanopatterned inlays generally requires a wafer-based 
approach as would be employed to fabricate structures of this size for any purpose; 
although milling processes are an option for larger structures [22]. For this reason, 
the likes of silicon, quartz and III-V materials might seem like an obvious choice 
with which to fabricate inlays and they have indeed been used to conduct research 
in the field [86, 89], although the brittle nature of these materials may cause them 
to shatter under the high pressures of the injection moulding process depending on 
the specifications of specific equipment and processing parameters [90]. Because 
of this, nickel, with its durable characteristics, has become a standard tooling mate-
rial  for  the  injection moulding of micro- and nanostructures  [22]. Nickel  tooling 
is  commonly  formed by a LIGA-like process whereby  it  is  galvanically  electro-
plated against a prefabricated master pattern. The electroplating step is a carefully 
controlled  electrolysis  process where  patterned  target  of  nickel  deposition  is  the 
cathode.

As described earlier, the molten polymer is injected into the tool which has its 
temperature kept below the polymer’s Tg. As the hot melt makes contact with the 
tool wall  it  quickly  cools  and  a  skin  layer  is  formed  [91]. The  formation of  the 
skin  layer  largely  inhibits  the ability  to produce  raised  structures  (e.g. pillars)  at 
diminishing length scales and increasing aspect ratios. As the polymer melt moves 
into the patterned holes of the inlay, the surrounding metal conducts the heat away 
so quickly that the polymer cools below Tg and freezes before it has been able to 
completely fill the hole. This does not adversely affect the replication of holes like 
those which pattern optical media, but it does make it difficult, if not impossible, 
to replicate structures, which stand proud of the surface, which are often desirable 
for the type of biomimetic and cell engineering applications mentioned earlier. An 
example of titanium tooling highlights another possible artefact of this problem in 
which PC broke off inside the inlay’s 50-nm holes, causing the replication of 50-nm 
holes  rather  than  the  intended pillars  in  subsequent  shots  [86]. Nonetheless,  this 
example did show Ti to be robust and damage free after 50 shots, while the robust-
ness of Ni is surely evidenced by its widespread use in the commercial replication 
of optical media.

One type of method that had been developed to combat the premature cooling of 
injected polymer is known as variothermal injection moulding. Variothermal tech-
niques use elaborate mechanisms that will require the incorporation of plumbing or 
electrical systems in the construction of the tool, with these additions being used 
to heat and cool the tooling surface at appropriate times to aid the filling of micro- 
and nanostructures [92, 93]. Variothermal heating with a micro-electro mechanical 
system (MEMS) heater  located behind nickel  tooling was shown  to  improve  the 
filling of 320 nm wide grooves with PC from 20 to 60 nm, but was still short of 
the 82 nm groove depth [94, 95]. Laser-mediated heating (capable of creating tem-
perature gradients of 300 K/s) was successfully used to fabricate superhydrophobic 
microstructures in polypropylene (PP) with steel tooling [96] where the structures 
were conical pillars with a base diameter of around 5 µm and were not replicated 
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to a high level of uniformity. Yet other ways to implement variothermal injection 
moulding include heating the tooling surface by electrical induction [97] which has 
been shown to enhance the filling of COC nanostructures in nickel tooling [98], or 
by electrifying the actual inlay surface [99] which permitted the formation of na-
noscale PP hair-like structures over a 2-min cycle time. Furthermore, a variothermal 
process may use steam and coolant to respectively heat and cool the tool and has 
been used  to successfully replicate a 46-in. LCD panel  in acrylonitrile butadiene 
styrene (ABS), although the variothermal process added well over a minute to the 
cycle time [100].

In  an  infrared-based  variothermal  approach,  nanochannel  filling was  further 
aided by the introduction of a heat-resistant polymer layer behind the Ni inlay to 
further  impede the heat  transfer  to  the surrounding tool [101]. This use of heat-
retardant material offers a simpler approach to variothermal techniques which has 
been adopted by a number of  researchers. Over several publications [102–105], 
Yoon et al. document their successes with silicon and hybrid metal–polymer in-
lays for injection moulding of microscale features. They have shown that inlays 
made from embossed PC coated with aluminium or titanium allowed injected PS 
to  fill  1–2 µm  trenches  (depth dimensions  are unclear,  but  do not  appear  to  be 
more than the width) to twice the depth of fluorinated silicon tooling [105] (work 
which went on to form the basis of a patent application) [106]. They also showed 
that  PC  inlays,  somewhat  unsurprisingly,  suffered  deformation  during  injection 
moulding with the same polymer, but that polyimide (PI) coated with aluminium 
was capable of replicating microstructures in PC and PMMA for over 1000 cycles 
[103].  Polymer–metal  tooling  has  shown  similar  durability  in  the  form of  pho-
tolithographically  patterned SU-8 microstructures  on Ni which  showed  no  sign 
of damage after 300 replicas with COC [107]; heat retardation was not required 
in  this  case. Embossed polymer  tooling has other  reported  successes  at  the mi-
croscale in the form of UV-cured poly(urethane acrylate) (PUA), with additional 
insulation  provided  by  poly(ethylene  terephthalate)  (PET),  replicating  gratings 
that are 1–10 µm in width and 10 µm in height [108]. At the nanoscale, an em-
bossed polyvinyl alcohol (PVA) film produced features down to 100 nm in size 
in COC, but required that the adhesive inlay be sacrificially dissolved after each 
replication, somewhat cancelling out the core advantage of injection moulding as a 
high-throughput technique [109]. A conceptually similar but more durable (> 1000 
cycles)  tooling  solution  comprising  PI  substrates  coated with  SU-8  photoresist 
patterned  by NIL  provided  accurate  replication  of  ~ 100-nm diameter  pillars  in 
PC as well as the means to selectively stretch nanopillars to up to 1.4 times their 
intended height through the simple adjustment of constant tool temperature [110]. 
Polyether ether ketone (PEEK), a thermoplastic with high Tm (~ 340 °), may also 
provide a useful thermally insulating tooling solution and has been tested tor com-
patibility with a range of resins (PP, ABS, PC and COC) [111]. An example of a 
non-polymeric heat-retardant material, bulk metallic glass, also shows promise as 
a robust tooling solution that can facilitate the formation of 100–200 nm bumps in 
PMMA [112].
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It is clear that there exist two main schools of thought for how to best tackle the 
problem of poor mould filling as induced by premature freezing: variothermal and 
heat retardation. Variothermal techniques offer a means of precise control that could 
lead to more predictable outcomes, but do not seem to be any more advantageous 
in that regard in the evidence presented by the current literature. Furthermore, the 
development of complex heating/cooling systems is time-consuming and costly, and 
with the exception of the laser heating [96] and induction [97, 98] examples, these 
solutions caused significant increases in cycle time. The polymeric tooling approach 
is appealing, not just for its simplicity but also for the fact that it opens up a wealth 
of alternative inlay material and patterning options (e.g. UV-NIL) that remove the 
requirement for expensive Ni electroforming and can be adapted to the individual’s 
own fabrication capabilities. With the simple approach, the imagination is free to 
ponder the nature of the next pattern rather than concentrate on the seemingly un-
necessary technicalities of developing a sophisticated variothermal solution.

6.4.1.2  Surface Coatings

The success of injection moulding of micro- and nanoscale features relies as much 
on  smooth  demoulding  as  it  does  in  a  nanoimprint  or  embossing  process  (see 
Sect. 6.3.2). As with NIL and embossing, the use of fluorosilanes is a popular meth-
od to add nonadhesive properties to tooling. Yoon et al. demonstrated that fluori-
nated silicon tooling was not only protected from the damaging effects of interfacial 
friction but also made it possible to almost completely fill 4-µm wide 9.2-µm deep 
trenches with thermoplastic polyurethane (TPU) where uncoated tooling could not 
even fill half [113]. These type of coatings have even made it possible to fight the 
filling problems associated with Ni tooling and permit the replication of 40-nm di-
ameter pillars in COC [114]. Fluorosilane treatment of Ni has also helped to reduce 
the build-up of injected PC and poly(4-methyl-1-pentene) (PMP) residue for over 
15,000 machine cycles in an experiment where molybdenum nitride and tungsten 
nitride coatings also performed favourably [115]. Elsewhere, chromium and  tita-
nium nitrides have shown benefits in terms of tool durability [116], and silicon car-
bide and diamond-like carbon coated on brass tooling reduced demoulding forces 
by ~ 40 % in a work which also highlighted that optimum moulding conditions were 
specific to the coating–resin combination [117]. Similarly, a broad UV-NIL study 
of five metal nitrides and seven metal oxides saw no single coating performing bet-
ter than another, suggesting that the most effective release at the demoulding stage 
must  be  determined  by  the  specific  master–replica  material  combination  rather 
than by a single mould coating which outperforms all others in all situations [118]. 
Another systematic study of coatings on nanopatterned heat-retardant tooling with 
SiO2, Si3N4, Ti and Ni, all with and without fluorosilane attachment, showed that it 
was possible to replicate 100-nm diameter pillars with heights of 2 μm (aspect ratio 
= 20:1) in PC [119]. In this work, fluorinated oxide and nitride showed marginally 
superior performance, but issues of nonuniformity caused by the methods of coating 
deposition were highlighted.
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In other cases of purely metallic coatings, aluminium and titanium on polymeric 
tooling have been shown to double the filling of microstructures with PS and PC 
compared to fluorinated silicon with a heat insulating back plate [105, 106]. Alu-
minium did however show slight peeling on imprinted PI tooling after 1000 cycles 
with PS, although it still showed superior adhesion reduction at this stage compared 
to uncoated tooling after only 100 cycles [103]. Gold-coated nickel was reported to 
be resistant to residue when PMMA was moulded up against it [102], although Ni, 
as the traditional tooling of choice, is itself not prone to residue build-up or it would 
unlikely have achieved such status.

It is remarkably clear that nonadhesive surface coatings are a vital addition to 
any replication-based fabrication process, and while fluorosilanes appear to offer a 
solution in most situations, they may require some optimisation of their composition 
[35] or prove inferior to metals in some cases [105]. As has been suggested [118], 
there is probably no one-coating-fits-all solution, but indicative techniques such as 
WCA measurements, surface analysis techniques such as X-ray photon spectrosco-
py (XPS) and energy dispersive X-ray spectroscopy (EDX) and the mathematics of 
surface energy can guide the way to design and interpret the practical development 
of potential tooling solutions.

6.5  Conclusions

6.5.1  Advantages and Limitations

The advantages of  replication-based fabrication are quite clear.  It allows devices 
containing features  that are normally very expensive and difficult  to create  to be 
replicated accurately at a fraction of the cost and provides a range of material choic-
es for both master and replica. Nanoimprint/embossing  techniques are many and 
varied and can be implemented initially with minimal equipment investment and 
upscaled with bespoke equipment or one of several commercially available tools. 
These processes are conceptually simple and practically well understood, but in the 
case of T-NIL/hot embossing particularly, the time limitations imposed by thermal 
cycling make  such  techniques more  suited  to  prototyping  or  very  small  volume 
production at best.

Injection moulding offers a solution to these limitations by enabling rapid repli-
cation in large numbers, decreasing cost through improved throughput, while dura-
ble tooling can facilitate excellent, long-term reproducibility. It is a well-understood 
process which is fully established in industry and has the potential to revolutionise 
the way we make many useful devices that rely on accurately reproduced micro- 
and nanoscale dimensions.

Essentially, hot embossing and injection moulding offer the same practical out-
come, but injection moulding provides vast improvements in throughput, albeit at 
the expense of initial financial investment in machinery, making hot embossing a 
more suitable technique for initial prototyping and small-volume production. Hot 
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embossing may  be  a more  established  and  accessible  nanoreplication  technique 
for  these reasons, but  there  is a  large and growing interest  in  injection moulding 
that may allow it to establish itself as a mass production nanofabrication technique 
where the throughput issues of embossing and NIL continue to see them struggle to 
make an impact commercially.

Besides  the  challenges  in  implementing  some  of  the  techniques  (tooling, 
materials,  anti-stick,  etc.)  required  to  realise  the  potential  of  injection moulding 
at  the micro- and nanoscale,  there are also  inherent  (technical)  limitations  to  the 
technique too. Primarily, injection moulding is generally limited to the production 
of monolithic parts made from thermoplastic polymers; although metal and ceram-
ic injection moulding are possible and conducted at larger length scales, as is the 
formation of polylithic parts, it still remains the case that the replication of some 
intricate nanotechnologies, such as integrated circuits, may well be fundamentally 
beyond the capabilities of injection moulding. It is also the case that most current 
micro- and nanopatterned tooling solutions focus on the patterning of a single sur-
face of a flat part and the transition to patterning continuously over 3D, potentially 
curved, surfaces will be far from trivial. It is hard for injection moulding to address 
thin-film applications due  to  the difficulty with filling  large,  thin structures, and, 
as such, this is an area that may be better addressed by R2R embossing and related 
techniques.

6.5.2  Outlook

Despite being invented around 20 years ago, there is still much interest in using and 
further developing the toolbox of NIL-type processes. Although it has not yet been 
widely adopted for mass production in the microelectronics industry, the desire for 
the  smaller  devices may  soon make NIL  the  only  option  for moving  below  the 
resolution limit of even the most optimised optical lithographic process. Injection 
moulding too, although perhaps not applicable to microelectronics, is nonetheless 
an  incredibly promising means of nanofabrication  that  is being  increasingly  rec-
ognised as such and motivating a great deal of research [21].  In other fields,  the 
vast range and relative simplicity of the replication-based processes that are avail-
able means that the development and adaptation of these techniques is ongoing and 
driven by the needs of new applications. In this way, the toolkit  is only going to 
grow and provide more useful ways to replicate minute structures for a fraction of 
the cost of conventional lithography.

With  such  a  broad  range  of  processes  available,  replication-based  fabrication 
will always have a place where polymer devices are required. Hot embossing is still 
well used for low-cost prototyping and small-volume production and will continue 
to provide superior resolution than new prototyping methods, like 3D printing, for 
the  foreseeable  future. NIL  and derivatives  still  provide  a  cheap method  for  na-
noscale parallel pattern transfer, while techniques like injection moulding and R2R 
NIL provide a route to high-throughput production which is sure to be a common-
place within a few short years. Combined embossing/NIL variants and thermoform-
ing have even found ways  to address  the patterning of nonplanar surfaces [120], 
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which could be utilised by injection moulding if these methods can be applied to 
the tooling.

In terms of polymer replication for microfluidics, tissue engineering and other 
biology  research, a mastery of both hot embossing  for prototyping and  injection 
moulding for upscaling the production of experimental devices is highly desirable. 
Indeed, a recent review [121] highlights high-throughput production as one of the 
three most important areas in furthering of the field of nanostructured biomaterials 
and no technique is better equipped to address this need than injection moulding, 
both in terms of research and the smooth translation to real-world products through 
industry.
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Miniaturization is a key concept that, during the past 20 years, led the microelec-
tronics  industry  to  increase  the  integration  rate  up  to  100 million  transistors  per 
chip, with a minimum size of features close to 100 nm. Today miniaturization plays 
an increasingly important role for  the realization of various types of components 
used in telecommunication, micro-robotics, chemistry, biology, and biomedical re-
search. For instance, miniaturization of biosensors must benefit to increase in the 
density of components, decrease in the amount and volume of a sample, improve-
ment in detection limit, and precise control.

Increased  effort  has  been  made  in  the  past  10  years  to  establish  fabrication 
technologies  that  allow production  of  structured  surfaces with  great  geometrical 
complexity and reduced operation time and cost. Manufacturing in miniaturization 
embraces bottom-up and top-down techniques. Usually the fabrication of complex 
systems such as platforms for selective recognition requires the association of both 
approaches. On one side, bottom-up is mainly focused to develop materials in the 
form of particles or films and concerns mainly methods such as chemical synthesis 
and self-assembly. On the other side, top-down approaches use processes such as 
patterning, etching, and deposition.

Lithography was invented in 1796 as a printing technique that allows the cre-
ation and reproduction from a limestone of multiple copies of ink drawings. Today 
lithography  is a more general  term which  includes  top-down approaches used  to 
create a chemical or a topographical pattern onto a substrate. The recent progress in 
microelectronics has allowed the development of effective lithographic method that 
is able to create, with a compatible industrial throughput, features with a size close 
to  10  nm. Moreover,  conventional  lithography  was  developed  for  silicon-based 
materials. Critical issues such as resolution, reliability, speed, and cost need to be 
considered in developing lithography techniques. In order to reduce the cost inher-
ent to conventional lithography and to allow the structuration of non-silicon-based 
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material, new lithographic methods (also called unconventional lithography) have 
arisen [1]. These processes have eliminated  the need of clean room environment 
and offer  the possibility  to  template a wider  range of materials such as polymer. 
These improvements have naturally led the application of these tools in different 
areas of microelectronics such as the biomedical research.

In nature, many biological  interactions  rely on  the  specific placement of bio-
molecules to dictate and direct complex processes. The ability to site-specifically 
pattern biomolecules with spatial resolution is a key challenge for biophysical cell 
studies, microarray analytics, tissue engineering, therapeutics, and high-density bio-
sensor applications [2]. Concerning this field, the two main applications are biosen-
sors and biopatterning. The first one obviously requires improved detection devices 
by the pursuit of new innovative processes. Reducing the dimensions to nanoscale 
detection generates a significant increase in sensitivity. Indeed, the concentrations 
of the order of fM are now detectable with the use of nano-transistors. On the other 
side, biopatterning consists in depositing biomolecules probes which are capable of 
detecting in a sample solution of target molecules because of their specific interac-
tion with the latter. Biopatterning of surfaces has been of growing interest in recent 
years, from both scientific and technological points of view. Such artificial biologi-
cal surfaces can be tremendously useful in diverse applications, including biochips, 
biosensors, and fundamental studies of cell biology [3].

Biopatterning  not  only  offers  the  possibility  of  smaller  biochips  with  more 
reaction  sites  but  also  smaller  test  volume and potentially higher  sensitivity  and 
throughput screening for molecular diagnostics [4]. For instance, DNA hybridiza-
tion nanoarrays come with the remarkable ability to rapidly and effectively monitor 
the expression of thousands of genes used in the diagnosis and treatment of disease 
[3]. On the other side, protein nanoarrays offer the possibility of developing a rapid 
global analysis of an entire proteome [5].

The number of biological and medical applications presents many challenging 
materials design for biopatterning. Indeed, if a spatial positioning of biomolecules 
on a substrate with nanoscale resolution is required, their native biological functions 
have to be retained and usually the other regions of the substrate have to be resistive 
to biomolecules. Recent years have witnessed the advent of several promising stra-
tegic methodologies for biopatterning [6]. In this chapter, we review the principle 
of the prominent lithographic method for the fabrication of polymeric platform for 
different selective biorecognition methods and their specific application to polymer 
platform for selective biorecognition.

7.1  Conventional Lithography

Conventional lithography is a top-down approach which combines all the methods 
based on the use of an irradiation source to pattern the surface of a material. These 
methods are commercially available and hugely used in the industry and particular-
ly in microelectronics [7]. However, for these methods clean room facilities where 
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air is filtered, temperature and humidity are controlled, are needed. This causes a 
significant increase in the cost of conventional lithography and limits its accessibil-
ity. Conventional lithography regroups two different techniques: photolithography 
and  particle  beam  lithography  which  including  itself  electron  beam  lithography 
(EBL) and focused ion beam lithography (FIB). As shown by Table 7.1, the choice  
of  the  technique  depends mainly  on  the  balance  between  desired  resolution  and 
throughput.

7.1.1  Photolithography

Photolithography  is a cornerstone of  the progress of  the  semiconductor  industry. 
Indeed, it has allowed the reduction of the size and an increase of the integration 
density of the integrated circuits with an economically acceptable cost. In the pho-
tolithographic process, geometric features drawn on a mask are transferred via elec-
tromagnetic  illumination onto a substrate (Fig. 7.1). The mask is generally made 
with a quartz or glass plate coated with a  thin  layer of chromium presenting  the 
desired geometric features.

The photolithographic process starts with the coating of a planar substrate with 
a photoresist. The photoresist  consists  in  a polymer matrix  transparent  to  the  ir-
radiation wavelength and containing photosensitive compounds. Once coated, the 
substrate is baked in order to remove the solvents from the resist and improve the 
resist–substrate adhesion. In the next step, the mask is aligned accurately above the 
resist and the illumination is performed. Selected parts of the photoresist film are 
then exposed to the light source that leads to degradation (positive lithography) or 
cross-linking (negative lithography) of the polymer matrix. Finally, the substrate is 
immerged into a solvent allowing the differentiation of the exposed and nonexposed 
areas of the resist. In the case of positive lithography, the irradiation alters the physi-
cal and chemical properties of the exposed area such that it can be dissolved in the 
solvent. In the case of negative lithography, irradiation causes cross-linking of the 
polymer which becomes less soluble than the nonirradiated part so that the nonirra-
diated part is eliminated by the solvent rinsing process. Although photolithography 
is massively present  in  the microelectronic  industry,  its use  in  the elaboration of 
polymeric substrate  for biological application  is  scarce  [5]. For  instance photoli-
thography has been used to pattern synthetic and natural polymers for use as two-
dimensional (2D) or cell-encapsulating scaffolds [8].

Table 7.1  Resolution  throughput  and  approximate  buying  cost  of  conventional  lithography 
techniques

Photolithography EBL FIB
Resolution (nm) 200 1–20 5–30
Throughput +++ ++ +
Buying cost (€) >5.105 >1.106 > 1.106



160 N. Delorme

Negative lithography processes require the use of photo-crosslinkable polymer 
but biocompatible photocrosslinkable polymers are scarce, which limits the use of 
this process for biomedical applications. However, some teams have used photo-
crosslinkable chitosan as a photoresist  to create patterns with micrometer resolu-
tion of various shapes on glass and tissue culture polystyrene [9]. The advantages 
of such polymer are that it does not require photoinitiator and forms flexible and 
biocompatible hydrogel upon short UV exposure. As shown in Fig. 7.2, the process 
allowed the deposition of cardiac fibroblast on the glass surface and between the 
lines of cross-linked chitosan. The elongation of the adsorbed cells along the lines 
can be clearly observed.

Enzyme-based electrodes represent an important class of biosensors which can 
be used for the detection of energy metabolites (glucose, lactate). Yan et al. have 
described a photolithographic-based method to immobilize enzyme on gold elec-
trode via a poly(ethylene glycol) (PEG) hydrogel [10]. As shown in Fig. 7.3, a PEG 
prepolymer is deposited on a glass substrate where gold electrodes were previously 
deposited by photolithography. The deposition of the cross-linked PEG between the 
electrodes is performed by aligning a mask with the electrode template, UV irradiat-
ing, and water rinsing. The following step is to irradiate an enzyme containing PEG 
prepolymer, which was deposited over the whole surface, through a second mask 
(used to deposit  the gold electrodes). After water rinsing,  the gold electrodes are 
covered with the enzyme-containing hydrogel which is finally tested successfully 
for glucose detection.

Positive photolithography was used by Christman et  al.  to obtain micron and 
submicron-scale features of aldehyde functionality in polymer films to develop a 
platform for protein immobilization and assembly. Films containing a pH-reactive 

Fig. 7.1  Principle of the photolithography process
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polymer and a photoacid generator  (PAG) were patterned by exposure  to a 365-
nm light. Upon PAG activation and hydrolysis of acetals, aldehyde groups can be 
formed and used to bind protein such as streptavidin [11].

Microelectrode  arrays  (MEAs)  that  are  able  to  stimulate  and  record  electri-
cal signals down to the single-cell level have become an indispensable tool in the 
study of different properties of neural networks. Advancements in these MEA ap-
plications require a decrease in the size and spacing between electrodes in order to 
match the dimensions of neuronal networks, and also the development of flexible 
MEA (non-silicon-based technology) [12]. Sessolo et al. have recently developed a 
method to prepare conductive polymer MEAs by photolithography. Here, as shown 

Fig. 7.3  Schematic of the process used to prepare an enzyme-based gold electrode [10]

 

Fig. 7.2  a Optical microscopy  image of  cardiac  fibroblasts  seeded on  chitosan patterned TCP 
and maintained for 8 days of culture. The cells attached to the surface of empty lines, elongated 
and proliferated to confluence. b Immunofluorescent staining for filament vimentin ( red), nuclei 
( blue). Chitosan lines appear red [9]
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by Fig. 7.4a photolithography is firstly used to deposit gold structure on the glass 
substrate and  then  to  topographically  template a parylene C layer  just before  the 
deposition of  the conductive polymer  (PEDOT:PSS).  In  this step,  instead of sol-
vent rinsing, the elimination of the nonirradiated parylene C is made by O2 plasma 
etching. The obtained polymeric platform consists in an array of square electrodes 
with a side of 20 μm and a center-to-center spacing of 160 μm (Fig. 7.4b), a spatial 
resolution which allows the monitoring of signal propagation among the adjacent 
neurons and the recording of the spontaneous electrical activity from rat hippocam-
pus brain slices [13].

The principle of photolithography was also used by Yamazoe et al. to create a 
micropatterned fibroblast adhesive protein surfaces on cell culture dishes. For this, 
they simply irradiate an albumin film through a photomask by UV radiation. The 
irradiation renders the proteins adhesive to cell on patches with a diameter close to 
500 µm allowing the localized adsorption of mouse fibroblast cells [14].

Limitations  The major  advantage  of  photolithography  is  the  ability  to  fabricate 
many devices in parallel, making possible the production of very complex circuits 
in a relatively short time. Limitations of photolithography are its cost and light dif-
fraction, which limit the size of the features that can be made to approximately the 
wavelength of the used light. Consequently to decrease the structure size, the irradi-
ation source has to be decreased to Deep UV (DUV) or X-ray. The consequences are 
important since the apparatus (source, lenses…) as well as the masking techniques, 
as shown by Table 7.2, have to be modified.

Table 7.2  Nature of the mask as function of the irradiation wavelength
Irradiation type Wavelength (nm) Mask
UV 450 Quartz or glass/Cr
DUV 193 Mo/Si multilayers
X-ray 0.5 Au/W on Si3N4

Fig. 7.4  a Fabrication process illustrating the main processing steps. b Photograph of MEA fab-
ricated on a microscope slide with a culture chamber ring attached. c Optical microscopy image 
showing the electrodes (scale bar 50 µm) [13]
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Although, through the decrease of the irradiation wavelength, DUV and X-ray 
lithography allow a clear improvement of the resolution, the associated high energy 
is usually too destructive to be employed for polymer material and biomedical ap-
plications. Moreover, the cost of such techniques (~ 10 million €) is clearly a limit-
ing factor for the generalization of their uses. Moreover independently of the used 
wavelength, one major disadvantage of photolithography is the use of photomasks. 
Indeed, as illustrated by the previous examples, usually several masks are needed to 
pattern complex structures and this leads first to an increase of the cost and then to 
some loss of resolution due to the difficulty of the alignment of the mask with the 
preexisting templated surface.

7.1.2  Particle Beam Lithography

Particle  beam  lithography  uses  high-energy  charged  particles  instead  of  light  to 
pattern  material.  Charged  particles  can  be  electrons  or  ions  and  the  associated 
techniques are called EBL and FIB, respectively. The use of high-particle energy 
beam (> 2 keV) associated with wavelengths < nm eliminates the diffraction prob-
lem which limits the resolution of photolithography. And pattern resolution below 
10 nm can be obtained. Another advantage of particle beam lithography over pho-
tolithography is that it is a direct write technique which does not require the use of 
a mask. This offers a great flexibility in the feature design.

7.1.2.1  Electron Beam Lithography (EBL)

The development of EBL tool started from late 1960s by the modification of a scan-
ning electron microscopy  (SEM)  [15].  Indeed,  in  an EBL apparatus  the  electron 
beam  can  be  deflected  either  to  scan  the  substrate  surface  to  produce  an  image 
(SEM) or to expose an electron-sensitive resin previously deposited on the surface 
of the substrate. Most of the time, the resist is made of poly(methyl methacrylate) 
(PMMA) [16]. As shown in Fig. 7.5, similar to photolithography, the high-energy 
electrons  beam can  cause  either  a  cross-linking  (negative  lithography)  or  degra-
dation  (positive  lithography)  of  the  resist. Then  the  exposed  substrate  has  to  be 
rinsed in a developer solution. EBL offers the ability to pattern features with vary-
ing shapes and dimensions (from 10nm to 1mm)  [17]. This resolution is determined 
by the size of the molecules in the resist and by the scattering range of the electrons. 
Indeed, collision of electrons which generates backscattered or secondary electrons 
can expose unwanted regions of the resist [18].

Although 40 years after the first development of the technique, most of the work 
in EBL is still made from SEM with a controllable scanning on PMMA resin [19]; 
the technique has been recently exploited for patterning biomolecules. Indeed, EBL 
can be used  to modify  functionality of conventional  lithographic polymer  resists 
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in order  to allow specific biomolecules adsorption [20], or  to ablate  locally self-
assembled monolayers or proteins monolayer [21].

For  the patterning of polymer by EBL, most of  the works concern  the use of 
PEG as a negative resist [22]. When PEG is exposed to focused electron beams, it 
cross-links to itself and links to Si surfaces [23]. This method is advantageous in 
that the features which are formed are resistive to protein adsorption [24]. Christ-
man et al. have used EBL to produce a multicomponent protein nanopatterns [25]. 
In this work, the end groups of eight-arm PEGs were modified with different pro-
teins  (biotin, maleimide,  aminooxy,  or NTA). The  PEG polymer  layer was  then 
deposited  onto  Si  substrate  by  the  spin  casting method  and  the  desired  patterns 
were created using EBL. The un-crosslinked polymer is finally removed by rinsing 
the samples with methanol and water. As shown in Fig. 7.6, EBL is interesting for 
creating structures containing multiplexed biomolecules in three-dimensional (3D) 
multilayer formats.

EBL can also be used to fabricate simultaneously submicron topographical and 
chemical patterns, on a biocompatible and biodegradable hydrogel. Dos Reis et al. 
used EBL to pattern amphoteric poly(amidoamine) (PAA) hydrogel and used it as 
a substrate for the study of neuronal network [26]. In this work, the hydrogel mi-
crostructuring differs  from the method used with PEG polymer since  it  relies on 
the direct electron beam exposure of dry and already cross-linked hydrogels. From 
chemical, structural, and morphological analyses they demonstrated that after de-
velopment,  the  uppermost  PAA  layers were  ablated, whereas  the  residual  layers 
showed an amorphous carbon structure (disappearance of–COOH groups and in-
crease of C=C double bonds). A morphologically and chemically modified surface 
can then be obtained. The template substrate is then successfully used to study the 
growth of a neuronal network (Fig. 7.7).

Fig. 7.5  Principle of the maskless particle beam lithography technique
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Limitation  The main limitations of EBL are its low speed due to a point-by-point 
scanning and its high cost which make it only suitable for small area fabrication and 
academic research. The high energy of the irradiation limits also the use of EBL for 
biopatterning. However, its high resolution allows EBL to be widely used for the 
fabrication of photolithography masks and soft lithography masters.

7.1.2.2  Focused Ion Beam (FIB)

During the past decade, the use of FIB systems has become widespread in the fields 
of materials and micro-nanotechnologies. Indeed, they offer on the same platform 
the ability to image and to modify locally with a very high resolution (10–30 nm) 
a wide range of materials and objects [27]. The operation mode of such a system is 

Fig. 7.7  Confocal microscopy images of single PC12 cells grown on electron beam lithography 
(EBM)-patterned network of microwells  (10 µm diameter)  connected by microchannels  (1 µm 
width). The cells are immunostained with DAPI (cell nuclei, blue), FITC anti-vinculin antibody 
(focal contacts, red), and TRITC phalloidin (actin filaments, red) [26]

 

Fig. 7.6  a Schematic showing that 5 μm wide biotin-PEG is first cross-linked to the native oxide 
of an Si wafer, after which two 1 μm wide maleimide-PEG and two 1 μm wide aminooxy-PEG 
patterns are then cross-linked on top of the original biotin-PEG pattern. b AFM height images of 
corresponding pattern. Inset: overlay image of a blue fluorescent on the biotin-PEG, a green fluo-
rescent antibody-stained R-oxoamide myoglobin, and a red fluorescent BSA. AFM atomic force 
microscopy  [25]
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quite similar to that of an SEM, except that the beam is constituted by ions (Ga+ , 
H+ , or He+ ) instead of electrons. Another advantage is that secondary electrons are 
generated during the ion–material interaction allowing the formation of an image. 
If the incident ions have sufficient energy, they provide a way to etch the material. 
In addition,  if FIB is combined with a gas flow the technique can also allow the 
deposition of material [28].

The  resolution  is usually better  for FIB  than  for EBL because  the area of  the 
particle–substrate  interaction region  is smaller. FIB lithography should be a suit-
able technique for polymeric material since it does require neither development nor 
mask. However, FIB lithography in polymers is still at a very early stage of devel-
opment due to chemical changes induced in the polymer after the irradiation by the 
high-energy ions, and the localized heating due to the low thermal conductivity of 
polymeric material [27]. Recently Oyama et al., by controlling the operating con-
ditions, were able to perform high-resolution features on both thick (500 nm) and 
thin (50 nm) poly(L-lactic acid) (PLLA) films (Fig. 7.8; [29]). However, chemical 
modification of the surface of the polymer film cannot be avoided and in the case of 
PLLA the resulting surface is richer in C = C double bonds. Hopefully, such surfaces 
are known to improve cell adhesion and confirm that FIB can be used to prepare 
platforms for the studying of cell adhesion [30].

7.2  Nonconventional Lithography

Nonconventional  lithography  techniques  include  soft  lithography  and  scanning 
probe  lithography. The  involved  processes  are  totally  different  than  for  conven-
tional lithography which relies on focused energetic beam (light or particle). Indeed 
for nonconventional  lithography,  feature size  limitation  is not  imposed by wave-
length, but by physical and chemical interactions such as diffusion, capillarity, or 

Fig. 7.8  SEM images of 
micro/nano through-holes in 
500-nm-thick PLLA fabri-
cated with Ga+ FIB [29]
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intermolecular  interactions. They offer  opportunities  for  patterning  a wide  range 
of  substrates,  some of which  are  not  patternable with  traditional  techniques  like 
nonplanar surfaces. Moreover, they have the potential to be of low cost for manu-
facturing,  they are easier  to operate and are more easily applicable  to biological 
compatible environment or for the fabrication of chemical patterns [31].

7.2.1  Soft Lithography

Soft  lithography refers  to a group of  techniques based on the use of polymers to 
replicate and  to  transfer patterns onto  surfaces  [32]. These  techniques, which do 
not require expensive clean room processing, can be used with a wide variety of 
substrates, and enable rapid prototyping of features down to tens of nanometers at a 
fraction of the cost of traditional lithographic strategies.

The main strength of this technology lies in the ability to reuse a large number of 
times the same mold made by conventional lithography. This allows reducing and 
compensating the low speed of EBM. In addition, the wide variety of materials that 
can be structured and the ability to structure nonplanar and 3D surface make soft 
lithography a key technology in nanotechnology.

As resumed in Fig. 7.9, most of these techniques can be categorized in three dif-
ferent groups based on different processes: printing, embossing, and replica mold-
ing. During  the  past  decade,  several methods  have  been  developed  inside  these 
groups for biotemplating purposes. Indeed, soft lithographic process offers the pos-
sibility to imprinted surfaces or films that offer both geometrical as well as chemical 
functionality which ensure high selectivity and specificity [33]. Main soft lithog-

Fig. 7.9  Principal soft lithography processes used for the preparation of polymeric platform
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raphy  procedures  and  requirements  for  generating  controllable  and well-defined 
biotemplated surfaces are discussed below.

In most of the soft lithography techniques a “soft” polymeric stamp is used in-
stead  of  the  hard mask  used  in  photolithography.  Usually  poly-dimethysiloxane 
(PDMS) is used to fabricate the stamp. PDMS is an elastomeric curable polymer 
which exhibits several attractive properties:

•  A flexible backbone which enables accurate replication of relief shapes, a low 
Young’s modulus (∼ 750 KPa)

•  A low surface energy enabling conformal contact with the substrate without ap-
plied pressure and nondestructive release from patterned structures

•  An optical transparency which facilitate the alignment procedure
•  A commercial availability at low cost

Fabrications of the PDMS stamps are not time consuming. Indeed, they are fabri-
cated by casting (PDMS) silicone elastomer against a master which possesses the 
desired topography. This master is usually made of silicon and it is fabricated by 
photolithography or EBL. PDMS is usually used in 10:1 mixture (w/w) of base elas-
tomer/curing agent and thermally cured at 70 °C for 2 h [34]. When using silicon as 
the master material, a surface treatment is needed to increase its protection against 
contamination and to favor the demolding of the stamp. Usually functionalization 
of  the master with  an  alkylsilane or  a perfluorosilane  is  used  [35]. As  shown  in 
Fig. 7.10,  this process allows a good fidelity between  the master and  the PDMS 
mold for features > 100 nm.

Fig. 7.10  a Schematic PDMS stamp preparation procedure, b AFM topographic image of a silicon 
master template by photolithography, and c AFM topographic image of the corresponding PDMS 
stamp. Unpublished images from author’s group
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While PDMS offers some advantages,  there are a number of properties  inher-
ent to PDMS which can limit its capabilities in soft lithography. As illustrated by 
Fig. 7.11, first, its low surface energy and Young’s modulus limit the fabrication of 
features with high aspect ratios due to merging (pairing) and buckling of the relief 
structures. Second,  its high elasticity can  lead  to deformation during  the  transfer 
(sagging). Then, PDMS shrinks by ∼ 1 % after curing and can be readily swelled by 
some nonpolar solvents [36].

Hopefully, pairing can be limited by increasing the elastic modulus of the PDMS. 
For instance, hard-PDMS is based on a bimodal mixture of short and long polymer 
chains which confer better mechanical properties for the stamp [37]. Sagging can be 
avoided by the use of a thin rigid substrate backplane (such as glass or mica which 
preserves the stamp flexibility) [38].

7.2.1.1  Printing Process

Lithography by printing is the transfer of a material (ink) from a writing head or a 
topographically patterned stamp to a surface. The most common printing methods 
for templating polymer substrate for biological applications are direct write printing 
and microcontact printing (µCP).

Fig. 7.11  Limitations of PDMS stamps in soft lithography
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7.2.1.2  Contact and Noncontact Direct Writing

Direct writing approaches remove the need for a mask to achieve surface pattern-
ing and rely on the movement of a print head in a defined pattern. Direct write as-
sembly enabled the construction of micro-periodic structures without the need for 
expensive tooling, dies, or lithographic masks. Contact printing is achieved using 
a robotic apparatus that first dips a microscale dimension pin into a solution; then, 
spots  the  ink onto  the substrate  surface. Noncontact printing  (also called  ‘‘inkjet 
printing”) is achieved by ejecting nanoliter of solution from a microcapillary onto 
specified positions on a surface [8]. The advantage of this strategy is that common 
problems with  contact  printing  (contamination  of  the  nose,  inhomogeneous  spot 
geometry, and variations in the dispensed volume) can be limited [39]. Such strate-
gies can be applied for the formation of DNA, protein, and cell microarrays [40]. 2D 
monolayers of a broad range of molecules can be printed on a glass surface using 
robotic spotting technology [8]. For instance, acrylate monomers with diversified 
hydrophobicity/hydrophilicity and cross-linking densities were robotically depos-
ited  on  a  non-cell  adhesive  layer  of  poly(hydroxyl  ethylmethacrylate)  on  top  of 
conventional glass slides, and then UV polymerized [41]. Almost 500 spots with 
different composition and with a diameter of 300 µm and a periodicity of 740 µm 
spots have been deposited. The arrays were further evaluated for their capacity to 
maintain pluripotency of human stem cells. Hook et al. used robotic contact printer 
to prepare platform for high-density cell assays [42]. A high-density PEG coating 
was deposited on glass slides as a background exhibiting low cell attachment prop-
erties. Drops of phenylazide modified poly-l-lysine (PLL) were  then directly de-
posited on this background without contact using robotic deposition. UV irradiation 
of these polymer arrays resulted in the cross-linking of the polymer spots and their 
covalent attachment  to  the surface. A second run with  the robotic contact printer 
enabled the deposition of DNA microarrays on top of the polymer microarrays.

3D direct writing  techniques by  robotic deposition using hydrogels  are under 
development. Several teams have recently presented independent works on the 3D 
printing of gelatin hydrogels for the attachment and proliferation of cells [43]. Gela-
tin can be used as “ink” in direct write manufacturing due to temperature induced 
sol–gel  transition  characteristics. Above  the  gelling  temperature  (around  27 °C) 
aqueous solution of gelatin exists. As temperature is lowered, the material becomes 
gel-like. In future, such strategies should find widespread application for tissue en-
gineering, organ printing, and the development of 3D drug discovery platforms.

Limitations  One  of  the  limitations with  contact  and  noncontact  printing  is  that, 
although patterned arrays of DNA, proteins, and other molecules are easy to form, 
there are limited procedures in place to keep the molecules where they are spotted. 
Resolution of the technique is limited to hundred of microns which is mainly due 
to the accuracy of the positioning of the writing head and the volume control of the 
dispensed ink [39].



1717  Lithographic Processes for the Design of Biosurfaces

7.2.2  Microcontact Printing

µCP,  introduced  by  the Whitesides  group  [32],  is  a  process  similar  to  the well-
known  reprographic  techniques.  Indeed,  from  a  topographically  template master 
made by conventional  lithography, a mold  (also called a “stamp”)  is  realized by 
the deposition and the curing of an elastomeric material (often, PDMS) which after 
cross-linking provides a matrix (mold) that can then be used to reproduce multiple 
copies of the initial structures (Fig. 7.10).

To perform the transfer, the PDMS stamp first needs to be “inked” with the solu-
tion. The inking consists in placing drops of solution on the structured stamp. Then, 
the exceeding liquid solution is removed from the stamp surface by a drying proce-
dure under a nitrogen flow. The inking is a key step in µCP because the consistency 
and nature of the deposited molecule will depend on the quality and the nature of the 
transfer. As shown in Fig. 7.12, in our laboratory, to obtain a homogeneous inking 
we first deposit the ink on a flat and inert substrate (usually a flat PDMS substrate). 
Then the exceeding ink solution is removed and the structured stamp is brought to 
contact with the deposited ink. This method prevents the inking of the uninteresting 
zone of the stamp that occurs when the stamp is dipped in a solution. For the print-
ing procedure, molecules adsorbed on  the stamp surface are  transferred onto  the 
substrate in contact if they have a greater affinity with the substrate than with the 
stamp. If the contact conditions (load on the stamp, environmental conditions) are 
controlled, during the contact, molecules will be transferred only from the top of the 
topographic patterns of the stamp. Finally, the stamp has to be carefully removed in 
order to leave the template of ink molecules on the substrate.

Fig. 7.12  Schematic of the two-step microcontact printing process (Stamp inking and transfer)
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Initially μCP was largely used for the reproduction of self-assembled monolayer 
(SAM) patterns on a gold surface by using thiols molecules as an ink [44]. Now 
microcontact printing has undergone a spectacular evolution since its discovery and 
can achieve very fine patterning of different kind of inks (thiols, silanes, biomol-
ecules,  colloidal particles,  and polymers) on a wide variety of  substrates  (metal, 
semiconductor, polymers) [36]. The lateral resolution of the chemical pattern can 
be below 100 nm and depends mainly on the properties of the stamp, the nature of 
the ink, and the extent of the ink diffusion across the substrate [45]. Many biological 
materials such as protein or DNA are suitable inks for μCP. The affinity between 
biomolecules and the stamp has to be carefully checked if one wants to keep the 
biological  activity.  Indeed,  it was  shown  that  for protein patterning hydrophobic 
stamps such as pristine PDMS has to be avoided in order to prevent the denatur-
ation of the protein [46]. To render PDMS surface hydrophilic, several processes 
have been successfully  tested such as UV/ozone, O2 plasma treatment or surface 
functionalization via silane [38].

Feng  et  al.  used  substrate  films  based  on  poly(N-succinimidylmethacrylate) 
(PNHSMA)  as  platforms  for  biomolecules  immobilization  with  high  molecular 
loading [47]. PEG-NH2 was  transferred via μCP and coupled covalently  to ester 
groups  exposed  at  the  surface  of  PNHSMA  films. After  the  transfer  and  a  rins-
ing procedure, PEG-NH2 region have a thickness below 2 nm. Amino-end-labeled 
probe DNA was then covalently coupled to PEG-patterned PNHSMA, and followed 
by a treatment with dye-labeled complete-mismatch target DNA or matching target 
DNA,  respectively. While  no  fluorescence  is  observed  for  the  probe DNA–mis-
match target DNA combination, the matching DNA strands yielded a well-defined 
pattern in the microscopy images.

Patterning of cells is of great importance for its potential applications in the ther-
apy of nerve injuries [48] or for tissue engineering [49]. Due to the critical require-
ments and the great difficulty in some cells cultivation, developing new methods 
for cells patterning has progressed rapidly in recent years. Buzanska et al. [50] have 
transferred PLL and fibronectin on petri dishes coated with a plasma polymerized 
polyethylene oxide-like film to study the adherence and differentiation capacity of 
neural stem cells. They concluded that compared to other technique to pattern cell 
such as noncontact spotting, μCP allows densely packed and uniform monolayers 
of protein patterns to be obtained. Finally they observed that tailoring the geometry 
of the biopattern enabled directing and monitoring of the neural stem cells. μCP was 
also used to pattern cells on poly(lactic acid) (PLA) and poly(lactide-co-glycolide) 
(PLGA) substrates that are routinely used as scaffolds in engineering tissues [51]. 
Cell-resistant poly-OEGMA polymer was microcontact printed onto the polymeric 
substrates to create cell-resistant areas. After seeding, NIH 3T3 fibroblasts remain 
confined within the patterns on the PLGA and PLA films and aligned their actin 
cytoskeleton along the line patterns (Fig. 7.13).

Hydrogels can also been templated by μCP. For instance, Burnham et al. have 
patterned a polyacrylamide hydrogel coating containing disulfides with iodoacetyl 
biotin in order to attach streptavidin [52]. Biotinylated immune complexes and lipid 
vesicles were finally readily bound to streptavidin-functionalized region.
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Limitations  As described previously, pairing or sagging of the PDMS stamp leads 
to limit the resolution to μCP above 100 nm [53]. For smaller feature sizes harder 
materials can be used such as composite PDMS [37] or perfluoropolyethers poly-
mers [54]. In addition, even after curing PDMS stamps, they contain traces of resid-
ual  low-molecular weight PDMS  that  is  likely  to be  transferred on  the  substrate 
during μCP [55]. It was shown that either an oxygen plasma [56] or UV/ozone [57] 
pretreatment of the stamps limits the transfer of PDMS residues. Finally, due to the 
hydrophobic nature of PDMS surface, water-soluble inks such as biomolecules do 
not wet  the surface of  the stamp. However, oxidation of  the surface by either an 
oxygen plasma or UV/ozone treatment allows the printing of polar inks.

Independent of the stamp, a major limitation of the resolution of μCP arises from 
the ink diffusion during the contact between the stamp and the substrate. Indeed as 
a function of the temperature and humidity, inks can diffuse through the ambient 
vapor phase reaching undesired areas [58]. Ink diffusion can be limited either by the 
use of high-weight molecules such as polymers [38] or by using catalytic μCP for 
which the ink is immobilized on the stamp [59].

7.2.3   Catalytic μCP

The PDMS stamp surface can be made catalytically active in order to induce a chem-
ical reaction at the substrate. In such process called catalytic μCP, no ink is needed, 
and therefore the lateral resolution of the transfer is not limited by ink diffusion. 

Fig. 7.13  Alignment of cytoskeleton and nuclei in NIH 3T3 fibroblasts cultured on a 10 μm, b 
20 μm, c 30 μm wide lines, and on d unpatterned control PLGA substrates after 24 h. Actin micro-
filaments appeared in green and cell nuclei in blue (scale bar: 25 μm) [51]
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This inkless strategy was used by several groups to pattern self-assembled surfaces 
by using either a chemical reaction [60] or a biocatalytic reaction [59]. In this later 
work, they immobilized exonuclease enzymes on biocompatible poly(acrylamide) 
stamps and created circular patterned DNA (∅ = 10 µm) both on glass and gold sur-
faces. More recently we have used a method based on the deposition of a biopoly-
mer layer on a surface and the hydrolysis of this layer by microcontact printing with 
an  immobilized hydrolytic  enzyme  [34, 61].  Fluorescently  labeled poly-L-lysine 
(PLLFITC) was first adsorbed on silicon substrate by spin coating leading to a sub-
nm thick homogeneous film over the whole surface. In order to template the PLL 
film, trypsin was immobilized on a structured PDMS stamp treating the stamp sur-
face with 3-aminopropyltriethoxysilane (APTES). After silanization, the stamp was 
first immersed in phosphate buffer containing glutaraldehyde and finally immersed 
in phosphate buffer solution containing trypsin. The PLL film was patterned with 
trypsin-functionalized stamps that consisted of 1 µm width lines separated by 3 µm. 
The fluorescence microscopy images (Fig. 7.14) revealed a large scale patterning 
of the PLL layer due to the degradation of the PLL by the trypsin. The atomic force 
microscopic (AFM) picture displayed the simultaneous resolution of degradation of 
the PLL layer (Fig. 7.14c, d and e). The profile of degradation of the PLL layer is 
steep and no residual material is apparent on the silicon surface.

The patterned PLL surfaces can be used, for instance, to capture ionically cross-
linked hydrogel pectin beads [61] or to pattern polyelectrolyte multilayers. Indeed, 
we applied our patterning strategy using trypsin enzymatic lithography to a pectin/
PLL assembly and obtained 1 µm width positively charged chitosan lines separated 
by 3 µm width line corresponding to the negatively charged PLL [34]. In addition 
to improvement of the resolution, another advantage offered by our method is that 
the stamp can be used for the printing of several surfaces without reinking contrary 
to the standard µCP approach [36].

b c d

25 µm

a

e

Fig. 7.14  Schematic representation of the enzymatic microlithography process (a), Fluorescence 
microscopy image of PLLFITC surface patterned by enzymatic microlithography (b), AFM topog-
raphy image of the patterned PLL surface previously created (c), lines profile of the corresponding 
AFM image (d), zoom on a single line of the previous profile (e) [34]
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7.2.4  Photocatalytic Lithography

Bearinger et al. have developed an hybrid method between µCP and photolithog-
raphy [62]. Indeed, they reported the patterning of a poly(propylene sulfide) block 
copolymer at  the  submicrometer  scale using a porphyrin-based photocatalytic  li-
thography. Porphyrin molecules, used as photocatalyst molecules, are firstly bound 
to  the surface of a patterned PDMS stamp mask which  is put  in contact with an 
appropriately  sensitive  organic  resist  (here  a  symmetric  triblock  poly(propylene 
sulfide) (PPS)-blockpoly(ethylene glycol) copolymers coated gold substrate). Con-
trolled patterning and  removal of  the PPS-PEG was achieved by  local oxidation 
via activation of the photocatalyst through the polymeric photomask with red LED 
light. The biomolecular patterning on micrometer and submicrometer  scales was 
demonstrated by the immobilization of fibronectin on the regions where PPS-PEG 
were removed and by the grafting of fluorescently labeled IgG [63].

7.3  Embossing

7.3.1  Nanoimprint Lithography (NIL)

Nanoimprint lithography (NIL) which was firstly introduced by Chou et al. [64], 
is  a  low-cost,  rapid,  and  simple  fabrication  process with  a  high  throughput  that 
offers the possibility to easily pattern polymer substrates. Unlike the conventional 
methods that mimics the patterns of the mask in the resin by chemical contrast, the 
mask is replaced by a mold having 3D patterns on its active face (face in contact 
with the resist). This mold is then pressed into the resist which fills its cavities. For 
NIL, also called hot embossing, the mold is usually a silicon template prepared by 
conventional lithography (EBL, FIB, or photolithography). The procedure to obtain 
a templated structure by NIL is shown in Fig. 7.15. At first, the mold is put in con-
tact with a polymer resist heated well above its glass transition temperature (Tg) to 
soften the polymeric material [65]. The mold is then pressed with a controlled load 
onto the deformable polymeric resist to imprint the mold structure. Finally, the mold 
and the resist are cooled down at T <Tg to allow the separation and the hardening of 
the transferred structure. After NIL procedure, a thin residual layer of resist is usu-
ally left between the protrusions of the mold and the substrate. This residual layer 
can be removed by reactive ion etching (RIE) but this process can affect the original 
shape and size of the pattern.

Theoretical resolution of NIL is only linked to the mold resolution. It was shown 
that NIL  is  able  to  transfer  features down  to 0.4 nm  [67]  and  features with  size 
below 10 nm can be obtained on a relatively larger area (∅ = 20 cm) [68]. Because 
of its versatility NIL is one of the most used techniques to template polymeric sub-
strate for biomedical applications.
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Ohtake et al. fabricated DNA nanopatterning by nanoimprinting a PLL-coated 
glass. DNA molecules are then immobilized with the amino group of the PLL, and 
DNA lines of about 700 nm width were obtained [69]. Falconnet et al. [70] used 
NIL  for  protein  immobilization.  They  imprinted  grooves  onto  a  PMMA-coated 
Nb2O5 substrate. The substrate is then immersed into biotin-functionalized poly(L-
lysine)-graft-poly(ethylene glycol)  (PLL-g-PEG/PEG-biotin). After  removing  the 
remained PMMA with acetone, the exposed substrate was passivated with PLL-g-
PEG. Finally, streptavidin was immobilized onto the patterned biotin regions and 
protein patterns with a feature size of 100 nm were obtained. Although in most of 
the applications the resist is usually made of PMMA polymer, [71] biopolymer can 
also be used [72]. A non-biofouling amphiphilic comb polymer was physically pat-
terned by NIL process with a modulus-enhanced polyurethane acrylate mold mate-
rial (Fig. 7.16) [73]. Physically defined nanostructures of the polymer were subse-
quently functionalized with proteins. As a result, submicrometer-scaled streptavidin 
patterns were readily constructed over a larger area. These patterns are then used for 
the immobilization of biotinylated M13 bacteriophages (Fig. 7.16).

When used on thin polymer films [66, 74], NIL can be a simple method to fabri-
cate nanofluidic channels with controllable diameter and height which can be used 
for DNA detection [75] or DNA stretching study. The technique consists in imprint-
ing a channel template into a thin polymer film on a glass substrate without detach-
ment. A very thin polymer layer is used so that the displaced polymer will not be 

Fig. 7.15  Thermal-NIL principle (a) and SEM images of a high-resolution silicon mold prepared 
by EBL (b), and the corresponding polymer template after NIL process (c) [66]
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able to completely fill the trenches on the mold. Uniform nanofluidic channels as 
small as 75 × 120 nm were obtained by this method.

Limitations  NIL presents some limitation such as the releasing of the resist from 
the mold after the separation. Indeed, the resist tend to adhere on the mold even if 
the mold is treated [28]. As a consequence, the mold has to be regularly cleaned or 
replaced which limits the use of NIL for industrial production. In addition, param-
eters such as resist thickness, temperature, or applied load have to be strictly con-
trolled  for  reproducibility. The materials  utilized  for NIL generally  require  large 
pressures (in the order of 500–5000 kPa) to fill the mold during the imprint step.  
The high viscosity of the polymer can also have consequences in the filling of the 
mold such as an incomplete filling of small neighboring features [76]. Finally, sub-
strate imprinting generally requires operating temperatures that are sometimes too 
high  for  biopolymers  to  remain  chemically  stable  [77]. However, NIL  is  clearly 
one of the most promising processes for the design of polymeric platform for bio-
recognition. Besides, MIT’s 2003 Technology Review named NIL as one of the “ten 
breakthrough technologies that will change the world.”

Fig. 7.16  Schematic diagram of the experimental procedure for the nanopatterning of the proteins 
( left) and atomic force microscopic ( AFM) images of the two different bacteriophage-bound pro-
tein patterns [73]
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7.4  Molding

Molding is a well known form for transferring patterns in polymer substrates. A to-
pographically patterned stamp is placed into contact with a precursor of a solid ma-
terial, which can be a prepolymer or a melt. Once the precursor have filled the stamp 
cavities, a curing step  (thermal or  irradiation)  is performed  to obtain  the desired 
features. This simple approach has been adapted and used as a low-cost and effec-
tive method to structure polymeric substrate at the nanoscale. Recent developments 
of this technique in the biomaterial field concern methods such as step and flash im-
print lithography (SFIL), Soft UV nanoimprint lithography, 3D-micromolding tech-
nologies (micromolding in capillaries (MIMIC) and solvent-assisted micromolding 
in capillaries (SAMIM)).

7.4.1  Step and Flash Imprint Lithography (SFIL)

Traditional embossing processes such as NIL require high pressures and tempera-
tures (pressures greater than 10 MPa may be required, and temperatures must be 
greater than the Tg of the polymer film). This leads to unpredictable distortions in 
the  imprinted  structures.  In 1999, Willson and Sreenivasan developed SFIL  [78]
which is a three steps process.

1.  A rigid UV-transparent mold (glass, quartz, or PET) which is gently pressed onto 
a low-viscosity UV-curable liquid which fills the mold cavities.

2.  UV-irradiation leads to the polymerization of the liquid which adopts the mold 
features sizes.

3.  The mold and the substrate are separated.

The use of UV irradiation eliminates the heating step of the NIL process and thus al-
lows performing SFIL at room temperature. Moreover, compared to NIL, the mold 
transparency facilitates the alignment between the mold and the substrate, and thus, 
better throughputs can be reached [66]. In terms of resolution, SFIL and NIL are 
comparable [78].

SFIL  was  used  for  direct  nanopatterning  of  an  silsesquioxane/poly(ethylene 
glycol) (SSQ/PEG) blend which is a highly stable and robust nonfouling material 
with nonswelling property and good hydrophilicity [79]. As demonstrated by SEM 
imaging, the process allows the formation of feature sizes down to 25 nm at room 
temperature. Xie et al. have recently used SFIL to prepare a platform to study the 
effect of nanocues on the cell growth direction in primary cortical cell [80]. Before 
imprinting, a layer of 60 nm antireflective coating was spin coated on a silicon wa-
fer and baked to improve the adhesion of the resist. Then, droplets of liquid imprint 
resist (height close to 100 nm) were dispensed on the precoated wafer. After level-
ing  the contact  force between  the quartz  template mold (fabricated by EBL) and 
the substrate, the resist was polymerized by UV exposure. A branched polyethyl-
enimine (PEI) coating is then performed on the surface of the template. The coated 
template is then ready for the cell seeding with rat primary CTX cells. Results show 
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that patterns with periods between 400 and 600 nm guide the growth of neurites ef-
fectively compared to planar surface (Fig. 7.18).

Limitations  In fact, the current library of UV curing liquid has been designed for 
microelectronic applications and they are often not compatible with biological sys-
tems. Hence, there is a need to develop materials to be used in this emerging field 
[81].  Indeed,  the curing properties of  the UV curing  liquid material are essential 
along with  the molecularly  clean  separation  of  the  template  from  the  surface  of 
the nanoimprinted material for repeated use of the template in SFIL. For instance, 
UV curing liquid must have a low shrinkage during UV curing. Takei et al. have 
thus recently developed an ecofriendly new UV curing liquid material derived from 
medicinal drugs for the volume manufacture of biomicrochips [82]. The thickness 
of the UV curing liquid, as well as the injection speed and the imprinting pressure, 
have to be accurately controlled to avoid the formation of air bubble at the mold/
liquid  interface and  to ensure a complete  resist  filling  in  the stamp nanocavities. 
The pressure applied during imprinting directly influences the flow of the resist and 
determines the accuracy of the imprinted nanoscale structures. Finally, because of 
the need of an interface planarity between the mold and the substrate (as for NIL), 
SFIL is limited to the template of relatively smaller area regions.

Fig. 7.17  Schematic of the SFIL process
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7.4.2  Soft UV-Nanoimprint Lithography

Soft UV-NIL has recently been proposed as a means to reduce the cost of master 
fabrication in SFIL [83]. Indeed, soft UV-NIL uses a flexible transparent stamp usu-
ally made of PDMS that can be easily replicated from a unique silicon master mold. 
Moreover, the flexibility of the polymeric stamp ensures contact with the surface 
substrate on larger surfaces at low pressures and allow the structuration on curved 
or  flexible substrates  [84]. The preparation of  the PDMS mold follows  the same 
procedure than for the microcontact printing process which was detailed previously. 
Because of the softness of the mold, it is easy to make the center area of the mold 
to bow outwards to contact with the core layer first,  then slowly lower down the 
remaining part of the imprinting mold. In this way, the trapped air bubble can be 
squeezed out along the pattern, making the patterns void free [83].

Recently, Wang et al. presented the preparation of an optical biosensor built on a 
low-cost polymer platform by soft UV imprint lithography [85]. For this they used a 
silicate-based inorganic–organic hybrid polymer (PSQ). At first a low density form 
of the polymer (PSQ-LL) is spin coated and cured on a silicon substrate to act as the 
waveguide bottom cladding. Then the core waveguide polymer (PSQ-LH) is spin 
coated and a PDMS-patterned mold is used to transfer the pattern on the PSQ-LH 
film by soft UV imprint lithography. Finally, a post baking at 180 °C for 4 h allows 
full polymerization of the PSQ-LH-structured film and the obtention of a microring 
resonator (Fig. 7.19). Microring resonators are versatile wavelength-selective ele-
ments for which ring  length and refractive  index-dependent resonant wavelength 
can be measured [86]. For biosensing, biomolecules binding on the microresonator 
surface imply a modification of the refractive index and thus a shift of the resonant 

Fig. 7.18  Immunos-
taining of cells on 
PEI-coated samples: 
( top) nanoscaffold with 
380 nm ridge width, 
600 nm pattern period 
and ( bottom) flat glass 
substrate [80]
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wavelength. ([85], #364). In this work, human immunoglobulin G (IgG) and protein 
A (Staphylococcal protein A) are chosen as an affinity model. Under physiological 
solution conditions, protein A molecules were coated on the surface of the micror-
ing resonator through an incubation process. The efficiency of the system to detect 
IgG/protein A binding is shown in Fig. 7.19.

Limitation  The distortion of the flexible mold is a drawback to be solved for high 
fidelity pattern fabrication in soft UV-NIL. The applied imprint pressure is the main 
cause for the mold deformation, which leads to inadequate pattern fidelity. On the 
other hand, a certain amount of imprint pressure is necessary to ensure fast pattern 
replication, that is, efficient conformal mold contact and sufficient mass transport 
for a fast filling of mold cavities. Solutions to control the applied pressure have been 
explored to circumvent this problem [87].

Soft UV-NIL process was modified by Rolland et al. to produce isolated nanopar-
ticles with different shapes and compositions [88]. The difference with traditional 
soft imprint lithography is that particle replication in nonwetting templates (PRINT) 
process uses a nonwetting fluorinated materials and surfaces which confines the liq-
uid precursor inside the features of the mold. The highly fluorinated perfluoropoly-
ether (PFPE) material allows for resistance to swelling by organic liquids and very 
low surface energies, thereby preventing flash layer formation and ease of separa-
tion of PFPE molds from the substrates. These enhanced characteristics enable easy 
removal of the stamp from the molded material, thereby minimizing damage to the 
nanoscale  features.  PRINT was  used  to  produce monodisperse,  nanometer  scale 
PEG particles in a variety of shapes by molding a PEG-diacrylate liquid monomer 
followed by  room  temperature photopolymerization. This process has been used 
to mold monodisperse microparticles and nanoparticles in various complex shapes 
(Fig. 7.20) from several polymers (including PLGA, PEG, and proteins) and loaded 
with a wide variety of therapeutic payloads (including docetaxel, DNA and vaccine) 
[89].

Fig. 7.19  SEM pictures of the microring resonator ( left) and evolution of the wavelength reso-
nance during the sensing procedure with protein A as bioreceptors immobilized on the resonator 
surface ( right) [85]
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3D Micromolding Technologies  Micromolding in capillaries (MIMIC) is a tech-
nique that uses the capillarity phenomenon to fill microfluidic channels with a pre-
polymer [32]. Such process is close to SFIL except that in that case the stamp is in 
close contact with the substrate. The prepolymer is deposited at the open ends of the 
stamp channels, and spontaneously fills the channels, thanks to the capillary force. 
After curing, the PDMS mold is removed to reveal 3D-patterned microstructures of 
the polymer. Like the PRINT process and in contrast with SFIL, the advantage of 
MIMIC is that it can produce isolated features without an interconnecting layer [91].

Several teams have used MIMIC to produce cell patterning on polyelectrolyte 
multilayer (PEM) surface [92]. Shim et al. placed an O2 plasma oxidized PDMS 
mold in contact with a cationic polyallylamine hydrochloride/anionic polystyrene 
sulfonate (PSS/PAH) multilayers. A UV curable PEG-dimethacrylate (PEG-DMA)
polymer was placed at the open ends of micromolds and filled spontaneously the 
void spaces by capillary action. After curing, the PDMS mold is peeled off and a 
PEG/PEM template surface is obtained. As shown in Fig. 7.21, PEG microstruc-
tures serve as a biological barrier to reduce nonspecific binding of cells, whereas 
PEM surface improves cell immobilization [92c]. More recently, Marel et al. have 
used MIMIC to prepare PEG-DMA microstructures on a large scale directly on a 
petri dish surface in order to confine cell in desired geometry [92b].

For  that  they had  to  introduce a micro pillar  field  to prevent  the PDMS mold 
from sagging during the MIMIC procedure. Cell arrays of microcolonies can then 

Fig. 7.20  Cubic (a, b) and hexnut (c, d) polymer microparticles molded by PRINT technology. 
Scale bars are 10 µm [90]

 



1837  Lithographic Processes for the Design of Biosurfaces

be  studied  under  boundary  free  growth  conditions  by  lifting-off  the  PEG-DMA 
layer (Fig. 7.21). Another 3D-micromolding technique named solvent-assisted mi-
cromolding (SAMIM) consists in wetting the stamp surface with a solvent and press 
it against a polymeric substrate at ambient conditions. The solvent can swell or dis-
solve the polymer substrate to decrease its Tg and viscosity, and thereby allow the 
polymer to conform to the elastomeric mold [93]. SAMIM enables the 3D-molding 
of polymers that cannot be molded by SFIL or NIL, however the resolution is lim-
ited by some uncontrolled solvent etching [94].

Due to the difference of chemical properties among the PEMs, it is hard to find a 
universal chemical method to pattern PEMs. SAMIM such as the compression [95] 
and imprinting [96] techniques can create physical structures on most of the PEMs. 
Very recently SAMIM of PEM was performed with a PDMS stamp to treat PSS/
poly(diallyldimethylammonium) chloride (PDADMAC) multilayers before or after 
etching with an NaCl solution [97]. Different patterns were obtained such as double 
thin lines, meniscus-shaped ridges, and high ridges for which the ridge height was 
controllable in the range of 25–1100 nm. Due to these patterns, Han et al. demon-
strated that migration of smooth muscle cells was restrained by the double-line pat-
terns in a ridge height-dependent manner.

7.4.3  Scanning Probe Lithography (SPL)

SPL exploits the high accuracy of the probe displacement of an Atomic Force Mi-
croscopy and  its  interaction with  the  substrate  to  induce mechanical,  thermal, or 
electrical interactions [98].

Fig. 7.21  Optical image of NIH 3T3 fibrobrasts patterned on the polyelectrolyte-patterned region 
[92c]. Time lapse microscopy images of the evolution of the microstructured MDCKII cells cul-
ture growth [92b]
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7.4.3.1  Atomic Force Microscopy (AFM) Principle

An AFM consists of four main elements (Fig. 7.22):

•  A probe usually made in silicon, silicon nitride, or Gold with a nanometer-sized 
apex. 

•  A detection system that is able to measure the probe displacements (lateral and 
vertical) accurately. Most of the commercial AFMs today are equipped with a 
laser diode and a photodiode detection system.

•  A piezoelectric scanner that is able to move the probe or the sample with high 
resolution (< 1 nm).

•  An electronic setup with a feedback loop which controls the probe displacement 
toward the imposed experimental setpoint (probe/sample interaction intensity).

AFM was developed at the end of the 1980s by Binnig et al. [99] as a high-resolution 
imaging technique of the topography of insulator surfaces which were not measur-
able by the Nobel Prize winning scanning tunnelling microscope (STM). However, 
because of  its high versatility and  the ability  to control probe/sample  interaction 
and/or displacement, the technique has been used to modify surface sample at the 
nanoscale. Since the end of the 1990s, AFM is often used as a technique to remove, 
modify, or deposit material on a surface [100]. In terms of resolution, SPL is able to 
fabricate nanometer-scale structures with at least one lateral dimension between the 
size of an individual atom (for STM-based lithography) and approximately 100 nm 
on silicon and other surfaces. SPL methods are widely employed for nanopatterning 
of  biomolecules with  submicrometer  resolution  [2]. To  fabricate  polymeric  plat-
form, SPL’s most used methods are force lithography which consists in patterning 
topographically a polymer material with the AFM probe and dip-pen nanolithogra-
phy which allows the accurate deposition of biomolecules on a substrate.

Fig. 7.22  Schematic repre-
senting the principle of an 
AFM apparatus
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7.4.4  Force Lithography—Nanoscratching

An  interesting way of performing nanometer patterns  into polymeric material  as 
force lithography which is based on direct indentation of the material by the AFM 
probe pressed with sufficiently high load conducting to an irreversible plastic de-
formation. The pattern is formed as a result of the AFM probe motion above the 
polymer surface with imposed set point force intensity. As expected, the higher the 
load the deeper will be  the scratch. This  technique is also called nanoscratching. 
Modification of a preexisting polymer film to obtain a patterned surface has sev-
eral benefits over other patterning techniques in that thin polymer film deposition 
techniques are well established (e.g., spin casting, dip coating, spray coating). The 
scratching depth is linked to the applied force, to the mechanical properties of the 
polymer and to the scratching velocity [101]. Like in AFM force versus distance 
measurements, preliminary calibration of the AFM apparatus is required in order to 
accurately control the applied force during scratching [102]. The main issue with 
polymer scratching is the presence of protrusions along the scratch which are due to 
the material displacement by the probe displacement. Post solvent rinsing can over-
come this problem for PMMA but they usually result in a decrease of the pattern 
resolution [103]. Although several ways have been proposed to limit tip wear and 
substrate protrusion such as using an oscillating probe, [104] or thermally assisted 
indentation [105], the protrusion problem cannot be completely suppressed and this 
problem shortens strongly the list of candidate of polymeric substrates.

For  these  reasons,  although nanoscratching has been performed on  thiol  self-
assembly monolayers to generate protein nanopatterns with lateral dimensions from 
10 nm to 1 µm, [106] to our knowledge only few papers treated of nanoscratching of 
polymer surfaces for biological application. Among these scarce works Muir et al. 
have used nanoscratching to prepare a template protein-adsorbing surface [107]. As 
shown in Fig. 7.23, the polymer surface consists in a protein-fouling heptylamine 
plasma-polymer  (HApp) base  film and a  low-fouling diethylene glycol dimethyl 
ether  plasmapolymer  (DGpp)  top  film.  The  DGpp  film  is  selectively  removed 
through the use of nanoscratching to expose the underlying HApp film, which pro-
vides a protein-adsorbing surface.

7.4.5  Dip-Pen Nanolithography (DPN)

DPN is an SPM-based lithographic technique introduced by Mirkin et al. in 1999 
[108]. With the use of an AFM probe coated with a molecular ink, one can transfer 
ink molecules to a substrate surface and draw patterns with nanoscale resolution. 
In DPN, the AFM probe is dipped in a solution containing the molecule to transfer 
(Fig. 7.24). The probe is then dried under N2 in order to remove the remaining sol-
vent. Using the AFM apparatus, the probe is brought into soft contact (low load) 
with the substrate. Under classical room conditions, atmospheric water is going to 
spontaneously condense and form a water meniscus between the probe and the sub-
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strate [109]. The formation of the water meniscus serves as a channel for molecules 
to flow from the tip to the substrate.

The resolution of DPN, which is close to 25 nm, [2] is mainly governed by the 
size of the water meniscus which itself is dependent on humidity, temperature, and 
AFM probe–sample distance [110]. Other parameters can also modify the quality 
of the pattern. For instance, we have shown that it was possible by tuning the speed 
of the AFM tip during the writing process to control the amount of transferred mol-
ecules (thiol) on gold substrates [111]. The technique has been widely applied to 
the transfer of thiol molecules on gold surface [112]. But polymer, [113] protein, 
silanes, metal salt can also be deposited with nanoscale resolutions on a wide range 
of substrates (oxide, metal, polymer) [114].

Concerning the deposition of polymer ink by DPN for biomedical applications, 
to our knowledge only works dealing with PEG hydrogels were published [115]. 
The choice of polymer ink is limited because the spreading depends strongly on the 
ink’s viscosity [116]. PEG absorbs a large amount of water at high humidity and 
becomes a viscous liquid which can flow onto the substrate at the tip–substrate con-
tact areas. Jang et al. have recently [117] used a PEG-based ink composed of a (2:1) 
mixing of high- and low-mass PEG-DMA, a fluorescent dye, and a photoinitiator. 

Fig. 7.23  Schematic diagram illustrating the SPL technique used to produce nanometer-sized pro-
tein patterns ( top). a AFM image before protein adsorption (depth of scratches ca. 7 nm, width of 
scratches ca. 300 nm; bottom). b AFM image of (a) after adsorption of fluorescent. c Fluorescence 
microscopy ( FM) image of (a) after performing an IgG assay using fluorescently labeled anti-IgG 
[107]
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The deposition was performed using a modified tip composed of 12 parallel pens 
with a controlled environment (humidity and temperature). The use of the parallel 
pens system allows the deposition of 3000 hydrogel domains, covering a total area 
of 800 × 600 µm within 5 min. The microarray was then exposed to UV irradiation 
to polymerize the PEG hydrogel precursors and form the PEG hydrogels. They have 
observed  that  the PEG hydrogel diffusion was controlled  from 1.7  to 6.2 µm by 
printing at different temperature.

Relatively few examples in the literature deal with deposition of biomolecules 
by  DPN  on  polymeric  surfaces. A  precursor  work  was  done  by  Turri  et  al.  in 
2010 which used DPN to realize high-density DNA arrays on polystyrene surface 
(Fig.  7.25;  [118]).  For  this,  they  deposit  acrylamido-functionalized  oligonucle-
otides, directly by DPN (three different types of 23-mer oligonucleotides have been 
then used as inks, bearing different end groups in the 5′ position). The acrylamide 
function is used for its high affinity toward the PS surface. The high-density array is 
then treated with a solution containing the complementary oligonucleotide. Results 
seem to indicate that that molecular recognition between complementary oligonu-
cleotides was successful. The same team has recently developed this approach to 
other thermoplastic surfaces [119].

Irvine et al. have prepared dense protein arrays on nitrocellulose which are suit-
able for disease screening using standard fluorescence detection. As described in 
Fig. 7.25, capture antibody was used as the DPN ink then the substrate is immersed 
in a prostate specific antigen (PSA). Finally, the PSAs are fluorescently labeled for 
the detection. Spot sizes are typically no larger than 8 µm in diameter and limits 

Fig. 7.24  Schematic of the molecular ink transfer during the DPN process
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of detection for PSA were found to be comparable with a commercially available 
enzyme-linked immunosorbant assay (ELISA) kit [120]. DPN was also used to pat-
tern protein (Proteinase K) on PLLA film by agarose-assisted DPN. Once in contact 
with the PLLA film, enzymatic degradation occurs and creates holes in the film. It 
was found that while the concentration does not affect the biodegradation, the shape 
of the patterned protein dots can affect the depth of the biodegraded holes [121].

7.4.6  Polymer Pen Lithography

Polymer pen lithography (PPL) [122] is the meeting of microcontact printing and 
DPN. Instead of using a hard silicon-based AFM cantilevers to deliver inks onto a 
surface, PPL utilizes a soft polymer pen array from which the movement is con-
trolled by a scanning probe microscope. The feature size in a PPL experiment not 
only depends on probe–substrate contact time but also on contact force [123]. The 
pen array is made in PDMS or hard-PDMS and its preparation as well as the inking 
of the array follow the procedure described previously for microcontact printing. 
The polymer pen array is then mounted on a Z piezo scanner which can control ac-
curately the applied load when the contact is made with the substrate. Opposite to 
DPN, in PPN experiment the pen is made of a permeable material and the solvent 
required  to  facilitate molecular  transport  can come  from  the environment  and/or 
the pen  itself  [124]. Recently PPL was used  to print  initiator molecules on gold 
substrate followed by growth of poly(glycidyl methacrylate) (PGMA) brushes via 
surface-initiated atom transfer radical polymerization. The PGMA brushes template 
are then utilized as platforms for the immobilization of bioactive molecules to form 
2D- and 3D-patterned DNA oligonucleotides and protein chips [125].

Fig. 7.25  AFM tapping mode images of acrylamide-terminated oligonucleotides array on poly-
styrene  after  hybridization  reaction  [118]  ( left).  Schematic  of  PSA  immunoassay  development 
on nitrocellulose ( right). DPN is used to pattern the surface with anti-PSA capture antibody (a) 
followed by the exposure to PSA, a biotinylated anti-PSA detection antibody and finally fluores-
cently-tagged (b) [120]
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The  feature  size of PGMA brushes  can be  tailored by  controlling  the  contact 
force  and  contact  time  in PPL experiments. Moreover,  by  controlling  the  lateral 
spacing to their neighboring nanobrushes, their morphology evolves from collapsed 
to stretched structures and arbitrary 3D topographies can be produced (Fig. 7.26) 
and serve as platform for human IgG/antihuman IgG recognition [126].

As it was previously shown [34, 61], enzyme can be used to create 3D pattern 
on  biopolymer  films.  In  order  to  increase  the  resolution  of  the  pattern  by  limit-
ing the diffusion during the degradation, several teams have developed enzymatic 
lithography which consists  in  the covalent  immobilization on  the AFM probe of 
the enzyme. When the probe is brought into contact with a particular biomaterial, 
a high-resolution 3D architecture can be created. This technique has been applied 
since 1998 [127] to pattern lipid, or to hydrolyse DNA, peptide, and protein [128]. 
However,  the  covalent  immobilization  can  lead  to  the  loss  of  the  enzyme  activ-
ity. To avoid  this  issue, Ganesh et  al.  reported  the use of PPL  to pattern poly(ε-
caprolactone) (PCL) films with a lipase B enzyme [129]. Although the protein was 
not  linked  to  the polymer pen,  limited  lateral diffusion was observed during  the 
degradation of the PCL film. The authors attribute this result to the strong binding 
of the enzyme to PCL.

Limitations  The  lower  cost  of AFM and  its  versatility make  it  competitive with 
conventional lithography. Moreover, SPL, which is a direct write technique, does 
not  need  the  use  of  expensive  molds.  However,  high-volume  manufacturing  is 
currently  impractical due  to  the slow fabrication speeds  resulting  from the serial 

Fig. 7.26  Optical microscope images of the large area patterned 3D structures of PGMA brushes 
( left). The inset shows a magnified polarized optical image of the 3D patterns. Fluorescent micro-
scope images of the immobilized human IgG/FTIC-labeled antihuman IgG on the 3D-patterned 
PGMA brushes ( right) [125]
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 patterning. Even with serial constraints, SPL could be a valuable technique for mask 
repair, master fabrication, and prototyping. To overcome limitations in speed, recent 
developments concern the use of parallel arrays of cantilevers [130]. Another limi-
tation for the wide scale adoption of DPN or PPL is the need for reinking of the tip 
for the production of large arrays. Works are conducted to produce probe with an 
ink-tank but they are still under development [131].

7.5  Conclusion

In the field of biomolecular recognition, patterning techniques can increase the in-
formation density and provide the possibility to develop new generation of biosen-
sors. Conventional and unconvential techniques have enabled the fabrication of 2D 
and 3D structures ranging from several tens of nanometers to micrometer scales. 
Many varied patterning techniques have been developed, each with their inherent 
advantages and  limitations which are mentioned in Table 7.3. Currently, photoli-
thography is the most widely used technique due to its several advantages, such as 
high throughput. On the other hand, the main drawbacks of this technique are the 
limited resolution due to light diffraction and the limited possibilities of working 
with preexisting topography and curved substrates. Novel approaches, like EBL or 
FIB have succeeded to increase the resolution pattern. However, this improvement 
came with an increase of the operational cost and a loss of throughput.

Recently, soft lithography based on molding, embossing, and printing has created 
the opportunity to reproduce patterns at low cost over large areas and on nonplanar 
surfaces. Among these techniques, both NIL and SFIL can offer several advantages 
such as nanometer-scale resolution and high throughput with a  low process cost. 
However, the procedure (thermal cycling or UV curing) limits the list of candidates 
of possible substrate. Moreover, these techniques do not allow chemical patterning. 
µCP as well as DPN are well-established printing methods for biorecognition plat-
form, since they allow biochemical patterning with high resolution and relatively 
low cost. However, the low throughput must be addressed in order to bring these 
technologies from laboratories to commercial settings.

Despite all recent progress in patterning, each method has its specific strengths 
and  advantages  and  cannot meet  the  requirements  of  all  fabrication  needs.  The 
choice of the lithographic technique has to be made by taking into account several 
parameters:

1.  The  material  to  template:  plane  or  curved  substrate?  nature  of  the  substrate 
(polymer, metal)?

2.  The nature of the template (chemical or topographical or both)
3.  The desired resolution
4.  The production throughput (laboratory or industrial)

Then of course the choice of the technique is also governed by the accessibility to 
the techniques especially for the technique requiring clean room facilities.
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In the future, for the development of polymeric platform for biorecognition, pat-
terning techniques have to include several aspects. For industrial application,  the 
main objective  is  to develop patterning  techniques  that can make  the  fabrication 
process simple, fast, and of low consumption. In addition, large-scale fabrication of 
surface patterns still remains a big challenge.

Although 3D-direct printing represents a first step in this direction, 3D-fabricat-
ing techniques have to be developed in order to mimic complex biological environ-
ments. For multiple analysis, biosensors require the presence of different templates 
associated to different chemistry on the same platform . The lithographic technique 
that is able to answer to the totality of these requirements will probably never ex-
ist; however, the combination of different fabrication methods could exist, for the 
future development of devices and their performances.

Table 7.3  Maximum resolution, advantages, and disadvantages of the principal lithographic tech-
niques used for the preparation of polymeric platforms for biorecognition

Maximum 
resolution 
(nm)

Advantages Disadvantages

Photolithography 200 Topographical patterns
High throughput
Parallelization

High cost
Low resolution
Clean room facilities

Electron beam lithograp-
ghy (EBL)

5–10 Topographical patterns
High throughput
Maskless technique

Low throughput
High cost
Medium deterioration 
of biomaterial

Focused ion beam (FIB) 5 Topographical patterns
Highest throughput
Maskless technique

Low throughput
High cost
High deterioration of 
biomaterial

Microcontact printing 
(μCP)

50 Chemical patterns
Low cost
Maskless technique
Curved substrate

Low throughput
Lower resolution 
compared to EBL 
and FIB
No topographic 
pattern except with 
catalytic µCP

Nanoimprint lithography 
(NIL)

5 Topographical patterns
High resolution

Small list of poly-
meric substrate 
candidate
No chemical patterns

Step and flash imprint 
lithography (SFIL)

10 Topographical patterns
No temperature cycling 
(NIL)

Few materials 
available

Dip-pen nanolithography 
(DPN)

50 Chemical patterns
High resolution

No topographic 
pattern except 
with enzymatic 
nanolithography
Low speed
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8.1  Introduction of Inkjet Printing Technology

8.1.1  Background

Inkjet printing is undoubtedly the most familiar and most widely applied technol-
ogy for personal office desktop printing nowadays. It can be stated without exag-
gerating  that  the arrival of  this  technology has  revolutionized  the possibilities of 
desktop printing  in many aspects, but  in particular when  it comes  to color print-
ing. In contrast to the previously dominant desktop printing technologies (e.g., ink 
ribbon-based dot-matrix printing), inkjet printing made it possible not only to print 
simple text but also to instantly reproduce digital color graphics and photographs 
in astonishingly high quality. Before the implementation of personal desktop inkjet 
printers, color printing of similarly high resolution was to a large extent unafford-
able for the common user. The benefits of inkjet printers, that we take for granted in 
our daily use nowadays, are the result of a continuous technical development, which 
has started in 1949 with the filing of the first patent application regarding a practical 
inkjet device [1]. However, several decades of  further  research and development 
were necessary, before the first successful and affordable mass-marketed desktop 
inkjet printer became available from Hewlett-Packard (HP) in 1984 [2].

In terms of technical functionality, an inkjet printer is straightforwardly simple. 
It  is an electronic device enabling the direct deposition of very small droplets of 
liquids  (inks) onto a well-defined and user-controlled position of a  substrate. As 
implied by the name of the technology, the ink droplets are ejected (jetted) from a 
small nozzle of the printhead onto a specifically determined position of the substrate. 
In contrast to several other deposition methods for liquid droplets, this process is 
performed without any physical contact between  the printhead and  the substrate. 
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Therefore, inkjet printing is referred to as a noncontact liquid dispensing method. 
Furthermore,  compared  with  most  other  major  printing  techniques  currently  in 
use (e.g., flexography, gravure printing, offset printing, screen printing), the inkjet 
printing process is fully digitally controlled, and allows for the “direct transfer” of 
electronically stored information onto a print substrate. It does not require the costly 
and time-consuming conversion of electronically stored data into printing plates or 
screens, before transferring it to the substrate. On the other hand, a graphical image 
printed by inkjet technology is made up of large numbers of individually deposited 
ink droplets. Similar to the case of the former ink ribbon-based dot-matrix printers, 
such a “dot-by-dot” image buildup process is more time consuming compared to 
plate- or screen-based ink deposition, where a complete image can be transferred to 
the substrate in a single step. As a consequence, inkjet printing can currently not and 
will probably never compete with other major printing methods in terms of speed 
when it comes to the reproduction of large numbers of identical prints. But its digi-
tal feature with the possibility to directly transfer an image onto a substrate allows 
for a very high degree of flexibility. This is particularly advantageous in printing of 
multiple items in lower number of replicates, in industrial prototyping applications, 
or for marking and coding of objects with continuously changing patterns [3].

Although most  readers will  immediately  associate  the  inkjet  technology with 
personal office use, industry-related applications actually go further back in history 
than the currently best-known and widely spread desktop printing. The technology 
was first routinely used for marking and coding of products, in what Martin and co-
workers refer to as the first generation of commercial inkjet applications [3]. Since 
every pattern or code deposited on a product or package is unique, inkjet printing 
without  the  need  for  printing  plates  is  advantageous  compared  to  other  printing 
methods. In addition, the noncontact characteristics allow for larger distances be-
tween printhead and print substrates which is useful in the setup of industrial pro-
duction lines. Personal office desktop printers are regarded as the second generation 
of commercial inkjet applications. Their popularity in relation to cost/performance 
ratio  is currently unbeaten. Only more  recently,  the enormous potential of  inkjet 
printing has been discovered for industrial applications going beyond the reproduc-
tion of text and images on paper, films, or other substrates in what is now referred 
to as  the  third generation of  commercial  inkjet  applications. The  technology has 
evolved into full-scale industrial mass production. A popular example is the fabrica-
tion of color filters for light emitting diodes and large flat-panel color displays [4]. 
Another relatively recent but rapidly growing addition to the fields of application 
for inkjet printing technology is the domain of printed electronics [5].

In this chapter, however, focus is set on a different but equally promising and 
comparably new application of inkjet printing technology, the printing of biomol-
ecules. In this case, inkjet printers with the ability to reproducibly deposit known 
and small volumes of liquids onto specific user selectable spots on a substrate can 
be regarded as accurate tools for liquid dispensing, which are highly important in 
the fields of chemistry, biology, or life sciences. In this context, inkjet printing is 
competing with  alternative  liquid dispensing methods,  such  as pipetting,  contact 
printing, and pneumatic dispensing, among others [6].
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In the following section, the basic mechanic principles of the most commonly 
applied inkjet printing methods are shortly introduced. This is important in order 
to understand not only the great potential but also the challenges faced when using 
inkjet printing as a liquid dispensing method for the deposition of biomolecules on 
a substrate targeting selective biorecognition.

8.1.2  Technical Principles of Inkjet Printing

Commonly applied inkjet printing technologies are divided into two main catego-
ries known as “continuous inkjet printing” (CIJP) and “drop-on-demand” (DOD) 
inkjet printing (Fig. 8.1). Historically, continuous inkjet technology is the older of 
the two. Its basic working principle is schematically illustrated in Fig. 8.2: a jet of 
ink liquid ejected from the printhead nozzle by pressure is broken-up into a stream 
of small droplets by application of a mechanical disturbance pattern of a specific 
frequency (e.g., by vibration of a piezoelectric actuator). Selected drops within this 
stream are subsequently electrically charged while passing through an electrostatic 
field between two charging electrodes. Further along the drops’ flight path is a sec-
ond  set of  electrodes with an applied high voltage electric  field,  resulting  in  the 
selective deflection of  electrically  charged drops only.  In most printing  systems, 
the deflected charged drops are guided towards the printing substrate, whereas the 
uncharged drops  fly  straight  into  an  ink  collection  system  for  reuse.  In  the  sim-
plest practical implementation of this technology, electronically stored digital data 
is converted into graphical data on the substrate by switching between charged and 
uncharged ink drops. In more advanced systems, varying the charge of the drops 

Fig. 8.1  Overview of major inkjet printing technologies
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results in different deflection angles and correspondingly in different places of drop 
impact on the substrate. The continuous inkjet printing mechanism requires the cre-
ated drops to become electrically charged and therefore, poses restrictions on the 
choice of printable fluids. In addition, the achievable printing resolution is compa-
rably low. An advantage of the technology is the possibility of achieving high drop 
firing frequencies (typically around 80–100 kHz, but reaching values up 1 MHz) 
[7], which result in comparably high printing speeds, and high drop velocities (typi-
cally around 20 m/s) [8]. These characteristics allow for larger distances between 
the printhead and the substrate [9].

The newer and currently most widely applied principle in inkjet printing is the 
drop-on-demand (DOD)  technology.  In contrast  to  the previously described con-
tinuous inkjet approach, where a continuous stream of drops is digitally controlled 
to split into drops reaching the substrate and drops being recycled, DOD printing is 
based on the control of the drop formation itself. As indicated by its name, drops of 
ink are ejected from the printhead nozzle only on demand. The first big advantage 
of this method is the absence of the necessity to create electrically charged ink drop-
lets that strongly expands the choice of potential ink fluids. The second significant 
advantage is the elimination of the ink recycling system, since all of the created ink 
droplets are targeted at the substrate. A drawback in comparison with continuous 
inkjet printing is the significantly lower maximum achievable drop firing frequency 
of 0–25 kHz [10], with maximum values up to only 100 kHz [8], resulting in re-
duced printing speeds. The reason for this difference is the fact that a single cycle 
consisting of drop ejection and subsequent ink refill of the firing chamber has to be 
completed before the process can be repeated. Furthermore, typical drop velocities 
for DOD inkjet printing are in the order of 10 m/s which is lower than in the case of 
continuous inkjet printing. As shown in Fig. 8.1, DOD inkjet printing technologies 
are  commonly  further  subdivided  into  four major  subgroups  (piezoelectric,  ther-
mal, electrostatic, and acoustic inkjet printing), named according to the mechanisms 
used for droplet formation. In the following, all of the four mechanisms are shortly 
introduced for the sake of completeness. However, focus is set on piezoelectric and 
thermal inkjet printing, since those two technologies are by far the most technically 
matured and dominant in current applications. Table 8.1 summarizes major charac-
teristics and physical parameters associated with these two important inkjet printing 
technologies. Generally, piezoelectric technology is dominating in the industrially 
related inkjet printing market, whereas thermal inkjet printing has become the major 

Fig. 8.2  Schematic representation of the continuous inkjet printing principle
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technology in consumer desktop printing. In the inkjet-based deposition of biomol-
ecules, DOD piezoelectric and thermal inkjet printing are currently the only routine-
ly applied technologies, with the piezoelectric approach leading in terms of number 
of application examples. One reason for this bias towards piezoelectric methods is 
probably simply their dominance in the industrial inkjet printing sector, although 
other factors eventually play a role, as will be shown later on in this chapter. On 
the other hand, no reports on biomolecule-related applications of continuous inkjet 
printing can be found in the literature, most probably because of the significantly 
less economical use of ink.

8.1.2.1  Piezoelectric Inkjet Printing

In  the piezoelectric  inkjet printing mechanism, a drop of  ink  is  ejected  from  the 
printhead nozzle by fast and reversible deformation of the firing chamber (Fig. 8.3a). 
This deformation on a sub-micrometer scale is achieved by applying an electronic 
signal (voltage pulse) on a piezoelectric actuator surrounding the firing chamber, 
resulting in a pressure wave propagating towards the nozzle at  the chamber exit. 
The shape of  the voltage pulse, characterized by  its  slope  (voltage  increase with 
time), amplitude (maximum voltage), and length, allows to control the ink ejection 
process. Depending on ink parameters, such as viscosity and surface tension, dif-
ferent pulse shapes are required. However, in general, piezoelectric inkjet printing 
is characterized by a high degree of freedom in ink formulation. The possibility of 
having multiple voltage pulse parameters to adapt besides the physical properties 
of  the  ink  is certainly a big advantage of  the  technology. A drawback  is  the  fact 

Table 8.1  Typical values/ranges of physical parameters for piezoelectrically and thermally actu-
ated DOD inkjet printing
Parametera Piezoelectric IJ Thermal IJ References
Nozzle diameter (µm) 20–30 [14]
Drop diameter in 
flight (µm)

15–55 [8]

Drop volume (pL) Typically 10–20, minimal 1, maximal 5000 [10, 14]
Drop velocity (m/s) 3–15 [8]
Firing frequency 
(kHz)

Maximum values up to 100, commonly 0–25 [8,10]

Ink viscosity (cP) Minimal 5–10
typically <  20

Minimal 1–1.5
typically <  3

[15–17]

Ink surface tension 
(mN/m)

Typically 28–40 [18]

Shear rate (s−1) 2 × 104–2 × 106 104 [11, 10]
a The listed values and ranges are significantly varying depending on the literature references and 
on the printing equipment applied. Therefore, they should be regarded as guidelines, rather than 
strict requirements
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that the minimally achievable drop size is limited by the diameter of the printhead 
nozzle. A factor that has to be considered in the case of working with ink composi-
tions containing biomolecules are  the significant shear rates  that are experienced 
by the liquid (Table 8.1). Although shear stress is not unique to piezoelectric inkjet 
printing and occurs in all jetting methods with sudden mechanical stress applied to 
the ink liquid, it  tends to be higher compared to other printing technologies. The 
reason for this is the fact that piezoelectric printing generally requires liquids of a 
higher viscosity (Table 8.1) compared with, for example, the thermal inkjet printing 
method described in the next section.

8.1.2.2  Thermal Inkjet Printing

In thermal inkjet printing, drop generation in the firing chamber occurs by the cre-
ation of a rapidly expanding vapor bubble, which results in the displacement of ink 
from the nozzle (Fig. 8.3b). The bubble is created by local heating and vaporization 
of ink by means of a heating element located inside the printhead’s firing chamber. 
Upon elimination of the heat pulse after drop ejection, the vapor bubble rapidly col-
lapses creating a vacuum that is filled by drawing in ink from the ink reservoir, after 
which the system is ready for the next firing cycle. The requirement to locally va-
porize the ink fluid poses restrictions on the applicable fluids. Water is the material 
of choice for the formulation of thermal inkjet printing ink compositions. Generally, 
a heat pulse in the order of typically around 200–300 °C is applied. At first sight, 
this high temperature pulse might certainly be regarded as detrimental for the use in 
combination with comparably heat-sensitive biomolecules. However, it should be 
noted that the duration of this pulse is in the order of around 2 µs [11]. In addition, 

Fig. 8.3  Schematic  representation  of  the  major  drop-on-demand  (DOD)  inkjet  printing 
technologies
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a high gradient of decreasing temperature from the surface of the heating element 
into the bulk of ink liquid is assumed, so that in fact the temperature experienced 
by the majority of biomolecules in the liquid volume is far below the 200–300 °C 
applied for the heat pulse. In fact, it has been stated that only about 1 % of the ink 
volume  of  the  firing  chamber  is  exposed  to  high  temperature, whereas  the  bulk 
of the fluid remains at merely around 10 °C above ambient temperature [12]. The 
drop ejection method applied in thermal inkjet printing technology allows to work 
with ink liquids of very low viscosities (Table 8.1) that results in lower shear rates 
experienced  in  the  ink  liquid. As  in  the  case of  piezoelectric  inkjet  printing,  the 
minimally achievable drop size for thermal inkjet printing is equally limited by the 
diameter of the printhead nozzle.

8.1.2.3  Electrostatic Inkjet Printing

In this technology, a voltage is applied between the printhead nozzle and an elec-
trode located behind the printing substrate (Fig. 8.3c). Droplets are created by pull-
ing out the liquid under the influence of the resulting electrostatic field. A great ad-
vantage of the method is the possibility to create liquid droplets that are smaller than 
the aperture of the printhead nozzle which is generally not possible in the case of 
piezoelectrically or thermally actuated drop generation. This feature is potentially 
of high interest when working with liquids containing solid particles or relatively 
high concentrations of dissolved materials. The option to create small droplets, but 
at the same time being able to use printhead nozzles with sufficiently large diameter 
to prevent particle-induced clogging, is of high relevance. However, the limitation 
to the use of conductive liquids as ink carriers is a disadvantage preventing the more 
widespread development and use of the technology. As a consequence, the costs for 
implementing electrostatic inkjet printing methods are currently comparably high.

8.1.2.4  Acoustic Inkjet Printing

In this version of inkjet printing technology, liquid drops are generated by the use 
of focused, high-intensity sound beams directed to free liquid surfaces through an 
acoustic lens (Fig. 8.3d). The sound waves traveling towards the liquid–air interface 
cause  the formation of a mound of  liquid and ultimately a droplet breaking free. 
In principle, this method does not require an actual nozzle and therefore, features 
similar advantages to electrostatic inkjet printing in the sense that there is no need to 
worry about printhead nozzle clogging even when using concentrated ink liquids or 
inks with a high content of solid particles. At the same time, the diameters of ejected 
drops can be as small as 5 µm [13] which can neither be achieved by piezoelectric 
nor thermal inkjet printing. Unfortunately, however, acoustic inkjet printing tech-
nology currently remains a minor technology.
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8.2  General Considerations for Inkjet Printing  
of Biomolecules

It  is  important  to keep  in mind  that  inkjet printing  technology has not been spe-
cifically developed for  the application to biomolecules such as nucleic acids and 
proteins. When  compared  to  constituents  of  inks  for  ordinary  graphical  printing 
applications (organic and inorganic pigments, organic dyes, etc.), biomolecules are 
of much more  fragile  nature. The  preservation  of  their  structure  and  function  is 
generally dependent on several environmental factors such as temperature, solvent, 
and pH. In this context, the abovementioned high temperature heat pulse applied 
for drop ejection in thermal inkjet printing is, at first sight, recognized as the most 
obvious major concern. However, in addition, most biomolecules can be regarded 
as relatively large macromolecular compounds, in contrast to low-molecular weight 
colorants  used  in  graphical  printing  inks. The mechanical  forces  encountered  in 
both piezoelectric and thermal inkjet printing (e.g., shear forces, high acceleration 
rates,  ink  compression  upon  ejection,  high  speed  droplet  impact  on  the  printing 
substrate, etc.), all have sufficient potential to break or deform larger 3D molecular 
structures  common  for  biomolecules.  For  this  reason,  there  is  no  “safe-zone”  in 
terms of choice of inkjet printing technology (piezoelectric or thermal). As shown 
in the following example of selected applications, an experimental evaluation is re-
quired from case to case. The trend for piezoelectric actuation to dominate the field 
of bio-ink printing is probably more historically related than caused by biomolecule 
stability issues.

It is also not possible to define a list of biomolecules suitable or unsuitable for 
deposition by inkjet printing. In all cases, it will be the combination of three major 
factors responsible for success or failure of the inkjet printing approach: (1) selec-
tion of  the printing  technology and droplet ejection pulse parameters;  (2) choice 
of ink solvent and additives; and (3) printing substrate. Among those three factors, 
the ink composition probably offers most options for adaptation and optimization, 
but at  the same time can also be a major source of  trouble. As shown in the fol-
lowing sections, certain ink additives can have a positive influence on the stability 
of biomolecules during the printing process. However, their effect on the printing 
performance in terms of reliability and reproducibility is not always positive and 
has  therefore  to be  individually evaluated.  In many cases, compromises between 
biomolecule solubility and stability as well as  ink jettability have to be made. In 
terms of ink solvent, water (mostly pH buffered) is the most obvious choice when 
working with biomolecules. Interestingly, although its use is less often reported for 
the  deposition  of  biomolecules,  thermal  inkjet  printing  technology  has,  from  its 
beginning, been much more suitable  to handle purely aqueous  liquids, compared 
with piezoelectrically actuated printing. Actually, many industrial-use piezoelectric 
printheads have been originally  incompatible with water-based  ink  formulations, 
although this deficiency is now mostly overcome driven by market demands [9].

The printing substrate also plays an essential role in the overall printing process, 
not only in relation to the more obvious print resolution and quality but also to bio-
molecule stability. The influence on resolution and quality is not limited to working 
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with biomolecules, but is common to all inkjet printing processes in general. Print 
resolution and quality are not determined by the ink droplet size alone. They de-
pend, to a large extent, on the spreading of the ink after drop impact on the substrate, 
which  is  primarily  determined  by  the  substrate  surface  energy  in  relation  to  the 
surface tension of the ink. Other relevant parameters include the liquid penetration 
into or adsorption onto the substrate and the evaporation rate of the ink solvent. The 
latter, on the other hand, depends on environmental factors such as temperature and 
humidity. More limited to the inkjet printing of biomolecules is the influence of the 
print substrate on the biomolecule activity. Although primarily evaluated in relation 
to the inkjet deposition of living cells, it has been shown that softer and more vis-
cous substrate surfaces can reduce the impact forces acting on droplets, however, at 
the cost of decreasing resolution [12].

One of the motivations to use inkjet printing for the deposition of biomolecules 
onto a solid substrate is the ability to achieve high patterning densities (e.g., for DNA 
microarrays). With presently commercially accessible standard technology (exclud-
ing customized systems), droplet sizes down to 1 pL are becoming routinely achiev-
able for optimized ink compositions. In combination with an optimized printing sub-
strate and very precise substrate positioning control, this translates into reproducibly 
deposited spots of about 30 µm diameter under standard operation conditions, with 
sizes as low as 10 µm for highly controlled laboratory environments [9]. In the case of 
using self-aligned printing approaches that rely on selective de-wetting of low surface 
energy areas, features of below 100 nm have been achieved by inkjet printing alone 
[19]. However, this has been successfully demonstrated for the printing of electronic 
features, it has to the best of our knowledge not been realized for biomolecules.

Another point to consider is the selection of the inkjet printer for the deposition 
of biomolecules. The  first  and biggest distinction  is between  the affordable con-
sumer desktop printers and the much more expensive research-use inkjet material 
printers specially dedicated to non-graphical printing applications. When it comes 
to  thermal actuation, consumer desktop printers are currently  the only option. At 
present, Canon and HP are the dominating manufacturers of thermal inkjet print-
ers. In the case of piezoelectrically operated desktop printers, Epson and Brother 
are probably the biggest players in the global market at this time. One significant 
disadvantage when working with desktop printers  in  terms of convenience is  the 
fact that, depending on the country, empty (virgin) ink cartridges are often not eas-
ily available. Therefore, the user is required to disassemble and clean the originally 
provided ink tanks, before being able  to work with self-made bio-inks. A further 
potential disadvantage of desktop printers is the substrate feeding mechanism which 
is primarily designed for handling paper. Difficulties can occur with thicker and less 
flexible materials, unless a printer with a direct CD/DVD print option is used. In 
addition, it is probably needless to say that the degree of freedom and the reproduc-
ibility of substrate positioning can easily become an issue, the latter in particular if 
multiple print runs are required. Finally, all desktop printers are essentially “black 
box” systems with limited user control. A big advantage of all consumer desktop 
printers is that they come equipped with at least four ink tanks (black, cyan, yellow, 
magenta), thus theoretically allowing the simultaneous use of multiple inks [6].
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Inkjet printing systems dedicated to research laboratory use are generally operat-
ing with piezoelectric actuation. In contrast to the consumer desktop printers, they 
offer a high degree of user-controllable features such as a choice of printhead nozzle 
diameters, the possibility to heat nozzle and substrate stage, visual confirmation of 
ink droplet ejection, and control of piezo-pulse voltage and duration.

With any type of inkjet printing equipment, there is always a risk of clogging the 
small printhead nozzle apertures. For this reason, an inkjet printing ink should al-
ways be passed through a filter with pore sizes below 1 µm (ideally around 200 nm) 
before filling a printer  ink  tank. As  long as all used compounds are of sufficient 
solubility in the chosen ink system, the risk can be minimized. However, in the case 
of formation of precipitates or aggregates, clogging of the printhead is highly likely. 
In particular when working with inks containing particulate matter, dispersion sta-
bility is a very important factor. As a general “rule of thumb,” it is advised to limit 
the size of particles in inkjet printing inks to a value not exceeding 1/100 times the 
diameter of the chosen printhead nozzle [15]. This generally corresponds to particle 
sizes of ≤ 300 nm.

8.3  Inkjet Printing of Nucleic Acids

8.3.1  Introduction

Nucleic acids (DNA, RNA) play vital roles in the conservation of gene information 
and protein synthesis. Since the discovery of the double helix structure of DNA by 
Watson and Crick, DNA sequencing has attracted much attention as a fundamental 
approach for the analysis of specific gene information. Especially the comparative 
study of DNA sequences is motivated by multiple objectives (e.g., elucidation of the 
function of specific genes, disease-associated gene expression). In addition to DNA 
sequencing, the quantification of nucleic acids in biological samples is a valuable 
analytical approach providing information on gene expression levels. Simultaneous 
detection and quantification of multiple nucleic acids is of high interest for example 
for the analysis of gene mutations, the study of gene expression levels in cells, and 
its application to drug development, among others. In order to detect an exhaust-
ing number of DNAs  in a single experiment, DNA arrays have been prevalently 
employed since the late 1980s. This very important type of selective biorecognition 
platforms  is manufactured by  immobilizing various  single  strand DNA sequence 
probes onto a solid support  to capture and detect  target DNAs by employing the 
well-known preferential binding between complementary DNA single strands. To 
obtain high-density DNA arrays, several technologies to deliver small amounts of 
probes  onto  a  substrate  have  been  developed  so  far  [20–24]. Currently,  photoli-
thography [25, 26], pin spotting [27], and inkjet printing [28, 29] are representa-
tive methods applied in commercial manufacturing, with other types of deposition 
techniques being reported (maskless photolithography [30], electronic addressing 
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[31, 32], etc.). Among them, owing to its noncontact, fine, and precise patterning 
capability, inkjet printing technology is applied for the deposition of DNA on solid 
supports via two strategies: direct spotting of DNA and in situ synthesis of oligo-
nucleotides on the solid substrate. In this section, the inkjet printing of nucleic acids 
is mainly described from the point of view of DNA microarray fabrication.

8.3.2  Common Microarraying Technologies

As mentioned above, several methods exist to deposit nucleic acids on a solid sup-
port for preparing DNA arrays. Primary approaches and their features are summa-
rized in Table 8.2. The combination of photolithography and solid-phase synthesis 
of oligonucleotides was first introduced by Affymetrix [25] and has become one of 

Table 8.2  Major approaches to nucleic acid microarraying
Arraying 
technology

Applicable 
materials

Substrate 
contact

Advantages Disadvantages

Photolithography 
[25, 26]

DNA nucleotides No Achievable high 
density

Requirement of UV 
source and specific 
photomasks
Risk of straying UV 
irradiation to nearby 
areas
Limitation of oligo-
nucleotide length (ca. 
25-mer)

Maskless photo-
lithography [30]

DNA nucleotides No Achievable high 
density
Flexible 
sequence design

Requirement of UV 
source and sophisti-
cated instruments
Limitation of oligo-
nucleotide length (ca. 
25-mer)

Pin spotting [27] Complete DNA Yes Low fabrication 
cost per spot

High risk of contami-
nation of the printing 
device
Damage of the spotter 
in every printing cycle

Inkjet printing 
[28, 29]

Complete DNA
DNA nucleotides

No Flexible 
sequence design
Low risk of 
contamination

Difficult to clean the 
nozzle completely
Risk of nozzle clogging

Electro address-
ing [31]

Complete DNA
DNA nucleotides

No Fast hybridiza-
tion time
Controllable 
hybridization 
stringency

Employment of sophis-
ticated semiconductor 
devices
Requirement of label-
ing of substrate and 
probes
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the most familiar arraying techniques. It involves the delivery of DNA nucleotides 
(monomers) protected by photochemically cleavable groups, followed by local UV 
illumination  through  photomasks  for  deprotection.  In  this  approach,  4n different 
sequences  of  n-mer  oligonucleotides  can  be  created  by  4n  chemical  cycles. The 
method provides high-density arrays (400,000 probes on 1.6 cm2) [26], but can be 
time consuming  to obtain  long oligonucleotides,  because of  its  serial  procedure. 
In addition, it is comparably costly to design new sequences owing to the require-
ment of the corresponding number of different photomasks. On the other hand, an 
alternative  photopolymerization  approach  has  been  developed  by  a  group  at  the 
University of Wisconsin, where a computer connected to a digital micromirror array 
was employed to control the reflection of UV light from the light source to replace 
the photomasks [30].

A Stanford University group first demonstrated the deposition of pre-synthesized 
DNA onto a solid support by contact printing methods [27]. The contact dispensing 
systems involve the direct contact between the substrate and the ink-loaded dispens-
er such as microspotting pins, tweezers, and microstamps [22]. Their simple prin-
ciples based on reciprocating movement of the dispenser between sample reservoir 
and printing matrix yield reproducible results with comparably little maintenance. 
Furthermore, the length of nucleic acids to be delivered is not limited. However, the 
limited fabrication throughput, the achievable density, and the fear of contamination 
through direct contact of dispenser and substrate are potentially problematic.

In contrast, inkjet printing technology is prevalently utilized as the most com-
mon approach in noncontact dispensing. As outlined before, inkjet printing technol-
ogy allows handling of very tiny droplets of as small as nanoliter to picoliter vol-
umes with good accuracy, and thus, is ideal for obtaining quantitative, high-density, 
reproducible arrays. Although inkjet printing has shortages in terms of the restricted 
choice of “ink” compositions and durability of the dispenser (i.e., print head), the 
fine tunability of droplet volumes by the applied voltage (piezoelectric actuation) 
or temperature gradient (thermal actuation) and the achievable high resolution fea-
tures have motivated academic research and commercialization. Furthermore, the 
flexibility in spatial control significantly facilitates the creation of different DNA 
sequences at each spot, and leads to  the preparation of arbitrarily designed DNA 
microarrays. As a consequence, Agilent has adopted this technology for manufac-
turing both custom and catalogue-order arrays.

8.3.3  Inkjet Printing of Nucleic Acid Arrays

Inkjet printing technology enables two approaches for arraying nucleic acids on a 
solid support (typically glass slide, silicon wafer): (1) printing of complete DNAs 
(pre-synthesized or PCR amplified), and (2) in situ synthesis of oligonucleotides by 
delivering DNA nucleotides (monomers) (Fig. 8.4).

The  feasibility of  inkjet printing of pre-synthesized or preliminarily PCR-am-
plified DNA sequences has been first demonstrated in the 1990s. In one of the ear-
lier reports, Schober et al. employed a piezoelectric  inkjet dispenser (Microdrop, 
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Norderstedt, Germany) as an alternative to pipetting small volumes of biological 
samples with high speed and high accuracy in 1993 [33]. They reproducibly han-
dled volumes from a few nanoliters to as small as 5 pL with high frequency (10,000 
drops per second), which surpassed piston-operated pumps, the conventional dis-
pensing systems for biological samples at the time. By using this piezoelectrically 
actuated system, primary biological samples including DNA and RNA, and even 
enzymes and cells were successfully dispensed. Surprisingly,  in spite of  the high 
acceleration  (100,000 g)  encountered during  the  ejection process,  no differences 
were confirmed in gel electrophoresis performed for RNA and DNA samples before 
and after being subject to the printing process. In 2000, Okamoto et al. first suc-
ceeded in printing a microarray of pre-synthesized 18-mer oligonucleotides onto a 
glass surface by using a modified personal desktop Canon Bubble Jet printer (BIJ-
600) equipped with a standard ink cartridge [28]. The optimal “ink” composition 
was evaluated regarding volatility, solubility, wettability, viscosity, and surface ten-
sion, and empirically an aqueous solution of glycerol, urea, thiodiglycol (these three 

Fig. 8.4  Two approaches to obtain DNAs on a solid substrate: a deposition of complete DNA, b 
in situ synthesis by DNA nucleotide (monomer) printing
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serve as wetting agents), and acetylenol (reduction of viscosity) was chosen as the 
solvent for DNA printing. The use of ethanol (approx. 10 % v/v) as an additive to 
reduce viscosity and surface tension of inks containing biological samples, which 
improves the printing reliability by facilitating the wetting of the internal capillary 
of the ink cartridge, is also possible [34]. Particularly, the viscosity of the ink is a 
crucial parameter in handling fragile biological samples, because it determines the 
shear stress experienced by the ink during the droplet ejection process. Although 
exposure to heat (200–300 °C) and shear rate (104 s−1) were a concern in terms of 
possible DNA degradation, ejected DNAs of 10–300 base pairs (bp) in length and 
0.02–1.6 mg mL−1 in concentration remained intact. Quite the contrary, the authors 
found  an  advantage  of  heating  the DNA-containing  ink. They  assumed  that  the 
high temperature and the presence of urea in  the ink induced DNA denaturation, 
providing the reaction energy required for a high rate of DNA binding to the glass 
substrate surface (completed within 30 min). The robustness of DNA compared to 
other biological substances such as proteins is attributed to its 3D structure. Hydro-
gen bonds formed between base pairs of complementary DNA strands determine its 
architecture univocally without bending or folding. On the other hand, proteins are 
much more challenging to inkjet print without ruining their higher-order structures 
(see the following section for details about inkjet printing of proteins).

The power of inkjet printing of nucleic acids is particularly revealed in inkjet-
based solid-phase synthesis of DNA, which is another powerful technique to align 
DNAs  on  a  solid  support.  It  involves  in  situ DNA  synthesis  on  a  print medium 
in a manner similar to the photolithographic approach by delivering DNA nucleo-
tides (monomers). In  this approach, DNA nucleotides (typically phosphoramidite 
monomers) of the four bases are selectively and precisely deposited only onto the 
desired spots from independent nozzles. Typical inkjet-based in situ DNA synthesis 
using phosphoramidite protection chemistry is schematically depicted in Fig. 8.5. 
This method eliminates the requirement of photomasks for spatial control and en-
ables designing of more than tens of thousands of sequences with a single inkjet 
printer by simply modifying the printing pattern using computer software. Despite 
the disadvantage that the obtainable length of DNA is shorter than in the case of the 
abovementioned pre-synthesized DNA printing, this approach possesses significant 
merits over the complete DNA printing method: (1) theoretically, any sequence can 
be obtained by one printer without replacing ink cartridges, (2) DNA sequences can 
be  stored as electronic data  files  instead of  frozen DNA  libraries. Although sev-
eral routes of solid phase DNA synthesis have already been reported in the 1980s 
[35–37], transfer to inkjet printing was first demonstrated in 1996. A research group 
at the University of Washington attempted the delivery of DNA monomers onto a 
silicon dioxide wafer patterned by using a self-made piezoelectrically actuated ink-
jet pump. Though the performance of the DNA array itself has not been specified, 
the  throughput  achieved with  this  approach  allowed  for  the  arraying of  100,000 
arbitrary 25-mers within only 2 h [38]. A next step in the evolution of this technol-
ogy was triggered in 2001 by research groups at Rosetta Inpharmatics and Agilent 
Technologies, two primary inkjet-printed DNA array manufacturers. Following the 
first in situ DNA synthesis on a glass support employing a self-made inkjet  device, 
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this  method  was  further  optimized  and  validated.  The  combination  of  standard 
phosphoramidite DNA  synthesis  and  commercially  supplied  inkjet  printer  heads 
(product name not specified) enabled the creation of 25,000 different 60-mers on a 
25 × 75 mm2 glass support with stepwise synthetic yields (one cycle in the process 
depicted in Fig. 8.5) of 94–98 % [29]. This amount of simultaneously arrayed oli-
gonucleotides covers the estimated number of 20,000–25,000 human genes [39]. At 
present, the stepwise synthetic yield has been improved to values as high as 99.5 %, 
and longer DNAs became obtainable with smaller failure rates (successful synthesis 
rate has risen from 20 to 60 % in the case of 100-mers) [40]. The versatility of the 
present method is accelerated by the introduction of an open-source inkjet arrayer 
in 2004. In spite of the strong potential of inkjet-based in situ DNA synthesis, infor-
mation on this technology accessible to the general research community (not inkjet-
related enterprises) was relatively limited compared to other arraying technologies. 
As  for  the  pin  printing method,  the  arrayer  design was  released  earlier  in  1998, 
which fell in the middle of the Human Genome Project. Thus, it became widely and 
readily available and triggered multiple research efforts and product developments 
in the field of microarrays. In this context, The Institute for Systems Biology came 
up with thePiezoelectric Oligonucleotide Synthesizer and Microarrrayer (POSaM), 
a piezoelectric  inkjet dispenser assembled  from mostly off-the-shelf  components 
except  for circuit boards and some other minor components  [41]. This system is 
capable of printing 9800 different oligonucleotides on an 8 cm2 area of modified 
glass and of handling up to 27 slides in parallel. The printhead used is fed by six ink 

Fig. 8.5  Typical in situ synthesis cycle employing phosphoramidite chemistry. DMT dimethoxyt-
rityl protection for the hydroxyl group
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channels (four phosphoramidite monomers, ethylthiotetrazole as an activator, and 
optional linker or modified base), and dispenses droplet volumes as small as 6 pL 
with 100 µm in dropped feature size and 280 µm in dropping space.  In addition 
to the construction of an easily accessible inkjet arrayer, the same work describes 
some important efforts to fabricate high quality microarrays. First, suitable ink sol-
vents were newly investigated, and a 1:1 mixture of methyl glutaronitrile (MGN) 
and 3-methoxypropionitrile (3MP) was found to be optimal in terms of volatility, 
solubility, and surface tension. Acetonitrile is commonly used in automated phos-
phoramidite synthesis, but its high volatility is disadvantageous to provide proper  
reaction sites for coupling and results in the reduction of synthetic yield. Furthermore,  
it  can  cause  clogging of  the print  head by  forming phosphoramidite  precipitates 
during long period storage. Hence, propylene carbonate was chosen as an alterna-
tive  solvent  to accommodate  in  situ oligonucleotide  synthesis by  inkjet printing, 
but a relatively low synthetic yield of 94–98 % for each step significantly affects 
the array quality in this serial procedure. By dissolving the nucleotides in the 1:1 
mixture of MGN and 3MP, the synthesis efficiency was increased to 97.1 ± 1.2 %, 
which is comparable to acetonitrile (97.2 ± 1.5 %) and superior to propylene carbon-
ate (93.0 ± 1.3 %) [41]. Second, a laser diode droplet detector was incorporated into 
the system as an effective measure to monitor nozzle ejection failures. Successful 
droplet ejection is confirmed based on light beam scattering by droplets, detected 
by digitally  converted photodiode  signals  (Fig.  8.6). Failing nozzles  are  omitted 
from use depending on the ejection status checked at the beginning of each printing 
cycle, and the software recalculates  the most efficient printing path, accordingly. 
Detection and elimination of defective ejection is critical in preparing arrays repro-
ducibly, since otherwise the entire array might be compromised. In addition to this 
function, the system allows for environmental control (humidity, inert gas supply) 
and precise motion control  features. Despite  the high setup costs  ($ 34,000),  the 
POSaM system has various advantageous characteristics for flexibly designing high 
quality inkjet-printed DNA arrays.

Fig. 8.6  Droplet monitoring system in a POSaM: a normal ejection, b defective ejection. (Adapted 
from  reference  [41]  (http://genomebiology.com/2004/5/8/R58); © 2004 Lausted  et  al.;  licensee 
BioMed Central Ltd)
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8.3.4  Inkjet Deposition of Nucleic Acids for Miniaturized Devices

In the future, inkjet-based deposition of nucleic acids will probably play an increas-
ingly active part in developing novel miniaturized analytical devices, rather than in 
the already technically mature preparation of DNA microarrays.

One early example of applying inkjet printing of DNA for such objective is the 
fabrication of cantilever sensors. An IBM research group has reported on the func-
tionalization of gold-coated cantilevers with thiol-linked 12-mer oligonucleotides 
for sequence-specific detection of DNAs using a piezoelectric inkjet dispenser MD-
P-705-L (Microdrop, Norderstedt, Germany) [42]. A total of 100–300 nL droplets 
(corresponding to diameters of 60–80 µm in air) of  three different 12-mer oligo-
nucleotides were spotted onto a cantilever array (250 µm pitch), as small as 500 µm 
in length and 100 µm in width without cross-contamination between adjacent can-
tilevers.

Yasui et al. applied a piezoelectric inkjet system to inject DNA samples into a 
microchip device for electrophoresis [43]. With the objective of avoiding denatur-
ation of DNA, they employed a piezo-based injector (Pulse Injector from Cluster 
Technology Co., Ltd.), and succeeded in handling DNAs up to 3000 bp at a con-
centration of 4.9 ng/mL. Generally, cleavage is much easier to occur for long DNA 
molecules.  Indeed,  in  a  cleavage  study  by  gel  electrophoresis,  they  confirmed  a 
tailed band in the case of λDNA (48,502 bp) after the injection process, while 250 
and 1000 bp DNAs showed bands identical to those of a control sample (not sub-
jected to the inkjet process).

Although the factors determining the maximum printable oligonucleotide length 
are not fully investigated (e.g., influence of DNA concentration, stress experienced 
in the droplet ejection process, etc.), the possibility to precisely and reproducibly 
handle small volumes of relatively long nucleic acid solutions is definitely helpful 
in developing miniaturized analytical platforms such as microfluidic or nanofluidic 
devices. Such miniaturized analysis systems are now of great interest especially in 
medical diagnostic fields, because they are fast, enable the reduction of analytical 
sample volumes, and material costs for fabrication.

8.3.5  Substrates for Nucleic Acid Immobilization

Immobilization of nucleic acids has been attempted for several purposes such as 
the manufacturing of microarrays and the development of sensors. Some examples 
of substrates used for immobilizing nucleic acids are listed in Table 8.3. Owing to 
their widespread availability,  robustness, ease of derivatization, and low intrinsic 
fluorescence, glass microscope slides have been widely used and represent the most 
common platform for microarrays. In some cases, more sophisticated platforms like 
quartz glass, silicon wafers, and gold-coated surfaces are applied. These surfaces 
are normally pretreated to bear functional moieties for coupling with DNAs or their 
monomers by well-established chemistries (e.g., amine–epoxy, gold–thiol, avidin–
biotin linkages) described in detail elsewhere [21, 44]. Figure 8.7 shows an example 
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of droplets of phosphoramidite nucleotides in 1:1 3MP:MGN POSaM printed onto 
a standard epoxysilane-modified glass slide surface [41]. The hydrophobic nature 
of the silanized glass surface and the hydrophilic ink droplets results in the forma-
tion of “virtual reaction wells” for in situ DNA synthesis. To improve the homo-
geneity of inkjet-printed DNAs, the patterning of round-shaped areas occasionally 
called “surface tension wells” on the print support has been proposed [38, 45, 46]. 
The surface  tension well  is surrounded by highly hydrophobic zones (typically a 
fluorinated surface obtained by photolithography) and acts as a discrete hydrophilic 
coupling  reaction  site. This  feature  contributes  to  the  improvement  of  print  spot 
quality, depending on the surface tension of the printing ink or the precision of the 
inkjet printer. Lausted and co-workers compared spot alignment and spot morphol-
ogy printed by a POSaM onto two kinds of substrates: (1) untreated glass slides and 

Table 8.3  Substrates for inkjet printing of nucleic acids
Substrate Substrate modification Immobilization principle of 

DNA
Microscopic glass slide [30, 
41, 45]

Hydroxylationa [30]
Epoxydation [41]
Aminizationa [45]

Covalent linkage

Quartz glass [28] 1) Amination
2) Maleimidation

Covalent linkage (maleimide-
thiol DNA)

Silicon wafer [29, 38] Hydroxylationb Covalent linkage (hydroxyl 
group-phosphoramidite)

Nitrocellulose [47] Bakingc at 80 °C Hydrophobic interaction
Nylon membrane [47, 48] Bakingc at 80 °C

Blockingc treatment
Electrostatic adsorption

Zetaprobe membraned [48] Blockingc treatment Electrostatic adsorption
Gold thin film [42] Au coating of substrate Gold-thiol linkage
Cyclic olefin copolymer [51] Silicon oxide sputtering Covalent linkage (hydroxyl 

group-phosphoramidite)
a Fluorination was performed to prepare discrete spots by utilizing the difference of surface tensions
b Perfluorination was performed for the same purpose as described above
c Run after DNA print
d Nylon-based membrane with high mechanical strength and positive charge derived from quater-
nary amine groups (provided by Bio-Rad)

Fig. 8.7  Virtual reaction 
wells on silanized glass 
(phosphoramidites and 
tetrazole dissolved in 1:1 
3MP:MGN), (From reference 
[41]. (http://genomebiology.
com/2004/5/8/R58);  
© 2004 Lausted et al.; 
licensee BioMed Central Ltd)
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(2) hydrophobic silicon slides with predefined hydrophilic wells (Lumera-patterned 
silicon). In the latter substrate, hydroxyl group-rich regions are circularly surround-
ed by a polydimethylsiloxane (PDMS) surface. Spots on this substrate are perfectly 
round shaped with uniform diameters. On  the other hand, spots on  the untreated 
glass slide show somewhat inhomogeneous shapes, and incorrect positioning.

Porous materials have also been studied as solid supports for inkjet printing of 
nucleic acids. For instance, nitrocellulose and nylon membranes are known as com-
mon membrane supports for the blotting of nucleic acids and proteins. They pos-
sess a fibrous structure with micropores of 0.45 µm in diameter and negatively or 
positively charged surfaces derived from nitrate groups and quaternary ammonium 
groups, respectively. Nucleic acids with their negatively charged phosphate groups 
strongly  adsorb  onto  nylon membranes  electrostatically.  Some  groups  attempted 
transferring DNA samples onto these supports by using commercial personal desk-
top inkjet printers. DNA solution was filled into emptied and cleaned ink cartridges 
and printed on membranes fed into a thermal inkjet printer. Labeled cDNAs [47] 
and  PCR-amplified DNA  [34] were  transferred  onto  nitrocellulose,  nylon mem-
brane,  and Zetaprobe membrane  (high-strength cationized nylon membrane with 
high-density  quaternary  amine  charge;  commercial  product  of Bio-Rad),  respec-
tively and sequence-specific hybridization signals were successfully observed. Fur-
thermore, it has been indicated that Zetaprobe membranes showed less nonspecific 
background binding and higher signal in comparison to common nylon membranes 
in a fluorescence-based hybridization test [48]. These membranes are commercially 
available  and  compatible with  common  vertical  loading  inkjet  printers,  thus  are 
easily accessible alternatives for the inkjet-based fabrication of DNA hybridization 
assays. However, employing fibrous materials as arraying substrates is challenging 
mainly due to two reasons: first, it is difficult to obtain high-density arrays because 
droplets after impact on the substrate are likely to spread automatically via capillary 
forces. This can be avoided by prepatterning porous materials in a similar manner to 
“surface tension wells.” Various approaches for hydrophobic patterning of porous 
materials (filter paper, chromatography paper, etc.) have been developed so far [49], 
but almost all of them are not resistant to organic solvents, hence considerably lim-
iting the available DNA “ink” composition. Second, in situ DNA synthesis yields 
achievable in fibrous networks might be quite low due to limited contact between 
reactants. This means that quantitative DNA arrays with various sequences are vir-
tually unrealizable on such substrates.

Only comparatively recently, synthetic polymeric materials have been success-
fully applied as a substrate for in situ DNA synthesis by inkjet printing. Interest in 
polymeric platforms is particularly driven by the fact  that  the traditional glass or 
silicon substrates are not easily adaptable for the integration into microfluidic sys-
tems [50]. Saaem et al. employed cyclic olefin copolymer (COC) as inexpensive, 
yet physically, chemically, and optically preferable substrate for DNA microarrays. 
They succeeded in preparing spot arrays onto an originally highly hydrophobic and 
chemically inert COC surface by sputtering a silicon dioxide thin film onto microw-
ells created by photolithography (Fig. 8.8). Then, DNA synthesis was performed 
in each well by delivering phosphoramidite nucleotide monomers using a POSaM. 
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Resulting  array  features  and  oligonucleotide  density were  comparable  to  typical 
glass (50 µm spot diameter in 100 µm pitch and approximately 0.8–1.2 molecules 
per µm2  [51]).  It has  to be noted, however,  that  this approach  required  the  local 
chemical conversion of the substrate surface from its original synthetic polymeric 
state  into a glasslike  structure. To  the best of our knowledge, an  inkjet printing-
based  approach  to  in  situ DNA  synthesis  on  an  unmodified  synthetic  polymeric 
platform has yet to be demonstrated.

8.4  Inkjet Printing of Proteins

8.4.1  Introduction

Development of a printing strategy that could deposit multiple different proteins, 
such as enzymes and antibodies, as biorecognition elements on a common polymer-
ic surface without loss of activity and structural integrity is essential in the advance-
ments  of  a  plethora  of  applications  such  as  drug  screening,  clinical  diagnostics, 
environmental monitoring, food analysis, biomarker discovery, tissue engineering, 
and proteomics research [16, 52, 53]. Proteins are biomacromolecules with primary 
structure composed of a repertoire of amino acids linked together by peptide bonds. 
This linearly chained protein structure assembles to form the secondary structure 
which is either helical, globular, or sheet folded through intramolecular hydrogen 
bonding. Then, the interaction of the secondary structures could mold the functional 
tertiary structure of the protein [54]. In contrast to the much more stable structures 

Fig. 8.8  Procedure of in situ DNA synthesis on polymer substrate by inkjet printing

 



2178  Inkjet Printing of Biomolecules for Biorecognition

of nucleic  acids,  the  fragility of  the protein  structure  is not  trivial  in  the area of 
protein immobilization. Even a slight change in the 3D protein structure could have 
a significant effect on its function. Usually proteins are operated at their optimum 
condition to preserve the 3D structure and conformation. Some of the factors that 
could affect the protein structure in an aqueous solution are temperature, pressure, 
pH,  ionic  strength,  and  organic modifier.  In  case  of  protein  immobilization,  the 
surface  property  of  the  solid material  could  also  induce  a  change  in  the  protein 
structure. Therefore, proper handling is critical to achieve an active printed protein 
on any solid substrate, including polymeric platforms.

The noncontact characteristic of inkjet printing technology makes it potentially a 
material deposition technique that could gently deliver delicate proteins on a mate-
rial surface. The mechanism of  ink jetting has been discussed thoroughly further 
above. Essentially, the protein ink solution in the printer cartridge experiences a mi-
crosecond pressure pulse and is ejected through the orifice of the printhead nozzle 
onto the printing substrate located at a distance of 1–5 mm. In terms of versatile pro-
tein printing on different polymeric platforms, the inkjet approach is highly suitable 
for biomolecule deposition due to the following reasons: (1) the contactless opera-
tion could significantly minimize protein denaturation; (2) the miniscule picoliter 
droplet ejection may lead to minimal consumption of precious protein reagent; (3) 
the highly position-specific printing could lead to precise and reproducible protein 
immobilization; and  (4)  the multi-cartridge system of commercial office desktop 
inkjet printers could potentially lead to high-throughput multiplexing and cost-ef-
fective, mass producible protein immobilization.

In  this  section,  focus  is  directed  towards  the  inkjet  deposition  of  enzymes  or 
antibodies on various substrates with emphasis on polymeric platforms. This also 
includes some discussion on surface modification and mechanisms of protein im-
mobilization  to achieve a  surface  for  successful  selective biorecognition. A brief 
description on the nature of enzymes or antibodies is given to understand the impor-
tance of the protein immobilization. Figure 8.9 shows a schematic general overview 
of this section. Basically, the stability, sensitivity, and structural integrity of protein 
molecules are dependent on three basic factors—printer actuation, ink formulation, 
and nature of the substrate surface. Research work devoted to investigating factors 
that affect the protein stability and activity will also be discussed. Eventually, an 
outlook on the future direction of this field will be presented.

8.4.2  Inkjet Printing of Enzymes

Enzymes are protein molecules that function based on the activity of the catalytic 
site and retention of its conformation. In general, the enzyme structure is a combina-
tion of hydrophobic amino acid (e.g., phenylalanine, tyrosine) core region and basic 
(e.g., lysine, arginine) or acidic (e.g., aspartic acid and glutamic acid) hydrophilic 
amino  acid  outer  surface  structure  [55]. As  a  consequence,  enzymes  are  amphi-
philic biomaterials  that  could  act  both  as hydrophobe  and hydrophile with  a net 
surface charge depending on the solution pH and isoelectric point. Various types of 
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non-covalent interactions are involved to preserve the active form of the enzyme, 
such as hydrogen bonding, van der Waals forces, salt bridges, and hydrophobic in-
teractions. Moreover, the rigidity of an enzyme, which is dependent on the protein 
structural flexibility, has also an important role on its stability. Hard enzymes have 
a rigid structure that could maintain the conformation upon adsorption to a surface. 
On the contrary, significant loss in activity could be observed for a soft enzyme due 
to disruption of the non-covalent interactions [56]. These characteristics of enzymes 
are important to have a well-thought approach on how to print them on a polymeric 
platform.

In 1988, Kimura et al. have successfully demonstrated the first  inkjet printing 
of multiple enzymes, such as glucose oxidase (GOx) and urease, on a silicon wa-
fer  surface  by  creating  a  glutaraldehyde-crosslinked  enzyme membrane  for  ion-
sensitive field effect transistor (ISFET) application [57]. The native silicon wafer 
surface was used without further treatment. They have incorporated bovine serum 
albumin  (BSA)  in  the  ink  formulation  to minimize  the denaturation of  the GOx 
or  urease. Also,  the  glutaraldehyde molecule may  have  increased  the  rigidity  of 
the enzyme structure that led to maintaining its activity and at the same time cre-
ated an entrapped enzyme within the predominantly BSA-crosslinked membrane. 
Figure 8.10a shows the experimental setup of the first inkjet printer with a single 
cartridge used for enzyme printing. Both the X-Y stage and pulse generator were 
controlled by the computer. It is important to note that the protein droplet-impact 
position was guided by the microscope and not initiated by the computer software. 
A photograph of  the actual pattern of protein membranes on an ISFET device  is 
depicted  in Fig. 8.10b. By confirming an electrochemical  response of  the device 

Fig. 8.9  Overview of the 
factors affecting the inkjet 
printing of proteins
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to glucose and urea, it was indirectly proven that such enzyme deposition strategy 
could preserve the activity of GOx and urease. Indeed, the inkjet printing technol-
ogy was in its infancy during that time and its potential for high-resolution printing 
and mass production has not been realized.

By 2000, inkjet printing technology has matured significantly and commercially 
available office desktop printers have been exploited for enzyme immobilization. 
Roda et al. were among the first to demonstrate such use of an office desktop inkjet 
printer by depositing horseradish peroxidase (HRP) on various solid supports such 
as conventional cellulose paper with different weights (30–80 g/m2), cellulose filter 
paper, nylon sheet, photographic gelatin paper, tissue paper, and inkjet transparency 
film [58]. The printed HRP was simply adsorbed on the surface of the polymeric 
material and evaluated by chemiluminescence (CL) detection. Among the polymer-
ic platforms, it was the lightest conventional cellulose paper (30 g/m2) that resulted 
in the maximum CL intensity with the shortest diffusion time of the CL substrate. 
Figure 8.11 shows the effect of the spot diameter and activity of the HRP enzyme 

Fig. 8.10  First demonstration of protein printing by inkjet technology: a inkjet printer setup; b 
protein membranes deposited on an ISFET device. Reprinted from Kimura et al. (1988) Biosensors 
4:41–52, Copyright (1988), with permission from Elsevier [57]
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deposited on the cellulose paper surface. Based on this early work, the feasibility of 
enzyme deposition using conventional inkjet printing on various material surfaces 
was realized. The delay in the advancement of protein printing by inkjet technology 
was probably due to its digital printing nature which relies on the development of 
both the software and hardware to achieve an efficient transfer of computer graphics 
onto the printing substrate.

Most of the current investigations on enzyme stability during inkjet printing are 
focusing  on  actuation-related  parameters  (e.g.,  ink  compression  [59],  shear  rate 
[60], and thermal effect [61]), and ink formulation (e.g., viscosity modifier [62]). 
Nishioka et  al. have  studied  the effect of  inkjet printing on  the HRP enzyme by 
exposing the protein to various compression rates (85 V applied on a piezoceramic 
between 14 and 70 µs) generated by piezo-actuation [59]. They have demonstrated 
that compression of the ink liquid could have a direct effect on the HRP activity. 
Commercial desktop  inkjet printers have a drop velocity of about 10 m/s, which 
creates a condition of high compression rate,  thus possibly affecting the stability 
of the enzyme. However, the use of sugars like trehalose/glucose as ink additives 
could act as cushion,  through extensive hydrogen bonding,  to protect  the protein 
from such pressure pulse. In a different report, it was shown that the shear effect of 
piezoelectric inkjet printing on GOx has no significant effect on the secondary and 
tertiary structures of the protein, but degradation in enzyme activity was observed 

Fig. 8.11  a Left part shows the chemiluminescence signal and right part shows the deposition pat-
tern of an array of HRP spots with different diameters on conventional cellulose paper. b Correla-
tion of the chemiluminescence signal and spot diameter, spot area, and amount of HRP. Reprinted 
from reference [58] Roda et al. (2000), Protein microdeposition using a conventional inkjet printer. 
Biotechniques 28:492–496 © 2000 BioTechniques. Used by Permission
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[60]. The authors hypothesized  that  low  level of  structural distortion could have 
affected  the  active  site  and  the  enzyme–substrate  interaction.  In  case  of  thermal 
inkjet printing of enzymes, it seems natural to assume that loss in enzyme activity 
may occur due to high temperature (200–300 °C) exposure in the printhead’s firing 
chamber during vapor bubble formation. Interestingly, based on the work of Khan 
et al., such effect was insignificant at least when printing an HRP enzyme [61]. This 
could be due to the following reasons: (a) as already mentioned above, the exposure 
time of the ink to high temperature is only in the order of a few microseconds and 
(b) assuming the distance of the printhead and substrate is about 2 mm and the drop 
velocity is 10 m/s, it takes about 200 µs for the droplet to reach the substrate surface 
being at  room  temperature. The  remaining heat confined  in  the droplet could be 
absorbed by the paper cellulose which has a high heat capacity [2]. Therefore, the 
overall exposure time to high temperature is probably too short to induce damage 
on  the  enzyme  activity. On  the  other  hand,  the  influence  of  ink  viscosity modi-
fiers has been investigated by exposing the HRP enzyme to a number of polymers 
with different molecular weights, and functional and ionizable groups [62]. Using a 
piezoelectric inkjet printer for HRP printing, it was concluded that carboxymethyl 
cellulose, among other polymers, was found to maintain the enzyme activity at a 
viscosity similar to commercially available inkjet inks (2–9 cP). Here, it is impor-
tant to keep in mind that the balance between jetting parameters and ink formulation 
should always be considered when printing an enzyme. This has been pointed out 
by Arrabito et al. [63], who demonstrated that an increasing amount of glycerol in 
the ink may support a uniform protein pattern and enzyme stability, but at the same 
time may also result in higher shear rates on the protein that may eventually affect 
the enzyme activity.

Table  8.4  shows  some  of  the  current  reports  on  enzyme  deposition  by  inkjet 
printing on various substrate material surfaces. Thermal- and piezoelectric-actuated 
inkjet printers are both used for enzyme immobilization. Apparently, piezoelectric 
actuation is utilized more often than the thermally actuated jetting. Although there 
is a report on insignificant loss in enzyme activity using thermal inkjet printing [61], 
the piezoelectric approach is probably assumed to offer a more gentle way of actua-
tion, since the bio-ink solution is not exposed to extreme heat. However, it is impor-
tant to remember that piezoelectric actuation requires higher ink viscosity (5–10 cP) 
than the thermal inkjet printing (1–1.5 cP) (Table 8.1), which means that an enzyme 
in  ink  formulations  for piezo-based printers could experience higher shear stress 
during jetting. Both piezoelectric and thermal actuation have their own advantages 
and disadvantages, and they always require an optimization of their parameters to 
achieve a successful enzyme deposition. Moreover, a number of enzymes and poly-
meric materials have been used for inkjet printing (Table 8.4). The generally used 
polymeric substrates are cellulosic filter papers, glass, and plastics (e.g., polysty-
rene, polypropylene, and polyethylene terephthalate (PET)). These are low-cost and 
readily available materials. Adsorption is perhaps the most convenient method of 
enzyme immobilization to  the majority of  these surfaces. This  is mainly because 
of its simplicity by directly printing on the polymer surface without any chemical 
modification or treatment. Since proteins are amphiphilic biomaterials, their surface 
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adhesion is governed by either hydrophobic (van der Waals forces) or hydrophilic 
(hydrogen bonding/electrostatic)  interactions or  their combination. However, one 
of the important requirements to achieve an optimal surface wetting and efficient 
adhesion of the protein is to have an ink with lower surface tension than the surface 
energy of the substrate material [64]. A surfactant such as Triton X-100, a nonionic 
molecule and mild detergent, is an example of a reagent that could lower the surface 
tension of the ink formulation. At least when included in an ink formulation con-
taining acetylcholine esterase (AChE), 0.1 wt% Triton X-100 had no effect on the 
activity of printed AChE [65]. Furthermore, an approach to increase the surface en-
ergy of a substrate for printing is a surface pretreatment or modification. Sequential 
printing of reagents involving sol–gel applications or layer-by-layer (LbL) deposi-
tion are some of the interesting approaches that have been explored to modify the 
surface property of the substrate for a more stable protein immobilization [65, 66]. 
For sol–gel printing, the silica sol was printed separately from the enzyme solution 
(Fig. 8.12a) to avoid the gelation to occur in the nozzle of the inkjet printer. It was 
confirmed that the sol–gel-based ink was deposited on the surface and that enzyme 
entrapment was effective. In a different approach, LbL deposition of chitosan and 
sodium alginate with tyrosinase enzyme sandwiched in between layers was accom-
plished  by  inkjet  printing  (Fig.  8.12b).  Initially,  pentabasic  sodium  triphosphate 
(NaTPP) was adsorbed on the filter paper to act as a cross-linker and stabilizer of 
cationic chitosan. This  type of enzyme  immobilization provided a biocompatible 
microenvironment and electrostatic anchoring for the enzyme, which led to a stable 
bioactive structure on the filter paper surface. Given the proper rheological proper-
ties of the bio-ink, both sol–gel enzyme deposition and LbL approach could provide 
simple  fabrication,  enzyme-friendly microenvironment,  retention  of  activity,  and 
potential for mass production.

Fig. 8.12  Enzyme entrapment by a sol–gel material (adapted with permission from Hossain SMZ 
et al.  (2009) Anal Chem 81:5474–5483. Copyright (2009) American Chemical Society [65]). b 
Layer-by-layer method (adapted with permission from Alkasir et al. (2012) Anal Chem 84:9729–
9737. Copyright (2012) American Chemical Society [66])
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8.4.3  Inkjet Printing of Antibodies

Antibodies, also known as immunoglobulins, are large glycoprotein molecules that 
have high specificity for their antigens which could be a protein, polysaccharide, 
or lipid. Their basic structure is almost Y-shaped, with two arms composed of pairs 
of heavy and light polypeptide chains and a trunk made up of a pair of heavy poly-
peptide chains [77, 78]. The pairs of polypeptide chains are covalently connected 
by disulfide bonds. This covalent bond controls the structural rigidity and flexibility 
of the antibody. Antibody–antigen interactions are an extremely important form of 
biorecognition and are used in various applications such as medical, clinical, phar-
maceutical, and proteomics. However, most antibodies are expensive and available 
in extremely low amounts. A microarray format is the commonly used type of ana-
lytical device to maximize the use of miniscule amounts of antibodies on a given 
substrate surface. Therefore, inkjet printing can offer a convenient and practical so-
lution to the task of dropping a picoliter amount of expensive antibodies in a small, 
defined region of a substrate surface.

In 1995, Nilsson et al. reported the concept of thin-layer immunoaffinity chroma-
tography, which was an early demonstration of piezoelectric antibody inkjet print-
ing onto a pre-activated nylon membrane for the analysis of the disease biomarker 
C-reactive  protein  (CRP)  [79]. A monoclonal  antibody  (Mab)  in  three  different 
concentrations was printed in a line configuration and formed three selective bio-
recognition zones (Fig. 8.13). The immunocomplex solution of CRP antigen-Mab-
coated latex traveled across the membrane, and then formed blue-colored lines due 
to sandwich immunocomplexes formed with the printed antibody in the biorecog-
nition zones. This result proved the feasibility of inkjet printing of  antibodies on a 

Fig. 8.13  Line  pattern  deposition  of  antibodies  on  a  nylon membrane  by  a  customized  inkjet 
printer. Reprinted with permission from Nilsson et al. (1995) Anal Chem 67:3051–3056. Copy-
right (1995) American Chemical Society [79]
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polymeric  support. However,  it was only around 2008  that  research publications 
about antibody inkjet printing revived the interest in the topic among the academic 
community. Historically, the antibody microarray technology is an offshoot of the 
DNA microarray  technology, which was already mature  in  the early 1990s. This 
DNA microarray technology was directly translated to fabricate antibody microar-
rays. Therefore, there was not much research output and efforts only focused on the 
routine implementation of the commercially available microarrays. Recently, there 
are demands for the development of antibody microarrays to be more cost-effective 
and easy to fabricate while maintaining throughput and minimal reagent consump-
tion. Commercially available office desktop inkjet printers could be a potential so-
lution to this challenge. Lonini et al. have used both HP Deskjet 5740 (thermal) and 
EPSON Stylus c46 (piezoelectric) to investigate the effect of these office printers on 
immunoglobulin dispensing for an immunoassay [80]. They compared both manual 
and inkjet printer-based deposition of antibodies on a plastic microwell plate. The 
use of the piezoelectric printer resulted in a more convenient operation, and compa-
rable immunoassay results with the manually dispensed antibodies were achieved. 
Meanwhile, the thermally actuated printer did not allow for a reproducible deposi-
tion of the antibodies. This result suggests that  the piezoelectric actuation is pre-
ferred over the thermal actuation.

Table  8.5  describes  some  of  the  recent  developments  in  antibody microarray 
fabrication by using piezoelectric inkjet printers. Apparently, piezo-actuation is the 
favored mode of fluid dispensing for antibodies, as briefly discussed above. Besides 
the ink formulation and printer actuation, the surface property of the polymer sub-
strate is also an important factor to consider when printing an antibody. Depending 
on  the surface,  the antibody could  interact  through adsorption, covalent binding, 
molecular recognition, or entrapment in a porous material (Fig. 8.14). Representa-
tive reports are shown in Table 8.5. Molecular recognition requires an  initial de-
position of  a biorecognition element  such as  avidin or  streptavidin  to be  able  to 
immobilize the biotinylated antibodies. This manner of immobilization allows ef-
ficient orientation of antibodies to easily form an immunocomplex. Unlike enzyme 
printing, which utilizes adsorption as the main method of immobilization, the recent 
trend in antibody immobilization is through covalent bonding. This is probably due 
the nature of the related application. Printed antibodies are generally used in biosen-
sors that require multiple bioassay steps such as immunoreaction and washing. This 
operation necessitates fluid handling with flowing liquids; thus, it may be important 
that antibodies are permanently attached on the substrate material. Although it  is 
common practice to allow antibodies to be adsorbed on substrates like nitrocellu-
lose, it has been observed that covalent immobilization allows a more wash-stable 
protein pattern, since fluid movement might promote desorption of molecules from 
the surface. Moreover, covalent immobilization offers an opportunity to control the 
proper orientation of antibodies for the immunoreaction.

Polymer  substrates  used  for  antibody  microarray  fabrication  can  be  divided 
into  two  types:  porous  and  nonporous  materials.  Glass  and  polystyrene  are  the 
most generally accepted nonporous substrates, since they are easily available and 
inexpensive. Mujawar et  al.  have  investigated  the effect of  changing  the  surface 
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 hydrophobicity on the spot morphology of inkjet-printed biotinylated IgG on both 
substrates [81]. For this purpose, they have treated the surface with various silaniza-
tion reagents to vary the contact angle ( θ). Based on a nucleic acid immunoassay for 
the detection of Staphylococcus aureus, excellent spot uniformity and good signal-
to-noise  ratio were  achieved with  contact  angles  of θ  ~ 65 °  and θ  ~ 75 °  for  un-
treated glass and polystyrene, respectively. On the contrary, to improve the binding 
capacity, assay sensitivity, and mass transport, 3D porous network materials have 
been exploited. In this case, the porosity of the material creates an opportunity for 
short diffusion path lengths and fast interaction between biomaterials. Such work 
has been demonstrated by Li et al., where they created a 3D antibody microarray 
by physical entrapment of the antibodies within a highly porous alginate gel that is 
spotted on a glass slide [82]. This was achieved through sequential reagent printing 
using an  inkjet printer. Nitrocellulose membranes, on  the other hand, are widely 
used porous materials for biochip fabrication. This material has a successful history 
of  use  as  an  adsorbent  for Western-blot  analysis which  allows  the measurement 
of antibody–antigen interactions [83]. Therefore, such application could easily be 
adapted to antibody microarray fabrication. Commercially available nitrocellulose 
coated-glass slides have been used to print a NanoProbeArray by a piezo-actuated 
inkjet printer for the analysis of ultra-low volumes of protein samples [84].

Microfluidic technology plays an active role in influencing a change in antibody 
microarray  devices  from a  slide  format  to  a microchip  format. The microfluidic 
chip could offer minimal consumption of samples and reagents, short analysis time, 
integration of other operational steps, and facile fluid handling [93]. The antibodies 
could be printed in the microchip channels (millimeter length, millimeter to sub-
millimeter width, and micrometer height) of various polymeric substrates such as 
filter paper, COC, and poly(methyl methacrylate) (PMMA). Abe et al. pioneered 
the fabrication of microfluidic paper-based analytical devices by inkjet etching [94]. 
Basically, the paper substrate is coated with polystyrene, and the hydrophilic chan-
nel  is  created  by  etching  away  the  polymer  using  toluene  as  the  ink. Then,  the 
antibodies are inkjet printed on two different zones of the paper microfluidic im-
munosensor to form the control and test lines [86]. Figure 8.15 shows the simple 

Fig. 8.14  Different types of immobilization for antibodies dispensed by inkjet printing
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fabrication concept of  the microfluidic paper-based immunosensor and the depo-
sition  of  antibodies. This  approach  has  been  used  for  simultaneous multianalyte 
sensing of two different antigens and pH. Successful demonstration of a qualitative 
sandwich immunoassay was achieved by showing the difference in response of the 
test  and  control  lines  after  sample  introduction.  Inkjet  printing  of  antibodies  on 
microchannels of nonporous polymer substrates has also been demonstrated. In this 
case, the mode of antibody immobilization is covalent. This is due to the fluid flow 
characteristic of the microchip and the absence of a 3D network where antibodies 
could anchor. Therefore, a wash-stable antibody pattern on polymer substrates  is 
desirable. COC has been used as a substrate for a microchip immunosensor array 
with antibodies deposited  through  inkjet printing  [87, 89, 90]. Surface modifica-
tion of COC was done by treating it with p-nitrophenyl ester, which can covalently 
bind with the amino group of the antibody. Moreover, an aldehyde-functionalized 
PMMA  surface  has  been  used  as  a  substrate  for  an  inkjet-printed  antibody. The 
surface functionalization of PMMA has been achieved through sequential treatment 
with plasma, polyethyleneimine, and glutaraldehyde (Fig. 8.16). The aldehyde re-
acts with the primary amine of the antibody to form a stable covalent bond on the 
surface of PMMA. This surface modification strategy is quite common for antibody 
immobilization.

Fig. 8.15  a Fabrication process of an inkjet-printed microfluidic immunosensing strip. b Sche-
matic representation of the finalized strip. With kind permission from Springer Science+Business 
Media: Abe et al. (2010) Inkjet-printed paperfluidic immuno-chemical sensing device. Anal Bio-
anal Chem 398:885–893 (reference [86])
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8.5  Summary and Future Trends

Starting from around 2000, scientific reports of inkjet printing applied for the depo-
sition of biomolecules with the purpose of fabricating analytical devices based on 
biorecognition are becoming  increasingly numerous. Some applications of  inkjet 
printing of biomolecules have matured close to industrial routine, but others are still 
in their infancy. While some systems are very robust and reliable for everyday use, 
others require a highly controlled laboratory environment.

Inkjet printing of nucleic acids has so far been explored mainly for the purpose 
of DNA microarray  fabrication and most attention has been paid  to obtain high-
quality  and high-density  arrays. The  application of  the  inkjet  technology  for  the 
fabrication of other types of analytical devices is still comparatively scarce, despite 
the method’s high potential. Now that manufacturing of DNA microarrays by inkjet 
printing has evolved into an almost mature technology already commercialized by 
some manufacturers, the inkjet printing of nucleic acids can be expected to become 
increasingly applied for the development of other miniaturized analytical tools. Es-
pecially miniaturized sensing devices, which enable cost-reduced analysis from low 
sample volumes, will be of great importance in various fields such as medical diag-
nosis, and food quality or environmental monitoring, among others. Inkjet printing 
technology is a prospective approach to handle small amounts of DNAs with the 
precision required for developing such devices, but at the same time at lowest pos-
sible costs.

The inkjet printing of proteins such as enzymes and antibodies on various poly-
meric  surfaces  to  form  selective  biorecognition  elements  is  another  important 

Fig. 8.16  Covalent  immobilization  of  an  inkjet-printed  antibody  array  on  poly(methyl 
methacrylate)

 



2318  Inkjet Printing of Biomolecules for Biorecognition

 technology that may have high societal impact. It has the potential to facilitate effi-
cient and effective advancements in different areas of research for instance medical 
and clinical diagnostics, food science, and environmental analysis, among others.

The deposition of enzymes on polymer surfaces by inkjet printing is still con-
sidered to be in its early development. This can easily be concluded from the type 
of  examples  discussed  in  this  text  (e.g., Table  8.4), where most  of  the  enzymes 
used were either GOx or HRP, which are considered to be comparably stable and 
widely applied “model enzymes.” Currently ongoing research work is still mainly 
focused on the effect of inkjet actuation and ink formulation on the activity of the 
enzyme. A good balance between these two inkjet parameters is essential for a suc-
cessful enzyme immobilization. Keeping the enzyme in its active form is a major 
consideration to further develop other immobilization strategies. Given the fact that 
digital inkjet printing itself is an almost mature technology and that the basic  factors 
regarding enzyme handling by inkjet methods are mostly understood as shown by 
various research reports, it is apparent to print other important enzymes with rel-
evance  to  the above-mentioned  research areas which could become a  significant 
direction for future efforts. Allowing this development to be driven by the require-
ment for the analysis of real samples from hospitals, food markets, rivers, and other 
relevant  sources will  further  push  the  exploitation  of  inkjet  technology  towards 
more practical applications.

Antibodies are more rigid proteins than the enzymes, since they do not rely on 
the  fragile active catalytic site, but  rather on polypeptide chains  linked by disul-
phide bonds. Most of the research work demonstrated is related to the antibody im-
mobilization on various polymeric supports. A key to antibody immobilization is to 
allow its proper orientation for an effective immunoreaction. This can be achieved 
by  either  covalent  or  biomolecular  recognition  immobilization  strategies.  It may 
be concluded from the examples provided in this text (e.g., Table 8.5) that many of 
the listed applications target the analysis of disease biomarkers. Those are gener-
ally more relevant analytes than the ones addressed by inkjet-printed enzyme-based 
systems, which probably indicates that the inkjet deposition of antibodies is already 
in a more advanced state of development.

In  general, many  recent  research  reports  point  to  a  continuing  trend  to move 
from  a  slide  format  of  assay  to  a microfluidic  chip  format. The  combination  of 
inkjet printing and microfluidic technologies could certainly lead to more efficient 
and cost-effective fabrication of a broad range of microfluidic analytical devices. In 
terms of polymeric substrates applied for these purposes, cellulosic paper and COC 
seem to be most promising at this time.
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9.1  Generalities. Introduction to the Breath Figures Mechanism

A breath figure (BF) is the water droplet array that is formed when moisture comes 
in contact with a cold substrate, for instance upon breathing. This phenomenon, 
well known since the beginning of the nineties, started to get a great attention with 
the work reported by Francois et al. in 1994 [1]. They discovered the formation 
of highly ordered porous films when a drop of polymer solution was cast under 
a moist airflow. Over the past two decades this method, named BF approach, has 
been extensively utilized as a versatile  templating method for  the fabrication of 
porous polymeric  films  [2–6]. This  approach presents  several  important  advan-
tages over other existing procedures  to  fabricate porous  films,  such as  lithogra-
phy. First, the self-removal of the water droplets template makes this method very 
simple, low-cost, and reduces production time. And second with the versatility of 
the method, as will be discussed throughout this chapter, the pore size, distribu-
tion, shape, chemical functionality, and other aspects of the pattern can be easily 
controlled and adjusted by simply varying experimental conditions such as tem-
perature, humidity, polymer concentration, type of polymer, etc. It is noticeable to 
remark that all of these topological, morphological, and functional characteristics 
of the film strongly influence its interactions with biomolecules, cells, or micro-
organisms,  and  these porous platforms may open new prospects  for biomedical 
perspectives and applications.



238 A. Muñoz-Bonilla and J. Rodríguez-Hernández

In  this  context,  this  chapter  aims  to  give  an  extended  overview  of  the  BF 
approach  beginning with  the mechanism  and  all  the  parameters  involved  in  the 
process, recent advances on the preparation of more sophisticated structures, and to 
finish with the applications in biorecognition processes.

The main steps involved in the BF mechanism are well established today and 
from  a  practical  point  of  view  the  procedure  is  quite  simple. Typically,  a  drop 
of a polymeric solution is placed onto a substrate under humid environment and 
then the BF film is produced as follows (Fig. 9.1): (A) the endothermic evapora-
tion of the solvent provokes a decrease of the solvent temperature, resulting in the 
water condensation onto the solution surface; (B) an initial heterogeneous nucle-
ation forms water droplets on the surface, followed by the growth of the isolated 
droplets at expense of  the vapor of  the surrounding atmosphere;  (C) a complete 
coverage  of  the  surface  generally  provides  a  hexagonal  closed  packed  array  of 
water droplets. At this stage different situations can take place. When the solvent 
evaporation finishes before the beginning of the coalescence of the water droplets, 
a monolayer of regular ordered pores is formed after the complete evaporation of 
the water droplets (F). In contrast, if the first layer of condensed droplets sinks into 
the solution and the coagulation is prevented (G), a new layer of water droplets can 
condense on the surface. The result of this repetitive process before the complete 
evaporation of the solvent is the formation of multilayer of pores (H). In general, 
the  prompt  precipitation  of  a  polymer  layer  around  the water  droplets  prevents 
their coagulation allowing the formation of these ordered structures. However, if 
the stabilization of the droplets is not well achieved, coagulation of droplets can 
proceed (D), resulting in a disordered array of pores after the complete evaporation 
of solvent and water (E).

Fig. 9.1  Schematic representation showing  the mechanism of breath figures pattern formation. 
(Reproduced with permission from reference [3])
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9.2  Topographical Modifications Using the Breath 
Figures Approach

9.2.1  General Strategies for the Fabrication 
of Honeycomb Films

As aforementioned the preparation process involves the evaporation of a polymer 
solution on a surface in humid environment. To do this, several approaches have 
been explored (Fig. 9.2) in order to control some of the variables and render highly 
regular porous structures. In a typical procedure, a droplet of a polymer solution is 
cast onto a solid substrate which was placed in a sealed chamber controlling the rel-
ative humidity (Fig. 9.2i) by saturated salt solutions [7] or nitrogen bubbled through 
distilled water [8]. Alternatively to this static process, moisture can also be supplied 
by directing airflow over the substrate [9]. Here, in addition to the relative humid-
ity,  the airflow rate, as well as  the distance and angle of  the air current  strongly 
influence the final pore structures. Slight modifications of this basic procedure have 
been introduced with the aim of improving the order of the honeycomb structure. 
For example, by using a cold stage during the casting process, the temperature of 
the solution is decreased inducing in this way, an increase in the condensation and 

Fig. 9.2  Instrumental setup for the preparation of honeycomb-structured porous films via: i air-
flow technique; ii solvent casting; iii on-water surface spreading; iv dip coating, and v spin coating. 
(Reprinted with permission from reference [3])
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also  in  the viscosity,  facts  that  favor highly ordered structures  [10]. Besides,  the 
BF technique can be combined with spin coating methodology to a priori fabricate 
large uniform areas of porous structures [11]. Normally, high spinning rates lead to 
more regular structures with smaller pore sizes [12]. However, spin coating gener-
ally conducts to elongated pores and less-ordered patterns in comparison with drop 
casting  or  airflow  techniques. Dip  coating was  also  successfully  combined with 
BF under high humid environment [13, 14]. In this case, the formation mechanism 
might vary due to the vertical position of the support and the liquid surface. As de-
scribed up to now in this section, honeycomb structures are mainly formed on solid 
support; therefore, there is a solid layer behind the porous structures. Nevertheless, 
the preparation of honeycomb films at the air–water interface, by the so-called “on 
water spreading” method, has also been reported [15]. This approach consists of 
the deposition of a polymer solution on water surface and the formation of a self-
standing honeycomb mesh after the evaporation of the casting solvent.

In addition, other  less conventional BF approaches have been introduced pro-
viding a wide variety of BF patterns that expand the applicability of the method-
ology and give insights into the formation mechanism. For example honeycomb-
structured films are generated from a polymer solution in which water is directly 
added into the solution. Two possibilities are considered; on one hand, using water-
miscible solvent [16] and on the other hand, the homogenization of the system by 
sonication [17].

Recently, there is an emerging interest in the fabrication of BF in nonaqueous 
vapor such as ethanol, methanol, or acetone, often called “reverse breath figures” 
approach [18, 19]. Moreover, this methodology offers the possibility to be formed 
on nonplanar surfaces which is of great interest for certain applications. This last 
approach will be discussed in more extend in Sect. 4.

9.2.2  Control of the Pore Characteristics: Dimensions, Surface 
Distribution, and Preparation of Ordered Hexagonal 
Patterns

In all of the above described strategies the quality and the properties of the BF pat-
terns are highly affected by the experimental conditions (humidity, temperature, 
type of solvent, etc.) and other parameters related to polymer structure, such as its 
nature, architecture, and molecular weight. As a consequence, the porous patterns 
produced by BF methodology can vary from totally disorder structures to highly 
regular hexagonal arrays, depending on the experimental parameters. Besides, the 
dimension of the pores can be tuned in a controlled manner, ranging from 0.2 to 
20 μm, as well as the formation of a single monolayer or multilayered pores. The 
control of the pattern characteristics is crucial for the applicability of these films 
as platforms for biorecognition purpose because  the dimensions of  the cavities, 
regularity of the structure, and roughness are variables, in addition to the chemical 
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functionality, that significantly affect the interactions between the surface and the 
biomolecules,  cells,  and microorganisms. The most  important  experimental  pa-
rameters  influencing  the pore  size and distribution are briefly discussed as  fol-
lows.

•  Relative humidity. The size of the pores usually increases in a progressive man-
ner with the humidity [20]. However, very high humidity may result in the co-
alescence of water droplets yielding irregular patterns, especially when amphi-
philic structures are used [21].

•  Solvent.  In general, highly regular porous patterns are obtained with nonpolar 
and highly volatile solvents, such as carbon disulfide and chloroform. The vola-
tility also influences the pore size, decreasing the diameter with higher volatile 
solvent [22]. The density of the solvent [23] and the evaporation rate [24] seem 
to affect the formation of mutilayers.

•  Concentration. The  concentration  of  the  solution  is  an  important  variable  for 
the film quality, the pore size, and the formation of multilayers, and needs to be 
optimized for each system. Normally, the pore size increases as the concentration 
decreases [22].

•  Temperature. A decrease in temperature reduces the evaporation rate of the sol-
vent leading to bigger pore sizes [25].

•  Substrate. The surface where the polymer solution is deposited plays a key role. 
An increase in the wetting of solution on the substrates enhances regularity of the 
structure [26]. The simple modification of the surface wettability can even allow 
the preparation of square pore arrays [27].

•  Polymer. The properties of the polymers strongly determine the characteristics 
and quality of  the  final  films. The molecular weight,  topography, end-groups, 
and the hydrophilic/hydrophobic character affect  the chain flexibility and also 
the precipitation and stabilization of the water droplets. The role of the polymer 
employed will be discussed in detail in Sect. 3.2.

9.2.3  Approaches to Modify the Morphology of the Pores

It is also of great importance to control the pore morphology since this characteris-
tic determines the final application of the films. In particular, the pore morphology 
has a significant influence on the adhesion of cells and microorganisms on the film 
surface. Typically, honeycomb-like distribution of spherical cavities is obtained by 
BF approach. As described above,  the  regularity, pore  size,  and  the distance be-
tween pores can be varied. In addition, the morphology of the pore can be tuned 
introducing some modifications in the formation process or using post-modification 
approaches. The different strategies used can be grouped as follows (see Fig. 9.3):

•  Shrinking is a facile mechanical processing method that has been used to modify 
the morphology of the pores. In this approach, the BF film is transferred on a 
thermally shrinkable substrate and then the system is shrunk by heating on a hot 
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stage above the Tg of the substrate but below the Tg of the BF film. Alternatively, 
semicrystalline polymer can be directly used as shrinkable honeycomb patterned 
film. In both cases the process causes the deformation of the circular pores to 
ellipsoidal, rectangular, or even triangular pits.

•  Stretching is another mechanical way to control the shape and size of the honey-
comb cavities. Elongated hexagons, rectangles, squares, and triangles can be ob-
tained by stretching honeycomb films, consisting of viscoelastic polymers such 
as poly(ε-caprolactone), in different directions [28].

•  Variation of the airflow orientation. Airflow normal to the surface provides cir-
cular pores whereas elliptic pores with different aspect ratios can be obtained by 
changing the direction and velocity of airflow during the BF formation [29].

•  Molding. Microlens arrays, that is, the complementary patterns of BF structure 
are easily created by molding in poly(dimethylsiloxane) (PDMS) using standard 
curing processes [30].

•  Peeling. A pincushion structure can be obtained by simply peeling of the top lay-
er of the honeycomb structured surface with adhesive tape. The resulting struc-
ture exhibits interesting superhydrophobic properties when highly hydrophobic 
polymers are employed [31].

Fig. 9.3  Schematic illustration of the different approaches used to modify the shape of the pores: 
i shrinking, ii stretching, iii variation of the orientation of the airflow during the water condensation 
process, iv use of the pores as templates to create the complementary patterns, and v pincushion 
structure. (Reproduced with permission from reference [3])

 



2439 Honeycomb Structured Films Prepared by Breath Figures

9.3  Modulation of the Surface Functionality of the Porous 
Interfaces

9.3.1  General Considerations

Initially,  the  fabrication  of  porous  structured  films  by  the  BF  approach  focused 
on the use of polymers based on polystyrene (PS). Progressively, other polymeric 
structures have been introduced to improve the physical properties (i.e., mechani-
cal, optical, etc.) as well as to introduce additional functionalities, thus extending 
the applicability of the patterned films. The incorporation of functional groups able 
to participate in biological events via specific interactions makes this honeycomb 
structured  films very attractive  in biomedical and biological applications as sup-
ports for biomolecular recognition purpose.

An additional advantage of this BF process, besides the control of the topogra-
phy, is the possibility to control the distribution of the chemical functionality within 
the patterned film. As will be described  in  this section,  the functional groups  in-
volved for instance, in biorecognition events can be located specifically in different 
position of the film, i.e., homogeneously distributed in the whole film, exclusively 
on the top surface, within the cavities, on the edge of the pores, etc. (Fig. 9.4).

The  simple case  is  the use of  a  single  functional homopolymers  that produce 
honeycomb  films  with  the  functionality  homogeneously  distributed  (Fig.  9.4a). 
However,  amphiphilic macromolecules are  the most  typical polymeric  structures 

Fig. 9.4  In situ methods to obtain functional surfaces by using the breath figures approach: a using 
homopolymers; b using amphiphilic copolymers; c blending homo and amphiphilic copolymers; 
d mixing  homo  and  hydrophobic  polymers,  and  e  ternary  blends  of  amphiphilic,  hydrophobic 
polymers and homopolymer matrix

 



244 A. Muñoz-Bonilla and J. Rodríguez-Hernández

employed in the BF process, either end-functionalized polymer or copolymers. In 
this particular case, the cavities formed on the surface are enriched in polar groups 
as a consequence of the formation mechanism of the BF that is based on the pre-
cipitation of the polymers around the water droplets, implying the orientation of the 
hydrophilic groups preferably to the wall of  the holes finally obtained at  the end 
of  the process. Despite  this preferential distribution of  the polar segments within 
the pores, these polar and functional groups are also found in the rest of the film 
(Fig. 9.4b). As an alternative the use of blends has been explored allowing the spe-
cific distribution of the different components exclusively within or out of the holes. 
This is because the condensation of water droplets directs the phase separation of 
the blend components during the BF process and as a result their final distribution in 
the structured film. Typically, a small amount of polymer bearing specific function-
al moieties is mixed with a hydrophobic polymer matrix as major component. This 
strategy not only  reduces  the amount of  functional polymer, often  the expensive 
component, required for the fabrication of the pattern but also offers great versatil-
ity in terms of functional groups and in their distribution within the film. When an 
amphiphilic or hydrophilic copolymer is utilized as minor component in the blend, 
a BF film composed of the polymer matrix with holes enriched in the copolymer 
is obtained (Fig. 9.4c). On the contrary if a hydrophobic polymer is added to the 
matrix,  this minor component will be  located out of  the cavities  in  the  resulting 
film (Fig. 9.4d). A more complex option is the use of ternary blends, direct the dis-
tribution of two different functionalities in the same structured film, i.e., inside the 
hydrophilic compound and outside the hydrophobic compound (Fig. 9.4e).

All these strategies described in the preceding allow the control of the function-
ality during the BF formation, thus in situ functionalization. On the other hand, the 
post-modification of  the  chemical  composition of  these polymer  surfaces  is  also 
feasible. A diversity of approaches has been employed such as layer by layer, chem-
ical reactions, grafting techniques, and many others. This ex situ functionalization 
covers some of the limitations of in situ methods because it allows the incorporation 
of chemical groups incompatible with the BF process (for instance due to solubili-
zation problems). As the topography of the honeycomb films depends on the initial 
polymeric solution, the post-modification can be an alternative to preserve the de-
sirable BF pattern, varying only the functionality.

In the next section examples of each strategies used to control the functionality 
of the honeycomb structured films will be discussed.

9.3.2  In situ Functionalization of the Porous Film. Design 
of the System

9.3.2.1  Homopolymers

As mentioned, PS was the reference polymer in the beginning of the BF develop-
ment [1, 23]. Styrenic polymers are of great interest from the biomedical perspective 
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because they are probably the most commonly used material for in vitro cell based 
research and microbiology as plasticware such as culture flasks, cell culture dishes, 
microplates,  etc. Elastomeric PDMS  [32]  is  also  extensively  used  in  biomedical 
applications and in microfluidic, and allows the successful preparation of BF pat-
terns. Honeycomb films directly prepared from poly(lactic acid) [8] and polycapro-
lactone [33] due to their biodegradability and adequate mechanical properties find 
applications in tissue engineering. Moreover, films with uniform pore structure can 
be equally achieved  from naturally occurring polymers  like silk  fibroin  [34] and 
cellulose  [17] and used as cell  culture  substrates because of  their biocompatibil-
ity, high clarity,  and mechanical  strength. Other classical homopolymers  such as 
optical-grade poly(methyl methacrylate) (PMMA) [35] and polycarbonate [36] also 
produce highly ordered BF patterns and are attractive for certain uses. Furthermore, 
thermally and chemically stable polymers such as poly(phenylene oxide) provides 
robust patterns with possibilities as membrane material [37].

9.3.2.2  Amphiphilic Polymers

With  the  aim  to  generate well-ordered BF with  hydrophilic moieties  distributed 
mainly inside the cavities, amphiphilic polymeric structures are usually employed. 
Typically, polymers with hydrophilic end groups are designed for this purpose us-
ing  living  polymerization  techniques. Nitroxide mediated  radical  polymerization 
provides  2,2,6,6-tetramethyl-1-piperidinyloxyl  (TEMPO)  terminated  polymers, 
i.e., PS, in which the end groups can be easily converted in a following step into 
hydrophilic groups such as p-toluenesulfonate piperidinium [38], carboxyl, amino, 
hydroxyl,  and  boron-dipyrromethene  (BODIPY)  [39].  Reversible  addition  frag-
mentation chain transfer (RAFT) polymerization has also been used as a versatile 
method to synthesize polymers with end functional groups to prepare honeycomb 
structured interfaces. As an example, carboxy-terminated PS and PS with a polar 
head of glucose synthesized via RAFT have been employed to form films with bio-
active sites within the holes [40].

Following with  the  design  of  amphiphilic  structure  for  the  fabrication  of BF 
films, the use of block copolymers is of particular interest, not only because they 
contain much more functional groups per macromolecule than the end functional-
ized polymers but also for their capacity to self-assemble forming micelles able to 
better stabilize  the condensed water droplets.  In addition, as will be discussed in 
successive  sections,  they can help  the  formation of hierarchical  structured  films, 
thanks  to  this  self-assembly ability. The design of  the block copolymer  in  terms 
of hydrophilic/hydrophobic balance is crucial for the optimization of the obtained 
BF structures because it strongly affects the quality of the film and the pore size. 
Regular  honeycomb  structured  films  having  pores  enriched  in  hydrophilic  seg-
ments have been prepared from a variety of amphiphilic block copolymers most of 
them based on PS as hydrophobic segments, and including as polar block, stimuli 
responsive polymers,  [41] photoluminescent polymers,  [42] polymers mimicking 
cell membrane like poly(acryloyl phosphorylcholine), [43] and also structures able 
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to participate  in biorecognition processes such as glycopolymers  [44, 45].  In  the 
particular  case  of  glycopolymers,  highly  regular  structures  are  usually  obtained 
from the more hydrophobic acetylated forms, thus a posterior deacetylation step is 
needed for the specific interactions with proteins. In addition to block copolymers, 
statistical,  graft,  star,  hyperbranched,  and  comb-like  amphiphilic  structures  have 
been extensively used [46, 47].

9.3.2.3  Blends of Polymers

As  aforementioned  the  use  of  polymeric  blends  presents  numerous  advantages 
over the simple use of amphiphilic polymer system. First, it was demonstrated that 
when an amphiphilic polymer with high content in hydrophilic segment is mixed 
with a hydrophobic polymer such as PS, the regularity of the resulting structure 
importantly  improves  [45].  Indeed,  highly  regular  honeycomb  can  be  obtained 
from deacetylated glycopolymers when they are mixing with hydrophobic homo-
polymers [47]. Another advantage of using blends is, as commented, the preferen-
tial distribution of the hydrophilic component inside the cavities. In this concern, 
Rodríguez-Hernández  and  coworkers  have  extensively  worked  using  different 
systems of polymeric blends. First amphiphilic glycopolymers, based unprotected 
2-[(D-glucopyranosyl)aminocarbonyloxy]  ethyl  acrylate  and  either  PS  [48] or 
MMA [7] were mixed with high molecular weight PS and PMMA, respectively, 
and the resulting holes in both cases were largely concentrated in glycopolymer. 
A  more  complex  amphiphilic  structure  was  incorporated  into  a  homopolymer 
matrix,  i.e.,  triblock  copolymer  of  poly(2,3,4,5,6-pentafluorostyrene)-b-poly-
styrene-b-poly[poly(ethylene glycol) methyl  ether methacrylate]  (PS5F-b-PS-b-
PPEGMA),  containing  both  hydrophilic  and  high  hydrophobic  segments  [11]. 
Directed by the hydrophilic block the copolymer rearranges into the cavities, as 
expected. Nevertheless, as a result of its particular structure this system facilitates 
the reversible modulation of the surface functionality, changing from holes with 
hydrophilic character under humid conditions to hydrophobic fluorinated holes in 
dry air. Conversely, regular porous films were prepared from blends consisting in 
a totally high hydrophobic copolymers of PS5F-b-PS and high molecular weight 
PS homopolymer [49]. Contrary to when amphiphilic copolymers were used, the 
fluorinated copolymer  is  located,  in  this case homogeneously distributed, along 
the whole surface of  the film as a consequence of  the reorientation towards the 
solution–air interface. Increasing complexity of the system ternary blends of high 
molecular weight  PS  and  two  block  copolymers,  one  hydrophobic,  PS5F-b-PS 
and one amphiphilic, PS-b-PPEGMA, were employed to obtain BF patterns with 
special distribution of the component [50]. Therefore, the amphiphilic copolymer 
is completely segregated into the cavities whereas the PS5F-b-PS tends to migrate 
onto the top surface of the film.

On the other hand, blends of incompatible homopolymers also provide interest-
ing results by the combination of the BF and the phase separation processes, giving 
place to singular functional distribution [51] or even hierarchical structures [52].
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9.3.2.4  Blends of Inorganic Compounds and Polymers: Hybrid Structures

Similarly to the addition of an amphiphilic polymer into a hydrophobic homopoly-
mer, inorganic compounds have been introduced into the polymeric solution to ob-
tain hybrid material with additional properties. Commonly the inorganic component, 
especially nanoparticles, is mixed with a polymer solution, and then the porous film 
is prepared from this solution following a standard BF process. The nanoparticles 
spontaneously  can  self-assemble  at  the polymer  solution–water droplet  interface, 
stabilizing the water droplets, the so-called pickering emulsion effect, thus directing 
the nanoparticles inside the holes of the resulting microstructured arrays.

Russell  et  al.  [53] were  the pioneers  in  the  fabrication of hybrid BF  films,  in 
particular they prepared microporous films decorated with ligand stabilized cadmi-
um selenide nanoparticles. The preferential segregation was confirmed by confocal 
fluorescence microscopy and transmission electron microscopy (TEM). Later other 
inorganic materials have been reported to form hybrid BF films including zeolites, 
[54] polyoxometalate, [55] carbon nanotubes, fullerene, and gold nanoparticles [56].

An alternative to create honeycomb structured films with embedded inorganic 
compounds involves the in situ generation of the particles. This approach has been 
utilized to form titania particles inside the cavities of PS film from a chloroform 
solution of PS and  titanium  tetrachloride  (TiCl4)  cast on glass  support  [57]. The 
condensed water droplets hydrolyze the TiCl4 during the formation of the film given 
the corresponding titania particles inside the holes.

9.3.3  Post-modification of the Chemical Composition 
of the Porous Film

Ex  situ  functionalization  by  post-modification  expands  the  variety  of  functional 
groups that can be incorporated into the honeycomb structured films prepared by 
BF. In this case, it is essential to control the penetration or not of the reaction solu-
tion into the pores to allow the modification reaction inside or outside the cavities. 
This is because the air entrapped in the pores results in low wettability and super-
hydrophobic films (Cassie–Baxter state), and the post modification in the interior 
of the cavities usually becomes rather difficult. On the other hand, when the droplet 
is able to wet the whole surface, penetrating inside the pores (Wenzel model) the 
modification can be obtained exclusively within the cavities or simultaneously with 
the external surface, depending on the initial functional distribution.

For  instance  porous  films  have  been  obtained  from  polystyrene-b-poly(N, 
N-dimethylaminoethyl methacrylate) (PS-b-PDMAEMA), and then in a posterior 
step the PDMAEMA segment was quaternized [58]. This approach was chosen in-
stead of the directly use of quaternized polymer in the formation of the BF because 
the latest strategy conducts to larger pores. In addition, the authors attempt to in-
troduce negatively  charged  silica nanoparticles  into  the  cationic  pores  driven by 
electrostatic attraction. However, the air entrapped in the pores prevents the assem-
bly of the particles into the cavities. A facile solution was the use of ethanol disper-
sion instead of water to favor the wetting of the pores reaching high filling ratio.
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A variety of chemical reactions have also been carried out inside the pores, as 
an example cavities enriched in amine groups were prepared from a mixture of PS 
and amino-functionalized PS to modify the surface functionality within the pores 
in a posterior stage [59]. Thus, bovine serum albumin was attached to the amino-
terminated pore surface using an intermediated step glutaraldehyde as a very effec-
tive protein crosslinker.

In contrast,  the  selective  functionalization of  the external  surface  in BF  films 
while maintaining  the  functionality  inside  the pores  is  reported. To achieve  this, 
polymeric films were prepared from blends of fluorinated copolymer, PS5F-b-PS, 
and PS matrix [49]. The diblock copolymer resulted to be homogeneously distrib-
uted along the whole surface of the films, showing a Cassie–Baxter wetting behav-
ior. This feature allows the chemical modification of the para-fluorine groups (via 
thiol-para fluorine “click” reaction) of the copolymer located in the external surface 
rather than in the interior of the pores.

Besides  chemical  reaction  with  low  molecular  weight  molecules,  other  ap-
proaches have been employed such including methods, mainly to modify the pores 
of  the film. Controlled radical polymerization  techniques permit  to  incorporate a 
wide variety of well-defined polymers by either “grafting onto” or “grafting from” 
approaches. Atom  transfer  radical polymerization  (ATRP) has been employed  to 
grow polymers  from  the surface of  the pores. As an example,  films with porous 
enriched in hydroxyl groups were fabricated from amphiphilic block copolymers 
of styrene and 2-hydroxyethyl methacrylate [60]. Then  the ATRP initiator 2-bro-
moisobutyryl bromide was introduced by reaction with these hydroxyl groups, and 
the surface initiated ATRP can be successfully conducted from the surface. RAFT 
polymerization is equally used to graft polymer chains into the honeycomb struc-
tured films.  In a simple approach, amphiphilic copolymers also containing 2-hy-
droxyethyl methacrylate prepared via RAFT were employed to form the films [61]. 
As the RAFT groups were located mainly inside the pores after the film formation, 
they were utilized as grafting points for the further RAFT polymerization of N-iso-
propylacrylamide (NIPAm). This strategy presents as an advantage  that does not 
need previous modification or initiator immobilization.

Layer by layer method has also been utilized to modify the functionality of the 
BF films with polymeric chains. Different polyelectrolytes such as alginate and chi-
tosan were specifically deposited inside positively charged pores of films based on 
quaternized PS-b-PDMAEMA by using layer-by-layer self-assembly approach [62].

9.4  Preparation of Adaptive Porous Films 
and Sophisticated Structures

9.4.1  Preparation of Porous Films with Adaptive Properties

This section will provide a brief overview of the most recent strategies that have 
been followed to fabricate more sophisticated interfaces either introducing active 
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polymers to produce “smart surfaces” or producing rather complex patterns exhibit-
ing order at different length scales based on the BF approach.

Stimuli  responsive polymers offer unique opportunities  to  reduce  the gap be-
tween synthetic and living systems. In effect, in living systems, the most important 
substances  are  able  to  adapt  themselves depending on  the  external  environment, 
thus enabling biological processes to occur in a controlled manner [63]. Since ma-
terial interfaces are clearly involved in multiple processes depending on the final 
application a large effort has been realized in the fabrication of interfaces having 
adaptive polymers [64].

As has been detailed above,  the preparation of porous  interfaces by using  the 
BF approach allows us to have a precise control over the surface functionality in-
side, outside, and both inside–outside the pores. Thus, the BF method is an inter-
esting approach for the introduction of adaptive polymers that may vary back and 
forth depending on the external environment in particular surface regions. Differ-
ent polymers have been described to be sensitive to a particular stimulus. Among 
the polymers that may induce changes in their properties we can find biologically 
responsive  polymers which  respond  among  others  to  glucose,  enzymes,  or  anti-
gens present  in  the environment [63]. Also, field responsive polymers have been 
extensively employed for their response to environmental pH, temperature, electric 
and magnetic fields, photoresponsive, or even polymers exhibiting large changes in 
their behavior in response to ultrasounds.

In the case of porous films prepared by the BF approach up to now most of the 
studies have been  focused on  the use of pH,  temperature, or UV sensitive poly-
mers. For instance, pH responsive polymers have been employed by Hu et al. [41] 
who described the use of polystyrene-b-poly(acrylic acid) (PS-b-PAA) diblock co-
polymers to fabricate microporous thin films with tunable surface properties. The 
surface  composition  and  thus  the wettability were  variable when  the  films were 
immersed in aqueous solutions with variable pH. This group observed exception-
ally large variations in the contact angle between hydrophobic and superhydrophilic 
character as a consequence of the microstructure of the films. Moreover, an increase 
in the pH augments the degree of dissociated carboxylic acid groups and produces 
a faster transformation between these two states.

Orlov  et  al.  [65]  described  the  fabrication  of  thin  film membranes with  pore 
sizes depending on variations of the environmental pH. For that purpose, poly(2-
vinylpyridine) partially quaternized with 1,4-diiodobutane (qP2VP) and unreacted 
1,4-diiodobutane (DIB) were spin coated under controlled humidity. After forma-
tion of the porous structure, the membranes were cross-linked with DIB and became 
insoluble,  i.e., stable to solvents. The resulting cross-linked membranes exhibit a 
pH-dependent swelling, giving place to variations in the pore diameter (Fig. 9.5).

More recently, Escalé et al. [66] reported the fabrication of smart porous hon-
eycomb patterned films by using a pH responsive block copolymer, i.e., polysty-
rene-b-poly(4-vinylpyridine) (PS-b-P4VP). The P4VP block is hydrophobic at pH 
values above the pKa (pKa(P4VP) = 5.2) and hydrophilic below the pKa. In these films 
reversible variations on the contact angle values between ~ 90 ° and ~ 72 ° for basic 
and acidic conditions, respectively, were observed.
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Whereas in the above mentioned examples the honeycomb structures were pre-
pared by using directly  the pH  responsive polymer, Stenzel  et  al.  [61] proposed 
an alternative to this approach consisting in the chemical post modification of the 
microporous films. In particular, they propose the use of a thermoresponsive poly-
mer, PNIPAm. Upon modification of the pores, the contact angles at temperatures 
above and below the lower critical solution temperature (LCST) of the PNIPAm, 
25–35 °C, were  performed  to  compare  the  grafted  and  non-grafted  surfaces  and 
analyze the thermoresponsive behavior of the films. They concluded that at room 
temperature the grafted films show a decrease in the contact angle with increasing 
molecular weight of the grafted chains. Moreover, an increase on the temperature 
increases the hydrophobicity of the films (about 7–10°) which illustrates the typical 
thermoresponsive behavior of the PNIPAm chains around the LCST.

In addition  to pH and  temperature  responsive polymers, UV-responsive poly-
mers were recently employed to prepare porous films. Bormashenko et al. reported 
a single-step technique that permits the formation of microscaled thermally stable 
honeycomb pattern reliefs with reversible wettability [67]. They described the for-
mation  of  micrometrically  scaled  honeycomb  polysulfone  (PSF)  and  poly(ether 

Fig. 9.5  a, b Scanning probe microscopy (SPM) topography images with the corresponding cross-
sectional profiles of  the  cross-linked quaternizes poly(2-vinyl pirrolidone)  (qP2VP)  film under 
acidic water of pH 3 (a) and pH 2 (b). The film was spin-coated at RH of 55 % from the solution 
with the 1,4-diodobutane (DIB) concentration of 2 % vol. onto a Si wafer modified with a bro-
moundecyldimethylchlorosilane monolayer and annealed at 120 °C under vacuum for 48 h. The 
quaternization degree of qP2VP after the temperature annealing is 23 %. The lines show the loca-
tion of the cross-sectional profiles. c Schematic cross-sectional profiles of a pore in the dry and 
swollen states as a function of the pH. (Reproduced with permission from reference [65])
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sulfone) (PESF) films. Upon UV irradiation, the apparent contact angles decrease 
indicating a transition from the Cassie to the Wenzel wetting regime. In spite of the 
generally admitted irreversibility of this transition, the initial contact angle values 
were recovered upon heating the UV-irradiated honeycomb. Moreover, several UV-
irradiation/heating cycles demonstrated the reversibility of the wettability.

Not only the use of stimuli responsive polymers produces surfaces that respond 
to the external environment, but also the exposure to the films to selective solvent 
atmosphere can turn the topography of the surface. An example of topographical 
changes was reported by Han et al. [68]. These authors described the formation of 
an ordered array of holes combining the BF approach and the phase separation of 
polymer blends composed of P2VP and PS. The surface topography changes in a 
reversible manner between an ordered honeycomb structure and hexagonal islands 
when treated with different solvents.

In addition  to  the  topography modifications when changing  the solvent atmo-
sphere, Muñoz-Bonilla et al. described the changes on the surface topography by 
changing the relative humidity of the environment [11, 48]. Authors described the 
use of hydrophilic blocks, PPEGMA, or glycopolymers, able to absorb water mol-
ecules  in  a  high  relative  humid  atmosphere. As  a  consequence,  the  exposure  of 
the patterned films to soft annealing under water vapor provokes  the swelling of 
the hydrophilic blocks which are concentrated within  the pore. Thus,  the surface 
topography changes from holes to island-like patterns. Moreover, the honeycomb 
structure can be recovered upon annealing to dry air.

9.4.2  Preparation of Sophisticated Structures Using the BF 
Approach

Variations over  the  surface  features  lead,  for  instance,  to more  complex ordered 
structures that may play a key role on the recognition processes at interfaces. These 
have been obtained by using different alternatives  that,  in some particular cases, 
may provide ordered interfaces at different length scales, i.e., hierarchically struc-
tured honeycomb films [69, 70].

Hierarchically  ordered  porous  structures  can  be  obtained  combining  the  mi-
croscale ordered porous films obtained by using the BF approach with the self-as-
sembly at the nanometer scale when block copolymers are employed. This strategy, 
used for several groups, has been first reported by Hakayama and Horiuchi [71]. 
They  synthesized  a  semi  rod-coil  block  copolymer of  styrene  and  isoprene with 
oligothiophene-modified side chains  (POTI), PS-b-POTI. By solvent casting,  the 
block copolymer can form organized structures on three different length scales as a 
result of the different processes taking place simultaneously. At lower length scale, 
we have to mention that the oligothiophene forms molecularly orientated smectic 
A liquid crystalline structures in POTI nanophase separated domains. In a higher 
level of order the PS and POTI blocks self-assembled in nanodomains perpendicu-
lar to the substrate with a periodicity of approximately 50 nm. Finally, the solvent 
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evaporation entails the production of mono (2D) and multilayered (3D) micropo-
rous films with pore sizes ranging between 1.2 and 4.5 µm.

Using amphiphilic block copolymers, more precisely polystyrene-b-poly(N, N-
dimethylacrylamide), PS-b-PDMAm, Stenzel et al. [21] produced multiscale hon-
eycomb structures composed of micrometer-size pores  in which additional nano-
scale pores could be observed in the hexagonal micron-sized porous array. This is 
a direct consequence of the block copolymer rearrangement around the water drop-
lets due to the hydrophilicity of the PDMAm block during the water condensation. 
Hence, the resulting micrometer-size pores should possess a hydrophilic surface. In 
addition, due to the interactions of the hydrophilic block copolymer with the humid-
ity, water could penetrate into the micelles formed by self-assembly of the block 
copolymer at the pore wall, leading to water swollen particles. Moreover, the water 
uptake into the micelle can be correlated with the size of the nano-sized pores found 
at the surface after drying.

Billon et al. [72] employed other block copolymers, i.e., poly( n-butyl acrylate)-b-
polystyrene  (PnBA-b-PS) or poly( tert-butyl acrylate)-b-polystyrene. These block 
copolymers self-assemble both in hexagonal cylinder packing and lamellar assem-
blies depending on the block composition (Fig. 9.6a). As a consequence of the use 
of  these  block  copolymers,  the  preparation  of  the  films  under  humid  conditions 
allowed them to obtain films exhibiting order at two different length scales. On the 
one hand, micrometer sized pores at the surface due to the water condensation were 
obtained. On the other hand, the nanostructures formed by the self-assembly of the 
block copolymers were retained in the material (Fig. 9.6b).

Alternatively to use pure block copolymer other groups have employed blends 
of  different  copolymers  and  homopolymers.  Compared  to  the  above mentioned 
approaches,  this  methodology  requires  a  limited  amount  of  block  copolymer 

Fig. 9.6  Atomic  force microscopy  (AFM)  phase  images  of  a  PnBA-b-PS  diblock  copolymer 
continuous  film  and, b  PnBA-b-PS  diblock  copolymer  honeycomb  film.  (scale  bar  represents 
500 nm). (Reproduced with permission from reference [72])
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which  needs more  complicated  synthetic methods.  Furthermore,  the  distribution 
of  the  block  copolymer  is  guided  by  the BF mechanism.  For  instance, BF with 
nanostructured pores were prepared by using blends of a ABC triblock copolymer, 
(PS5F-b-PS-b-PPEGMA) and a PS homopolymer [73]. During the evaporation pro-
cess the block copolymer is directed towards the condensed water droplet due to the 
affinity of the hydrophilic block. As a consequence, the surface spatial distribution 
of the block copolymers at the surface is localized in the areas where the water drop-
let was formed. The rest of the surface is mainly composed by the homopolymer 
(Fig. 9.7). Then,  the micro-size cavities are enriched  in block copolymers which 
self-assemble in nanostructured micellar array. Additionally, the pore nanostructure 
can be tuned changing from micelles to lamellar phase by simply annealing or ex-
posing the film to Tetrahydrofurane (THF) vapor.

More recently, ternary blends have been reported producing novel and intriguing 
surface patterns. For instance, the mixing of PS matrix with two block copolymers, 
PS5F-b-PS and PS-b-PPEGMA, conducts to hierarchically structured porous films 
with  two different nanostructured areas [50]. The condensation of water droplets 
during  the casting process directs  the phase  separation of  the  two block copoly-
mers and their spatial distribution. Whereas the fluorinated copolymer was homo-
geneously  distributed  in  the  PS matrix  and  on  the  film  surface,  the  amphiphilic 
PS-b-PPEGMA copolymer was located in the edge of the holes. As a result of the 
self-assembly of the distinct block copolymers two nanostructures were formed in-
side and outside the pores.

a b

Fig. 9.7  Atomic  force microscopy  (AFM)  phase  images  of  internal  structure  evolution  of  the 
holes of polymer film having 10 wt % of PS5F21-b-PS31-b-PPEGMA38 and 90 % of PS. a After spin 
coating at 57 % of relative humidity; b after annealing at 80 °C during 2 days. Image sizes: Top 
3 × 3 µm; bottom 500 × 500 nm. (Reproduced with permission from reference [73])
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Finally, in some selected cases, demixing of polymer blend solutions on struc-
tured  substrates  can also be employed  to  create multiscale ordered  surfaces. For 
that purpose, Boneberg et al. [74] blended two components, poly(2-vinylpyridine) 
(PVP) and PS, already known  to  form ordered porous  films by phase separation 
[68] and used a substrate with micrometer patterned hydrophilic/hydrophobic areas. 
The authors prepared the films under a high relative humidity (~ 50 % R.H.)  that 
improves further the demixing of the components [75]. As a result of the surface 
energy patterns the PVP and PS are demixed and distributed in specific areas de-
pending on their affinity for the substrate. Moreover, the relative humidity not only 
enhances the demixing between the two homopolymers but also favors the water 
condensation to occur in both phases, i.e., the PVP and PS domains produce pores 
with dimension below 30 nm. After  the demixing process, PS and PVP could be 
selectively  removed without  altering  the other  polymer  and  revealing  a polymer 
pattern formed by alternating micrometer size layers of polymer with nanopores.

Hierarchical hybrid nanoparticle-polymer porous assemblies have been obtained 
by self-assembly of nanoparticles at the polymer solution–water droplet interface. 
The first example was reported by Russell et al. [76]. In this work, BF were prepared 
by casting a chloroform solution of PS using tri-n-octylphosphine oxide (TOPO)-
stabilized CdSe nanoparticles. According to the authors the TOPO-CdSe nanopar-
ticles segregate to the interface and form a uniform layer before the evaporation of 
the solvent. Other nanoparticles have been employed by Hao’s group [77, 78] who 
described  how gold  nanoparticles  accumulate  at  the water–chloroform  interface, 
thus forming a protective barrier stabilizing the templating water droplets and pre-
venting the water droplets from coagulation. As a consequence, when the solvent 
is evaporated, the excess of gold nanoparticles aggregated under the monolayer of 
pores. Hierarchically, honeycomb hybrid films have also been prepared via BF from 
metal oxide nanoparticles such as ZnO or SiO2 previously modified by surface initi-
ated polymerizations [79]. The pore sizes of the films can be tuned depending on the 
polymer attached to the nanoparticles.

On the other hand, hierarchical multiscale structures in the micrometer and/or 
submicrometer scale are also of broad interest and can be prepared via BF using 
different approaches. Mixing  immiscible polymers,  for  instance PS and PVP, Lu 
and Ge [52] obtained hexagonal patterned porous surfaces in which the pores are 
filled at the bottom. Due to its hydrophobicity, PS forms the wall of the pores. On 
the contrary, PVP hygroscopic and hydrophilic polymer enriches the water droplet/
PS phase, thus, upon evaporation the PVP is deposited within the pore. In order to 
pattern and functionalize the hierarchical pores with well-defined multi-scale fea-
tures the authors embossed the films using a PDMS stamp (see Fig. 9.8). Moreover, 
these porous structures can be employed as template to prepare microstructures of 
negative PDMS replicas.

Raczkowska et al. [80] also prepared hierarchical ordered films from blends of 
polar PMMA and non polar PS. Spin coating of  the blends under an appropriate 
relative  humidity  produced  macrophase  separated  domains  and  simultaneously 
droplet-like patterns selectively in the domains rich in the polar polymer. Submi-
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crometer pores decorated large PMMA-rich surface regions thus resulting in hier-
archical film morphology.

In contrast to the previous cases carried out in planar films, porous honeycomb 
materials  with  hierarchical  surface  features  formed  in  nonplanar  surfaces  have 
been  reported  by Connal  and Qiao  [81]. The  authors  prepared  core  cross-linked 
star  (CCS) polymers based on PDMS, PMMA, poly(methyl  acrylate),  poly( tert-
butyl acrylate), and poly(ethyl acrylate) [82]. The polymers were employed for the 
preparation of macroporous materials with two levels of ordered surface features 
by casting the star PDMS solution onto a TEM grid. As a consequence one level of 
ordered surface features is originated from the contours of the TEM grid while the 
second level is obtained by the condensation of water vapor. The concept has been 
extended to other types of substrates thus giving a variety of porous surfaces with 
doughnut, golf balls, and hollow porous pockets shapes [83]. These hierarchically 
structured films were additionally employed as templates so that by replica molding 
the negative structures can be produced.

Similarly, two levels of order were obtained by the same group combining the 
BF approach with photocross-linking  strategies  [82]. A CCS  star  polymer based 
on  poly(methyl  acrylate) modified  at  the  chain  ends with  9-anthracene  carbonyl 
chloride was cast under flow of humid air forming porous, micro-structured films. 
The 9-anthracene groups  introduce  the ability  to  reversibly cross-link  the micro-

Fig. 9.8  Formation of multiscale structures by using immiscible PS and PVP. The immiscibility 
between both homopolymers added to the different hydrophilicity produces hierarchical ordered 
patterns where the PVP is located inside the pore and the PS at the pore wall. In addition, emboss-
ing can produce an additional  level of order at  the micrometer  length-scale as well as replicas. 
(Reproduced with permission from reference [52])
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structured film when irradiated with long wave UV (> 350 nm) and the reaction can 
be reversed upon exposure to short-wave UV light (< 300 nm). Hence, in addition 
to the structural micrometer size pores, larger scale (several hundreds of microns) 
surface patterns due to the mask employed (TEM grids) were obtained.

Whereas, the polymers employed by Qiao et al. concerned only stars with low 
Tg (below 48 °C), Li et al. [84] studied the construction of macroporous polymeric 
films on various nonplanar substrates with static breath figure (BF) technique, us-
ing linear polymers with high Tg. For  this purpose,  two kinds of  linear polymers 
with high Tg, PS-b-PAA, and PS without polar end groups, were employed to pre-
pare 3-dimensional macroporous films on different nonplanar substrates. Contrary 
to previous works, this group concluded that neither Tg nor molecular topography 
of polymers  is  the key  factors during  the  formation of 3D macroporous  film on 
nonplanar substrate. Instead, the authors claim that the morphology of the substrate 
influences the shape and the arrangement of macropores.

Membranes for advanced filtration (also known as microsieves) composed by a 
hierarchical pore structure have been prepared by Goedel et al. [85]. The strategy 
concerns  the  creation of BF patterns within  layers  of  polymer  solutions  that  are 
spread out on top of structured supports, e.g., spherical glass beads. Instead of using 
a planar support the spreading of the polymer solution is done on a support deco-
rated with protrusions. Finally, the vitrified polymer layer obtained upon evapora-
tion of the solvent can be separated from the substrate thus leading to a polymer 
membrane with a hierarchical structure. This multiscale ordered structure consists, 
then, of an ultrathin active separation layer with submicrometer pores and a sup-
porting layer with larger pores.

Finally, the construction of hierarchical structures by combination of electrospin-
ning or electrospraying and BF has been first reported by Kwak et al. [86]. Recently 
Han et al. [87] and Karimi et al. [88] prepared PS fibers with uniform nanopores 
distributed. By  adjusting parameters  such  as  the  solvent,  polymer  concentration, 
humidity, or the electrospinning temperature, the authors prepared multiscale struc-
tures based on fibers with diameters in the micrometer size with nanopores at their 
surface. The formation of the nanopores requires a high humidity and the employ-
ment of a volatile solvent, e.g., THF.

9.5  Application of Breath Figures in Biorecognition 
Processes

The development of platforms for biorecognition purposes requires an appropriate 
control of both the surface features and the chemical composition of the interface. 
In this sense, BF technique has been proposed as a very simple and versatile method 
to  fabricate  functional micropatterned  substrates with potential  in biorecognition 
processes. It is today well established that, among others, the depth and the aver-
age pore size of the microporous films are factors which influence the attachment 
of microorganisms and cells to solid substrates [69, 70] and these parameters can 
be modulated using the BF approach. Moreover, as depicted above, a wide variety 



2579 Honeycomb Structured Films Prepared by Breath Figures

of  polymers  can  be  used  as  precursors,  including  biocompatible  and  biodegrad-
able polymers. Thus, this section will provide a thorough overview about the recent 
achievements in the use of porous polymeric films for the development of different 
recognition systems.

One of the pioneers in this area was the group of Nishida [89] who extensively 
used  honeycomb patterned  films  for  bio-related  purposes. Among  their  findings, 
this group described different approaches that can lead to the preparation of porous 
films having cell attaching ligands. The ligands were introduced at the surface of 
the pore wall by using three different approaches as depicted in Fig. 9.9. In the first 
method, the functionalized honeycomb films were obtained directly by casting the 
solution of the amphiphilic polymer containing ligand. The second method concerns 
the preparation of the honeycomb films using an amphiphilic copolymer that pos-
sesses several moieties able to be post-modified. Thus, the inner part of the pore can 
be modified, for instance, introducing covalently the ligand to the polymer honey-
comb pattern. Finally, they additionally described the preparation of surface modi-
fied porous films via specific interaction between Biotin and Avidin (method 3).

Fig. 9.9  Schematic representation of the procedures for introduction cell adhesive ligands onto 
honeycomb-patterned films. (Reproduced with permission from reference [89])
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The strategy depicted below has also been employed by other authors to func-
tionalize  the  porous  surfaces  with  saccharides  (including  glucose  or  mannose) 
moieties [40, 47] taking advantage of their protein-specific binding ability. One of 
the most explored functional polymers used in  the BF technique are amphiphilic 
glycopolymers which may provide honeycomb structured porous films with bioac-
tivity. In this concern, different molecular architectures have been employed such as 
linear statistical copolymers, block copolymers, or graft copolymers.

Honeycomb patterned  films  have  been,  for  example,  prepared  from  solutions 
of  comb-like  copolymers  of  polystyrene-b-poly((2-,3-,4-,6-tetra-O-acetyl-β-D-
glucosyloxy)ethyl methacrylate) [44]. Furthermore, the functionality of the struc-
tures and their biological activity were tested by taking advantage of a largely ex-
tended biorecognition model, i.e., the study of the specific recognition of immobi-
lized saccharides to fluorescent-labeled lectins. The films obtained from the acety-
lated polymer do not result in the interaction with Concanavalin A (Con A) but are 
significantly visible after deprotection. Besides, in this article random copolymers 
and comb-like structures were studied and compared with the block glycopolymer. 
Only  the acetylated comb-like  structure,  similarly  to  the diblock copolymer,  can 
form honeycomb patterned  films. Also Ting et al.  [47] and Escalé et al.  [45] re-
ported the ability of different architectures such as block, statistical, and gradient 
glycopolymers to form bioactive honeycomb porous surfaces. In these works, co-
polymers of 2-(2′,3′,4′,6′-tetra-O-acetyl-β-D-galactosyloxy)ethyl acrylate and sty-
rene were  synthesized  and  later were  deprotected. The  deacetylated  copolymers 
produced  slight  irregular  arrays,  and  also  a  second porosity was observed. They 
concluded that a higher hydrophobic fraction compared to the hydrophilic fraction 
is required to form regular arrays. In effect, the use of amphiphilic block copolymer 
with a large hydrophilic fraction reduces the surface tension of the water droplets 
which coagulate with neighboring droplets, resulting in large disordered pores. With 
the purpose of improving the regularity, the hydrophobic fraction was augmented 
in the polymer solution and star PS homopolymer was added. In this case, highly 
ordered hexagonal array was obtained and at the same time glycopolymer segments 
were mainly  localized  inside  the pores. This was confirmed by molecular  recog-
nition experiments and visualized by fluorescence microscopy, where fluorescein 
isothiocyanate conjugated peanut agglutinin (PNA), a β-galactose specific binding 
protein, was preferentially located inside the pores.

As described above, the mixing of hydrophobic homopolymers such as PS with 
the amphiphilic polymers allows the improvement of the regularity of the porous 
structured films because the hydrophobicity of the system increases. In addition, the 
use of polymeric blends consisting of functional polymers embedded into polymer 
matrix directs the preferential location of certain functionalities inside the cavities 
[90].  By  using  this  approach, Muñoz-Bonilla  et  al.  prepared  regularly  patterned 
polymer surfaces from blends of PS and a statistical glycopolymer, poly(styrene-co-
2-[(D-glucopyranosyl)aminocarbonyloxy]ethyl acrylate) [48]. The resulting holes 
were highly concentrated in glycopolymer, employing only 10 wt % of glycopoly-
mer in the mixture, as a consequence of the interactions between the polar glycomo-
nomer units and condensed water droplets. Moreover, soft annealing in humid air 
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allows preferential swelling in this area due to the hygroscopic character of the car-
bohydrate groups, as shown by atomic force microscopy (AFM) thus changing the 
surface morphology between pores and hills. The functionalization of the pores as 
well as the ability to interact with proteins, have also been studied by fluorescence 
microscopy, using fluorescent labeled lectins. This approach was later extended to 
other polymeric systems. For instance, regularly patterned polymer surfaces have 
also  been  achieved  using mixtures  of  PMMA  and  random  or  block  copolymers 
based on MMA and 2-[(D-glucopyranosyl)aminocarbonyloxy] ethyl acrylate [7].

An alternative strategy to include saccharide moieties in the pores and avoid the 
possibility of having coagulation concerns the post-modification of the pores by ad-
ditional polymerization steps using the chemical groups at the pore wall as initiators 
or by simple chemical reactions for  instance using click chemistry. For example, 
ATRP has been employed to graft glycopolymer chains onto the holes of the honey-
comb patterned films. In this case, an ATRP initiator, 2-bromoisobutyryl bromide, 
was immobilized inside the cavities of the films to further grow the glycopolymer 
chain by surface initiated ATRP from the pore walls of the honeycomb structures 
[60]. The  specific  recognition  to Con A  lectin  proved  the  site-directing  grafting 
on honeycomb porous films. Equally, RAFT polymerization was used as strategy 
to graft  thermo-responsive glycopolymers onto honeycomb structured films [91]. 
Based on the later, porous films were obtained from poly(styrene-co-maleic anhy-
dride),  and  then  the  films were cross-linked with 1,8-diaminooctane. The excess 
of diamine was used to attach the RAFT agent for  the subsequent controlled co-
polymerization of NIPAm and a glycomonomer from the surface. In this way the 
resulting porous films showed specific and temperature-dependent recognition to 
Con A lectin.

By the previously mentioned approaches, i.e., including a functional additive or 
by post-modification,  the hydrophilic additive directs  the formation of pores and 
simultaneously  is  reoriented  towards  the pore  surface. Therefore,  the  functional-
ization  typically occurs  in  the pore wall. However,  recent approaches have been 
developed  to modify  the  surface  of  the  film while maintaining  the  pore  surface 
unmodified. For that purpose, de León et al. [49] described the preparation of po-
rous  films using blends of PS  and PS-b-PS5F by  the BF approach. The diblock 
copolymer resulted to be homogeneously distributed along the whole surface of the 
films not only in the pore wall but also the solution/air interface. In effect, the low 
surface energy of the fluorinated block induces the surface segregation of the block 
copolymer, thus a surface enrichment is observed in the areas where the solution 
was exposed to air. As a consequence of the presence of fluorinated groups at the 
surface, these films exhibit a particular wetting behavior that can be described by 
the Cassie state, i.e., the water droplet only wets the surface but not the pore. This 
particular effect permits to modify selectively the chemical composition of the film 
surface whilst the interior of the pores does not vary. In particular, the modification 
strategy  resorts  to  the  use  of  click  chemistry. Thus,  thiolated  glucose molecules 
were  attached  specifically  to  the  poly(2,3,4,5,6-pentafluorostyrene)  domains  via 
thiol-para  fluorine “click” reaction. The use of a fluorescent  labeled Con A,  i.e., 
Con A-FITC, permitted to determine the position within the film where the protein 
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has been immobilized. As depicted in Fig. 9.10, Con A lectin is distributed homoge-
neously along the entire surface outside the pores.

Immobilization  of  the  biomolecules  outside  the  pores  have  also  been  carried 
out  using  incompatible  ternary  blends  consisting  of  high  molecular  weight  PS, 
an  amphiphilic  block  copolymer,  PS40-b-P(PEGMA300)48,  and  a  fluorinated  ho-
mopolymer, P5FS21.[51] In these blends two simultaneously occurring processes, 
i.e., the BF mechanism and the phase separation process, lead to rather intriguing 
morphologies. More interestingly, as schematically depicted in Fig. 9.11, both the 
amphiphilic block copolymer and the fluorinated polymer were mainly located in 
the cavities. Above a certain percentage of relative humidity, honeycomb structured 
films were  obtained  in which  the  block  copolymer  is  distributed on  the  edge of 
the pore as a result of the affinity by the condensing water droplet and the coffee 
stain  effect. Moreover,  thiolated glucose molecules were  specifically  attached  to 
the P5FS21 domains via thiol-para fluorine “click” reaction. Subsequently, the im-
mobilized glucose moieties were able to bind lectins, in particular ConA-FITC. The 
successful binding of the Con A was demonstrated by the fluorescence, observed 
exclusively at the areas where P5FS21 domains are located.

In addition to the extended glucose-Con A model system for biorecognition, oth-
er systems have been recently developed for the recognition of small molecules. In 
particular, Stenzel et al. [92] uses the biotin-streptavidin system to obtain patterns 
of proteins on  the pores. For  this purpose,  the group  took advantage of  the self-
assembly process that occurs during the BF formation, i.e., the reorientation of po-
lar groups of a polystyrene-block-poly(acrylic acid) (PS-b-PAA) block copolymer 
towards the inner part of the pore to covalently modify the acid groups with biotin.

ConA

ConA

b

MeOH
MeONa

GluOAc
TEA

DMSO

(a) (b)

10 µm

100 µm

Fig. 9.10  a Scheme of the procedure followed to modify selectively the surface of the films while 
maintaining the composition of the pores. b Fluorescence microscopy images of a porous film con-
taining 50 wt % of PS31-b-P5FS21 and 50 % homopolystyrene (prepared from polymer solutions 
with concentration of 20 mg/mL and casted from CS2 at 98 % RH) after “click” reaction with the 
GluOAc, deprotection of the acetyl groups, and incubation with Con A-FITC lectin. (Reproduced 
with permission from reference [49])
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Honeycomb structured films have been recently employed by Wan et al. for glu-
cose sensing [93]. The strategy is based on the use of porous films modified with 
phenylboronic acid (PBA) functional groups which are known to be molecular re-
ceptors able to bind reversibly cis-diol moieties. Among the applications of PBAs 
for sensing different compounds (such as carbohydrates, nucleotides, coenzymes, 
and other biological compounds)  [94–96],  the authors employed porous surfaces 
modified with PBA for detection of glucose. The approach is schematically shown 
in Fig. 9.12 (above). First of all, the evaporation of the copolymer, i.e., a PBA con-
taining  block  copolymer,  polystyrene-b-poly(acrylic acid-co-acrylamidophenyl-
boronic acid) [PS-b-P(AA-co-AAPBA)] using a volatile solvent mixture leads to 
highly ordered macroporous films. Then, Alizarin Red S (ARS) was immobilized 
at the pore wall as evidenced by fluorescence spectroscopy. This is a direct conse-

PS40-b-P(PEGMA300)48

P5FS21 PS

ConAConA

Fig. 9.11  Schematic  representation  of  the  approach  employed  to  incorporate  glucose moieties 
and, subsequently, Con A onto the microstructured films
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quence of the particular distribution of the PBA groups contained in the copolymer 
during the evaporation. The surfaces having ARS immobilized exhibit fluorescence 
that is not found in free ARS. More interestingly, in the presence of glucose ARS is 
replaced and the fluorescence disappeared.

In addition to the above mentioned examples devoted to the study of recognition 
of small molecules including saccharides and proteins, functionalized porous inter-
faces have been employed to either favor or limit anchoring different types of cells 
including bacteria. Stenzel et al. [97] have prepared honeycomb structured porous 
films for cell culturing applications from a conducting block copolymer composed 
of PS and polypyrrole-templated poly(acrylic acid). This group employed conduct-
ing polymers  that are utilized  in biological systems because  the stimulation with 
electrical currents is known to be beneficial for the cell’s growth. Among their find-
ing they demonstrated that the porosity of the films clearly influenced both the at-
tachment and proliferation of fibroblast cells, increasing the cell attachment as the 
pore size decreases. In addition, the obtained samples exhibited almost no inhibition 
of cell growth, indicating their biocompatibility and negligible toxicity.

Similarly, by using poly(glycine ethyl ester-co-alanine ethyl ester) phosphazene 
(PGAP), Duan et al. [98] prepared honeycomb films and exposed them to osteoblast 

Fig. 9.12  Above: schematic illustration of the interaction among Alizarin Red S (ARS), saccha-
ride, and phenylboronic acid (PBA). Below: fluorescence images of a PS141-b-PAA14 porous film, 
b ARS-immobilized B3honeycomb-patterned porous films, and c sample in part b being exposed 
to 1 M of glucose solution. Scale bar: 10 μm. (Reproduced with permission from reference [93])
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culture. They reported that although the initial cell attachment and proliferation on 
PGAP films were inferior to those obtained using conventional poly(lactic-co-gly-
colic acid) films, P-containing PGAP was a sort of bone-binding bioactive polymer. 
Honeycomb-patterned PGAP films have accordingly enhanced protein adsorption 
and apatite deposition in simulated body fluid and showed great advantages in pro-
moting osteogenous differentiation.

In addition to the variation of the chemical structure, depicted above, the forma-
tion of microporous films with different shapes and dimensions also influenced the 
adhesion of cells. In particular, extensive work has been carried out to determine 
how the morphology affects  the function of different  types of cells  (hepatocytes, 
endothelial, and neural projenitor cells) and can be controlled by manipulating the 
size of the micropores on the honeycomb films [15, 99–104].

For that purpose, Nishikawa et al. [28] employed an amphiphilic copolymer and 
a viscoelastic polymer, in this particular case poly(ε-caprolactone) (PCL). The vis-
coelastic properties of PCL allow the honeycomb films to be stretched. As a con-
sequence, the isotropic hexagonal arrays were transformed into anisotropic align-
ment. The shape of the pores has been proved to play a crucial role among others on 
the cell adhesion processes. A similar matrix, i.e., PCL containing an amphiphilic 
copolymer has been employed by Tsuruma et al. to evidence the role of the presence 
of pores and their particular dimensions on the differentiation process [105]. These 
authors concluded that the differentiation of neural stem cells (NSC) was controlled 
by manipulating the pore size on honeycomb films. The highest suppression of NSC 
differentiation was observed on films with 3 µm pore specifically [106].

This group also obtained porous films with uniform pore size which can attach 
leukocytes and provide the complete selective separation of the leukocyte from the 
whole blood, depending on pore structure in terms of size and depth [100]. In ad-
dition, they also have cultured hepatocytes on honeycomb-patterned polymer films 
to investigate the influence of the honeycomb pattern on the cell adhesion, actin or-
ganization, and hepatic function [102]. The hepatocytes cultured on the honeycomb 
film were formed in a spherical shape with actin filaments localized inside the edge 
of the spheroid, in contrast to those cultured on flat surface where hepatocytes were 
flattened and the actin filaments appeared in the spreading regions. This is critical 
for the applicability of the materials because the spheroids cells expressed a higher 
level of liver specific function than the cells on the flat films. The same group ex-
amined the influence of  the honeycomb pattern and pore size on the behavior of 
vascular endothelial cells. Again the morphology of the cells changed from cultur-
ing in a flat surface to honeycomb films, where the smallest pore size induced the 
highest cell proliferation [103]. They also demonstrated that the surface topography 
of the films made from poly(ε-caprolactone) and amphiphilic copolymer can affect 
the mesenteric-visceral adipocytes function, facilitating the long-term culture [107]. 
Moreover, as mentioned above neural cells were used to investigate the effect of the 
honeycomb film on the neural network, where the morphologies of neurons changed 
by varying the pore size of the honeycomb patterned films [101, 105]. In particular, 
the highest suppression of neural stem cell differentiation was observed on honey-
comb film with 3 µm pore specifically. Besides, honeycomb poly(ε-caprolactone) 
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films were fabricated using the BF method without the addition of any surfactant 
[108]. The cell adhesion, spreading, proliferation, differentiation, and gene expres-
sion of mouse preosteoblastic MC3T3-E1 cell were significantly enhanced. In addi-
tion, when the pore diameter decreases this effect was more remarkable.

Yamamoto et al. [33] demonstrated that films with BF patterned (modified with 
fibronectin) result in increased expression of focal adhesion kinase autophosphory-
lated at the tyrosine residue, a crucial signal transduction protein that mediates cell 
adhesion, growth, and proliferation. The surface characteristic  influences  the ad-
sorption of the fibronectin and, consequently, the adhesion of the cells guided by 
the corresponding receptor. The use of peptides to make porous films is also an at-
tractive approach for tissue engineering applications as a scaffold to grow adherent 
cells [109]. The honeycomb porous scaffolds were formed by a combination of BF 
and self-assembly of small peptide diphenylalanine building blocks where human 
embryo skin fibroblast can grow.

Honeycomb  patterned  films  enhanced  cell  adhesion  but  they  have  also  been 
studied as adhesion barriers. To reduce postoperative adhesion, fibrinolytic agents 
or anticoagulants among others have been used. Nevertheless, these agents alone 
cannot completely prevent adhesion and physical barriers have been employed to 
reduce the adhesion formation by separating the gliding surfaces during the heal-
ing process. Fukuhira et al. [110] studied the potential of a honeycomb patterned 
poly(lactic acid) film as an adhesion barrier to reduce postoperative adhesion us-
ing an in vitro bioadhesive test. The honeycomb structure of the films prevents the 
migration of fibroblasts to the other side of the film thus allowing them to function 
as a physical barrier.

More recently, a selective modification of the pore inner part using appropriate 
polypeptide sequences permitted the use of these surfaces as scaffolds for pattern 
and display of active biomolecules, as ordered templates for both specific recogni-
tion processes and for the micropatterning of bacterial cells. A straightforward func-
tionalization step, using 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimide (EDC) as 
activating agent, permits to modify only the pore surface with different polypeptide 
sequences. In particular, different experiments were carried out using Magainin I 
peptide to selectively recognize bacteria membranes and thus immobilize them into 
the pores. As depicted in Fig. 9.13, the design of the pore dimensions having aver-
age pore sizes of 5 µm permits to bind single bacteria with similar dimensions at the 
inner pore interface [111].

9.6  Summary and Conclusions

In this chapter, we described the advantages and capabilities of the BF approach 
to create functional bioactive structured porous materials. First of all, in compari-
son with other templating approaches, the use of BF presents interesting oppor-
tunities. Since the requirement of a template that needs to be removed is avoided, 
the method can be employed with a large variety of polymeric materials, which 
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makes the methodology fast and inexpensive. Moreover, porous films with vari-
able pore sizes and shapes have been reported highlighting the versatility of this 
approach.

Taking advantage of the mechanism of BF formation different strategies allowed 
the control over the chemical distribution of the functional groups at the surface. 
Thus,  the pore surface,  the film surface, or both simultaneously can be precisely 
controlled. As a consequence and mainly based on post-modification reactions the 
BF approach permits the use of a range of chemistries to immobilize biomolecules 
including saccharides, peptides sequences, or proteins. Thus, this patterning meth-
odology may be of interest in view of contribution in the understanding of a variety 
of biological processes including the biology of cells that requires, for instance, the 
investigation of isolated cells.

Even if this chapter is mainly concerned with the preparation of functional sur-
faces with biorecognition capabilities, it has to be mentioned that this method has 
opened a general interest and its use has been extended to a large scientific commu-
nity in the frontiers of chemistry, materials, physics, biology, and medicine among 
others.

Fig. 9.13  Immobilization of fluorescent bacteria in the porous surfaces. Top panels: Optical micro-
scope images of the polymer surfaces in which a rather regular pattern of pores can be observed. 
Bottom panels:  Fluorescent  image of  the  surfaces with  the  immobilized  bacteria.  (Reproduced 
with permission from reference [111])
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In effect, the features discussed, i.e., control of topography, possibility of having 
stimuli-responsive behavior and the multiscale order within the porous films, make 
the systems interesting for a broad variety of applications ranging from electronics 
and optics to the elaboration of biomaterials or control of the wettability to produce 
superhydrophobic films.
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10.1  Introduction

In several biomedical devices, such as biosensors, microarrays, there is an increas-
ing demand for  the selective  identification of specific biomolecules  in extremely 
complex mixtures, such as blood, urine, plasma, saliva, etc.  In  those mixtures of 
biological molecules, their identification and quantification are based on selective 
molecular recognition processes, which take place on several platforms, biosensors, 
or microarrays. The development of these devices has attracted substantial interest 
from researchers from several scientific disciplines—biology, chemistry, and phys-
ics, to name a few. Due to the ability of these systems to analyze a large number 
of  interesting  biomolecules  in  parallel,  such  as  nucleic  acids,  peptides,  proteins, 
or carbohydrates, the researchers can extract valuable information, which can fur-
ther be used for the development of new drug targets, or to identify biomarkers or 
specific altered genes. Nowadays, the recent developments in these research areas 
allow for the prediction of individual drug responsiveness, and the personalization 
of therapeutic strategies.

Another important research line in biorecognition processes is based on the prep-
aration and development of smart surfaces that can mimic the dynamic properties 
of extremely complex biological systems. Therefore, these surfaces could be able 
to modulate biomolecular activity, protein  immobilization, and cell adhesion and 
its migration. For instance, during a tissue regeneration process, the adhesion and 
interaction of cells with their extracellular environment is mainly governed by cell–
cell and cell–extracellular matrix connections. Due to the extremely complex nature 
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of  these  interactions,  the  researchers have developed extracellular matrix  (ECM) 
model systems, which significantly reduce the complex character of these interac-
tions but are able to mimic to a certain degree the in vivo situation. The introduction 
of specific biomolecular cues, which mimic certain aspects of the structure or func-
tion of natural ECM by selective recognition processes, allows the opportunity to 
simplify and control the cell interactions with their environments. This finally leads 
to an understanding of the nature and magnitude of those interactions that occur in 
biological processes. The chemistry used for the immobilization of bioprobe target 
molecules on the substrate plays a significant role in the success of any experiment. 
Various types of functional surfaces, such as self-assembled monolayers, polymer 
networks,  or  polymer  brushes,  are  generally  used  as  functional  scaffolds  for  the 
chemical immobilization of biomolecules.

This chapter highlights the recent developments in surface science and polymer 
brush  technology with  applications  in  biomolecular  recognition  and  their  use  in 
sensing, with a particular attention on their  relevance for biological applications. 
The main aim of this chapter is to describe how polymer brushes can be tailored to 
optimize the selective interaction between incoming guest biomolecules in solution 
and their corresponding host molecules, which are bound to those polymeric brush 
layers. This  significant chapter begins with a brief, but essential,  introduction of 
polymer brush technology, followed by another short discussion about nonspecific 
adsorption of proteins. From  there on,  the  following  sections will  be devoted  to 
recent advancements in designing and fabricating brush scaffolds that can interact 
specifically with biomolecules  for  cell  adhesion and attachment of biomolecules 
(protein, carbohydrate molecules).

10.2  Synthesis of Polymer Brushes

Research in surface-grafted polymers has fascinated physicists, chemists, and bi-
ologists  for  their  synthetic  approaches,  characterization methods  and  biomedical 
applications for nearly half a century. These surface-anchored macromolecular ar-
chitectures,  in which  the polymeric assemblies are  tethered at one end  to a solid 
substrates, are referred to as polymer brushes [1].

Initially,  much  of  the  scientific  interest  in  polymer  surfaces  and  interfaces 
originated from their importance for different technological aspects, such as wet-
tability,  absorption,  or  recognition  of  biomolecules,  among  other  examples.  For 
several years now research in polymer science has spread out to several material 
science and engineering disciplines, especially in biotechnology [2]. The introduc-
tion and advent of new polymerization  techniques  that  allow  for  the preparation 
of tailor-made polymer brushes have significantly accelerated this tendency. Less-
demanding synthetic protocols  facilitating scientific community-wide access  to a 
macromolecular design toolkit so far believed to be exclusive domain of polymer 
chemists. [3, 4] During the 1970s, the immobilization of target biomolecules onto 
polymer thin films prompted and attracted much attention because it made possible 
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to immobilize bioactive molecules (proteins, enzymes, nucleic acids) and design-
functionalized polymer coatings for suitable biomedical devices (microarrays, bio-
sensors). This in turn fostered the possibility to screen complex mixtures of proteins 
with  its  concomitant  expansion  in polymer  science  for biorecognition processes. 
More recently, functional polymer brushes have been extensively utilized, as reac-
tive scaffolds for molecule biorecognition, due to their robustness, high versatility, 
and flexibility to create tailor-made polymer thin films. The development of macro-
molecular surface chemistry allows for the control of the polymeric thickness, graft-
ing density, and chemical composition of the surface or interphase. The architecture 
of surface-grated polymer coating can also be controlled and even addressed using 
rather simple and well-known experimental settings.

Basically, surface-confined macromolecular films can typically be prepared by 
two main  routes,  physisorption  or  covalent  attachment. The  physical  adsorption 
(physisorption) of end-capped functionalized polymer chains onto a surface can be 
applied  from solution or  chemical vapor deposition. This  “grafting  to” approach 
requires the tethering of preformed polymer chains onto the substrate. Due to the 
strong development of synthetic protocols, this strategy, in principle, is easy to per-
form from a chemical point of view; however,  it often suffers  from low grafting 
densities.  It  should be noted  that  this complication  inherent  to “grafting  to” pro-
cesses  is due  to kinetic and  thermodynamic factors. With  increasing coverage of 
the surface with grafted chains, the polymer concentration at the interface quickly 
becomes larger than the concentration of polymer in solution. The incoming poly-
mer chains must diffuse against this concentration gradient that constantly increases 
with increasing grafting density of the already attached polymer chains. Owing to 
this steric repulsion, this diffusion process slows down the immobilization reaction 
at the surface further as the grafting reaction proceeds. Thus, the rate of the reaction 
levels off rather quickly and further polymer chains are linked to the substrate only 
at an extremely slow rate due to this kinetic hindrance. It should also be noted that 
the attachment of free chains  to a strongly covered surface becomes unfavorable 
also  for  thermodynamic  reasons. At  high  grafting  densities,  the  surface-attached 
polymer chains are in a rather stretched conformation due to the presence of strong 
segment–segment interactions. This leads to an entropy loss state during this con-
formational  rearrangement;  however,  this  is  only  compensated  by  the  establish-
ment of one chemical bond, namely the one connecting the polymer to the surface. 
Hence, the higher the graft density of the chains at the surface, the stronger will be 
the entropy penalty and this rapidly precludes the attachment of further chains.

On the other hand, the grafting from strategy allows the formation of polymeric 
chains  from a  substrate which has previously been decorated with  initiator mol-
ecules. The polymer chains grow directly from the reactive sites of the decorated 
surface. This so-called surface-initiated polymerization (SIP) has been used to pre-
pare thick polymer films that are covalently tethered to the substrate with high graft 
density. This approach presents a strong control over the molecular architecture of 
polymer films because  it can be  implemented with almost all available polymer-
ization  techniques,  free and controlled  radical polymerization,  such as  reversible 
addition fragmentation transfer (RAFT) [5–7], nitroxide-mediated polymerization 
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(NMP)  [8],  atom  transfer  radical  polymerization  (ATRP)  [3, 9, 10],  anionic  and 
cationic polymerization, and ring-opening polymerization [11–13], just to name a 
few examples.

Regardless of the synthetic route, another appealing aspect of surface-tethered 
polymer films is that they are fully compatible with a wide range of technologically 
relevant substrates, going far beyond the classical silicon wafer, gold nanoparticles, 
and porous membranes. The resulting polymer brush layers possess properties that 
suffer significantly from the underlying substrates.

10.3  Nonspecific Adsorption on Surfaces

The adsorption of biological material (proteins, cells) physically onto surfaces with-
out specific receptor recognition is called nonspecific adsorption. This type of con-
tamination strongly affects the efficacy and reliability, increasing undesirable fea-
tures such as high background noise or false positive. The study and development 
of strategies for controlling the interface between surfaces and biological materials 
present an important issue in a wide range of settings, for instance, medical devices, 
biosensors, contact lenses, as well as polymeric membranes for water treatments. 
Polymer  brushes  appear  as  promising  and  attractive  candidates  for  tailor-made 
surfaces with nonspecific biofouling  resistance. Controlling  the surface-initiation 
polymerization with  “living”  polymerization  techniques,  thickness,  composition, 
and architecture of polymer brush coatings are well-defined. Hydrophilic polymer 
brushes can easily  form ultrathin hydrated coatings  that provide an effective en-
thalpic and entropic barrier to nonspecific protein adsorption [14, 15]. It is well ac-
cepted that proteins adsorb onto a hydrophilic polymer brush, and water molecules 
can easily release into the bulk. As a consequence, the surface-tethered chains will 
be compressed. The increase of enthalpy due to chain dehydration and the decrease 
in entropy due to chain compression (even though the later term may be small) are 
both unfavorable and provide the thermodynamic basis for non-biofouling proper-
ties of the coating.

Non-biofouling polymer brushes can be subdivided  into  two groups. The first 
group is obtained by neutral monomers and the second class is obtained using zwit-
terionic monomers.

10.3.1  Neutral Non-biofouling Polymer Brushes

Probably one of the most used materials for biofouling resistance is Poly(ethylene 
glycol) (PEG) because of its well-known capacity to resist nonspecific adhesion and 
its nontoxic and nonimmunogenic character. A PEGylated brush surface is typically 
prepared by a “grafting to” approach, in which an end-capped functional PEG chain 
is able to bind specifically with the surface. Different synthetic strategies have been 
described. [16] The second class of PEGylated surfaces is based on PEG-containing 
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monomers. This second approach has been widely used by different  researchers, 
where monomers with PEG side-chain were efficiently polymerized by several con-
trolled radical polymerization techniques (ATRP [17], NMP, etc.). Andruzzi et al. 
[18] described  the preference  for nitroxide-mediated CRP over ATRP due  to  the 
fact that the former process is free of metal catalysts. The metal traces could trigger 
undesired side effects in many biological applications.

In  these  PEGylated  surfaces,  the  non-biofouling  properties  are mainly  deter-
mined  by  the  brush  thickness,  grafting  density  [19],  and  the  length  of  the  PEG 
side chains. With regard to the length of PEG-side chains, copolymers brushes of 
2-(2-methoxyethoxy)  ethyl  methacrylate  (MEO2MA)  and  oligo(ethylene  glycol) 
methacrylate (OEGMA) have become more important because of their thermore-
sponsive property under physiological conditions. The lower critical solution tem-
perature (LCST) observed in these systems can be easily adjusted by changing the 
composition of  the  copolymer  chains  [20]. Laschewsky et  al.  [21],  for  example, 
demonstrated  the attachment, proliferation,  and detachment of 3T3 mouse  fibro-
blasts onto these biocompatible copolymer brushes. The behavior was controlled by 
temperature cycles around the LCST of the macromolecular platform. In a similar 
fashion, Dey et al. described the use of these thermorresponsive copolymer brushes 
as  responsive platforms  for  culturing mouse  embryonic  stem cells  (mESCs)  and 
the control of their attachment/detachment to the substrate [22]. Wei et al. demon-
strated the ability of these surfaces to confer an osteogenetic capacity to the modi-
fied substrates [23]. While it can be argued that PEGylated surfaces have become a 
first choice strategy for avoiding nonspecific adsorption on surface coatings, con-
cern exists that these PEGylated surfaces can also increase complement activation 
and induce a specific recognition of their corresponding antibodies (anti-PEG IgM) 
[24–28].

Another  important  issue is related to  the long-term stability of non-biofouling 
polymer brushes, because this aspect determines the lifetime of biomedical devices. 
Merssersmith et al.  [29] studied  the  influence of  the PEG side chain  length over 
fibroblasts immobilization during 80 days. During the first three weeks, all brushes 
effectively prevented cell attachment. However, after that, the influence of the chain 
length became evident; the shortest chains showed their non-biofouling capacity for 
28 days, the other two types of PEG-chains were stable for more than 35 days. For 
the longest chains, a cell monolayer was formed after 11 weeks. These findings sug-
gested that the loss of non-biofouling properties could be due to the degradation of 
the ethylene glycol side chains, detachment of grafted PEG chains from the surface, 
or hydrolysis of the binding group to the surface.

Recently, Kitano  et  al.  [30]  prepared  a polymer brush with pendent D-gluco-
sylurea groups (Poly(glucosylureaethyl methacrylate), PolyGUMA)) that was ob-
tained by RAFT polymerization of GUMA monomer on  a glass  substrate. Their 
findings have indicated that the PolyGUMA brush layer was significantly resistant 
against nonspecific adsorption of albumin and lysozyme. Furthermore, the adhesion 
of cells, such as HEPG2 and HEK93, was strongly suppressed by the presence of 
this brush coating. The glucosylurea group might be quite useful to provide a neu-
tral non-biofouling surface in biomedical fields.
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10.3.2  Charged Non-biofouling Polymer Brushes

In  addition  to  the  neutral  polymer  brushes  discussed  in  the  previous  section,  a 
second  major  class  of  non-biofouling  polymer  brushes  present  charges  in  their 
chemical structure. In principle, two types of charged monomers can be described: 
pH-dependent and pH-independent monomer types.

For pH-independent types, several researchers have extensively studied the non-
biofouling properties of monomers bearing positive and/or negative charges, such 
as ammonium, phosphonium, and sulfonate groups. Polymeric materials with qua-
ternary ammonium groups have been widely used as effective antibacterial agents. 
In principle, the lethal action of these polycationic disinfectants involves a sequence 
of steps that include a primary interaction with the bacterial cell surface (they are 
usually negatively charged) followed by diffusion through the cell wall. These pro-
cesses  lead to the binding to the cytoplasmic membrane, which in turn promotes 
the disruption of the cytoplasmic membrane. In the case of polycationic polymer 
brushes, the interaction with the cell surface is expected to take place to a greater 
extent than that of monomeric cationic units because of the much higher density of 
the surface-grafted polymers. Within this framework, interesting research has been 
undertaken by Feng et al. [31] who tried to gain insight into the rational design of 
polymer  brushes  as  nonthrombogenic  polymeric  coatings. To  this  end,  a  biomi-
metic monomer (2-methacryloyloxyethyl phosphorylcholine (MPC)) was polymer-
ized from SiOx at room temperature using the ATRP approach. Phosphorylcholine 
is the major component outer surface of the erythrocyte membrane. The findings 
of  this  study demonstrated  the effectiveness of  these biomaterial coatings  reduc-
ing nonspecific adsorption of proteins, cells, bacteria, and platelets. In other stud-
ies on these biomimetic monomers, the adsorption of binary (fibrinogen/lysozyme) 
protein mixtures was evaluated. The results indicated that the adsorbed protein ra-
tio was equal  to  the  feed concentration, suggesting  that  this biopolymer material 
shows  the  same efficiency  in preventing  the adsorption of  small  (lysozyme) and 
large  (fibrinogen) proteins. Furthermore, protein  adsorption has been carried out 
in the outermost layer so that the penetration through the graft layer to the silicon 
interface was avoided. For this type of surface, an increase in the polymer thick-
ness and grafting density produces an increase in the hydrophilicity (measured by 
water contact angle), what leads to improved protein resistance, as was the case of 
PEGylated polymer brushes described above.

A well-studied polymeric  system  is based on  the cationic 2-(methacryloyloxy 
ethyl trimethylammonium chloride) (METAC). In this system in charge repulsion 
of the chains and excluded volume effects from solvation dominate in the absence 
of electrolyte, causing the surface to be hydrophilic, what implies improved non-bi-
ofouling properties. However, when electrostatic screening of the cationic charges 
takes place in the electrolyte solution, the polymer chains collapse into a more en-
tropically favorable coiled conformation [32, 33].

Not only positive charges can present an antifouling character, there are other 
functional groups bearing negative charges that also present a marked antifoul-
ing  character. Huck’s  group  has  investigated  sulfopropyl methacrylate  brushes 
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containing silver cations [34]. While this Ag + loaded system was effective for pre-
venting bacterial colonization, a subsequent paper showed that the effective silver 
concentrations were also cytotoxic  towards mammalian cells. One aspect when 
using ions as killing agent is in their ability to leach out of the brush. While this 
phenomenon does create a zone of inhibition around the substrate, which might be 
useful in some applications and can be controlled by using different types of silver 
compounds, other situations will call for a well-controlled area of biocide activ-
ity. In these cases, biocide agents other than ions must be used. In another study, 
Bernard  et  al.  [35]  prepared  surface-grafted  copolymers  bearing  3-sulfopropyl 
methacrylate potassium salt and (2-methacryloyloxy)ethyl) trimethylammonium 
chloride moieties. The  copolymer brushes were prepared by a  surface-initiated 
ATRP  process. The  non-biofouling  character  of  these  copolymers was  demon-
strated.

Polymer  brushes  bearing  betaine  containing monomeric  structures  have  been 
widely  used  as  active  non-biofouling  coatings. Monomers,  such  as  sulfobetaine 
methacrylate  or  carboxybetaine  methacrylate,  were  easily  polymerized  using  a 
surface-initiated controlled radical polymerization approach. Polymer brushes with 
sulfobetaine units have been demonstrated to withstand nonspecific adsorption of 
fibrinogen even under conditions of high ionic strength conditions at 37ºC and pH 
values ranging from 5 to 11 [36]. At pH values below 5, some fibrinogen adsorption 
occurred even though the polymer brushes display a very hydrophilic surface at that 
pH. The increased nonspecific adsorption at these low pH values was attributed to 
protein denaturation.

Other example of sulfo-derivate monomers with non-biofouling properties are 
based  on  sulfonated  sugar  residues  that mimic  the  natural  heparin. Heparin  is  a 
highly  sulfonated glycosaminoglycan and commonly used  for modifiying blood-
containing surfaces (in vivo and in vitro). Ayeres et al. [37] have synthetized poly-
mer brushes with nonthrombogenic character, using ATRP methods. The sulfonated 
polymer brush coating exhibited better assay performance in these blood compo-
nent assays than the unsulfonated sugar functionalized surface-tethered chains in all 
tests performed. The results also described that the sulfonated brushes reduced the 
production of complement factor products C3a, C4a, and C5a, in comparison to the 
control and pristine surfaces.

In addition  to  the charged polymer brushes,  the second class of monomers  is 
pH-dependent.  Interesting research has been carried out by Murata et al.  [38] to 
gain  insight  into  the  rational  design  of  poly(quaternary  ammonium)  brushes  to 
be  used  as  antimicrobial  polymeric  coatings  on  inorganic  surfaces. To  this  end, 
poly(2-dimethylamino-ethyl methacrylate) (PDMAEMA) brushes displaying pre-
cise control over molecular weight and grafting density were quaternized with alkyl 
bromides to obtain polymer brushes bearing quaternary ammonium groups, a sur-
face with antimicrobial activity. The experimental evidence indicates that surface 
charge density is a critical element for attaining macromolecular surfaces display-
ing maximum kill efficiency. In  this context,  they showed that short chains with 
high grafting density and long chains with low grafting density are equally effective 
against Escherichia coli.
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Patrucco et al. made use of Poly(Glycerol monomethacrylate-co-Dimethylamino 
ethyl methacrylmide) P(GM-co-DMAEMA) brushes to tune cellular adhesion for 
tissue substrates [39]. The researchers modified tissue culture PS with a macroini-
tiator, and then grew the copolymers in varying compositional ratios. PGM prevents 
cell adhesion by creating a non-biofouling surface, whereas DMAEMA will pro-
mote cell adhesion at physiological pH values. Their results demonstrate that PGM 
homopolymer is a nontoxic and nonadhesive material for cell growth. Unfortunate-
ly,  the  group  could  not  determine  the  composition  of  the  P(GM-co-DMAEMA) 
copolymers. Nonetheless, the cells show morphologies similar to the ones that have 
come in contact with adhesive after exposure to the copolymer brushes.

Madkour  et  al.  [40]  reported  another  route  to  biocidal  activity  using  butoxy-
carbonyl-aminoethylmethacrylate (Boc-AEMA) brushes. After growth and remov-
ing the protecting group, the surface-grafted polymer coating presented its amino 
groups as pendant side chains. Brushes with thicknesses between 3 and 50 nm and 
a broad range of grafting densities killed 100 % E. coli and Staphylococcus bacteria 
exposed to the biocidal surface.

10.4  Cell Adhesive Surfaces

Nowadays, the development of novel and alternative strategies for controlling the 
interface between cells and materials is important in a wide range of settings. For 
instance,  in  tissue engineering and regenerative medicine  the surface of artificial 
biomaterials plays a key role in guiding and directing cellular behavior and func-
tion. This branch of bioengineering has emerged as an important field of research 
over the past decade and promises to revolutionize medical treatments [41]. The cell 
adhesion process is mainly governed by extremely complex cell–cell and cell–envi-
ronment interactions. In order to induce the adhesion of cells onto surfaces or scaf-
folds, biospecific cues must be immobilized and accessible because they can mimic 
the structure of natural ECM by their selective biorecognition. It is well known that 
polymer brushes have played a keystone in bringing the potential of tissue engineer-
ing technology and other biomedical disciplines to fruition. Considering the cell-
adhesion issue, this type of surfaces can be subdivided into three groups:

A).   Non-biofouling polymer brushes that contain an extracellular matrix (ECM) 
protein of a cell adhesion peptide derived thereof.

B).   Patterned non-biofouling polymer brushes that have been used to control geo-
metrically the cell adhesion process.

C).   Thermo-responsive  polymer  brushes  that  possess  a  lower  critical  solution 
temperature (LCST) and can be thermally triggered to change from a hydro-
phobic cell adhesive state to a hydrophilic non-biofouling state.

Each of these classes will be discussed in more detail below.
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10.4.1  Polymer Brushes Functionalized with ECM 
Peptide/Protein

The decoration of  substrate  surfaces with  a  surface-grafted non-biofouling poly-
mer layer that contains bioactive short peptide sequences leads to an efficient cell 
adhesion by specific cell surface biorecognition. Probably one of the most widely 
used cell attachment peptides is based on the arginine-glycine-aspartic acid (RGD) 
sequence, because it is found in numerous adhesive proteins and is believed to be 
the main domain binding to the integrins on the cell membranes [42]. Klok et al. 
explored  the  functionalization of polymer brushes with RGD peptide  in order  to 
promote endothelialization of blood-contacting biomaterials. Poly (2-hydroxyethyl 
methacrylate) or Poly(poly(ethylene glycol) methacrylate) (PPEGMA) were used 
as  macromolecular  platforms  suppressing  nonspecific  adhesion  of  proteins  and 
cells  and  exposing  hydroxyl  groups  for  further  conjugation  of  RGD-containing 
peptide ligands. Their findings demonstrated a clear improvement over neat poly-
mer brushes, because human umbilical vascular endothelial cells (HUVECs) were 
able  to  adhere  and  spread  rapidly  on  the RGD-bearing  surface  as well  as  to  re-
tain homeostasis when exposed to shear stresses that simulated arterial blood flow. 
Furthermore, the authors also observed differences in size and morphology of fo-
cal adhesions between HUVECs immobilized on PHEMA and PPEGMA brushes. 
These differences were attributed  to  the  length of  the ethylene glycol spacer and 
hydrophilicity of the PPEGMA brushes, which ultimately leads to increased ligand 
mobility and reduced recognition efficiency. This group has described the synthesis 
of these RGD-bearing PPEGMA on polyethylene, which is a non-biofouling sur-
face and widely used in the biotechnological industry [43]. Recently, these authors 
have also reported osteoblast adhesion studies, applying the same attractive strategy 
[44]. The RGD sequences were incorporated on poly(2-hydroxyethyl methacrylate-
co-2-(methacryloyloxy) ethyl phosphate) (P(HEMA-co-MEP)) brushes. The RGD 
units have improved osseointegration of osteoblast cells and the phosphate groups 
were able to mimic the function of naturally bonded extracellular matrix-phosphor-
ylated protein. Navarro et al.  [45]  immobilized RGD on  the PMAA brushes and 
explored the effect of the spatial arrangement of the RGD sequence along the poly-
mer brush on the adhesion of MG63 osteoblasts. The incorporation of this bioactive 
peptide was carried out using an EDC/NHS protocol. Whether the RGD sequence 
was situated at the outer most layer or at greater depth (about 15 nm) had very little 
influence on cell density and viability, however, the cell morphology was affected. 
On samples decorated with RGD moieties on the surface, the authors observed that 
cells spread well with marked focal adhesion points at the periphery of the cyto-
plasm, whereas in the case of samples where RGD was situated in deeper layers, 
cells were found to adopt a rounded morphology and focal adhesion concentrated 
towards  the  internal part of  the cell. The change of  the cellular morphology was 
probably due to the fact that the cells tended to reach the RGD units. (Fig. 10.1)

The functionalization of PMAA with RGD units was also carried out by Metters 
et al. [46], who studied the cell adhesion of 3T3 fibroblast on such reactive surfaces. 
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This  type of  cells was also  studied on PPEGMA modified with RGD sequences 
[47]. It will be interesting to follow the progress of RGD-functional biomaterials 
in in vivo studies. While promising examples exist [48], other reports [49] showed 
RGD-functional quantum dots being taken up primarily through the liver, spleen, 
and bone-marrow rather than tumors that should over express RGD receptors. Fur-
thermore, it is well known that platelets also bind the RGD sequence through gly-
coprotein receptors [50, 51]. Petrie et al. have studied  the  immobilization of  this 
bioactive  peptide  and  glycoprotein  (α5β1-integrin) on clinical-grade titanium im-
plants with a non-biofouling surface-grafted PEG coating [52]. Their results have 
demonstrated that the immobilization of a specific fibronectin fragments enhanced 
osteoblast differentiation and  improved functional  implant osseointegration com-
pared to RGD-functionalized or pristine Ti-substrates. Later on, the same group has 
decorated [53] Ti-surfaces with another bioactive peptide motif, which also induces 

Fig. 10.1  ( top panel) Immunofluorescence images of MG63 cells on various types of surfaces. 
( bottom panel) the morphological changes of MG63 cells on a pure PMAA brush layer without 
RGD units, and with RGD at different depths. ©2008 American Chemical Society
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cell adhesion. Recently, He et al. [54] have immobilized this peptide sequence on 
Polyvinylidene fluoride (PVDF) films. These surfaces were initially activated with 
poly(glycidyl methacrylate) chains using an ATRP polymerization process,  start-
ing  from  secondary  fluorine  atoms. After  the  incorporation  of  azide  groups,  by 
ring opening of oxirane rings, the RGD sequences were efficiently immobilized on 
PVDF films by a “click-chemistry” protocol. The as-synthetized PVDF-g-PGMA-
click-RGD surfaces were found to promote the cell attachment and proliferation of 
adipose-derived stem cells (ASCs), as compared to the pristine PVDF and PGMA-
grafted film surfaces. In addition, the in vitro cell studies have also demonstrated 
that the cell proliferation rate and coverage of this type of cells on decorated sur-
faces are correlated to the surface concentration of the RGD moieties.

Many adhesive proteins present in extracellular matrices and in the blood contain 
arginine-glycine-aspartic acid (RGD) as their cell recognition site [55, 56]. Hence, 
short synthetic peptides containing the RGD sequence have been also used to im-
prove the cell attachment properties of biomaterials. However, the RGD peptide ad-
hesion ligand for members of the integrin family of cell-surface receptors is found 
in most cells and hence is not cell-specific. On the other hand, the Arg-Glu-Asp-Val 
(REDV) peptide sequence is known to be selective for endothelial cells (ECs) [57] 
as it is specifically recognized by integrin α4β1, which is expressed in abundance by 
ECs but not by other cell types. The decoration of titanium surfaces with this type 
of active oligopeptide was carried out by Choong et al. [58], who studied the cell 
adhesion of human umbilical vascular endothelial cells (HUVECs) by selective bio-
recognition of REDV sequences. The polymer brush chains were obtained by ATRP 
polymerization using a DOPA-modified surface and the immobilization of peptide 
groups was carried out by the activation of –OH groups with carbonyldiimidazol 
(CDI). The findings of this study showed that the proliferation and attachment of 
HUVECs were substantially improved by the conjugation of PEG brush chains with 
REDV units, while  no  significant  effects were  observed  for  other  types  of  cells 
(mesenchymal  stem cells, MSCs), what  confirms  the  bioselective  recognition of 
REDV for the integrin α4β1 presented in HUEVCs. The authors have also studied 
the platelets adhesion with these REDV-decorated surfaces. The immobilization of 
this peptide increases the hemocompatibility of the surface materials.

Other peptide motif might be used to achieve the adhesion of specific cell lines 
by bioselective recognition. This is the case of the GFOGER sequence (where O 
stands for hydroxyproline) that represents the minimal binding site in collagen and 
is specifically recognized by the integrins α2β1 and α1β1. The peptide molecule was 
efficiently grafted to a 2-glucanoamidoethyl methacrylate (GAMA) polymer brush, 
which  has  been  previously  synthetized  by  surface-initiated  atom  transfer  radical 
polymerization (SI-ATRP). The results showed that a tethered GFOGER-containing 
peptide polymer brushes  induced confluent well-spread osteoblast cells with  im-
proved bone formation and differentiation, whereas pristine poly(GAMA) brushes 
prevent cell adhesion. [59]

The wide variety of immobilized biomolecules which lead to cell-adhesion are 
also based on the use of adhesive proteins such as fibrinogen [60] (FNG), fibronec-
tin [52] (FN), vitronectin (VN), and von Willebrand factor (vWF). They are normal 



284 M. Pérez-Perrino et al.

components of blood plasma and may adsorb on biomaterial surfaces after surgical 
interventions inserting implants and scaffolds for tissue engineering. In these ECM 
proteins, an RGD motif is easily found and biorecognized by a set of integrin fam-
ily proteins. As mentioned above, the specific interactions of these ECM proteins 
and integrins, by the recognition of the RGD unit, are known to trigger a cascade 
of overlapping reactions, including cell attachment, cell spreading, or cytoskeletal 
reorganization.

Alternatively, other bioactive cues have been also proposed  for cell adhesion, 
for instance insulin. The immobilized insulin could also enhance proliferation and 
cell growth rather than facilitate cell adherence in the presence of serum proteins 
[61]. The  immobilized  insulin molecules  sufficiently,  and continuously  stimulate 
their receptors and downstream signal transduction proteins without internalization 
of ligand-receptor complexes. Without serum, insulin is insufficient for stimulating 
cell growth, even in the presence of a cell-adherent protein.

Other target biomolecules are based on cell-surface saccharides, which also play 
an  important  role  in numerous biological phenomena [62, 63]. High-surface car-
bohydrate  density  is  a  prerequisite  for mimicking  the multivalent  interaction,  or 
“glycoside cluster effect.” A facile method for the construction of biosurfaces with 
high glycosyl density was  reported by W. Song et al.  [64] A silicon surface was 
first covered with polymer brushes containing “clickable” alkyne pendant groups 
prepared by SI-ATRP, and then a microwave assisted CuAAC reaction was adopted 
for  immobilizing  azido  biomolecules  onto  the  brushes. The  authors  investigated 
the interaction between these modified silicon wafers and two kinds of bacteria, E. 
coli and S. aureus. Their results showed that these carbohydrate-decorated surfaces 
maintained their functionalities and can be used to mimic cell surfaces by specific 
recognition of mannose units. Recently, Chernyy et al. [65] studied the morphol-
ogy of human hepatocellular carcinoma cancer cells (HepG2) on the synthesized 
poly(LAMA)  (poly(2-lactobionamidoethyl methacrylate))  brush  on  silicon wafer 
and  glass  slides. ToF-SIMS  imaging  of HepG2  cells  on  the  poly(LAMA)  brush 
revealed that the proteins were concentrated along the cell periphery whereas the 
protein distribution was uniform when a glass substrate is used.

10.4.2  Patterned Non-biofouling Polymer Brushes

The  combination  of  polymer  brushes  with  lithographic  techniques  enables  the 
creation of complex surfaces displaying compositionally controlled patterned do-
mains.  In  order  to make  these  scaffolds more  similar  to  the  extracellular matrix 
(ECM), it is important to take into consideration a huge number of cellular interac-
tions, recognition sites, and communication events that takes place between the cell 
and the surrounding media. The position and orientation of immobilized peptides 
or proteins within these surface-grafted polymer layers have marked effects on the 
biorecognition, which allow the integrin receptors on the cell membrane to recog-
nize  the peptide sequences  to promote  the cell  adhesion processes. For  instance, 
there is evidence that topographical features such as grooves, ridges, and curvature 
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can easily induce an oriented cell adhesion, its subsequent proliferation, and even 
the cell morphology, exhibiting the shape of a micropatterned surface. It should be 
also possible to modify the patterned surface of the polymer brush with different 
micropattering  techniques  in  order  to  improve  features  of  the  polymer  brush  as 
functionalized scaffold.

Cell adhesion and its subsequent proliferation onto functionalized surface ma-
terials can also be guided by specific cell surface receptor  interactions with geo-
metrically patterned polymer brushes. Chilkoti et al. [66], for example, have created 
a micropatterned PEG surface-grafted chain with circular and striped shapes using 
microcontact  printing  techniques. Then,  during  the  incubation  process  the  fibro-
nectin was selectively adsorbed in those areas that were not covered with polymer 
chains, leading to spatial control of cell adhesion. Ober et al. [67], for example, have 
studied  the  localization  of  antidinitrophenyl-immunoglobulin-E  sensitized  RBL 
mast cells on patterned OligoPEG-modified polystyrene brushes with different fea-
ture sizes. Cell adhesion to these substrates was mediated by dinitrophenyl-bovine 
serum albumin (DNP-BSA), which was preadsorbed on areas not covered by the 
non-biofouling polymer brush. Linear patterns with feature sizes of 50 and 90 μm 
and a spacing of 50 μm showed a high degree of spatial control over cell adhesion. 
On patterns with a  line width of 10 μm and a spacing of 30 μm, however, some 
regions showed cells located on the PEG surface between the DNP-BSA lines. This 
was attributed either to imperfections in the patterning process or to binding of cell 
across the DNP-BSA lines.

Photochemical reactions that go along with the change of shape/size of a mol-
ecule may also result in a stimuli-responsive behavior of the polymer brushes. The 
most commonly used  feature  is a cis–trans  isomerization of an azobenzene mol-
ecule. Taking advantage of the change of the molecular dimensions in azobenzene, 
Kessler  et  al.  [68]  reported  the  control  of  cell  adhesion  properties  of  the RGD-
functionalized surfaces. The azobenzene derivative was incorporated into the RGD 
tripeptide  and  tethered  to  a  poly(methyl  methacrylate)  (PMMA)  surface.  Such 
photoswitchable brushes exhibited enhanced cell adhesion in the trans-azobenzene 
configuration. However,  the surfaces irradiated at 366 nm showed a reduced cell 
plating efficiency as a result of the shortening of the distances from RGD to the sur-
face due to the formation of an azobenzene cis isomer. This example demonstrates 
how biorecognition processes can be strongly affected with  the accessibility and 
availability of target molecules.

10.4.3  Thermoresponsive Polymer brushes

It  is well  known  that  poly(N-isopropylacrylamide)  (PNIPAM)  is  a water-soluble 
thermo-responsive polymer that has been widely used in the preparation of stim-
uli-responsive  cell  culture  surfaces  for  regulating  cell  adhesion  and  detachment 
[69–71]. According to its chemical composition, it exhibits a so-called lower critical 
solution  temperature  (LCST)  of  about  32ºC  in  an  aqueous  medium.  Below  the 
LCST, the PNIPAM chains adopt a random coil conformation (brush conformation 
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and  hydrophilic  state),  however,  above  the  LCST  the  polymer  chains  exhibit  a 
collapsed  globular  conformation  (hydrophobic  state).  PNIPAM polymer  brushes 
have been applied as supports for culturing and harvesting of cells enabling effec-
tive  detachment  of  the  intact  cell  sheets  upon  only  small  temperature  variations 
[72–75]. Further developments on these surfaces are based on the immobilization 
of biospecific cues, such as collagen [76] and RGD-peptide sequence [71], on the 
PNIPAMm-grafted surfaces, which improve cell adhesion and proliferation above 
the LCST without destroying the cell detachment properties at lower temperatures 
(Fig. 10.2). This attractive switch of affinity between cells and PNIPAMm surfaces 
is mainly due to the fact that the surface swelling, wettabilities, and modulus of the 
PNIPAM surfaces can be changed by the temperature. The cell adhesion and de-
tachment properties of PNIPAM-based polymer brushes can be tuned by engineer-
ing the architecture and composition of the brushes. Above the LCST of PNIPAM, 
the grafted polymeric chains collapse and the recognition of peptide units can take 
place,  inducing cell  attachment,  spreading,  and proliferation onto  these  surfaces. 
Below the LCST, hydrated polymer chains soften, expand, and swell, shielding the 
immobilized biomolecules from access, reducing the cell-surface attachment ten-
sion, and mechanically disrupting the cell-surface contacts [71, 77].

There are no functional groups in PNIPAM brushes to be used to tether biomol-
ecules, however, RGD motifs or insulin have been immobilized on PNIPAM-b-PAA 
brushes through the reaction of the activated carboxylate of the PAA units and the 
–NH2 groups in RGD or in the protein. The higher the content of the immobilized 
target biomolecules on the PNIPAM-grafted surfaces, the higher the density of the 
attached cells on the surface. However, too high contents of immobilized collagen 
[77] may weaken  the  interactions  between  the  PNIPAM brush  and  the  attached 
cells, hindering the complete recovery of the cell sheet. In this research line, Kröger 
et  al.  [78] have described  theoretically  the mechanism of biorecognition of  inte-
grin proteins with RGD units, which have been previously grafted to a PNIPAM 
brush. They have presented theoretical considerations concerning the grafting den-
sity of RGD units and  their distribution  throughout  these surface-tethered chains 
to  enable  cell  adhesion  at  37ºC  and  efficient  detachment  at  temperatures  below 
LCST. These recent developments are directed towards cell sheet-based regenera-
tive medicine  and  bring  better  control  over  the  adhesive  properties  of  this  ther-
moresponsive active surface. Based on tissue regeneration processes, thermoactive 
surface-grafted chains that are able to discriminate between living and dead cells 

Fig. 10.2  Schematic cartoon of cell-sheet detachment using temperature control from a thermore-
sponsive coating. From Nash et al. [69] © 2012 The Royal Society of Chemitry
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have been developed during the last decade. To distinguish between cells, the cell 
culture surface recognizes potassium ions which are released only from dead cells. 
As recognition sites of released ions grafted crown ether receptors were used, which 
favor the formation of a hydrated polymeric surface, what in turn leads to selective 
release of dead cells [79]. (Fig. 10.3)

However,  the  main  drawback  of  this  thermoresponsive  polymer  is  that  it  is 
not bioinert  and could  induce cellular cytotoxicity, due  to  formation of coopera-
tive hydrogen-bonding interactions with proteins [80, 81]. Random copolymers of 
di(ethylene glycol) methacrylate and oligo(ethylene glycol) methacrylate prepared 
via controlled radical polymerization are a promising alternative candidates to PNI-
PAM. According to the content of oligoPEG units, the cloud point of these copo-
lymers can be varied between 30 and 39°C. Laschewsky et al. [21] have described 
that those polymers allowed for the spreading and adhesion of fibroblasts at 37ºC, 
but a cell sheet was obtained at 25°C due to the cell-repellent character of those sur-
faces at this given temperature. Later on, Wei et al. [23] have proposed the introduc-
tion of fibronectin (FN) and recombinant human bone morphogenetic protein-2 into 
these thermo-responsive polymer brushes to induce the adhesion of MC3T3 cells.

Alternatively, Idota et al. [82] have designed temperature-responsive glycopoly-
mer brushes to investigate the effect of the grafting architectures of the copolymer 
on the selective adhesion and collection of hypatocytes (Fig. 10.4). The galactose/
lactose-specific lectin RCA120 and HepG2 cells were used to test for specific rec-
ognition of the polymer brushes containing galactose residues over the lower criti-
cal solution temperatures. This morphology can be extended to the preparation of 
smart bioactive interfaces with diverse architectures and to cell screening.

10.5  Antimicrobial and Antibacterial Coatings

Bacteria adsorption or microorganism–surface interactions constitute the acute bio-
logical  response  to biomedical materials. The design of  tailor-made surfaces  that 
can prevent those processes may be able to improve the performance of a range of 
biomedical devices. In this regard, the design and development of methodologies 

Fig. 10.3  Selective  release process  of  dead  cells  by  recognition of  potassium cations  released 
from dead cells. From Yamaguchi et al. [79] © 2005 American Chemical Society
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that can specifically focus the action of antimicrobial agents on the polymeric sur-
face is very attractive. Based on this issue, antimicrobial peptides (AMPs) are an 
attractive alternative  to classical antimicrobial drugs and antibiotics, due  to  their 
broad spectrum activity, relatively nontoxic nature towards host cells and are effec-
tive at low concentrations [83–85]. These natural oligopeptides, which are compo-
nents of the immune natural defense system of various living organisms, exert their 
activity by creating pores or structural defects in the bacteria cell membranes. The 
novel strategies describe the protocols to immobilize those peptides on the polymer 
brush  keeping  its  accessibility  and  its  activity  towards  the  surrounding  bacterial 
cells. Gao and co-workers [86] have immobilized the antimicrobial peptide Tet213 
(KRWWKWWRRC)  onto  a  Titanium  surface,  which  has  been  decorated  with 
amino-functionalized copolymer brushes. The binding of AMPs to surface-grafted 
chains was carried out by a selective and specific reaction between the maleimide 
groups and  thiol moieties of  the cysteine  residue AMPs. Their  findings  revealed 
that the interplay between grafting and peptide density determines the optimum an-
timicrobial properties of the peptide-modified polymer brush against Pseudomonas 
aeruginosa. These authors have also immobilized other AMPs (Tet-20, Tet-1010) 
on the copolymer brushes. Their results have demonstrated the potent antimicrobial 
activity of  those AMPs [87]. These Ti-surfaces decorated with Tet-subunits were 
nontoxic to mammalian cells; they improve slightly the cell adhesion process com-
pared to pristine polymer brushes.

It is well known that the incorporation of Vancomycin into a biopassive poly-
mer backbone  leads  to a  system where  this biopeptide has  remained active after 
immobilization,  but  its  incorporation  has  compromised  the  biopassive  proper-
ties  of  the  coating. Wach  et  al.  [88]  involved  the  attachment  of Vancomycin  to 
anachelin chromophores  through a PEG-chain  linker. The binding  to  the  surface 
was achieved by  the anachelin chromophore, which  strongly  interacts with TiO2 

Fig. 10.4  Schematic  of  an  “on-off”  switchable  surface  trap  for  selective  adhesion/detachment 
of  hepatocyte  using  a  termo-responsive  glycopolymer  brush.  From  Idota  et  al.  [82] © 2012 
IOPScience
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surfaces. Vancomycin unit provides to this surface a marked antimicrobial activity. 
Several researchers have immobilized other natural antimicrobial peptides such as 
Magainin I [89–91] and Gentamicin [92, 93].

10.6  Immobilization of Proteins

Polymer brushes from immobilized proteins have received much attention as shown 
by the considerable number of recent reviews [94, 95]. After the binding to these 
scaffolds, the tethered proteins must preserve their biological functions [76, 96–98]. 
The versatile structure, chemistry as well as tunable mechanical properties [99] of 
polymer brushes make these scaffolds very attractive candidates to bind and immo-
bilize proteins. Polymer brushes were used as supports for immobilization of differ-
ent proteins, which makes them of interest in different scientific fields, for instance, 
protein microarrays, preparation of microreactors, microfluidic devices, or biosen-
sors to name a few. Polymer brushes also offer high rates of loading and protection 
from denaturation relative to other scaffolds for proteins. The chemical strategies to 
bind proteins are subdivided into two categories: (1) non-covalent protein binding 
and (2) covalent protein immobilization

10.6.1  Non-covalent Protein Immobilization

Several strategies have been extensively developed to bind proteins through non-
covalent interactions. Considering the scope of this chapter, we will only consider 
strategies  based  on  specific  interactions  such  as metal-coordination  or  receptor-
ligand interactions. The controlled nonspecific interactions allow control over the 
orientation of  the  immobilized proteins, which becomes especially advantageous 
for microarray applications.

Metal ion affinity interactions, in particular using nitrilotriacetate (NTA) metal 
ion-complexes,  have  extensively  been  used  to  prepare  protein  binding  polymer 
brushes. The  tetradentate  ligand  nitriloacetate  (NTA)  can  easily  form  hexagonal 
complexes with different metal ions, leaving two binding sites available for chela-
tion with a histidine residue. Several research groups have found an attractive util-
ity of NTA-metal ion complexes due to the fact that the selectivity of the binding 
process  can  be  tuned  by  varying  the metal  ion  and  the  controlled  orientation  of 
bound proteins onto a polymer layer. Moreover, due to the strong coordination of, 
for example, histidine residues to the metal complex, the presence of water is not 
problematic. Finally, using appropriate competitive ligands, such as EDTA, bound 
proteins can be released and the polymer brush layer regenerated by loading with 
the appropriate metal ion.

Polymer brushes decorated with NTA-Cu(II) complexes have demonstrated to 
bind proteins. The metal ion is able to recognize specific areas of proteins, which 
are rich in histidine residues. The imidazole moiety of this amino acid participates 
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in the coordination to the metal center. Bruening et al. have extensively studied the 
binding of several proteins onto polymer brushes [100–102]. Their  findings sug-
gest  that protein binding  is mainly governed by  the number of histidine residues 
in the protein and their accessibility. Several strategies for protein purification are 
based on this methodology. The authors have also found that the binding capacity 
of these NTA-Cu(II)-complex-decorated surfaces was higher than the surfaces ac-
tivated with standard agents, due to the high stability of this complex against side 
reactions  such  as  hydrolysis. The  binding  of  bovine  serum  albumin  (BSA)  onto 
Poly(2-(methacryloyloxy)ethyl succinate), PMES brushes increase with their thick-
ness, however, the system reaches a plateau value of 7.2 μg/cm2. According to this 
finding, the immobilization of protein occurs not only at the brush surface but can 
also take place at deeper layers.

The versatility of NTA allows for the use of alternative metal ions such as Nickel, 
Iron, or Cobalt. The binding of an imidazole unit of a histidine derivate to Ni(II) 
is weaker  than  that  of  a NTA-Cu(II)  complex. Due  to  this  issue,  several  reports 
describe  the  use  of  this metal  ion  for  oligohistidine-protein  purification.  Porous 
membranes  [103, 104] or magnetic nanoparticles  [105] were  functionalized with 
NTA-Ni(II) complexes which have been grafted onto polymer brushes. These func-
tional polymeric supports were able to purify oligohistidine-tagged proteins with a 
purity > 99 % directly from cell extracts or a mixture of proteins. An alternative me-
tallic center is Fe(III): brush layers decorated with NTA-Fe(III) complexes reduce 
the detection limit of phosphopeptide until 15 fmol. This enhancement is based on a 
selective and efficient enrichment of the phosphopeptides due to the recognition of 
these moieties with the immobilized ligands. [106]

Recently, other research groups also exploited alternative ligands to form highly 
selective protein adsorbers by non-covalent recognition interactions, for instance, 
iminodiacetic  acid  (IDA)  units.  Zhao  et  al.  [107]  have  immobilized Glucoamy-
lase, as a model enzyme, onto grafted Poly(glycidyl methacrylate) polymer chains. 
PGMA brushes were first functionalized with iminodiacetic acid (IDA) units and 
Cu(II) ions, in which this enzyme could also be tethered via specific metal ion inter-
actions. Applying this novel approach, the authors could control the orientation of 
the enzyme and their findings have demonstrated that the enzyme immobilization 
was faster, which would lead to a reduced activity loss. The bound glucoamylase 
showed better pH, temperature, and thermal stabilities than its free state.

The third type of non-covalent interactions used for the selective immobilization 
of proteins is based on the biorecognition of biotin by (strept)avidin. This interac-
tion is one of the strongest non-covalent bindings known in nature. With this strat-
egy, avidin is covalently grafted to surface-tethered polymer chains and different 
biotin-tagged molecules are  then  immobilized  through  this almost non-reversible 
avidin-biotin recognition. Based on this strong specific interaction, the functionality 
of the grafted biomolecules is expected to be better preserved than by direct cova-
lent binding methods. Ober et al. [108] have demonstrated that biotinylated BSA 
that was previously grafted onto a PAA brush could be used to immobilize strep-
tavidin by this specific non-covalent interaction. BSA linkages can simultaneously 
block the nonspecific interactions of the remaining unreacted carboxylic groups on 
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PAA and this protein as a polypeptide may also offer a biocompatible environment 
for immobilizing other biomolecules. This novel method can be readily expanded 
to immobilize a range of antigens or ligands for advanced biomedical applications. 
Yang et al. [109] have reported a photolithographic process for micropatterning of 
two-component biomolecules using  two  types of polymer brushes,  (poly(sodium 
acrylate),  and poly(glycidyl methacrylate)). Biotin was  selectively grafted  to  the 
epoxy groups in  the PGMA domains, while  immunoglobulin (IgG) was immobi-
lized onto the PAA domains. In each domain, the grafted biotin and immobilized 
IgG were able to specifically recognize their corresponding target protein, avidin, 
and anti-Ig, respectively. Site-specific biotinylation of proteins to surfaces is a key 
task  for  implementing  biomedical  assays  [110,  111].  Depending  on  the  applied 
biotinylation method, proteins can be immobilized in a random or oriented fashion. 
Proteins randomly biotinylated at the free amine groups were compared to oriented 
proteins, site specifically biotinylated at the hinge region, far from the specific cen-
ter of the proteins in order to avoid side effects on the immobilized protein.

Special mention deserves the strategies specifically developed for non-covalent 
immobilization of antibodies. Immobilization of pristine antibodies can be carried 
out by an intermediate protein directly attached to the surface-tethered layer, such as 
protein A and protein G. Both proteins present strong specific interactions to several 
antibodies because of five and two binding domains specific to the Fc part of the an-
tibodies, respectively. Ishihara et al. [112] optimized the approach by forming high-
ly organized aggregates of Staphylococcol protein A (SpA) and antibody.  In  this 
work also, the activity of immobilized antidody by adding its corresponding antigen 
was studied. The SpA was immobilized onto a high brush density of a phospholipid 
polymer in order to reduce undesired denaturation. The binding process was based 
on the selective oxidation of the tyrosine motif from SpA by the Tyrosinase enzyme, 
leading to an oxidized tyrosine, which can further bind to the amino group from the 
polymeric layer. The corresponding SpA-functionalized surface was, then, decorat-
ed with an antibody by the non-covalent recognition process described above. The 
results of this study suggested that the oriented antibodies showed a strong affinity 
for antigens compared with the partially or randomly oriented antibodies.

Following this strategy, Ober et al. [113] have recently immobilized one type of 
antibody by the specific recognition of its corresponding hapten. In this case, the 
authors have first introduced 2,4-dinitrophenol (DNP) onto a polymer brush, which 
reveals a high affinity and specificity to anti-DNP antibodies. The developed sensor 
platform is based on the antibody-catalyzed water oxidation pathway, in which the 
binding antibodies catalyze the production of hydrogen peroxide (H2O2) from water 
and singlet oxygen (O2*), which is generated by a photosensitizer. Another tag used 
for non-covalent binding of antibodies is Digoxigenin [114]. This steroid presents 
a high affinity and specificity to anti-digoxigenin antibodies, which are frequently 
used in a variety of biological immune-assays, such as ELISA.

Alternative target biocues for non-covalent binding of proteins are based on car-
bohydrate recognition processes. Yu et al. [115] prepared three novel glycocomono-
mers containing α-mannoside, α-galactoside, and α-glucoside units which were used 
for  the  synthesis of  artificial glycocalyx. The glycocalyx  is  a  “carbohydrate-rich 
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coat” on the external surface of the plasma membrane of cells. The specific inter-
actions of  glycocalyx with proteins present  in  the  surrounding  environments  are 
important  recognition  events  that  regulate  a myriad  of  biological  and pathologi-
cal processes. These glycopolymer brushes showed ultralow adsorption of bovine 
serum albumin (BSA) and fibrinogen (Fb) and retained specific lectin recognition 
capacity. Specific protein interaction studies with Concanavalin A, which is a lec-
tin that specifically binds α-mannose and α-glucose units, showed the importance 
to preserve the carbohydrate structure  in  its natural form in order  to enhance the 
specific protein interactions. In a later study [116], their interaction with blood was 
also examined and it was found that  the nature of the sugar group (Glc, Man, or 
Gal) has an effect on the amount and type of plasma proteins being adsorbed, with 
glucose-functionalized brushes leading to the lowest adsorption. Bian [117] et al. 
reported an example of glycan arrays decorated with Concanavalin A, creating gly-
can-functionalized polymer brushes with pendant carbohydrate side groups by the 
thiol-acrylate photopolymerization. The results of this study have demonstrated that 
polymer brushes are better polymer scaffolds than their counterpart SAM decorated 
with α-mannosides and α-glucosides. The authors have also concluded that  these 
glycan arrays may be a new tool to study the role of multivalency on carbohydrate 
recognition.

10.6.2  Covalent Protein Binding

In principle, covalent immobilization provides probably the best entry point, which 
combines  longevity of  the protein-functionalized surfaces with a high sensitivity 
due to a desired specific orientation. Therefore, a lot of efforts are currently under-
taken to investigate and improve this area, including both well-known reactions of 
naturally present moieties and the developments of tailor-made surfaces and modi-
fications thereof. The formation of a robust link between the polymer brush chain 
and the protein allows for the use of stronger experimental conditions, such as in-
tensive washing; however one should also take care of these conditions so that they 
do not denaturalize the immobilized proteins. The covalent binding of proteins has 
become an attractive way to fabricate robust and selective protein microchips. In 
early stages for protein immobilization, the deployed chemistry has been limited to 
classical organic reactions via functional groups such as amino, hydroxyl, etc.

Gautrot  et  al.  [118]  have  extensively  studied  the  binding  of  Streptavidin  to 
Poly(oligo(ethylene glycol) methacrylate) (POEGMA) brushes using ten different 
coupling agents and studying which coupling conditions leads to the highest Strep-
tavidin  loading efficiency. Their  findings have demonstrated  that Disuccinimidyl 
carbonate  (DSC) was  the most  efficient  and  reliable  coupling  agent. This  agent 
has created N-hydroxysuccinimide (NHS ) carbonate units at hydroxyl-terminated 
polymer chains, which have further reacted with the primary amines of streptavi-
din. The hydroxyl groups could also react with Carbonyldiimidazole (CDI), lead-
ing to imidazole carbamate moieties, which react readily with free amino groups 
of  biomolecules  (Streptavidin)  to  form  stable  carbamate  linkages. The  tendency 
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of hydrolysis of the imidazole moiety is very low when compared to NHS units. 
Therefore, they appear as a good candidate for coupling biomolecules in an aque-
ous buffer solution. The authors have also activated the hydroxyl-terminated groups 
with anhydrides, leading to the formation of end-capped carboxylate groups, which 
later  on  could  easily  bind  amino  groups  of  biomolecules  using  the well-known 
EDC/NHS protocol (Fig. 10.5).

Epoxide groups are very attractive grafting points for the covalent binding of pro-
teins because they can react irreversibly with different nucleophiles. Poly(glycidyl 
methacrylate) brushes have been extensively used for  the  immobilization of pro-
teins [119]. However, their main drawback is that this polymer is not water soluble 
what strongly reduces the field of possible applications. In order to overcome this 
problem, several authors have proposed the copolymerization of glycidyl methac-
rylate with  hydrophilic  comonomers  such  as  2,3-hydroxypropyl methacrylate  or 
2-hydroxypropyl acrylamide.

Fig. 10.5  SA immbolibilization levels on PEGylated brushes using a range of coupling agents. 
Red bars (10 leftmost): end-capped hydroxyl brushes were directly activated with the correspond-
ing  coupling  agent  depicted. Green  bars  (4  rightmost):  end-capped hydroxyl  brushes  activated 
firstly with anhydride (glutaric or succinic) and then incubated with SA. From Gautrot et al. [118] 
© 2009 American Chemical Society
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The attractive chemistry of active esters, CDI, and epoxide moieties have exten-
sively been used for the covalent binding of proteins by reacting hydroxyl or amine 
groups  contained  in  a  large  number  of  natural  amino  acids. However,  these  ap-
proaches present some limitations related to the nonselective interactions between 
functional groups and the lack of control over the orientation of the immobilized 
protein.  In order  to  improve  the chemoselectivity of  the covalent  immobilization 
reactions and the orientation of the proteins, several strategies have been addressed. 
One strategy is based on the cysteine residue. This nonessential amino acid is much 
lower abundant compared to, for instance, its counter-partner serine and contains a 
thiol group in its side chain. This side chain thiol can further undergo a variety of 
interesting coupling reactions, for example, Michael addition. Piehler et al. [120] 
have efficiently bound Ribonuclease barnase to PEGylated surface, which has been 
activated by the incorporation of maleimido-moieties that can specifically recog-
nize free thiol groups. The maleimide unit reacts faster than other Michael accep-
tors, such as vinyl sulfone, acrylates, or acrylamides, and the coupling reactions can 
also be performed in slightly acidic conditions (pH 6–7). When proteins containing 
a single reactive moiety are used, this method allows for the control of the binding 
orientation of the target protein. 

Another strategy for the conjugation to cysteine units involves the formation of 
disulfide bonds. To this end, the thiol group of the cysteine moiety of the incoming 
protein is reacted with an activated disulfide group of the polymer brush layer. A 
thiol-disulfide displacement leads to a new disulfide bond connecting the incoming 
protein with the brush chains. An advantage of this strategy is that the activated di-
sulfide can selectively react with biothiols under a broad pH range (pH 3–10). One 
of the most widely used active disulfide is o-pyridiyl disulfide because it presents 
an efficient reaction towards biothiols, and the leaving group (2-mercaptopyridine) 
can no longer participate in the thiol-disulfide interchange reaction. In line with this 
strategy, Iwasaki et al. [121, 122] successfully immobilized the antibody fragment 
(Fab 0) onto Phosphorylcholine copolymer brushes. This antibody fragment comes 
from the Y-shaped IgG protein, and its thiol group is at the opposite side of the an-
tigen-binding domain. Therefore, this thiol-disulfide displacement approach could 
be used to covalently immobilize those fragments with an appropriate orientation 
keeping the antigen-binding domain still accessible.

Another possibility  to covalently  immobilize proteins on polymer brush  layer 
involves  the  use  of  the  intein-associated  protein  splicing  process.  This  strategy 
is based on a mechanism known from nature and called native chemical ligation 
(NCL), in which cysteine presents an important role. It was initially developed for 
the  preparation  of  peptides  as  alternative  candidates  for  the  solid-phase  peptide 
synthesis. This approach enables the chemoselective coupling of two unprotected 
peptides by the participation of Coenzyme A (CoA). At the beginning of the reac-
tion, the C-terminal of a free peptide reacts with another peptide end-capped with 
a  cysteine  residue,  leading  to  a  thioester-linked  product. This  intermediate  pres-
ents  a  spontaneous  rearrangement,  forming  a native peptide bond at  the  ligation 
site. Piehler et al. [123] have reported an approach for efficient site-specific pro-
tein  immobilization based on enzymatic phosphopantethinyl  transfer  (PPT)  from 
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coenzyme  A  (CoA)-functionalized  glass-type  surfaces  to  specific  peptide  tags. 
These reactions are highly specific and can efficiently be performed without prior 
purification of  the proteins, allowing for  the selective immobilization of proteins 
from crude mixtures onto decorated-CoA surfaces.  In  this work,  the authors first 
coupled  the CoA motif  onto  dense  PEGylated  polymer  brushes,  by  the  reaction 
of  the CoA  thiol  group with maleimide units  situated on  the PEG chains. Then, 
the CoA can specifically recognize the serine residue from the incoming protein. 
Later, the NCL process leads to a covalent binding between incoming protein and 
the PEGylated surface. The findings of this study concluded that, compared to the 
other  biochemical  and  enzymatic  immobilization  processes,  this  approach  offers 
the advantage of relatively rugged coupling protocols and compatibility with nearly 
all proteins. This method, therefore, will be a valuable tool for covalent functional 
protein immobilization in several demanding bioanalytical and biophysical applica-
tions  such  as  label-free  biosensor  detection,  single-molecule  force  spectroscopy, 
and fluorescence imaging techniques.

Another  interesting  pathway  to  covalently  immobilize  proteins  on  polymer 
brushes involves the use of fusion constructs of the protein of interest and an en-
zyme. This strategy [76] was inspired by the natural chemoselectivity of enzymes, 
which  took  advantage  of  the  ability  of  O-6-alkylguanine-DNA  alkyltransferase 
(AGT) to transfer the benzyl group of O 6-benzylguanine (BG) to one of its cyste-
ine residues. (Fig. 10.6) In this approach, the protein of interest was initially fused 
to an AGT tag [124, 125], and subsequently those units were biorecognized by the 
BG-motifs situated onto the polymer brush chains. As the bioconjugation occurred 
exclusively via  the reaction of  the AGT tag,  immobilization could be carried out 
directly from the crude cell lysates without the need for separate purification steps. 

Fig. 10.6  Schematic illustration of  immobilization of AGT fusion proteins onto polymer brush 
layer by benzylguanine-displacement. From Klok et al. [76] © 2005 American Chemical Society
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The mild procedure left the fusion protein intact and free to react with its substrate. 
Furthermore, the density of the protein on the polymer brush surface could be var-
ied by changing the grafting density of BG. Currently, three other tags are used for 
the covalent binding of proteins: the CLIP tag [126], the tetracysteine tag [127], and 
Indole-3-butyric acid [128]. One could see that these tags could also be employed 
for bioconjugation using the same strategy.

10.7  Conclusions and Outlook

Biomolecule  recognition  is  the keystone  for  the development of biosensors, bio-
chips, and other applications in biomedical fields. The continuous design of tailor-
made polymeric surfaces, especially polymer brushes, is of particular importance 
for biomolecule recognition. Due to the growing progress in polymerization tool-
kits, highly sophisticated polymer brushes decorated with target biomolecules can 
be obtained with less demanding synthetic protocols. This chapter has summarized 
the recent research activities in the recognition of biomolecules using polymer brush 
layers. The different topics, mainly cell adhesion and immobilization of proteins, 
for biorecognition have been reviewed in detail. The work reviewed has shown that 
functional polymer brushes are versatile and powerful spacers for the immobiliza-
tion of  target  biomolecules  to maximize  their  properties. Hopefully,  this  chapter 
will trigger fresh and novel strategies in polymer surface science and inspire further 
interest in restoring polymer brushes as appropiate scaffolds.

Although tremendous progress has been carried out in polymer science, many 
challenging problems  remain,  such  as  the  design of  novel  strategies  to  optimize 
the grafting density of the active cues at the surface and to immobilize specifically 
certain target biomolecules under mild conditions, what becomes especially impor-
tant for those biomolecules with a marked low thermal or photochemical stability. 
The random distribution of biocues around the polymer-grafted chains affects the 
recognition processes, leading to a reduced activity and sensitivity of biomolecules. 
Therefore, the ever increasing demands for sensitivity should direct future efforts 
towards the development of controlled and oriented binding of biomolecules. These 
requirements  are  particularly  important  for  antibody  immobilization.  Currently, 
methodologies are effective but also limited given the heterogeneous nature of such 
surfaces.
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11.1  Introduction

In  the  past  decades,  microfluidics  system,  also  called  “lab-on-chip  (LOC),” 
“biochip,” or “micro-total-analysis-system (µTAS),” has been  rapidly developed, 
and a number of biomedical applications have been demonstrated using microflu-
idic technology [1–4]. It is a very exciting multidisciplinary topic of the combina-
tion of engineering and life science. One of the objectives of the development is to 
substitute the bioanalytical equipment performing in a conventional laboratory to 
an automated and miniaturized device operating in a remote environment. A total 
solution starting from sample pretreatment, sample/reagent manipulation, separa-
tion, reaction, detection, to analytical result display can be automatically conduct-
ed in a single compact device. Due to their miniaturization and automation, there 
are  a  number  of  advantages  of  using microfluidic  systems  such  as  less  sample/
reagent consumption, reduced risk of contamination, less cost per analysis, lower 
power consumption, faster analysis, enhanced sensitivity and specificity, and higher 
reliability.

The  development  of  microfluidic  technology  began  from  micro-electrome-
chanical  system  (MEMS)  manufacturing  infrastructure,  which  is  silicon-based 
fabrication  process.  Beside  the  conventional  surface microfabrication  technique, 
high-aspect ratio fabrication processes were specifically developed for MEMS such 
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as deep reactive ion etching (DRIE), LIGA, and substrate bonding techniques [5–7]. 
Based on the well-established silicon microfabrication process and extensive stud-
ies of silicon property, development of microfluidic technology has rapidly grown 
and silicon-based microfluidic systems have been demonstrated on various fluidic 
functions [8–11]. However, most of the biological activities are commonly repre-
sented by optical signals. Silicon substrate is not optically transparent and may be 
limited to be used in the biomedical applications. Hence, glass and polymer materi-
als were introduced for the substrates of microfluidic systems. Polymer materials 
include polymethylmethacrylate (PMMA), polystyrene (PS), polycarbonate (PC), 
and  polydimethylsiloxane  (PDMS)  and  they  are  less  expensive,  flexible,  optical 
transparent, and biocompatible. Some newly developed fabrication techniques were 
proposed such as soft lithography, hot embossing, injection molding, and low-tem-
perature polymer bonding [12–16]. Currently, glass and polymer materials are the 
most widely used substrates for the development of microfluidic systems [17–19], 
and a lot of excellent demonstrations have been reported for diagnostic applications 
[1, 20]. These systems are much more automated and miniaturized and may achieve 
the objective of substitution of bioanalytical equipment performing in a convention-
al laboratory. But for the applications specifically aimed at rapid diagnostics, they 
are still not readily accessible to untrained personnel and are not appropriate for re-
mote environment [21]. Most recently, paper has been proposed to be an alternative 
material used for the substrates of the microfluidic systems. It has the advantages 
of low cost, biocompatibility, disposability, and passive aqueous transportation and 
was suggested to be suitable for rapid diagnostics in remote environment [22]. The 
paper-based microfluidic systems can be realized by patterning sheets of paper into 
hydrophilic channels bounded by hydrophobic barriers based on the technologies 
of photolithography [23, 24], wax printing [25, 26], polydimethylsiloxane (PDMS) 
printing [27], and plasma treatment [28]. Based on these fabrication techniques, a 
number of biomedical applications have been demonstrated including colorimetric 
bio-assays  [22, 29–30], electrochemical bio-assays  [23, 31, 32], and paper-based 
enzyme-linked  immunosorbent  assay  (ELISA)  [33–36].  Conclusively,  a  board 
spectrum of materials and fabrication techniques have been used and developed for 
the microfluidic systems. The technology is mature  to design and fabricate auto-
mated and miniaturized devices for various applications.

A wide range of biomedical applications have been implemented to the micro-
fluidic  systems,  such  as DNA  analysis  [37–42],  immunoassay  [43–47],  and  cell 
analysis [48–52]. These demonstrations showed the power of microfluidic technol-
ogy and its capability of performing complex analytical problems. In addition, in 
order  to have more specific  functions  in microfluidic  systems,  surface modifica-
tions were introduced to improve the performance of the systems. The aim of this 
chapter focuses some of the recent developments of functional patterned surfaces in 
microfluidic systems. In-depth discussions of the surface modification technologies 
and their applications of fluid manipulation, suppression of biomolecule adsorption, 
control of cellular behavior, and biosensing are respectively included. The current 
excellent integration of microfluidic technology and surface chemistry suggests a 
solid foundation for the development of practical biomedical applications.
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11.2  Modification of Surface Wetting Property

Surface wetting property can be modified to become hydrophobic or hydrophilic.  
Hydrophobic  surfaces  can be  produced by  coating hydrophobic  non-polar mol-
ecules on top of them. With the hydrophobic coating, water on the surface exhibits 
a high contact angle θ, as illustrated in Fig. 11.1a. The determination of the contact 
angle is based on the result of the mechanical equilibrium of a droplet resting on a 
solid surface [53]. This is the action of three surface tensions: γLG at the interface 
of the liquid and gas; γSL at the interface of the solid and liquid; and γSG at the in-
terface of the solid and gas. In contrast, hydrophilic surface is the surface modified 
by hydrophilic molecules which attract water. That is, water on hydrophilic surface 
exhibits a low contact angle, as illustrated in Fig. 11.1b. In general, if the water 
contact angle is larger than 90°, the solid surface is considered as hydrophobic, and 
if the water contact angle is smaller than 90°, the solid surface is considered to be 
hydrophilic. Surface wetting property can be modified by coating a layer of self-
assembled monolayer (SAM). In the following, applications of fluid manipulation 
and suppression of bimolecular absorption through controlling the surface wetting 
property are discussed in this section. 

11.2.1  SAM Coating

SAM of an organic molecule is a molecular assembly formed spontaneously on a 
surface. In some cases, SAM consists of head group, tail, and functional end group, 
as illustrated in Fig. 11.2. The head group has a strong affinity to the substrate and 
anchoring the molecule to the surface. Common head groups include thiols, silanes, 
and phosphonates. SAM can be created by first chemisorping the molecules to the 
substrate with  the  head  groups  through  vapor  or  lipid  phase  deposition. A  slow 
reorganization  of  the  tails  of  the molecules  after  the  deposition  forms  the  SAM 
coating. Finally, substrate surface is covered in a single monolayer. Depending on 

a b 

Fig. 11.1  Illustration of surface wetting property. a Water on hydrophobic surface. b Water on 
hydrophilic surface
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the molecular property of the SAM, either hydrophobic or hydrophilic surface can 
therefore be created.

Silicon and glass surfaces consist of siloxane (Si-O-Si) bonds, which can rap-
idly acquire silanol  (Si-OH) groups after contacting with water or atmospheric 
moisture. These –OH groups are polar and therefore make the surface hydrophilic 
[54]. Typically, a bare glass surface has a water contact angle of around 70–80°. 
To further enhance the hydrophilic property of the surface, SAM can be coated, 
and  the water contact  angle of  the SAM-treated  surface can be achieved  to be 
as  low as 40°. Example of  the widely used hydrophilic molecule  immobilized 
on  glass  substrate  is  2-methoxy(polyethylenoxy)propyl  trichlorosilane  (PEG-
silane). In contrast, octadecyltrichlorosilane (OTS) is  the most commonly used 
hydrophobic molecule to change the substrate to be hydrophobic. The water con-
tact angle of an OTS-treated surface is typically around 110°. A silicon or a glass 
surface  can be dipped  into  an organic  solvent dissolved with SAM molecules, 
such as hexadecane (HD) or dichloromethane. Illustration of the process is shown 
in Fig. 11.3. The trichlorosilane (HSiCl3) group of the SAM molecules acts as the 
polar end of an amphiphilic molecule and attracts a layer of water to be bound 
to the silanol groups of the silicon or glass surface. Upon contact with water, the 
molecule is hydrolyzed with the elimination of HCl. The –OH groups of the mol-
ecules are then created hydrogen bonds with the silanol groups at the substrate 
surface with  the elimination of H2O. Finally, SAM can be coated on  the entire 
substrate surface to modify the substrate surface wetting property.

PDMS is also a widely used material for the development of microfluidic sys-
tems. Original PDMS surface is hydrophobic and has a water contact angle of around 
110°. To modify PDMS surface to be hydrophilic, plasma activation or SAM coat-

Fig. 11.2  Representation of 
an SAM structure
 

Fig. 11.3  Formation of SAM molecules on silicon or glass surface
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ing can be used. In plasma activation, hydrogen atoms of PDMS are first removed 
from the polymer chain, and the activated surface reacts with the oxygen or mois-
ture in the air, forming SiO2, Si-OH, or Si-CH2OH groups on the PDMS surface 
[55, 56]. These polar groups make  the surface hydrophilic  immediately after  the 
plasma treatment. However, the surface regains its original hydrophobic character 
after several days. In order to stabilize the surface wetting property, incorporation 
of monomer molecules, e.g., poly(ethylene glycol)  (PEG) and poly(oxyethylene) 
(POE),  can modify  the  PDMS  surface  to  be  hydrophilic. These molecules  have 
polar  groups  that  increase  dipole–dipole  interactions. The PDMS  surface  finally 
has a water contact angle of around 40°. By coating the SAM, the surface wetting 
property of PDMS material can be modified.

11.2.2  Application Examples—Fluid Manipulation

Fluid manipulation in microfluidic systems can be realized by various fluid compo-
nents such as micropumps [57, 58] and microvalves [59, 60]. To generate pumping 
and valving functions, most of these components were composed of moving parts 
and involved complicated fabrication process. An alternative method was proposed 
to  modify  the  surface  wetting  property  to  induce  passive  pumping  and  valving 
functions. By special arrangement of hydrophilic and hydrophobic surfaces in the 
microfluidic systems, passive fluid manipulation can be realized without moving 
parts. To pattern hydrophobic and hydrophilic SAM in microfluidic systems, multi-
stream laminar flow and UV photolithography were respectively proposed [61–63]. 
The former one was to pattern the surface inside channel networks by combining 
multistream liquid laminar flow and SAM chemistry. Pressure-sensitive microflu-
idic gates were demonstrated, and hydrophobic molecules of OTS and heptadeca-
fluoro-1,1,2,2-tetrahydrodecyltrichlorosilane  (HFTS)  were  used  to  coat  on  glass 
surface [62]. Three solutions of HD, OTS in HD, and HFTS in HD were pumped 
into  the channels and maintained under  laminar  flow for a predetermined period 
of time, as illustrated in Fig. 11.4a. Hence, SAMs formed on the top and bottom 
substrates of the channels simultaneously in the areas where OTS and HFTS solu-
tions flowed through, while other areas remained hydrophilic. Once the surface was 
patterned, aqueous dye solution was pumped along the hydrophilic pathway at three 
different pressures of spontaneous flow, 26 mmH2O, and 39 mmH2O. As shown in 
Fig. 11.4b–d, solution was confined to the hydrophilic pathway under spontaneous 
flow condition and flowed into the hydrophobic regions when pressures exceeded 
critical values.

Alternatively,  patterning  the  surface  by  UV  photolithography  combined  with 
photocleavable  SMA  of  2,2,3,3,4,4,5,5,6,6,7,7,8,8,8-pentadecafluoro-1-octyl 
4-(11-trichlorosilyl-1-oxoundecyloxymethyl)-3-nitrobenzoate  (F-SAM)  was  re-
ported to generate hydrophilic and hydrophobic surface patterns for fabricating mi-
crofluidic gates [62]. Upon exposure to UV irradiation, the o-nitrobenzyl-oxygen 
bond in the F-SAM was cleaved and thus the carboxylic acid groups were exposed 
to the air interface, making the surface hydrophilic. Illustration of photodeprotection 
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of F-SAM upon exposure to UV irradiation is shown in Fig. 11.5a. The water con-
tact angle on F-SAM-coated cover glass could be adjusted by the UV irradiation 
time, as shown in Fig. 11.5b. The contact angle decreased rapidly in the beginning 
but leveled off after 90 min. Thus, patterning different surface wetting properties 
inside microchannel was demonstrated by different irradiation times on the F-SAM-
coated surface. As shown in Fig. 11.6a, regions A and B were irradiated for 120 and 
60 min, respectively, resulting in the contact angles of 69° and 76°, respectively. 
Under spontaneous flow condition, water was confined in region A, as shown in 
Fig. 11.6b. Increasing water pressure led to water flowing into region B, as shown in 
Fig. 11.6c, d. As there was no physical wall on the sides of the liquid streams, liquid 
was referred to as being confined by virtual walls.

11.2.3  Application Examples—Suppression of Biomolecule 
Adsorption

Hydrophobic surfaces cause adsorption of significant amounts of protein from the 
surrounding biological environment, resulted in microbial adhesion and biofilm for-
mation. In some cases, the adsorption of nonspecific proteins leads to failure of the 

Fig. 11.4  a Schematic illustrations of multistream laminar flow of HD, a solution of OTS in HD, 
and a solution of HFTS in HD. b-d Optical micrograph of an aqueous dye solution flowing b along 
the hydrophilic pathway under spontaneous flow conditions, c into the OTS region under a pres-
sure of 26 mmH2O, and d into the HFTS region under a pressure of 39 mmH2O. (Reprinted with 
permission from [62]. Copyright (2003) American Chemistry Society.)
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device [64, 65]. Therefore, it is desirable to modify surfaces of the devices to reduce 
absorption of proteins and adhesion of cells [66–69]. These were demonstrated by 
PEG-grafted PDMS surfaces [68]. The monomer of polyethylene glycol diacrylate 
(PEGDA) was used, and  the micropatterned PEGDA-grafted PDMS surface was 
prepared by photo-induced graft polymerization. After an application of PEGDA 
on the surface, UV light was irradiated through a photomask with an array of black 
squares to obtain a completely grafted surface. The PDMS surface was then rinsed 
and  dried.  Fluoresceien  isothiocyanate-labeled  bovine  albumin  (FITC-BSA)  and 
HepG2 cells were respectively added to the mciropatterned PEGDA-grafted PDMS 
surfaces and were then incubated. Adsorption of FITC-BSA and HepG2 cells are 

Fig. 11.5  a Photodeprotection of F-SAM upon exposure to UV irradiation. b Effect of UV irradia-
tion time on the surface wettability of F-SAM. (Reprinted with permission from [62]. Copyright 
(2003) American Chemistry Society.)
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respectively shown in Fig. 11.7 and Fig. 11.8. The green fluorescence intensity was 
proportional to the amount of the adsorbed BSA and suggested that the untreated 
PDMS area adsorbed more proteins than the PEGDA-grafted area. The HepG2 cells 
were not observed to attach to the PEG-covered area. These results indicated that 
the PEGDA-grafted layer prevents nonspecific protein adsorption and cell adhesion 
on PDMS.

A more  specific  biomedical  application  requiring  suppression  of  biomolecule 
adsorption is electrophoretic separations of biological compounds. PDMS micro-
fluidic devices are hampered with unwanted adsorption of biomolecules. Covalent 
coating of POE molecules of varying chain lengths as well as physical adsorption 
of triblock-copolymers of Pluronic® F108 and L101 on PDMS surface were per-
formed  to  compare  the  electroosmotic mobilities  of microchannels  [69]. Results 
revealed that all of the above surface coatings led to reductions of electroosmotic 
flow. However, molecules with  smaller  POE  tails,  such  as  Si-POE(8)  and  L101, 
were  the  least  effective. Molecules with  longer  POE  tails  (POE  units  >  70)  are 
more  effective  but  risk  a  consequence  of  lower  electroosmotic  velocity  per  unit 
field strength. Therefore, tailoring POE length may be a good parameter to control 
electroosmotic velocity in PDMS microchannels.

Fig. 11.6  a Optical micrograph of the photomask that was used in patterning surface free energies 
inside a microchannel. b Optical micrograph of a water stream under spontaneous flow condition. 
c, d Optical micrographs of water flow under a pressure of 12 mm H2O recorded at different times. 
(Reprinted with permission from [62]. Copyright (2003) American Chemistry Society.)
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11.3  Creation of Cyto-compatible Surfaces

To promote the cell adhesion on the substrate surface, protein and peptide molecules 
were used  as  coating materials,  such  as  fibronectin protein  [70]  and Arg-Gly-Asp 
(RGD) peptide [71]. Better cell attachment was demonstrated on these immobilized 
surfaces, but the protein and peptide immobilization processes involve complicated 
protocol which may lead  to uncontrollable surface absorption. Therefore, develop-
ment of new coating  techniques was being pursued  to  improve cyto-compatibility 
using extracellular matrix  (ECM) components and microstructures.  In  this section, 
the use of polyelectrolyte multilayer (PEM) film on solid surfaces to control cellular 
behaviors is being discussed.

11.3.1  PEM Film Coating

Coating a PEM film on a solid surface relies on nonstochiometric electrostatic inter-
actions and cationic and anionic polyelectrolyte layers are absorbed to the  surface 

Fig. 11.8  Optical micro-
graphs of HepG2 cells cul-
tured on the micropatterned 
PEGDA-grafted PDMS 
observed through a a 4 × 
objective lens and b a 10 × 
objective lens. (Reprinted 
with permission from [68]. 
Copyright (2008) Elsevier.)

 

Fig. 11.7  FITC-BSA adsorp-
tion onto the micropatterned 
PEGDA-grafted PDMS. 
(Reprinted with permission from 
[68]. Copyright (2008) Elsevier.)
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alternatively. Poly-L-lysine (PLL) is postively charged and is widely used for pro-
moting cell adhesion to solid surfaces [72, 73]. Poly-L-glutamine acid (PLGA) is 
negatively charged and  is known  to be a biodegradable material  [74]. Layer-by-
layer assembly of PEM film has been demonstrated for the improvement of cyto-
compatibility and the control of cellular behavior [75–80]. This method provides 
adjustable film properties in terms of thickness, morphology, and internal molecular 
structure [81, 82].

11.3.2  Application Examples—Control of Cellular Behavior

Surface morphology of  a hyaluronic  acid  (HA)-based PEM film  (bilayer number 
< 9) deposited on the amino-functionalized glass slides was investigated to have a 
nanoscale  roughness  ranging  from 10  to  100  nm  [75].  Primary  hippocampal  and 
cortical  neural  cells were  cultured  on  the HA/Collagen  type  I  (COL) PEM  films 
for 5 days. The statistical results of neurite lengths of the neurons on different bi-
layer numbers of HA/COL films are shown in Fig. 11.9. The neurite lengths of the 
COL-terminated  films were  significantly  longer  than  those  of  the HA-terminated 
films where they had a very close bilayer number. However, neurons grown on (HA/
COL)4.5 and (HA/COL)8 films had no significant difference in neurite lengths. It was 
pointed out that neurite outgrowth is not simply influenced by the last layer of the 
PE films but may also be related to the bilayer number and other surface properties.

Moreover,  in  vitro  cultures  of  neural  progenitor  cells  on  PEM  films  built  up 
by  heparin  and PLL were  also  studied  to  improve  cell  adhesion  and  subsequent 
cellular  functions  [79].  In  this  study,  neuronal  spreading  ( βIII-Tubulin  positive) 
was  observed  on  both  PLL  positive  controls  and  PLL-terminating  PEM  films 
(Fig. 11.10a–c). Neurites radially elongating and perpendicular side branching at 
the periphery of outgrowths were observed. For heparin terminating layers, while 

Fig. 11.9  The neurite length 
of neurons was compared 
with (HA/COL)n films with 
different terminated out-
layers using Student’s t test 
in the group of close bilayer 
numbers. Error bars show 
standard deviation of the 
mean. *p  < 0.01. (Reprinted 
with permission from [75]. 
Copyright (2006) Wiley 
Periodicals, Inc.)
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some cell colonies were seen to adhere, neurite elongations were relatively short and 
sparse (Fig. 11.10d. Based on the quantified neurite coverage shown in Fig. 11.10e, 
cell–substrate interactions were significantly improved on the PLL-terminating sur-
faces. In addition, brain-derived neurotrophic factor (BDNF) was adsorbed onto the 
PEM film surfaces. This combined chemical and biological effect was then char-
acterized  in  terms  of  neurite  length  along with  the  full  length/truncated  isoform 
1  tyrosine  kinase  receptor  (TrkB-FL/TrkB-T1)  and growth  associated protein-43 
mRNA levels. Here, the authors reported the differential effect of the adsorbed and 
soluble BDNF in different concentrations. The adsorbed BDNF promoted the neu-
rite outgrowth and led to elevated, sustained TrkB mRNA levels.

11.4  Creation of Biological Specific Surfaces

Microfluidic systems were developed for various automated and miniaturized di-
agnostic  applications  [1].  In  miniaturized  environment,  high  surface-to-volume 
ratio can  improve  the sensitivity of biosensing when comparing  to standard well 
format, but also magnify  the effect of nonspecific binding of biomolecules. This 
is  especially  important  in  immunoassays  that  key  reagents  such  as  proteins  and 
enzyme labels can absorb to hydrophobic surfaces, seriously degrading the assay 
performance.  Immunoassay  is  to measure  the  presence  and  the  concentration  of 
antibody or antigen in biological liquid. The detection method is generally based 
on protein binding  reaction, which  is  a  specific  interaction between  an  antibody 
and its antigen. One of the challenges is to immobilize antibodies on the sensing 

Fig. 11.10  a Cells cultured for 5 days on the PLL positive control, b P4, c P5, and d H6 PEM 
film surfaces. The cells were stained by βIII-Tubulin ( red) for neurons and DAPI ( blue) for nuclei. 
Scale bar indicates 100 µm in a-d. e Day 5 neurite coverage (from cell clusters) on the PLL posi-
tive control and the PEM films from P4 to H8. Error bars show standard deviation of the mean. 
(Reprinted with permission from [79]. Copyright (2011) American Vacuum Society.)
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surface homogeneously and effectively to achieve accurate and sensitive detection. 
Creating  an  antibody-immobilized  sensing  surface  to  specifically  capture  a  spe-
cific antigen is important for the development of the microfluidic biological sensing 
systems. Hence the concentration of the target antigen in the biological liquid can 
be measured correctly. Strategies  that have been used to attach antibodies on the 
sensing surface include direct adsorption and covalent attachment to reactive func-
tional groups on the substrate. Direct adsorption is commonly used on hydrophobic 
polymer surfaces but this technique may not be the most sensitive because of the 
conformational uncertainty. Therefore, covalent attachment  is more preferable  to 
have stable protein immobilization on the sensing surface.

11.4.1  Immobilization of Biomolecules

Surface modification by SAM on solid surfaces was employed to covalently immo-
bilize protein on a surface. The functional end group of SAM can yield a number of 
active groups like –OH, -NH2, -COOH, and –COOR to attach proteins. Generally, 
proteins supply  the  following chemical  functionalities on  the side chains of  their 
polypeptide backbone:  -SH (cystenine),  -NH2  (lysine, arginine),  -COOH (aspara-
gine, glutamine), -OH (serine), Ph-OH (Ph = phenyl, tyrosine), and imidazole (histi-
dine). In principle, all of them can be used during the direct chemical coupling reac-
tion on specially prepared SAM surfaces. Several strategies on modifying silicon 
or glass surfaces were developed and are shown in Fig. 11.11: (1) glutaraldehyde 
(GA)-activated  3-aminopropyltriethoxysilane  (APTES)  (APTES-GA  surface),  (2) 
GA-activated physically adsorbed poly(ethyleneimine) (BPEI) (BPEI-GA surface), 
(3) GA-activated BPEI covalently attached  to 3-glycidoxypropyltrimethoxysilane 
(GOPS)-silanized surface (GOPS-BPEI-GA surface),  (4) GA-activated physically 
adsorbed poly(ethyleneimine) (LPEI) (LPEI-GA surface), and (5) adsorption of an-
tibodies on a physically adsorbed LPEI layer (LPEI surface) [83]. The detailed pro-
cedures of antibody immobilization based on different strategies are included below.

11.4.1.1  Immobilization of Antibodies onto APTES-GA Surface

Cleaned silicon or glass substrates are washed with sodium-dried toluene and then 
immersed  in a solution of 10 % APTES in dried  toluene. Then  the  reaction mix-
ture is refluxed overnight at room temperature. After removal of the solution, the 
substrates are rinsed several times with toluene and acetone and dried in an oven 
at 110 °C for 1 h. The amine groups of the APTES-silanized substrates are reacted 
with 2.5 % v/v GA in buffer for 1 h at room temperature, followed by thorough rins-
ing with Milli-Q water in order to remove traces of GA to avoid cross-linking after 
adding antibodies. Antibody (1 mg/mL) in buffer is then added to the GA-activated 
surfaces  to  react overnight at 4 °C under gentle  shaking. After 12 h,  the  residual 
aldehyde groups remained after antibody attachment are blocked with 10 mg/mL of 
L-lysine. The Schiff bases are reduced with 20 mg/mL NaBH3CN solution in buf-
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fer, and the reaction mixture is allowed to proceed for 1–2 h under stirring at room 
temperature. The substrates are then carefully washed and stored in 0.1 M Tris/HCl 
buffer at 4 °C until use.

11.4.1.2  Immobilization of Antibodies on BPEI-GA Surface

Cleaned substrates are immersed in 0.5 % v/v solution of BPEI in buffer and kept 
under stirring at room temperature overnight and then thoroughly washed with buf-

Fig. 11.11  a Structures of the modified surfaces for protein immobilization. b Chemical structures 
of LPEI and BPFI. (Reprinted with permission from [83]. Copyright (2002) American Chemistry 
Society.)
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fer. To incorporate active aldehyde groups, the substrates are reacted with 2.5 % v/v 
GA in buffer for 2 h at room temperature under stirring. After careful washing with 
Milli-Q water and buffer, the aldehyde-functionalized surfaces are reacted with an-
tibody solution overnight at 4 °C. Then the residual aldehyde groups on the surfaces 
are blocked and the Schiff bases reduced as described in Sect. 4.1.1.

11.4.1.3  Immobilization of Antibodies on GOPS-BPEI-GA Surface

The cleaned substrates are reacted with GOPS in dry toluene, containing 2 % v/v 
GOPS and 0.2 % triethylamine at room temperature. After 1 h,  the GOPS-coated 
surfaces are rinsed with  toluene,  then with acetone, and  then dried  in an oven at 
110 °C for 1 h. A solution of 0.5 % v/v BPEI in succinate buffer is added, and the 
reaction mixture is gently shaken for 5 h at room temperature. After careful wash-
ing with Milli-Q water, the surfaces are treated with 2.5 % v/v GA in buffer. After 
2 h, the surfaces are rinsed and then immersed in antibody solution. The reaction 
is allowed to proceed overnight at 4 °C, after which the surfaces are blocked and 
reduced as described in Sect. 4.1.1.

11.4.1.4  Immobilization of Antibodies on LPEI-GA Surface

The cleaned substrates are immersed in 0.5 % v/v solution of LPEI in buffer and 
kept under stirring at room temperature overnight and then thoroughly washed with 
buffer. The GA activation and antibody attachment steps are carried out as described 
in Sect. 4.1.1.

11.4.1.5  Adsorption of Antibodies on LPEI Surface

The cleaned substrates are immersed in 0.5 % v/v solution of LPEI in buffer and 
kept under stirring at room temperature overnight. The surfaces are then carefully 
washed with Milli-Q water,  immersed in solution of antibodies  in buffer, and al-
lowed to proceed overnight at 4 °C.

11.4.2  Application Examples—Biosensing

A miniaturized mosaic immunoassay was proposed based on patterning lines of an-
tigens onto a  surface by means of a microfluidic network  [84].  Illustration of  the 
strategy is shown in Fig. 11.12. The microfluidic network immobilized a series of 
antigens as narrow stripes on a planar substrate. After a blocking step, the antigens in 
each line could be recognized by specific analytes from a sample solution also guided 
over the substrate with a second microfluidic network. The resulting binding pattern 
could then be readily evaluated when analytes were tagged or developed by binding 
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Fig. 11.12  Strategy for performing a micromosaic immunoassay on a surface with microfluidic 
network cross-delivery of a series of antigens and one of antibodies. a A microfluidic network 
patterns different antigen molecules along single lines on a substrates. b The area of the substrate 
left unpatterned during (a), it is blocked to prevent nonspecific binding of proteins in subsequent 
steps. c Antibodies flowing through the channels of a second microfluidic network locally bind to 
the patterned antigens. d Reading the binding mosaic reveals the amount of antibodies present in 
the samples. e A mosaic can be read using a fluorescence microscope. (Reprinted with permission 
from [84]. Copyright (2001) American Chemistry Society.)
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a fluorescent- or enzyme-conjugated antibody to the analyte. A mosaic of binding 
events can readily be measured in one screening using fluorescence. Similarly, large-
scale protein microarray was also reported, and surface modification of the biological 
specific surfaces is one of the key challenges for such development [85].

The abovementioned example was to immobilize antibodies on the planar sub-
strate,  and  the  antigen–antibody  interaction was  indicated  by  fluorescent  signal. 
The technique of protein immobilization is also important for specific and sensitive 
electrical immunoassay measurement. Electrical detection of protein concentration 
was developed based on the resistance measurement across a pair of indium tin ox-
ide-interdigitated electrodes [44]. Antibody was first immobilized on the electrode 
surface and gold nanoparticles were then applied to indicate the concentration of the 
immobilized antibodies. Similar development was reported for methamphetamine 
(MET) detection  [86]. Competitive  immunoassay method was used  in  this  study 
and illustrated in Fig. 11.13. The electrode on SAM modified glass slide was immo-
bilized with bovine serum albumin (BSA)-MET conjugates. After sample solution 
of MET in urine was mixed with anti-MET antibody-colloidal gold conjugates for 
1 min, the mixed solution was applied to the electrode surface, and the residual anti-
MET antibody-colloidal gold conjugates were bound with BSA-MET conjugates. 
Consequently,  the  impedance across  the electrode was measured and represented 
the concentration of the MET.

Fig. 11.13  Principle of the competitive immunoassay method for impedance detection of MET 
concentration. (Reprinted with permission from [86]. Copyright (2012) Springer.)
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11.5  Concluding Remarks

Functional patterned surfaces provide a simple approach for selective biorecogni-
tion. This  chapter  reviewed  the most  commonly used  surface modification  tech-
nologies and their applications of fluid manipulation, suppression of biomolecule 
adsorption,  control  of  cellular  behavior,  and  biosensing  in microfluidic  systems. 
We anticipate that as these manufacturing and surface chemical techniques mature, 
microfluidic devices will be more widely used for many biomedical screening and 
diagnostics in the near future.
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12.1  Introduction

Colloids refer to particles in the size range of a few nanometres to a few microme-
tres. When the colloidal particles are monodispersed in size, upon favourable condi-
tions, they can spontaneously assemble into ordered assemblies, named ‘colloidal 
crystals’. Colloidal assemblies can be either two-dimensional (2D) or three-dimen-
sional (3D) periodically structured lattices, and they serve as excellent templates for 
patterning [1]. Colloidal templating is also sometimes referred to as colloidal lithog-
raphy. 2D hexagonal  lattices of colloidal  spheres have been successfully demon-
strated as physical masks for fabrications of ordered arrays of micro- or nanostruc-
tures, whilst 3D colloidal crystals have often been employed as removable templates 
for highly ordered, macroporous materials with partial photonic bandgaps, which 
have applications in sensors and optoelectronic devices [2]. In colloidal templating, 
the most commonly used colloidal particles are either polystyrene (PS) spheres or 
silica spheres, owing to the well-established synthesis methods for controlling par-
ticle size with tight monodispersity and the ease in removal as a template [2].

Colloidal templating is a very versatile technique; the 2D and 3D colloidal crys-
tals can serve as templates for depositing various metals, catalysts, polymers and 
inorganic materials and forming inversed replica structures [3–6]. Colloidal  tem-
plating has salient advantages in that it does not require any elaborate lithrography 
equipment, it is intrinsically a parallel process and can be easily integrated with ex-
isting material deposition techniques such as sputtering/evaporation [7], chemical 
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vapour deposition  [8],  reactive  ion etching  [9], plasma  treatment  [10]  and  inkjet 
printing [11] to produce patterns of desired chemistry.

Self-assembled  colloidal  templates  have  been  used  to  successfully  pattern  and 
culture cellular structures such as bacteria [12], and human cell cultures [13, 14] by 
providing an underlying protein pattern. The morphology and growth direction of 
biological microstructures can also be controlled by the substrate topography—both 
natural, and synthesized (e.g. fabricated nanostructures)—and is a major area of re-
search in tissue engineering such as scaffold design for regenerative therapies [15]. 
In those patterning formats, the colloidal assembly can be used either as the direct un-
derlying surface, or a sacrificial template. The formed patterns can be either discon-
nected or interconnected. Ordered patterns imply uniformity and optimum density, 
and they are compatible with array systems, and signal read-out platforms. Colloidal 
crystals also possess special optical features originated from Bragg’s diffraction ow-
ing  to  their  structural  periodicity, which may be  exploited  particularly  in  sensing 
technologies. Moreover, colloidal self-assembly can be combined with supramolecu-
lar chemistry [16] or soft lithography [17] for creating hierarchical patterning.

The patterns generated by colloidal  templating can be controlled  in  the  range 
from  several  nanometres  to  several  micrometres. When  the  pattern  feature  size 
is  two  or  three  orders  of magnitude  larger  than  proteins  themselves,  the  protein 
adsorption behaviour  is not different  from protein adsorption on a non-patterned 
surface with the same surface chemistry, governed by the same fundamental pro-
tein–surface interactions, such as physisorption, chemisorption and bioaffinity. But 
when the pattern dimensions become comparable to the protein size, the protein–
surface interaction can become atypical, which deserves particular attention [18]. 
We should also be mindful of  that, proteins are delicate biomolecules which are 
prone to denaturation if chemically treated, and this critical factor must be consid-
ered when selecting or developing a patterning strategy.

This chapter intends to provide an overview on protein patterning generated by 
colloidal templating including the fabrications, properties and their applications. It 
aims to serve as a compendium for researchers and industry readers who are inter-
ested in this technology.

12.2  Fabrications of Colloidal Crystal Templates

Since  the colloidal  templates are  the basis for  this  technology, we first  introduce 
the fabrication methodologies for producing the 2D, 3D and hierarchically ordered 
colloidal crystals.
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12.2.1  2D Colloidal Crystals

12.2.1.1  2D Close Packing

Self-assembling of 2D colloidal crystals (also colloidal monolayers) often involves 
a solvent drying process and an air–water interface; it is highly dependent on the 
interplay between the capillary forces and DLVO force among the colloidal particles 
[19]. The fabrication of 2D colloidal crystals can be categorized into two main ap-
proaches: (1) direct assembly on targeted substrate materials, or (2) pre-assembly 
on an intermediate surface, typically at air–water interface, with subsequent transfer 
onto the target. In the former case, the monolayer is created by either drying a col-
loidal suspension on a very smooth substrate such as mercury or by vertical lifting 
deposition [20, 21] or spin coating [22].

Retsch et al. [23] developed a more reproducible method whereby close-packed 
colloidal 2D crystals were constructed through floatation and re-deposition of PS 
particles at the air–water interface. As depicted in Fig. 12.1, in this method, a PS 
colloidal dispersion is first spin-coated onto a solid support termed the ‛parent sub-
strate’ in a sparsely distributed fashion. After the dispersion is dried, the parent sub-
strate is slowly immersed at a shallow angle in MilliQ water with moderate addition 
of  sodium dodecylsulfate  surfactant  and/or  pH-adjustment,  causing  the  colloidal 
particles to detach and float at the air–water interface. The detached particles spon-
taneously self-assemble into a dense monolayer and remain afloat at the interface. A 
second ‛receiving substrate’ is then immersed into the water and slowly withdrawn 
at a shallow angle and collects the floating colloidal monolayer.

The method can produce high quality 2D colloidal crystals with large domain 
size spanning hundreds of micrometres as shown in Fig. 12.2. Moreover,  the 2D 
assemblies exhibit strong mechanical stability; they can be transferred onto curved 
receiving surfaces, such as on tubular surface and undulating surfaces such as the 
ones formed by 2D crystals of different particle sizes as shown in the right panel in 
Fig. 12.2 [23].

The additional advantage of the method is that the 2D colloidal crystals formed 
at the air–water interface can be transferred onto both hydrophilic and hydrophobic 

Fig. 12.1  Monolayer formation at the air–water interface from a spin-coated parent substrate by 
the SC method [23]
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surfaces, as shown in the schematics in Fig. 12.3. This significantly enhances the 
versatility of this facile method.

12.2.1.2  Non-close 2D Ordered Packing

Non-close  packed  2D  arrays  provide  further  flexibility  in  controlling  pattern 
size,  shape  and  inter-distance.  Strategies  have  been  developed  to  overcome  the 
predestined hexagonal close packing structure governed by  the  thermodynamics. 
Zhou et al.  [24] have invented a  layer by layer method to produce non-close 2D 

Fig. 12.3  Scheme: Transfer of a floating monolayer onto a hydrophilic ( top row) and hydrophobic 
( bottom row) substrate

 

Fig. 12.2  Left panel:  Formation  of  highly  ordered,  hexagonally  close-packed  monolayers 
(b and d) by floatation of sparsely distributed colloids of 1116 (a) and 182 nm (c), respectively. 
e  shows a comparison of  the 182 nm particles distribution on  the parent substrate  ( left) versus 
a resultant close packed monolayer after floating ( right, dark grey patch). Scale bars are 10 µm for 
a and b, and 2 µm for c and d. Right panel: stacking of PS monolayers of different particle size [23]
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packing, whereby a PS colloidal monolayer is first deposited on a glass substrate, 
followed by a second silica sphere layer deposited by vertical deposition, and sub-
sequently heat treatment to remove the bottom PS layer. Figure 12.4 displays the 
SEM images of  the  structures after  the bilayer  formation and  the  following heat 
treatment.

Non-close packed 2D arrays can also be obtained by shrinking the size of col-
loidal spheres of the 2D hexagonal close packing. Vogel et al. [25, 26] have dem-
onstrated that non-close packed 2D arrays can be used in combination with plasma 
etching to form the non-close 2D ordered packing. In their study, the non-close 2D 
packing enabled an inclined Au sputtering process to create novel nanostructures 
such as arrays of gold crescents, which showed heightened sensitivity in biosensing 
due to enhanced plasmonic effect.

12.2.1.3  2D Binary Colloidal Crystals

Singh  et  al.  [27]  have  recently  successfully  fabricated  2D binary  colloidal  crys-
tals with  the  two  sizes of particles  truly on  the  same plane. A modified Denkov 
2D colloidal crystallization [28] was developed, whereby the colloidal solution of 
multicomponent colloids was confined inside a rubber ring placed on a hydrophilic 
surface to grow [10]. The schematic in Fig. 12.5 demonstrates the versatility of this 
binary  colloidal monolayer  in  changing  the  chemical  pattern  geometry  by  using 
different composite binary colloidal assemblies (BCAs) as lithographic masks, and 
they can be utilized to adsorb proteins selectively after surface modification. Dif-
ferent chemical, micro- and nanopatterns can be created by exposing the templates 
to  sputter-coating processes. Gold  sputtering was chiefly employed  in  this  study 
owing to its good compatibility with biomolecules.

Fig. 12.4  Left panel: Silica monolayer patterns fabricated on PS colloidal films with size ratios of 
0.28 (a), 0.4 (b), 0.48 (c) and 0.68 (d); Right panel: Remaining silica monolayer after removing 
the underlying PS colloidal films with size ratios of 0.4 (a), 0.48 (b) and 0.68 (c). The scale bar 
indicates 1 µm in all images [24]
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12.2.1.4  Other Unconventional Patterns

The growth of thin film colloidal crystals can be influenced by substrate patterning. 
Key parameters influencing crystal formation include confining cell thickness, and 
the surface profile of the patterned substrate. Using the corrugated surface of com-
mercially-available recordable DVDs as a wedge cell template, Ramiro-Manzano, 
Bonet [29] studied the growth of PS colloidal crystals. The researchers found that 
groove size, substrate pitch, cell  thickness value and particle-to-substrate relative 
size dictated the deposited crystal configuration. For particles with size in order of 
the groove width, increasing cell thickness resulted in spherical particle distribution 
going from linear rows (i.e. reported ‘zigzag angle of 180 degrees’) to 60 degrees 
‘zigzag’, and eventually to triangular arrangement of close-packed spheres as more 

Fig. 12.5  Schematic illustration showing the generation of different chemical patterns from low 
and  high  size  ratio BCAs,  and  subsequent  protein  patterning  after  surface modification  of  the 
patterned surface. a A mixed suspension of different sizes of colloidal particles is spread inside a 
rubber ring. b, e BCAs form after complete evaporation of the solvent. c Au sputtering over the 
colloidal mast and the removal of particles by sonication or lift-off yield chemically patterned sur-
faces. f Heating the composite template made from PS and SiO2 particles for 5–10 min at 100°C 
and removal of SiO2 particles by H. g Au deposition over the mast generates a chemical pattern 
comprising six holes arranged in hexagonal fashion. h, i Heating the composite masks for longer 
duration (20–45 min) at 120°C and removal of silica particles by HF. j Au deposition and subse-
quent removal of PS particles yield disk-like gold patterns. d, k The chemical modification of the 
patterned surface with protein resistant molecules guides the specific adsorption of the protein to 
unmodified regions [27]
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spheres are spatially accommodated and filling fraction is maximized (Fig. 12.6). 
When spherical particles of diameters larger than the corrugated groove width were 
used, the patterned surface could still influence particle ordering with a transition-
ing sequence of buckling, triangular and HCP observed—similar to that reported in 
non-patterned wedge cells. While localized dislocations and defects occurred, long-
range  patterning was  essentially maintained  [29]. The  principles  and  techniques 
explored  therefore  provide  opportunities  to  create  large  domain  colloidal  crystal 
arrangements of varying configurations based on tailored substrate structures using 
different colloidal particle sizes for applications where large surfaces areas or func-
tional sites are required.

12.2.2  3D Colloidal Crystals

In comparison, the formation of 3D colloidal crystals is more straightforward and 
can be  facilitated by a  rich variety of methods,  such as  sedimentation  in a  force 
field, packing in a confined space, controlled evaporation including vertical lifting 
deposition [30] and horizontal deposition [31]. The most common type of colloidal 
crystals formed by self-assembly of monodisperse particles has a face-centred cubic 
( fcc) lattice symmetry with the highest crystalline packing density of 74 % volume 
filling. Various operational parameters can be tuned in each process for controlling 
the film thickness.

3D colloidal crystals are often employed as templates for 3D macroporous net-
works.  It  is  typically achieved by  infiltrating  the  targeted precursor material  into 
the interstitial voids of the colloidal crystal template, followed by solidification and 
subsequent template removal. The contact points between templating particles lead 
to orifices  between  the  spherical  voids  in  the  resulting  replica  and  consequently 
results in an open, fully continuous 3D network, often referred to as ‘inverse opals’.

The inverse opals can be formed in two principal ways, as illustrated in Fig. 12.7 
[32]:

Fig. 12.7  Scheme of general preparation routes to 3D macroporous networks by colloidal crystal 
templating [32]
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a.  Infiltration with a second material, which can be polymer precursors, or sol-gel 
precursors, or a dispersion of nanoparticles, into the interstices of the colloidal 
template, followed by polymerization, solidification and template removal;

b.  Codeposition of the colloidal templates together with the matrix material, typi-
cally in the form of nanoparticles, followed by template removal.

12.2.3  Hierarchically Ordered Colloidal Crystals (HOCCs)

HOCCs  are  self-organized  structures  combining  features  of  several  hierarchical 
ordering characteristic length scales. Yang et al. [17] have first demonstrated this 
concept  by  combining  copolymer  templating  (~ 10  nm),  latex  sphere  templating 
(~ 100 nm) and micromolding (~ µm) for the fabrication of hierarchically ordered 
porous oxides. HOCCs offer great potential  for  the design of new materials  and 
devices for a broad range of applications due to the interconnected pores at different 
length scales, increased specific surface area, higher density of reactive sites and 
simultaneous patterning on surface [16].

Taking the colloidal particle size as the reference point, the larger length scale 
features can be conveniently introduced by incorporating mature microfabrication 
techniques,  such  as  soft  lithography  through  PDMS  stamping,  or  photolithogra-
phy, or silane chemistry combined with photolithography, whereas novelties often 
emerge from the pursuit of  introducing additional features on the nanoscale. The 

Fig. 12.8  a  Schematic  drawing  of  the  PS-b-PMMA  pattern  on  a  neutral  surface  with  proteins 
adsorbed on the PS domains. b AFM phase image showing the PS-PMMA ordered pattern. c AFM 
topography image showing that the IgG proteins are selectively adsorbed on the PS domains [34, 35]
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meso- and micro-size features can be introduced by surfactants, amphiphilic block 
copolymers, multi-size colloidal particles, anisotropic colloidal particles, ionic liq-
uids and pre-functionalized constituent particles. Here we highlight the block copo-
lymer co-assembly and multi-size colloidal particles co-assembly, due to their close 
pertinence to protein patterning. A more comprehensive account on HOCCs can be 
found in [33].

a.  Block copolymer surface templating

Among those nanoscopic patterning methods, block copolymers is particularly rele-
vant to protein patterning, because the phase separation as a result of the copolymer 
self-assembly can induce regular patterns that would have contrast in affinity to pro-
teins or protein linker molecules [34, 35]. For example, polystyrene-b-poly(methyl 
methacrylate) can form cylindrical patterns with a PS domain size of tens of nano-
metres, which would favour protein adsorption, as shown in Fig. 12.8.

Fu  et  al.  have  introduced  PS-b-PMMA  copolymer  in  silica  inverse  opals  us-
ing solution wetting [36]. Different  from the previous studies,  they succeeded  in 
inducing the copolymer self-assembly along the inner surface of the inverse opal 
structure, instead of filling the pore volumes. The study showed a unique behaviour 
of copolymer self-assembly on a highly curved spherical surface with significant 
boundary constraints.

The study showed that the coexistence of polymer/silica and polymer/vacuum 
interfaces in the shells of the hollow spheres plays a synergetic role in block copoly-
mer patterning, which can be adjusted by changing the commensurability between 
the block copolymer period and the shell geometry. Due to the confinement effect, 
the geometry and feature size of the copolymer patterns can be tuned by the pore 
size of the inverse opal as wells as the molecular size of the copolymer, as demon-
strated by their SEM images and the cartoon schematics in Fig. 12.9 They further 
demonstrated a hierarchical patterning of gold and palladium nanoparticles in the 
PS-b-poly(2 vinylpyridine) copolymer coated silica opal as shown in Fig. 12.9.

b.  Multiple-size particle templating

Binary colloidal crystal (bCC) structures form when two species of colloidal par-
ticles  in dispersion co-crystallize. Earlier fabrication processes of bCC structures 
were  based  on  layer-by-layer  deposition methods where  a monolayer  is  initially 
prepared and subsequent monolayers are deposited on top containing different sized 
spheres. The resulting arrangement is that of stacked 2D monolayers, rather than a 
complete 3D binary structure.

An alternative approach  to bCC fabrication was achieved by Wang et al.  [37] 
using a simplified vertical lifting co-deposition method under thermodynamically 
non-equilibrium conditions. In this method, a mixed colloidal suspension is depos-
ited onto a solid lifting support by vertical lifting action. Co-crystallization of large 
and small particles occurs due to kinetically controlled liquid flux-induced particle 
packing [37]. In the study, two experimental parameters were varied and their effect 
explored—(1) the size ratio of particles, γS/L and (2) the relative concentration, ϕS/L, 
where the subscripts S and L denote the small and large particles, respectively. The 
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lattice geometry commonly formed was found to be the close-packed face-centred 
cubic lattice (fcc) with tetrahedral or octahedral interstitial sites as illustrated in the 
schematic shown in Fig. 12.10. Figure 12.10 also presents the morphology of the 
3D binary colloidal crystals when size ratio and relative concentration were varied.

The deposition method was simplified by Wang et al. [38] by a horizontal de-
position method as illustrated by the schematic in Fig. 12.11. It was found that in 
horizontal deposition, the evaporation-induced liquid flux is fast enough to move 
the homogenously distributed binary colloids to the drying edge without allowing 
them to segregate, thereby forming uniform binary crystal structures.

Fig. 12.9  Left panel: a Concentration dependence of shell thickness and the SEM images of, after 
removal of silica templates, b the 3D arrays of hollow PS-b-PMMA spheres and the annealed hol-
low spheres of c S326-PMMA301, e S450-MMA182 and g S1037-MMA322. The PS-rich domains 
appear bright and the PMMA-rich domains appear dark in the SEM images. The schemes in d, 
f and h represent the schematic cross-section view of the nanostructured shells observed in c, e 
and g. Right panel:  SEM  images  of Au/PS-P2VP hemisphere  array with  silica  templates  (side 
view) (a); before (b) and after annealing at 200°C for 24 h and with subsequent removal of silica 
templates (c)
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Fig. 12.10  Left Panel: Left: analysis of  the  fcc  lattice geometry of  large particles  in blue with 
interstitial sites (tetrahedral in purple, left-top and octahedral in green, left-bottom) for accommo-
dation of small particles. Right: schematic representation of the particle transfer and crystallization 
mechanism during vertical lifting deposition. Right panel: Top view onto a binary colloidal crystal 
of large (dL = 839 nm, ϕL = 0.01) and small (dS = 187 nm, ϕS = 2.0 × 10− 4) with γS/L = 0.223, NS/
NL = 1.80. b  Concentration  of  small  particles  ϕS = 3.84 × 10-4, NS/NL = 3.43.  c  Side  view  of  a 
fracture  through a. d Region with  a  square  lattice  geometry  at  small  particle  concentration  of 
ϕS = 3.07 × 10− 4, NS/NL = 2.77
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Wang et al. [39] further demonstrated another important extension of this meth-
odology, whereby  they mixed  three different  types of  colloids which are  also of 
different size, namely 489 nm PS particles, 80 nm PMMA spheres and 12 nm sil-
ica nanoparticles. By a single stroke of vertical deposition,  the three constituents 
co-crystalized  into  colloidal  crystal  formation,  which  is  dominated  by  the  large 
particle-induced periodicity with  intermediate  and  small  size particles  filling  the 
interstitial voids in an ordered fashion, as shown in Fig. 12.12.

12.2.4  Template Removal

In most cases in colloidal templating, the colloidal templates need to be removed 
after the desired patterns are formed. In 2D colloidal templating, the most frequent-
ly used method is the physical lift-off approach, which can be simply assisted by 
a  piece  of  scotch  tape.  For  3D  colloidal  templating,  particularly  in  inverse  opal 

Fig. 12.12  Schematic  and  SEM  image  of  multiple-size  particle  templating  of  hierarchically 
ordered binary colloidal particles [39]

 

Fig. 12.11  Horizontal deposition method for fabrications of HOCCs
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formation, the templates can be selectively removed by solvents, e.g. HF or NaOH 
solutions  for  removing silica colloids and  toluene,  tetrahydrofuran  (THF)  for  re-
moving PS colloids, or by heat treatment for removing the organic phase.

12.3  Protein Patterning Generated by Colloidal 
Templating

12.3.1  2D Patterning

12.3.1.1  Self-Assembly of Protein Coated Colloids

Carbeck  and  co-workers  [14]  have  presented  a  straightforward  approach  to  em-
ploy colloidal templating for patterning proteins. They used the streptavidin–biotin 
linking strategy to coat streptavidin-functionalized colloids with adhesion protein 

Fig. 12.13  Spreading and 
morphology of fibroblast cells 
on different densities of colloidal 
particles. Fibroblasts attached 
and spread on particles presenting 
immobilized FN ( green). Actin 
filaments in the cells were stained 
with rhodamine-phalloidin ( red). 
Cell morphologies differ with 
particle organization. a Array with 
a sparse distribution of particles, 
10.2 % surface coverage, 2.19 μ 
particle spacing. b Array of inter-
mediate density, 42.5 % coverage, 
0.59 μ particle spacing. c Close-
packed array of particles, 96.5 % 
coverage. All scale bars are 25 μm
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fibronectin  (FN)  conjugated with  biotin,  followed  by  assembling  the  FN-coated 
colloids into 2D array by an electric-field assisted deposition. They then cultured 
fibroblast cells on colloidal arrays of different densities and used such a colloidal-
templated protein patterns to study the biophysics underlying cell growth as shown 
in Fig. 12.13. They have demonstrated that colloidal assembly can control the com-
position of biomolecules on three different length scales, namely the size of indi-
vidual particles, the spacing between particles and the length scale of the patterned 
area on a substrate.

12.3.1.2  2D Array Patterning

For  developing  biosensors  for  high-throughput  protein  and  pathogen  screening 
technologies,  annulus-shaped  protein  structures  are  highly  interesting,  because 
the well-like  structure  comprised  of  protein  is  likely  to  enhance  protein–protein 
interactions, thereby improve the detection sensitivity to antigens. Wolf and Li [40] 
have  combined  colloidal  templating with  drying  lithorgraphy  [41] and produced 
large-scale  (~ cm²) 2D arrays of antibodies against Escherichia coli K12 and en-
hanced green fluorescent protein (eGFP) on versatile glass surfaces.

As illustrated by the Schematic in Fig. 12.14, the steps for generating this anti-
body annuli array include (a). 2D colloidal crystal template formation; (b). applying 
antibody solution (in PBS ); (c). bulk solution drying; (d). sphere-substrate contact 

Fig. 12.14  Schematic drawing details the key steps in fabricating the protein annuli arrays [40]
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area drying, which is the key step for the annulus shape formation; (e). removal of 
colloidal template by adhesive tape lift-off.

As shown by the AFM image of the proteins-assembled annulus, the ring struc-
ture  is  defined  by  the  original  contact  area  between  the  colloids  and  substrate. 
Therefore,  the  annuli  array  is  a  direct  replica  of  the  2D  hexagonal  colloidal  as-
sembly. As depicted in Step D in the Scheme, as the final stage of protein solution 
drying process, the protein molecules are swept around the bottom of the spheres, 
as the capillary contact lines recede. Therefore, the size of the rings is defined by 
the colloidal particle size and the sphere-substrate contact area. AFM imaging also 
reveals that the height of the annuli is in the range of 25–40 nm, which corresponds 
to two to three layers of antibodies. Fluorescence microscopy analysis displayed in 
Fig. 12.15 bottom row shows the red annuli arrays for anti-GFP DyLight 549-la-
belled antibodies, and their retained specific binding affinity to GFP.

Wolf and Li’s study showed that the evaporation rate is a critical factor in the 
formation of the antibody annuli; accelerated drying by providing a vacuumed en-
vironment or elevated temperature did not result in similar ordered ring structures. 
It was also found that both the solvent and the antibody concentration play impor-
tant roles on protein arrangement in the drying process. It appeared that the addition 
of surfactant Tween20 is also crucial for the protein sweeping process to take place, 
otherwise, the proteins would simply form connected network covering areas which 

Fig. 12.15  Top row: The AFM topography images of the protein annuli hexagonal array. Bottom 
row: Fluorescence microscopy  images of  a hexagonal  annulus  structure. a Anti-GFP Dy Light 
549-labelled antibodies (Ab1.3). b GFP bound to Ab1.3. c Overlay of a and b. The scale bar is 
20 μm [40]
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are not protected by the colloidal particles. Two possible reasons were attributed to 
this observation: (a). the protein mobility on glass surface may be increased by the 
presence of  the surfactant;  (b).  the meniscus between  the  template spheres break 
earlier in the presence of surfactants due to reduced surface tension, facilitating the 
formation of disconnected ring structure. In addition, there is a working range for 
the protein concentration; too low or too high would result in no pattern formation 
or too high a ‘protein blanket’ over the non-protected surface.

As  the  study has demonstrated,  such protein  annuli  array patterns  are  robust; 
they  did  not  show  any  sign  of  degradation  after  rewetting,  for  instance,  by  the 
aqueous secondary antibody solution. The authors concluded that the proteins are 
strongly bound to the glass substrate and connected to each other simply by the dry-
ing procedure while retaining their bioactivity. The subject of protein folding during 
drying in air itself is highly complex, which deserves particular attention in protein 
patterning. The annulus shape of this protein pattern provides a 3D extension based 
on the 2D colloidal templating, which is envisaged to have a significant advantage 
in antigen and cell binding due to the entrapment effect.

Fig. 12.16  FM images demonstrate a specific adsorption of R-BSA on unmodified glass regions 
on  different  chemical  patterns  generated  from: a  2  μm COOH-PS/200  nm NH2-PS,  scale  bar 
= 20 μm, b 5 μm plain-SiO2/500 nm NH2-PS (j5 μm = 1.4 × 10− 3 and j500 nm = 1.1 × 10− 4), scale 
bar = 20 μm. FM images showing fluorescent signals from dislike Au features on the glass sub-
strate produced from BCA masks: c 2 μm plain-SiO2/200 nm NH2-PS, scale bar = 20 μm; d 5 μm 
plain-SiO2/500 nm NH2-PS, Scale bar = 20 μm [27]
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12.3.1.3  Patterning Based on 2D Binary Colloidal Assembly

As laid out in earlier section, variations in size and spacing of colloidal particles 
in the binary colloidal assembly (BCA) allow for tunable chemical patterns to be 
formed. Singh et al. [27] have demonstrated that arrays of disc-like patterns, with 
disc diameter in the range of hundreds of nanometres to a few µm and lateral dis-
tance ranging on the same order, can be formed by using BCAs comprised of large 
and small particles as masks for Au sputtering. The method is simple and versatile.

Singh et al. [27] further demonstrated that the patterns were capable of allowing 
selective protein adsorption to the unmodified regions. The patterns formed by Au 
sputtering for 10 min using a BCA mask were exposed to tetramethylrhodamine-
labelled bovine serum albumin (R-BSA). The patterns were then examined by fluo-
rescent microscopy (FM) as shown in Fig. 12.16, which shows that the fluorescent 
signals are mostly due to R-BSA specifically adsorbing onto the unmodified SiO2 
regions within the patterned surface.

12.3.2  3D Protein Templating

There are at least two modes in 3D protein patterning via colloidal templating. The 
first type is based on 3D colloidal crystal structure, which provides a homogenous 
distribution of proteins in a 3D ordered porous network, whereas the second type is 
related to transforming colloidal particles into vehicles for proteins, which is funda-
mental to a range of biomedical applications.

12.3.2.1  Protein Patterning via 3D Colloidal Crystals

The macroporous network derived from colloidal templates attracts particular inter-
est from a chemo/biosensing perspective, due to  its combinatorial advantages:  in 
addition to the enormous surface area provided by the porous structure for immobi-
lizing the target analytes, the ordered porous structure can also act as the transducer 
that converts the binding event into an optical signal, following Bragg’s equation 
for the adsorption maxima [5].

For immobilizing proteins in the porous network, various strategies have been 
developed. Depending on the chemistry nature of the porous network, different pro-
tein  linking molecules/elements  can be  first  introduced on  the  surface via  silane 
chemistry [42], or esterification reaction [43], or incorporation of protein-binding 
metals [44]. Protein functionalized 3D inverse opals have been demonstrated as ef-
fective label-free antigen–antibody sensor [44, 45].

Xia and coworkers [46, 47] have employed surface-functionalized inverse opals 
as  a  novel  class  of  scaffolds with  uniform and  controllable  pore  sizes  for  tissue 
engineering to provide better nutrient transport, a uniform cell distribution and an 
adjustable microenvironment  for  cell differentiation.  In a  recent  study  [46],  they 
reported  that  a  truly  3D microenvironment  can  be  created  inside  a  pore  by  fur-
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ther functionalizing the as-prepared inverse opal scaffold with chitosan by freeze-
drying. The resultant inverse opal scaffold with hierarchically structured pores en-
hanced both cell proliferation and tissue infiltration. It can be envisioned that the 
3D microenvironment can be further improved by introducing patterned protein on 
pore surfaces to mimic the in vivo cell environment (Fig. 12.17).

12.3.2.2  3D Protein Patterning via Colloidal Templating

3D  protein  assemblies  can  be  prepared  by  repeated  deposition  of  biotin–protein 
conjugate  pairs  operating  as  binding mediators  between  layers,  or  self-assembly 
techniques involving hybrid protein-polyelectrolyte multilayer films and protein–
colloid multilayers. One of the earlier studies into the use of colloidal particles for 
controlled fabrication of protein multilayers was conducted by Caruso and Möh-

Fig. 12.17  Confocal  fluorescence micrographs  showing cell proliferation  in  the  scaffolds. The 
focal depth was ~ 50 µm from the surface of the scaffold, and the layer thickness was ~ 5 µm. a, 
b The cells only proliferated along the walls of the pores in a PLGA scaffold and still could not 
completely fill the void space of a pore after 14 d of culture. c, d The cells were able to attach to 
the microstructures inside the pores of a PLGA-chitosan scaffold and could also populate the cen-
tre region of the pore. Here, CS was prelabelled with fluorescein isothiocyanate and nuclei were 
stained with PI [46]
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wald [48]. In this study, a layer-by-layer self-assembly strategy was employed to 
construct  protein-shell  structures  onto  colloids.  To  facilitate  protein  adsorption, 
polyelectrolytes  were  placed  in  suspension  with  PS  particles  to  produce  coated 
polyelectrolyte-colloid particles. Protein layers were then constructed by alternat-
ing adsorption of the polyelectrolyte-coated PS particles with protein solution and 
with polyelectrolyte solution of opposite charge to previous layers thereby facilitat-
ing  film growth by exploiting electrostatic  interactions. After  each deposition of 
either protein or polyelectrolyte, samples were centrifuged and washed to remove 
supernatant. Using this method, Caruso and Möhwald [48] succeeded in creating 
multilayer protein films comprising of fluorescein isoticyanate-labelled bovine se-
rum albumin  (FITC-BSA) and  immunoglobulin G  (IgG). Operating on  the same 
basic  strategy  and  principles  as Caruso  and Möhwald  [48],  Caruso  and  Schüler 
[49]  formed  glucose  oxidase  and  horseradish  peroxidase  enzyme multilayers  on 
polyelectrolyte-coated PS colloidal particles.

12.4  Conclusions

Chemically patterned surfaces with multiple feature length scales for selective im-
mobilization of biomolecules are  instrumental  for  the development of biosensors 
and bioanalytics, drug screening, tissue engineering and fundamental studies of cell 
biology. Colloidal templating based on self-assembly of colloidal particles provides 
an  important  technique  that can create a  feature  size  ranging  from  tens of nano-
metres  to  several µm  in  either 2D array or ordered 3D spatial  configuration. As 
illustrated by the examples presented in this chapter, colloidal self-assembly can be 
tuned in various ways to create different types of patterns. Moreover, colloidal tem-
plating has significant advantages in that it does not require elaborate equipment, 
and being an intrinsic parallel process, the technique can be easily integrated with 
main stream materials deposition facilities such as sputtering/evaporation, chemical 
vapour deposition, reactive ion etching, plasma treatment, spotting and inkjet print-
ing. Therefore, it is a promising technique in the development of proteometrics and 
bioanalysis.
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13.1  Introduction

Molecular recognition and catalytic conversion of the target molecules by antibod-
ies and enzymes take place in so-called paratopes or catalytic centers, which com-
prise typically 10–15 amino acids. Nucleic acids not only bind to complementary 
single stranded nucleic acids by base pairing (hybridization), but also interact with 
highly specific proteins, e.g., transcription factors, and low-molecular weight mol-
ecules and also with ions. These biomolecules are used as recognition elements in 
biosensors. Still, the analytical use of bioreceptors can be restricted by incompat-
ibility with the analysis conditions and their limited stability. Obviously, they have 
been optimized by nature to perform a given task in the milieu of a living organism 
and not for integration and use in an analytical device. Therefore, there is a strong 
motivation  toward  developing  synthetic  receptors, which  through  finely  tailored 
chemical–physical properties are expected not only to overcome the limitations of 
receptors of biological origin, but also to enable better analytical performance of 
the relevant sensing devices as well as reproducible and cost-effective fabrication. 
As alternatives to “natural receptors” APTAMERS [1, 2] have been generated from 
both natural and synthetic [3] nucleotides by combinatorial approaches using “evo-
lution in the test tube.” Beside obvious advantages of aptamers deriving from their 
in-vitro generation, small molecular weight, and the option of tuning their chemi-
cal–physical properties by chemical synthesis, the possibility of counterselection by 
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screening out sequences binding to critical interferents or to the sample matrix, was 
shown to result in aptamers with enhanced selectivities applicable in real samples 
[4]. A similar generic template-based, but fully synthetic approach was introduced 
to  shape  selective  recognition  sites  in  polymers  to  obtain molecularly  imprinted 
polymers (MIPs) that will be the focus of this perspective article.

13.2  The Concept of Molecular Imprinting

In order to create artificial binders, synthetic polymers are “imprinted” by the ana-
lyte during the polymer formation as conceptualized by Wulff, Shea, and Mosbach 
[5, 6, 7]. The  recognition  sites  are  generally  formed  by  copolymerizing  a  func-
tional and a cross-linking monomer in the presence of the target analyte, which acts 
as  a  template.  In  the  prepolymerization mixture,  the  target  interacts  by  covalent 
(preorganized approach) or noncovalent (self-assembly approach) bonds with the 
functional monomers and this arrangement is fixed during copolymerization. After 
polymerization the template molecules are removed, providing binding sites, which 
are ideally complementary in size and shape to the template facilitating their pref-
erential rebinding (Fig. 13.1).

A comprehensive definition of molecular imprinting was attempted by White-
combe and coworkers [8] as: The construction of ligand selective recognition sites 
in synthetic polymers where a template (atom, ion, molecule, complex or a molecu-
lar, ionic or macromolecular assembly, including micro-organisms) is employed 
in order to facilitate recognition site formation during the covalent assembly of 

Fig. 13.1  Workflow of MIP preparation (Scheller and Yarman 2012 permission by Springer)
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the bulk phase by a polymerization or polycondensation process, with subsequent 
removal of some or all of the template being necessary for recognition to occur in 
the spaces vacated by the templating species.

Even smart nano-environments were obtained by cell-imprinted substrates based 
on mature and dedifferentiated stem cells as templates. Stem cells seeded on these 
cell-imprinted  substrates were  driven  to  adopt  the  specific  shape  and molecular 
characteristics of the cell types, which had been used as template for the cell-im-
printing. This method might pave the way for a reliable, efficient, and cheap way of 
controlling stem cell differentiation [9].

The benefits of this universal approach are mainly related to the synthetic nature 
of MIPs, i.e., excellent chemical and thermal stability associated with reproducible, 
cost-effective  fabrication compared  to biological molecules  [10]. Therefore,  they 
have found applications as stationary phase in chromatography [11], in solid-phase 
extraction, environmental and clinical analysis, and also as recognition elements in 
sensors [12].

Beside affinity interactions, the catalytic concept of catalytically active antibod-
ies (abzymes) has also been transferred to the totally synthetic MIPs. In analogy to 
the generation of abzymes, stable analogues of the postulated transition state (TSA) 
of  the  catalyzed  reaction  are  used  as  the  template  to mimic  the  active  center  of 
the enzyme. [13, 14]. Another approach is the incorporation of transition metals or 
mimics of the catalytic center of enzymes. [15, 16].

Among the different formats for the preparation of MIPs, bulk polymerization 
is the most frequently used. This technique produces monolithic structures, which 
are then grounded and sieved. The most common functional monomers applied in 
 thermal or photopolymerization are methacrylic acid, vinylimidazole, vinylpyridine, 
and their derivatives [17]. However, these materials show slow binding kinetics. To 
overcome these drawbacks a variety of more efficient approaches and formats have 
been developed that include: suspension, emulsion, or precipitation polymerization, 
which lead to the formation of micro- or nanobeads [18]. MIP nanomaterials such 
as nanoparticles, nanospheres; MIP nanomaterial composites [16]; self-assembled 
monolayers of thiols [19] and spreader-bar technique [20] have been developed.

13.2.1  Electrochemical MIP-based Sensors

For sensor applications the MIPs have to be immobilized on a transducer surface. 
This can be done by physical confinement such as drop-coating, spin coating, or 
spray coating, layer-by-layer-approach [21, 22] or by chemical attachment, e.g., by 
grafting and by preparation of composite membranes. Obviously, the direct in-situ 
synthesis of MIPs directly onto the transducer surface is preferred in most cases as 
the shortest route to functional sensors [23]. Among various surface confinement 
methods electropolymerization is particularly an elegant way to prepare MIPs, as 
highly reproducible film thickness can be obtained by controlling the charge passed 
during  the  electropolymerization.  Different  types  of  electroactive  monomers  or 
monomer mixtures have been applied for the imprinting of low or high molecular 
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weight substances leading either to electrically insulating or conducting polymers. 
Nonconducting  films  offer  an  inherent  electrochemical  transduction  scheme:  an 
electroactive template can be measured by diffusion through the pores formed by 
the MIP process. For electro-inactive targets indirect measurement by using redox 
probes such as ferricyanide, or competitive assays can be applied. Upon filling of 
imprinted cavities by template molecules, the signal due to a redox probe is sup-
pressed.

13.2.2  MIPs for Selective Recognition of Proteins

The development of MIPs for protein (or biomacromolecules in general) is proba-
bly one of the most promising and highly challenging research area in MIP develop-
ment. “Plastic antibodies” with similar performance as their biological counterparts 
(e.g., antibodies), but less prone to environmental effects and extended shelf lights, 
would clearly have a major impact on diagnostic devices and bioaffinity assays. In 
contrast  to  the  results  in generating MIPs  for  low-molecular-weight  compounds, 
molecular imprinting is still facing challenges in terms of selective biomacromo-
lecular recognition. Despite of the obvious need for robust selective synthetic re-
ceptors/sorbents  for biomacromolecules  it was  reported  that  less  than 2 % of  the 
MIP literature involves macromolecular imprinting [24]. The bulk synthesis method 
used to fabricate MIPs for low-molecular-weight compounds, is hardly applicable 
to macromolecules due  to  their hindered mobility  in  the highly  reticulated poly-
meric networks. Thus, in the worst case the macromolecules become entrapped in 
the polymeric material with both their removal and rebinding prohibited. Therefore, 
the essential prerequisite of generating macromolecular imprints should be clear to 
create accessible binding sites amenable for free exchange of the target between the 
MIP and the sample phase, i.e., to have them confined to the surface of the MIPs. 
Surface  imprinting by reducing  the contact area between macromolecular  targets 
and bulk polymeric material is advantageous also in terms of free accessibility and 
low nonspecific adsorption. In this respect, the following new approaches of elec-
trochemical surface imprinting of polymers for selective recognition of macromol-
eculecules have been introduced by the authors.

13.2.2.1  Template Synthesis by Using Sacrificial Microreactors

The fabrication strategy used the polycarbonate (PC) membranes with cylindrically 
shaped pores of 8 µm in diameter as sacrificial microreactors [25]. The hypothesis 
was that if target proteins are immobilized on the inner wall of the pores, the con-
fined  growth  of  an  electrically  conducting  polymer  in  the  pores  and  subsequent 
removal of the membrane will result in microrods bearing on their surface the mo-
lecular imprint of the respective protein. The microrods were made by the electro-
synthesis of the electrically conductive polymer, poly-3,4-ethylenedioxythiophene 
(PEDOT), doped with polystyrene sulfonate (PSS), which offers the advantage of 
controlled deposition and growth of the polymer chains coupled with mild  synthesis 
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conditions,  high  stability,  and  compatibility  with  aqueous  media.  Furthermore, 
PEDOT/PSS was reported to have an inherently high biocompatibility owing to its 
structural similarity with natural compounds such as melanin. The proof of concept 
was used with avidin as a model protein owing to its high stability, the availability 
of fluorescently labeled derivatives, and the prospect of easily changing the tem-
plate protein on the nanopore surface, based on linking their biotinylated deriva-
tives,  to  the  surface-adsorbed  avidin. The  surface-imprinted  conducting  polymer 
microrods were  shown  to  selectively  recognize  the  template  protein,  as  demon-
strated by competitive binding assays using fluorescence detection. The concept has 
been transferred also to smaller diameter pores; however, in this case the obtained 
polymeric nanorods got  detached  from  the  electrode  surface during  the washing 
step [26]. Thus to enable their easier handling, nanoparticles with magnetite core 
and PSS shell having a hydrodynamic diameter of 100 nm were used as anionic 
dopants during electrosynthesis of PEDOT. This concept has been used  later  for 
the fabrication of MIP-covered catalytic micromotors that were able to capture and 
transport target protein molecules in biological samples and as such to selectively 
extract and preconcentrate proteins [27].

13.2.2.2  Surface Imprinting Based on Photolitographically Made  
Sacrificial Reactors

The authors further improved the previously described strategy by replacing nano-
porous  PC  membranes  with  photolitographically  made  sacrificial  reactors  from 
PC. The  novel  fabrication methodology  is  not  only  compatible  with  large-scale 
 fabrication technologies, but also offers the possibility of patterning multiple rec-
ognition sites for various proteins on an imaging surface plasmon resonance chip, 
enabling  the direct,  label-free detection of  selective  recognition events  [28]. The 
procedure was based on forming 5-µm wide and 2-µm deep microchannels from 
AZ® Photoresist on the Au substrate and then depositing PC within the channels by 
spin coating. After subsequent removal of the photoresist, the model protein, avidin, 
was adsorbed on  the walls of  the PC microchannels. Thus,  the electrodeposition 
of PEDOT and dissolution of  the  sacrificial PC bands  results  in SPR chips with 
micropatterned polymer bands possessing the complementary imprint of the target 
protein on their lateral surface.

13.2.2.3  Nanosphere Lithography

Target molecule-nanoparticle conjugates are deposited in a compact monolayer on 
the electrode surface followed by electropolymerization of the functional electro-
active monomers. The  film  is  grown  in  thicknesses  that  are  smaller  than  the  ra-
dius of the nanosphere to avoid impeding the removal of the particles. Avidin-latex 
nanoparticle  conjugates  deposited  on  the  surface  of  gold-coated  quartz  crystals 
were used for proof of principle. The removal of  the nanoparticles  facilitated by 
the use of a cleavable protein-nanosphere linkage resulted in 2D arrays of periodic 
complementary size cavities. Nanogravimetric measurements demonstrated that the 
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imprinting proceeds further at molecular level with the avidin coating of the particle 
generating selective recognition sites on the surface of the PEDOT/PSS film [29] 
(Fig. 13.2).

13.2.2.4  Vectorial Epitope Imprinting

Vectorial  epitope  imprinting uses  a  linear  template  (e.g.,  peptide  from  the C-  or 
N-terminus), instead of using the whole protein. The cysteine-terminated template 
is self-assembled on a gold surface in an ordered submonolayer. A polymer film is 
grown between the template molecules by electropolymerization, with its thickness 
matching the thickness of the template layer (ca. 3–4 nm). After template removal 
by electrochemical stripping, a thin polymer film is obtained with a high density 
of vectorially  imprinted surface sites  for  recognition of  the  template peptide and 
the protein it was derived from. Such imprinted sensing layers are compatible with 
SPR, QCM, or electrochemical detection [30].

13.2.2.5  En Route Towards Protein/MIP Hybrids

A  novel  strategy  to  prepare  a  surface-confined  molecularly  imprinted  polymer 
film directly on a transducer surface for protein sensing is achieved by combining 

Fig. 13.2  Schematic of the 
concept to generate surface 
imprinted polymers for selec-
tive recognition of macro-
molecules by nanosphere 
lithography with protein 
modified nanoparticles
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interaction with a natural binding  receptor and binding  to a  fully synthetic MIP: 
a   thiolated  oligoethyleneglycol/mannose  conjugate  is  first  self-assembled  on  the 
transducer surface. Then the carbohydrate binding protein, concanavalin A (ConA), 
is “vectorially” immobilized as a submonolayer on the underlying mannose modi-
fied surface. Afterward, an ultrathin polyscopoletin film with the thickness compa-
rable to that of the protein is electrodeposited on the top. The resulting functional 
material shows an approximately 20-fold higher affinity than that obtained from the 
mannose self-assembled monolayer.  In comparison  to  the nonimprinted film,  the 
MIP reveals 8.6 times higher binding capacity toward the target protein ConA. High 
discrimination toward the target protein’s homologues (i.e., peanut lectin, soybean 
lectin, and lentil lectin) shows size and shape specificity of the imprint. This result 
shows a synergism between binding to the natural sugar ligand and the noncovalent 
interactions within the MIP cavities [31] (Fig. 13.3).

So far the catalytic activity of MIPs has in general been lower than those of their 
biological counterparts. Hybrids which are composed of a biocatalyst and a MIP 
may combine the advantages of both components. Recently, a novel combination of 
a molecularly imprinted electropolymer with the minienzyme-microperoxidase-11 
(MP-11) or horseradish peroxidase (HRP) as a catalyst was reported (Yarman et al. 
2012). The indicator electrode is covered with a product-imprinted electropolymer 
which is formed by anodic oxidation of an o-phenylenediamine/resorcinol mixture. 
The peroxide-dependent conversion of the analgetic drug aminopyrine ocurred in a 
layer on top of a product-imprinted electropolymer on the indicator electrode. The 
lower limit of detection for aminopyrine is 190 nM and interference from ascorbic 
is completely suppressed by the action of the MIP layer and oxidation with perox-
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Fig. 13.3  Workflow of MIP preparation of the SAM/MIP hybrid
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ide. An advantage of this new hierarchical structure is the separation of MIP forma-
tion by electropolymerization and immobilization of the catalyst [32] (Fig. 13.4).

This combination has the potential to be transferred to other enzymes, e.g., Cy-
tochrome P450, opening up a way  to measure other clinically  important analyte. 
Furthermore,  integration of  enzymatic  substrate  conversion, process  control,  and 
product separation may be accomplished by such hybrids.

13.3  Conclusions

Surface  imprinting  is  a major  enabling  strategy  for  the generation of protein  se-
lective MIPs.  Surface  imprinting  combined with  electrochemical  polymerization 
offers a particularly versatile synthetic approach with a high level of control over 
the polymer layer thicknesses and morphologies. The paradox that needs to be ad-
dressed, which nature has solved by evolution for biological receptors, is that prop-
er recognition sites need building blocks rich in complementary functionalities to 
their target; however, on the other hand such units are likely to generate high levels 
of nonspecific binding. At present one of the challenge is to find the electroactive 
monomers best suited for the selective recognition of a given protein target. As with 
aptamers where the use of hydrophobic synthetic nucleotides led to a dramatic in-
crease of the binding affinities, the MIPs would also gain from a rational selection 
of the functional monomers. Finally for an efficient development high throughput 
methods are required to enable rapid screening of monomers and template mixtures 
as well as synthesis conditions.
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14.1  Introduction

Biomolecular patterning at the nanoscale is currently a very active field that com-
bines the know-how of two different fields: biology and nanotechnology. The inter-
est in the preparation of nanoscale features at surfaces relies on their wide range of 
applications in different areas, including physical science and life science. In par-
ticular, the immobilization of biomolecules having nanometer resolution has been 
pursued for their interest in fundamental studies in molecular and cell biology or 
to prepare platforms with different biomedical applications such as molecular diag-
nostics just to mention a few of them.

In particular, as depicted by Christman et al. [1, 2], in the case of proteins, the 
ability to spatially orient and anchor them at the nanoscale affords useful materials 
in  such  applications  as  biosensors,  biomaterials,  and  tissue  engineering.  Several 
major  advantages  are  derived  from  this  control  of  the protein distribution  at  the 
surface at the nanometer scale. For instance, protein nanoarrays offer the possibil-
ity to achieve greater sensitivity in diagnostic tests since the disease progression is 
often connected with single proteins [3]. In addition, further miniaturization from 
protein microarrays to nanoarrays may allow for the discovery of currently unde-
tectable disease markers [3]. Moreover, provided the possibility to have multifunc-
tional surfaces with a large variety of different proteins, the detection of thousands 
of biomarkers could be performed on one single chip [4–7].

Scanning  probe  nanolithography  (SPN)  has  its  origin  in  1981  and  since  then 
this technique has been used to gain knowledge of surface structures and molecu-
lar organization in different fields, including physics, chemistry, and biology, and 
has been later expanded to other areas of science and technology [8]. In addition, 
SPN is today a largely extended technique for fabrication of nanoscale structures,  
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especially for directly inducing selective modifications on a surface with a precise 
localization of the defined pattern [9].

SPN takes advantage of a sharp tip to either build or destruct the interface to pro-
duce different surface patterns. The tip is connected to one of the following equip-
ments:  scanning  tunneling microscope  (STM),  atomic  force microscope  (AFM), 
scanning electrochemical microscope (SECM), or scanning near-field optical mi-
croscope (SNOM) [10]. These techniques offer remarkable versatility and permit 
both a precise spatial  fabrication and simultaneously  the possibility  to  image  the 
patterned surfaces at the nanometer or molecular scale. Moreover, in addition to the 
ultrahigh resolution they do not require the use of particular masks or  templates. 
Finally, their relatively low cost and capability to operate in ambient conditions is 
worth mentioning.

In this chapter, we will review the main strategies employed to produce nano-
meter-scale  surface patterns by using scanning probe  techniques  focusing on  the 
fabrication of nanostructured interfaces with biomolecules capable of acting in rec-
ognition processes.

14.2  Methodologies for Generating Nanoscale Features

A significant effort has been carried out to develop different methodologies in order 
to generate nanoscale features. These include bottom-up self-assembly approaches 
[11–18], redox control [19], conductive AFM [20], scanning-near field photolithog-
raphy [21], and stamping techniques, such as nanoimprint lithography [22, 23], just 
to mention a few of them. Other alternatives resort to the combination of several 
patterning methodologies. For instance, Falconnet et al. produced protein patterns 
combining nanoimprint lithography and molecular self-assembly [24]. Within this 
context,  in  this  chapter, we will  highlight  and  analyze  those methodologies  that 
involve the use of AFM tips to create biomolecular nanopatterns.

In  comparison with  other methods,  to  pattern  biomolecules  at  the  nanometer 
scale, scanning probe approaches can be carried out under ambient conditions to 
permit  the  formation of high-resolution patterns, and  the pattern  to be  fabricated 
can be easily modified and adapted for a particular demand. Moreover, in the case 
of dip-pen nanolithography (DPN), there exist a variety of “inks” that can be em-
ployed. Therefore, the surface chemistry can be easily modified. The major chal-
lenges remaining for these approaches are related to the small area that can be pat-
terned and that the process can be rather slow. The latter can be, at least to some 
extent, overcome by using arrays of multiple tips that reduce the patterning time. 
In order to summarize the capabilities of SPN techniques that include DPN, nano-
grafting, and nanoshaving, Table 14.1 contains the main advantages and limitations 
of directly related approaches: electron beam lithography, nanocontact printing, or 
nanoimprint lithography.
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14.3  Tip-based Nanofabrication Approaches

Tip-based nanofabrication refers to those techniques that employ a functionalized 
cantilever-tip or an array of cantilever-tips to perform the surface patterning. Ini-
tially,  these  techniques  resorted  to what has been named “destructive” SPL,  i.e., 
the materials at  the surface are either  removed or modified by applying external 
mechanical, thermal, electrical, or optical energy through the scanning probe [26]. 
Typical examples include plowing through the first of two resist layers on an arbi-
trary substrate and following with a development step [27–29], nanoshaving and 
nanografting [30, 31],  thermomechanical  indentation [32],  thermochemical nano-
lithography (TCNL) [33–35], electrostatic nanolithography [36, 37], electrochemi-
cal oxidation  [38–40],  and scanning near-field optical  lithography  (SNOM) [41–
43]. More recently, other alternatives considered the possibility to place materials 
onto a surface, “constructive” SPL for instance by using the probe wetted with a 
particular ink as a “pen.” This methodology was first described by Mirkin et al. [44, 
45] and today other variations have been developed further by combining the DPN 
with additional stimuli such as forces, [46], heat [47], or electric fields [48].

These techniques have been employed for different materials; however, the prep-
aration of polymeric nanostructures has received particular attention. Thus, SPL has 
extended their use for multiple polymer-based applications including the prepara-
tion of polymer  resists  for nanofabrication,  the preparation of polymeric carriers 
for  functional materials,  nanopatterning of  electronically  active polymers,  or  the 
fabrication of polymer brush nanostructures [10].

Table 14.1  Nanoscale-patterning  methods  using  biomolecules.  (Reproduced  with  permission-
from reference [25])
Technique Advantages Limitations
Electron beam 
lithography(EBL)

Maskless, stampless
High resolution
Arbitrary pattering with differ-
ent shapes and sizes

Slow (serial process) Com-
plicated, expensive (requiring 
equipment, clean room and 
vacuum condition) Small area 
patterning

Nanocontact printing(NCP) Simple (direct patterning) 
Parallel, cheap
Fast process
Large area patterning

Preparing nanoscale stamp with 
high feature density Mechani-
cal stability of stamp
Diffusion of SAM inks

Nanoimprint lithography 
(NIL)

Large area patterning with a 
high throughput and low cost
Parallel

Stress and wear of mold
Use of polymer
Slow (molding, demolding, and 
etching process)

Nanografting/nanoshaving High resolution, ambient.
Quick change of fabricated 
patterns

Small area patterning

Dip-pen 
nanolithography(DPN)

High resolution, ambient Vari-
ety of inks usable Paralleliza-
tion possible

Slow (serial process)
Small area patterning
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14.3.1  Dynamic Plowing Lithography

Dynamic plowing  lithography  (DPL) consists of  surface modification by  indent-
ing the material with a vibrating tip using an AFM working in the tapping mode 
[27–29]. The tapping mode is required since a permanent contact with the substrate 
(contact mode of  the SFM)  restricts  the  tip movement  to  directions  close  to  the 
cantilever axis due to frictional forces. Equally, other directions can lead to a can-
tilever  torsion and thus produce  irregularities  in  the final pattern. By using these 
conditions,  this method provides a  lithography technique that  is nearly free from 
problems due  to cantilever  torsion and permits us  to  image  the modified surface 
without any further modification.

DPL  has  been  employed  to  pattern  semiconductor  crystals  and  oxide  layers. 
However, the tip rapidly degraded since the hardness of both the material and the 
tip are  in a  similar  range. Nevertheless,  this approach appeared  to be  interesting 
when the pattern transfer and the lithography process are separated. More precisely, 
we can plow first a thin polymer layer (Fig. 14.1 left) and then transfer the pattern 
by a wet chemical etchant, which does not significantly affect the polymer thin film.

14.3.2  Nanoshaving/Nanografting

Nanoshaving works in a similar fashion as plowing lithography. However, in this 
case a resist material is mechanically removed by an AFM tip for creating nanome-
ter-scale patterns on surfaces [30]. In this technique, the immediate removal of the 
displaced compound requires additionally the suppression of readsorption [31]. On 
the other hand, nanografting operates on a matrix monolayer immersed in a solution 
containing the desired molecules different from the matrix. In this situation, as the 
AFM tip plows through the matrix monolayer, the matrix molecules are removed 
and replaced by these reactive molecules in solution [30]. As an example Liu et al. 
[31]  succeeded  to  pattern  self-assembled monolayers  (SAMs)  using mixtures  of 
thiols with various chain lengths. As a consequence, nanografting can create both 
positive and negative patterns, depending upon the relative chain length between 
the new and matrix adsorbates [49, 50] (Fig. 14.2).

14.3.3  Thermomechanical or Thermochemically Induced 
Nanopatterns [33, 34]

Thermomechanical writing was first reported by Mamin and Rugar [32, 51]. They 
employed an infrared laser focused on an AFM tip, which is in contact with a trans-
parent  polymethyl  methacrylate  (PMMA)  substrate.  The  laser  beam  heated  the 
AFM  tip  and  the  later  softens  the  PMMA  in  the  contact  region. The  heated  tip 
causes very local heating of the polymer material above its softening temperature, 
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which effectively acts as the switch to turn on the writing process [11]. As a con-
sequence, applying a controlled pressured allowed to create a pit. The pits range 
in size from several hundred angstroms to 1 m, depending on the size of the laser 
pulse and the loading force on the tip. As a consequence, this technique has been 
proposed, among others for ultrahigh storage density permitting store, read back, 
and erase data in very thin polymer films [52]. More recently, thermomechanical 
writing has been improved and used for other purposes [53–56].

TCNL employs a resistively heated AFM cantilever to induce chemical reactions 
in a nanometer-scale position, thus, inducing changes on the surface functionality 
of thin polymer films or SAMs [35]. The basis for achieving a high degree of spa-
tial resolution is the sharp thermal gradient in the vicinity of the warmed tip and 
the kinetics of the chemical reaction that are known to increase exponentially with 

Fig. 14.1  Left: Example of  “destructive”  tip-nanofabrication. Scheme of  a nanoscale  line pro-
duced with a SFM: a) Substrate with a polymer coating of a few nanometers thickness. b) Plow-
ing of  a  furrow  into  the polymer  layer with  the vibrating  tip of  the SFM along a desired  line. 
c) Transfer  of  the  line  by  etching  the  substrate  in  the  furrow and  removing  the masking  layer 
(shown here). Reproduced with permission from ref. [29]. Right: example of “constructive” tip-
nanofabrication. d) A schematic diagram of  the DPN process where  the  ink molecules  transfer 
from an AFM probe to the substrate surface [44]. e) TMAFM topographic images of etched MHA/
Au/Ti/SiOx/Si nanogaps [45].
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temperature. An illustrative example of this approach has been reported by Gots-
mann et al. [34] who employed a reversible cross-linking that allows the thin film 
to exist in two different chemical states: a low-temperature state of high-molecular-
weight material and a high-temperature state of  low-molecular-weight molecules 
(see Scheme 14.1).

Scheme 14.1  Reversible Diels–Alder  (DA)  reaction  for  depolymerization  of  cross-linked  thin 
films on heating and re-cross-linking of the low-molecular-weight products on cooling. (Repro-
duced with permission from ref. [34])

 

a b

Fig. 14.2  Schematic diagrams to produce nanopatterns either by nanoshaving or by nanografting. 
(Reproduced with permission from reference [31])
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Finally, thermochemical nanopatterning can be associated with thermomechanical 
lithography. As a consequence, both surface structure and functionality can be simul-
taneously varied. For instance, Bakbak et al. [33] described an interesting approach in 
which the heating of a tip directed the synthesis of conjugated fluorescent polymers. 
In particular,  they employed  the  thermal and Cu-catalyzed 1, 3-dipolar cycloaddi-
tions of terminal diynes with aromatic diazides. In addition, they reported the fab-
rication of nanostructured organic semiconductors by nanoscale thermal processing 
of annealed diazide/dialkyne thin films with a heated AFM cantilever tip (Fig. 14.3).

14.3.4  Electrostatic Nanolithography

As has been described among others by Heminghaus et al. [57] and Schaffer et al. 
[58], strong field gradients can produce forces that overcome the surface tension in 
thin liquid films, inducing an instability. In this situation, electrostatic and/or van 
der Waals  pressure  overcomes  Laplace  pressure;  a  film  heated  above  the  glass-
transition temperature (Tg) becomes highly unstable with regard to small perturba-
tions, thus leading to particular surface features [36]. More precisely, the dynamic 
instability of a dielectric  liquid  in a  strong electric  field  (107–108Vm−1) has been 
implemented for polymer melts, and a wide range of architectures with submicrom-
eter features (~ 100 nm) have been created [58]. Within this context, AFM-assisted 
electrostatic lithography (AFMEN) generates nanometer-scale features (1–50 nm) 
by simply biasing (0–20 V) a highly conductive tip across a thin polymer film. The 
features of the nanopatterns created from polymer films depend on the type of poly-
mer used, the applied bias, and speed of the AFM tip. Figure 14.3 shows the nano-
lines drawn on a PMAA thin film at different voltages varying from − 4 to − 11 V at 
an AFM tip speed of 0.5 ms−1.The observed line widths are 62, 78, 113, 135, and 
172 nm. Whereas at low negative potential, i.e., the first two lines drawn at − 4 and 
− 5 V, are all raised patterns, an increase in the bias applied induced the formation of 
grooved patterns (last two lines drawn at −9 and −11 V) (Fig. 14.4).

Fig. 14.3  Local thermal writing into the organic substrate using a heated AFM cantilever tip. Left: 
Thermal writing process. Middle and right: Thermally induced writing using a conjugated polymer 
made by click chemistry at the micrometer and submicrometer scale. The recessed regions are the 
locations where the heated AFM tip has scanned over the polymer film and locally induced cyclo-
addition. Reproduced with permission from ref. [33]. AFM atomic force microscope
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14.3.5  Electrochemical Oxidation [38–40]

In a parallel fashion to what has been depicted below, Sagiv and co-workers were 
pioneer in the use of bias voltage pulses applied to a conductive SFM tip to chemi-
cally modify  the  surface by  inducing  the  electrochemical  conversion of  surface-
exposed terminal groups of an SAM. Thus, this strategy served to create chemical 
functionalities introduced directly onto a surface with precise distribution. The au-
thors reported different chemical patterns using, for instance, nonadecyltrichlorosi-
lane  (NTS) monolayers with  terminal vinyl groups on  the  surface or  chemically 
inert n-octadecyltrichlorosilane (OTS) monolayers [59–61]. Particularly interesting 
is the latter where by applying a surface voltage the authors detected the presence 
of acid groups on the patterned monolayer and revealed that the monolayer was pre-
served during the electrooxidation process (Fig. 14.5). Moreover, these acid groups 
can be employed to carry out further functionalization steps [62]. A review covering 
further details of this technology has been already published [38].

14.3.6  Scanning Near-field Optical Lithography (SNOM)

The basic idea behind near-field optical methods is to avoid the normal diffraction 
limited far-field imaging by taking advantage of evanescent components of a point-
like light source [41–43, 63]. Since evanescent waves decay exponentially with the 
distance to the surface and dominate in the near field zone, SNOM requires opera-
tion in a region where probe-sample distance remains below the excitation wave-
length. By using these conditions, the lateral resolution achieved with this method is 

Fig. 14.4  AFM image 
of the nanolines drawn 
with a tip speed of 
0.5 mms −1 at differ-
ent applied voltages. 
(Reproduced with 
permission from ref. 
[37]). AFM atomic force 
microscope
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largely below the diffraction limit for microscopic imaging. The shear-force method 
is suitable for conductive as well as for nonconductive samples, such as conven-
tional photoresists.

14.3.7  Dip-pen Nanolithography (DPN)

DPN was introduced in 1999 by Mirkin and co-workers [44]. They reported that 
water can be either transported from an AFM tip to a substrate or from the substrate 
to the tip, depending on the properties of each [64]. Based on these findings, the 
authors developed strategies to deposit different compounds on solid surfaces. In 
DPN the AFM tip is coated with a liquid thin layer composed of solvent and what 
has been named “ink.” The AFM tip delivers the molecular ink directly to a specific 
region of a target substrate by simple contact with the surface. Typically, the “inks” 
used in DPN form a monolayer on the substrate as a consequence of the chemical 
reaction between the ink and the surface [65] and thus the choice of a particular ink 
is determined by the substrate employed [9]. Inks can vary from organic reactive 
molecules, such as silanes, alkynes, thiols, and silazanes (e.g., 1-octadecane-thiol 
or ODT) to inorganics, such as oxides, metals, and magnetic compounds (e.g., gold 
nanoparticles) to biomolecules such as peptides, DNA, and proteins (e.g.,  thiore-
doxin)  [66].  In  comparison with previous methodologies DPN can be  employed 
under ambient conditions. However, as depicted by Ginger et al. the optimal condi-
tions for this technique require the use of a chamber with controlled humidity [65].

a b

Fig. 14.5  a The local electrooxidation of n-octadecyltrichlorosilane monolayers induces the for-
mation of carboxylic acid end groups, which can be used for b the direct attachment of functional 
materials ( yellow circle; red: COOH-functionalized monolayer; green: nonfunctionalized mono-
layer). (Reproduced with permission from ref. [62])
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14.4  Immobilization of Biomolecules onto Surfaces 
Through Nanolithography

A large number of biomolecules such as DNA, RNA, virus, or proteins have been 
immobilized onto  surfaces with nanometer precision by using different SPN ap-
proaches. The  targeted  applications  pursued  for  the  immobilized  surfaces  varied 
from  proteomics  and  genomics,  clinical-based  diagnostics  to  studies  devoted  to 
protein profiling or the screening of drug candidates [66–69]. Other biological and 
biomedical applications include the elaboration of nanobiochips and nanobiosen-
sors, tissue engineering, and molecular and cell biology [1, 70–75].

As has been reported by Mendes et al. [26], the immobilization of biomolecules 
requires accomplishing several additional issues. Immobilized biomolecules require 
to be placed in a precise position (shape and distance between them has to be con-
trolled) with  nanometer-scale  resolution.  Equally,  the  immobilized  biomolecules 
should not be degraded or damaged during the immobilization process so that the 
native biological properties remain identical. (Table 14.2)

As depicted above, several approaches using the tip-based technology are excel-
lent candidates to immobilize biomolecules at the micro-/nanometer scale. Herein, 
we will focus on the most extended methodologies to immobilize biomolecules for 
biorecognition purposes that include DPN, nanoshaving, and nanografting. As will 
be depicted in detail, DPN and nanografting can be achieved by using two alterna-
tives either by directly writing/grafting the desired biomolecule or by pre-patterning 
the surface with an organic molecule showing high biomolecule affinity. Moreover, 
as depicted in Fig. 14.6, the patterning process can be followed by a second pattern-
ing step where, for instance, free surface can be completed with a second molecule.

Table 14.2  Techniques developed to immobilize biomolecules at the micro-/nanoscale
Deposition method Best resolution Ink Substrate Reference
Microcontact printing 500 nm

19 m
IgG protein
Lipid bilayers

[76]
[77]

Optical lithography 8 m
500 nm

Alkanethiols
Streptavidin

[78]
[2]

Scanning probe 
lithography

30 nm lines
45 nm dots

Collagen
IgG protein

Gold [79]
[80]

Surface-patterning tool 2–3 m dots
150 nm lines

Cy3-streptavidin
Quantum dots 
conjugated to 
streptavidin

[81]

Microspotters 30 m dots IgG protein and 
oligonucleotides

Glass [82, 83]

Nanopipettes 440 nm dots
510 nm dots

IgG protein
Biotylinated DNA

Glass [84]

Nanofountain probe 40 nm lines
200–300 nm dots
200–300 nnm dots

MHA
DNA
IgG protein

Gold [85, 86]
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14.4.1  Biomolecules Deposited by Dip-pen Nanolithography 
(DPN)

In DPN the tip is wetted with the biomolecule solution and is employed to deliver 
the material to a particular surface by bringing the tip in contact with the substrate. 
DPN utilizes  the water meniscus  formed between an AFM tip and a substrate  to 
transfer ink molecules onto surfaces. As a consequence, patterns with resolutions 
ranging from few microns down to ~ 10 nm can be fabricated. The high resolution 
obtained offers  a  large  increase  in  the areal density of  the deposited motifs. Ac-
cording to Zhang et al. [65] (depicted in Fig. 14.7), the increase in density could 
reach 10,000- to 100,000-fold the values obtained with other methodologies such as 

Fig. 14.6  Schematic  representation  of  the  different  scanning  probe  lithographic  techniques 
employed to indirectly or directly immobilize biomolecules on surfaces at nanometer-scale resolu-
tion. Whereas in the direct approach, the biomolecules are directly deposited onto the substrate, in 
the indirect approach, the nanopatterns created by the different lithographic techniques are used 
in a second stage (i.e., post-patterning process) as templates to immobilize the biomolecules onto 
surfaces. (Figure adapted from ref. [26])
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robotic spotting or photolithographic technology. Two main factors will influence 
the resolution of the final pattern obtained. On the one hand the size of the meniscus 
affects the size of the pattern created. Xie et al. [64] estimated that smaller menis-
cus allows higher resolution. However, when the meniscus is too small, it becomes 
unstable and fluctuates in shape, with fluctuations that are larger in magnitude than 
its average width. The meniscus size is not only dependent on the tip sharpness but 
also on other parameters including the humidity, wettability of the tip, and distance 
to  the surface. On the other hand,  the diffusion constants of  the molecules being 
deposited also play a key role in pattern formation [44, 87]. For detailed information 
on the DPN methodology the reader is referred to several reviews that have covered 
the most recent advances [1, 26, 65, 88].

As depicted in Fig. 14.6, DPN can be carried out using two different methodolo-
gies. The direct method involves the deposition of the biomolecule directly onto the 
surface. In the indirect method, the immobilization of biomolecules is accomplished 
in two separate steps. In the first step biomolecule-adherent organic molecules are 
deposited from the solution. The second step concerns  the adsorption of  the bio-
molecule from the solution onto those areas where the organic molecule has been 
deposited (Fig. 14.8).

DPN has been employed for a variety of applications ranging from the construc-
tion of building nanostructured materials with DPN to the elaboration of DPN-pat-
terned etch resists [65, 66]. Nevertheless, a major field of application of this tech-
nique concerns the controlled biomolecule deposition onto surfaces. In particular, 
DPN has been employed for the fabrication of micro- and nanoarrays of patterned 
biomolecules such as DNA or proteins in order to control the biorecognition pro-

Fig. 14.7  Schematic illustration of the power of DPN resolution in the context of biomolecular 
nanoarray fabrication. (Reproduced with permission from ref. [65])
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cesses from the molecular to the cellular level. Equally, several studies have been 
concerned with the surface immobilization of virus and cells [89].

14.4.1.1  Direct DPN Nanolithography

Direct DPN has been employed to construct among others protein and DNA nano-
structures which have exhibited a potential for different purposes such as screening 
of drug candidates and studying of protein expression profiling. DPN is a simple 
and straightforward way for creating protein and DNA patterns since features can 
be directly written onto the surface. Significantly, this method avoids the complica-
tions associated with nonspecific binding.

However, in general, the use of DPN to direct-write biomolecules requires the 
modification of the surface of commercially available AFM tips obtained upon sev-
eral  steps. For  instance,  as  depicted  in Fig.  14.9,  this  functionalization has been 
achieved  by  immersing  the  gold-coated  cantilever  in  a  solution  of  a  symmetric 
11-mercapto-undecylpenta(ethylene glycol)disulfide (PEG) [80] in order to prevent 
protein adhesion on the backside of the tip. After this step, the tip is coated with gold 
by means of thermal evaporation methods. The cantilevers with the gold-coated tips 
were immersed in thiotic acid. As a result, the hydrophilic tips with the carboxylic 
acid-terminated SAMs favor the protein adsorption on the tip surface. Upon func-
tionalization of the tip and protein adsorption, the biomolecule can be directly de-
posited onto the solid surface. By using this methodology, Lee et al. [68] succeeded 
in the preparation of nanostructures of lysozyme (Lyz) and rabbit immunoglobulin-
gamma (IgG) nanodot arrays constructed in a direct-write fashion. In further stud-
ies, the same group employed DPN for the construction of an angiogenin protein 
nanoarray.  In particular,  they studied  the  immobilization of angiogenin and  their 
recognition activity with integrin αvβ3 used as model protein.

Fig. 14.8  Schematic  representation  of a indirect and b  direct  dip-pen  nanolithography  (DPN) 
method for patterning biomolecules [88]
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Other examples in which proteins were directly deposited on surfaces  include 
thiolated collagen and collagen-like peptides onto gold surfaces [79]. The authors 
were  able  to  print  collagen  and  a  collagen-like  peptide  down  to  30–50  nm  line 
widths. Moreover,  the direct deposition methodology preserved  the  triple-helical 
structure and biological activity of collagen. In addition, this approach permits the 
formation of characteristic higher levels of structural organization. The sensitivity 
of these types of biological molecules to thermally induced structural changes (e.g., 
denaturation) makes the DPN lithographic method ideal in comparison to harsher 
techniques such as ion-beam-based lithography. According to the authors, the spe-
cific nanopatterned arrays of collagen might be used to induce an assembly network 
of collagen scaffoldings to mediate cell attachment processes, organized as optical 
gratings  because  of  their  ability  to  form  liquid  crystalline  phases,  and  as  guest–
host systems for other biological or nonbiological components. The “direct-write” 
capability of biologically relevant molecules, while preserving their structure and 

Fig. 14.9  Strategies for: a Tip Modification using a Ti/Au coating followed by a thiolic acid and 
the protein adsorption. b Scheme for the protein patterning using two different alternatives. On the 
first approach, upon coating with the IgG the surface is passivated and the biorecognition permits 
the immobilization of the anti-IgG-coated nanoparticles. The second strategy refers to a multistep 
procedure to pattern different proteins, i.e., IgG and lysozyme (Lyz) [80]
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functionality, provides  tremendous  flexibility  in  future biological device applica-
tions  and  in proteomics  arrays,  as well  as  a new strategy  to  study  the  important 
hierarchical assembly processes of biological systems.

More recently, De Yoreoʼs group has shown that  it  is possible to generate na-
noscale patterns of human chorionic gonadotropin (HCG) antibody [90].  In  their 
approach,  the protein was  tagged with a  specific  fluorophore,  so  that  the pattern 
can be easily  identified and verified using optical  imaging. More precisely,  they 
fabricated patterns of HCG antibody tagged with tetramethylrhodamine (TMR) dye 
on the glass surface. The glass surface was pretreated with 3-glycidoxypropyltri-
methoxysilane to introduce the epoxy groups that facilitate protein adhesion to the 
surface.

Direct dip-pen nanolithography was employed also by Demers et al. [65, 91] to 
pattern modified oligonucleotides on metals (gold) and insulators (silicon oxide). 
The first step requires the surface modification of a silicon nitride AFM cantilever 
with 3’-aminopropyltrimethoxysilane that promotes reliable adhesion of the DNA 
ink to the tip surface thus improving control over DNA patterning. In particular, the 
authors  employed  hexanethiol-modified  oligonucleotides  to  directly  pattern  gold 
substrates with features ranging from 50 nm to several micrometers in size. The thiol 
group assures the chemisorption of the DNA into the underlying Au surface. Further 
hybridization experiments by using the anchored DNA require the passivation of 
the surface towards complementary DNA. For that purpose, the patterned surfaces 
with oligonucleotides were immersed in an ethanol solution of 1-octadecanethiol 
that coats the unpatterned gold surface with a hydrophobic monolayer. Finally, by 
using oligonucleotide-modified gold nanoparticles,  the authors demonstrated  that 
the immobilized DNA retained its highly specific recognition properties.

Due to the nanometric precision of DPN, this approach is an interesting alter-
native  to  fabricate  not  only  patterns with  nanometer-size  resolution  (as  depicted 
above) but also go a step further in order to create biological nanoarrays. DPN is 
one technique that has shown particular promise in this area, allowing one to pre-
pare standardized multicomponent arrays of biomolecules that can retain their bio-
recognition properties once transferred to a surface [44, 65, 80, 89, 92–96]. These 
arrays have been employed, among others, for the detection of proteins, DNA, and 
other  small  molecules  and  exhibit  several  advantages  over  typical  microarrays. 
First, as mentioned above, nanoarrays created by DPN are 10,000–100,000 times 
denser that microarrays. Therefore, smaller areas are required to identify the same 
number of targets and smaller sample is required [66]. Moreover, a larger number 
of targets can be screened in a shorter period of time and due to the minimum area 
of the nanoarray a target can be detected at very low concentrations. In addition, 
cDNA and oligonucleotide arrays permit to quantify both gene expression and ge-
nomic  structure  (e.g.,  through  single-nucleotide-polymorphism  (SNP) detection). 
This unique feature has induced their extensive use among others in oncology [97], 
for the elucidation of the roles of genes in the pathogenesis of infectious diseases 
[98], in neurology for the evaluation of a large amount of genes [99], and the study 
of genomic structures and gene expression [98, 100].
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Nanoarrays have been applied, for instance, in the detection of human immunode-
ficiency virus type 1 in plasma [101]. Lee et al. used DPN to generate nanoscale pat-
terns of antibodies against the HIV-1 p24 antigen on a gold surface. They succeeded 
in the preparation of feature sizes that were less than 100 nm, while preserving the 
activity of the antibody. As depicted in Fig. 14.10, HIV-1 p24 antigen in plasma was 
hybridized to the antibody array in situ, and the bound protein was hybridized to a 
gold antibody-functionalized nanoparticle probe for signal enhancement. Accord-
ing to the authors, measurable amounts of HIV-1 p24 antigen in plasma obtained 
from men with  less  than 50  copies of RNA per ml of  plasma  (corresponding  to 
0.025 pg/ml) were achieved, which is evidence that the nanoarray-based assay can 
exceed the limit of detection of conventional enzyme-linked immunosorbent assay 
(ELISA)-based immunoassays by more than 1000-fold.

14.4.1.2  Indirect DPN Nanolithography

As mentioned, indirect DPN requires first the immobilization of small organic mol-
ecules with high affinity for the biomolecule of interest. Thus, in a second step, the 
biomolecule can be immobilized onto the organic molecules through specific inter-
actions. Examples of the use of this approach are the use of electrostatic interactions 

Fig. 14.10  Schematic representation of the immunoassay format used to detect HIV-1 p24 antigen 
with anti-p24 antibody nanoarray. (Reproduced with permission,reference [101])
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that have been successfully exploited to immobilize the negatively charged DNA 
[102, 103] and negatively charged membrane protein complexes onto protonated 
amino-terminated nanotemplates generated by DPN [104].

The indirect approach was first employed by Lee and coworkers [105] follow-
ing the procedure illustrated in Fig. 14.11. In order to fabricate the protein array in 
a first step, the patterning 16-mercaptohexadecanoic acid (MHA) was carried out 
on a gold thin-film substrate in the form nanometer-size dots or grids. Then, the ar-
eas surrounding these features required to be passivated with 11-mercaptoundecyl-
tri(ethylene  glycol)  by  placing  a  droplet  of  the  surfactant  on  the  patterned  area. 
Finally, the proteins were absorbed on the preformed MHA patterns by immersing 
the substrate in a solution containing the desired protein. The final pattern is a con-
sequence of the high affinity for carboxylic acid-terminated monolayers at pH 7 and 
a relatively weak affinity for surfaces coated with 11-mercaptoundecyl-tri(ethylene 
glycol).

Moreover, this group evaluated the biorecognition capabilities of the nanoarrays 
by  treating  the  surface with  anti-IgG. Their  findings  show  that  regardless of  the 
orientations of the IgG within the nanoscopic features, the proper orientation can be 
adopted under these conditions to react with the anti-IgG in a complex protein solu-
tion. Thus, the proteins maintained biological activity after adsorption.

In addition to protein arrays, other groups have been involved in the preparation 
of DNA nanoarrays by  indirect DPN. Nyamjav and Ivanisevic  [102, 103], based 
on  the  conventional molecular  combing  technique,  succeeded  in  the  preparation 
of long DNA molecules onto derivatized surfaces with three different shapes: dots, 

Fig. 14.11  Diagram of proof-of-concept experiments in which proteins were adsorbed on DPN-
generated MHA patterns (1) MHA deposited from AFM tip onto surface, (2) passivation, (3) pro-
tein adsorption, (4) antibody recognition. (Reproduced with permission from ref. [105])
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squares, and lines [106, 107]. For that purpose, they fabricated surface templates 
composed  of  positively  and  negatively  charged  regions  by  pattering  a  polyelec-
trolyte “ink” (poly(allylamine hydrochloride)—PAH) on SiOx. The affinity of the 
DNA for the positively charged areas allowed them to deposit the DNA strands on 
the areas modified with PAH.

The examples above describe employed electrostatic interactions to immobilize 
biomolecules onto the surface. However, molecular recognition-mediated coupling 
can be also applied for the same purpose. In this concern, Hyun et al. [93] also de-
scribed an indirect approach for the fabrication of patterned protein nanostructures 
with feature sizes of the order of 200 nm based on molecular recognition processes. 
For that purpose, the authors immobilized first an SAM of 16-mercaptohexadeca-
noic  acid  (MHA) onto  gold  and  the  unpatterned  regions were  passivated with  a 
protein-resistant oligoethylene glycol-terminated alkanethiol SAM. The carboxylic 
functional groups served  to,  in a following step, anchor covalently an amine-ter-
minated biotin derivative with  the chemically activated MHA SAM nanopattern. 
The authors described also the biorecognition capabilities of the surface by using 
streptavidin. The surface was incubated with streptavidin to form streptavidin nano-
structures, mediated by molecular recognition between biotin and streptavidin. The 
resulting streptavidin nanopattern provides a universal platform for molecular rec-
ognition-mediated protein immobilization because of the ubiquity of biotin-tagged 
molecules.

14.4.2  Biomolecules Deposited by Nanoshaving

Nanoshaving, involves the precise removal by using an AFM tip of a pre-deposited 
monolayer. The removed areas can be used in a second step to anchor the desired 
biomolecule. Thus, in general, nanoshaving is combined with SAMs as nanometer 
thickness resists indirect immobilization of biomolecules onto surfaces [108].

Nanoshaving was used by Banerjee et al. [109] to direct the assembly of thio-
lated peptide nanotubes. In their strategy (depicted in Fig. 14.12), 1-octadecanethiol 
was used as a mask to prevent the nonspecific nanotube attachment and it was first 
self-assembled on the flat Au substrate. Then, the octadecanethiol SAM was shaved 
by an Si3N4 tip, thus, exposing Au regions. After the Au regions were drawn, the 
substrate was extensively washed. Then, the thiolated nanotubes were attached to 
the patterned Au pads on  the substrate. After  these substrates were washed  thor-
oughly, the thiolated nanotube was observed to attach selectively to the Au areas 
via the thiol–Au interaction.

Following a similar approach in later studies, they extended the concept to the 
preparation of patterned surfaces based on biological molecular  recognition. The 
authors  introduced  a  new  type  of  building  block,  antibody nanotubes,  and  dem-
onstrated  anchoring  them  to  complementary antigen arrays via  antibody–antigen 
recognition [110]. The array of antigens was written by nanoshaving the alkylthiol 
SAM-coated Au substrates using the tip of an AFM. Then, the antigens were immo-
bilized onto the shaved regions of the alkylthiol SAMs with the AFM tip. Finally, 
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the antibody nanotubes were selectively attached onto the antigen regions. Later, to 
test the feasibility of antibody nanotubes for real applications in device fabrications 
by assembling them into more complex configurations, they explored the possibili-
ty to anchor multiple types of antibody nanotubes onto their respective complemen-
tary binding areas. To prove this hypothesis, they anchored selectively two types of 
nanotubes coated with different antibodies onto their complementary antigen areas, 
patterned by AFM tips (Fig. 14.13).

14.4.3  Biomolecules Deposited by Nanografting

Nanografting which is, at least to some extent, an extension of the above depicted 
nanoshaving, has been also extensively employed to create nanometer-size patterns 
onto SAMs. Similar  to dip-pen nanolithography, nanografting can be carried out 
either using a direct or an indirect strategy. The direct approach involves the immo-
bilization of the biomolecules onto the areas in which the SAM has been removed. 
This  strategy  requires  the modification of  the biomolecules with  the  appropriate 
functional groups (typically thiol) to be anchored to the surface. DNA and proteins 
have been deposited on gold surfaces using direct nanografting.

The indirect nanografting approach is schematically depicted in Fig. 14.14 [1]. 
By using  the AFM  tip, molecules  anchored  to particular positions  at  the  surface 
are first removed (B). Then, the addition of new molecules can be absorbed on the 

Fig. 14.12  Schematic 
diagram of thiolated peptide 
nanotube assembly on the 
Au trench arrays. a Self-
assembly of alkylthiols on 
Au substrates. b Shaving 
trenches on the alkylthiol 
SAM by using the AFM tip. 
c Location-specific immobili-
zation of the thiolated peptide 
nanotube onto the patterned 
Au trenches. (Reproduced 
with permission from ref. 
[109])

 



376 J. Rodríguez-Hernández

available areas. The new molecules can have, for  instance, affinity for a biomol-
ecule so that the latter can be immobilized in a further step. This approach has been, 
among  others,  employed  to  pattern  proteins  by  partial  substitution  of  a  protein-
resistant SAM by a protein-adherent SAM.

The direct nanografting approach has been employed by Liu et al. [112] who as-
sessed the application of nanografting in patterning single-stranded DNA (ssDNA). 

Fig. 14.14  Schematic of 
nanografting. An AFM tip 
is first used to scrape away 
patterns on an existing 
protein-resistant SAM (A–B), 
which are then replaced by 
new protein-adherent SAM 
molecules from solution 
(C). Proteins then adsorb 
to the grafted patterns (D). 
(Reproduced with permission 
from [1])

 

Fig. 14.13  Schematic  diagram  to  assemble  anti-mouse  IgG-coated  nanotubes  and  antihuman 
IgG-coated nanotubes onto  their antigen-patterned substrates via biological recognition. a Self-
assembly of alkylthiol monolayers on Au substrates. b Shaving trenches on the alkylthiol SAM by 
using the AFM tip. c Deposition of mouse IgG on the shaved trenches. d Shaving another array of 
trenches on the alkylthiol SAM by using the AFM tip. e Deposition of human IgG on the shaved 
trenches.  f Location-specific  immobilization of Alexa Fluor 546-labeled anti-mouse  IgG nano-
tubes onto the mouse IgG trenches and FITC-labeled antihuman IgG nanotubes onto the human 
IgG trenches via their biological recognition. (Reproduced with permission from ref. [111])
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They demonstrated  that both  the orientation and packing of  the oligonucleotides 
within  the patterns can be directly determined in situ using AFM. More  interest-
ingly, in their experiments they evaluated the accessibility of the oligonucleotides 
within the patterns by using DNase I enzyme digestion.

Proteins have also been deposited on solid surfaces using direct nanografting, 
typically using gold surfaces by means of thiol–gold interactions. The use of nano-
grafting to pattern proteins was introduced by Liu in 1997. They demonstrated the 
advantages of this technique that permits, among others, the coupling of a protein to 
a surface without disturbing its tertiary structure [30]. The basic idea of their work 
relies on the use an AFM tip to disturb the original molecules (e.g., thiols on gold) 
from a  specified area of a monolayer,  thereby enabling different  thiol molecules 
from a contacting solution to self-assemble by diffusion or exchange into the ex-
posed gold sites. This strategy has been later followed by Hu and coworkers [113] 
and Case et al. [114] to pattern gold surfaces with proteins. Whereas Hu et al. [113] 
employed parallel three-helix bundle metalloproteins to orient vertically on a gold 
surface, Case et al.  [114]  reported the nanografting of de novo four-helix bundle 
proteins engineered to contain a Gly-Gly-Cys linker at its C-terminus.

Indirect  nanografting  involves  the modification  of  the  SAM monolayer, with 
other molecules exhibiting either higher or lower affinity by the biomolecules that 
will be absorbed in a further step. Several groups have employed this alternative to 
prepare nanopatterns on solid surfaces [30, 50, 115–119]. One of the most illustra-
tive examples has been  reported by Zhou et al.  [116].  In  their work,  the authors 
tested  three  differently  charged  nanoscale  features  prepared  by  sequential  nano-
grafting  of  6-mercaptohexan-1-ol,  N-(6-mercapto)hexylpyridinium  bromide,  and 
3-mercaptopropionic  acid  into  a  SAM. By  using  these  charged/neutral  surfaces, 
they studied the immobilization of three proteins (lysozyme, rabbit IgG, and bovine 
carbonic anhydrase (II)) onto these differently charged nanopatches as a function 
of the surface charge, additionally depending on the pH. At pH 4.5, all three pro-
teins adsorbed onto the charged nanosurfaces. At higher pH, the proteins behaved 
differently,  depending on  the pH and  relative  surface  charge of  the nanosurface. 
Moreover,  they  developed  an  approach  (depicted  in  Fig.  14.15)  that  combines 
electrostatic  immobilization and  specific protein–protein  interactions  to  fabricate 
multiple  layered  (protein  G/rabbit  IgG/anti-IgG)  three-dimensional  (3D)  protein 
nanostructures,  demonstrating  that  the  combination of  nanografting,  electrostatic 
immobilization, and specific protein interaction is a powerful tool for construction 
of novel 3D protein surface nanostructures.

14.4.4  Other Alternatives

In addition, other alternatives to pattern bioactive molecules on planar surfaces have 
been  reported  that  result  from the combination of at  least  two of  the approaches 
depicted above. As an illustrative example we would like to mention the work of 
Sun et al. [21] who fabricated of biological nanostructures by scanning near-field 
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photolithography of  chloromethylphenylsiloxane  (CMPS) monolayers. They evi-
denced  that  this  approach can be  applied  to other  systems,  and demonstrated  its 
utility for the fabrication of functional molecular nanostructures (Fig. 14.16). More 
precisely, the process developed by the authors involved 244-nm exposure of the 
CMPS  SAM  to  create  nanoscale  patterns  of  surface  carboxylic  acid  functional 
groups. Then,  the carboxylic groups were employed  to attach different biomole-
cules by their conversion to the N-hydroxysuccinimidyl ester and reaction of  the 
active ester. According to the authors, the resulting patterns were activated readily 
under ambient conditions using simple, widely applicable coupling chemistries to 
facilitate the formation of patterned nanoparticle, protein, and DNA structures.

Fig. 14.15  3D AFM topographic images and schemes (below) showing the process of creating 
and growing the 3D protein nanostructures by electrostatic immobilization and biospecific interac-
tion. All of the images have the same scan sizes (2 × 2 µm2) and have the same z-scale. a Two nano-
patches (200 × 200 and 400 × 400 nm2) created by nanografting of MHP into the SAM of C11EG6 
had a depth of 2 nm. b After incubation of the surface with protein G (0.1 mg/mL in PBS, 20 min), 
the patches were filled by protein G and transformed into plateaus with an average height of ca. 
1 nm. c After a treatment of the surface with rabbit IgG (0.1 mg/mL in PBS, 30 min), the height 
of the protein nanofeatures increased to 8–9 nm. d After subsequent treatment of the surface with 
goat anti-rabbit IgG (0.1 mg/mL in PBS, 30 min), the height of the protein nanofeatures increased 
to 19–20 nm. (Reproduced with permission from [116])
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14.5  Summary and Conclusions

In  this  chapter, we provided  a  general  overview of  the  scanning probe nanopat-
terning  (SPN) approaches  focusing on  their capabilities  to  fabricate biopatterned 
surfaces. First, we introduced the different approaches developed in order to obtain 
nanoscale resolution patterns and placed SPN within this context highlighting their 
advantages and limitations. Then, the basic principles of each technique developed 
from a common tip-based approach have been discussed. Finally, we selected those 
approaches that have been employed to a larger extent to pattern biomolecules on 
surfaces and pay special attention in those cases in which the patterned biomolecule 
is  able  to  participate  in  biomolecular  recognition  processes.  In  particular,  DPN, 
nanoshaving,  and nanografting due  to  their unique  resolution and  the possibility 
to be carried out under ambient conditions have been extensively used to fabricate 
bio-nanopatterned surfaces. Table 14.3 summarizes the most extended approaches 

Fig. 14.16  Left: friction force microscopy images of nanopatterns. Right: topographical images of 
nanopatterned surfaces following incubation with calf thymus DNA. Image sizes: a 4.0 × 4.0 m2;  
b 2.8 × 2.8 m2; c 8.0 × 8.0 m2; d 4.0 × 4.0 m2. Reproduced with permission from [21]
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to pattern biomolecules by using scanning probe microscopes, highlighting the type 
of molecule immobilized onto the surface, the highest resolution achieved for each 
technique, and we gave particular examples.

SPN with their simplicity and unique resolution is currently an interesting tool to 
study the new properties of materials at the nanoscale. Their range of applications 
in a variety of fields  includes microelectronics, optics, medicine, and biology. In 
particular, bionanopatterning of surface which is an active field in the biotechnol-
ogy and nanotechnology interface has been highlighted for its potential applications 
ranging from molecular diagnostics to fundamental studies in molecular and cell 
biology [26]. However, in order to enlarge the range of applications, several chal-
lenges still need to be resolved including the possibility to pattern multiple biomol-
ecule nanoarrays or the patterning speed.
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In  spite of  the  limitations  in  comparison with natural occurring  recognition pro-
cesses, chemists, physicists and biologists have been extensively  involved  in  the 
design of  platforms  that  take  advantage of well-known particular  biorecognition 
processes in order to employ them for multitude of applications. These include a 
broad range of fields ranging from the design and fabrication of micro/nanosensors 
by immobilizing proteins and DNA to other such as drug screening, tissue engineer-
ing or proteomics research.

This book covered selected examples of  the most  recent advances concerning 
the immobilization of bioactive molecules highlighting their role as intermediates in 
biorecognition processes. These latest developments have overcome serious draw-
backs from precedent works in the field. However, it is worth to mention and pres-
ent some issues that still remain challenging.

A primary challenge in developing biorecognition surfaces is the design of bio-
recognition layers that possess the desirable properties of biocompatibility, stability, 
and binding  specificity  and  reversibility. For  instance,  performing  reliable  label-
free biosensing  in  real-world  samples  requires  a  surface  chemistry platform  that 
combines high binding capacity with preservation of the specificity and activity of 
the biorecognition elements (e.g. antibodies or DNA) [1].

The large number of desirable characteristics required for such an interface en-
tails the elaboration of sophisticated materials in which the topography, the chemis-
try and the surface distribution of the later need a thorough control. Technological 
advances permit now the elaboration of surfaces with nano- and micro-structured 



388 J. Rodríguez-Hernández and A. L. Cortajarena

domains  and  also  the  variation  of  the  chemical  composition  of  such  structures. 
However, in order to approach the high complexity existing in living systems the 
combination  of  nano-  and microstructures  and  the  possibility  to  include  several 
functionalities  appears  to  be  crucial. Designing  robust  and  reliable  surface  plat-
forms that meet the aforementioned properties and allow their use for various bio-
recognition elements and samples continues to be one of the major challenges for 
further development, for instance, of analytical biosensors.

The  recent  technological advances, both  in  instrumentation and surface struc-
tural and chemical characterization, together with the latest progresses in macromo-
lecular engineering have enabled  the preparation of biomolecule surface patterns 
with nanometer scale resolution. The ability to site-specifically patterned biomol-
ecules with spatial resolution achieving the single protein level is a key challenge 
for biophysical cell studies, microarray analytics, tissue engineering, therapeutics 
and  high-density  biosensor  applications  [2].  In  addition,  particular  interest  has 
been  highlighted  towards  understanding  fundamental  concepts  of  biorecognition 
processes at the molecular level in biological systems. In nature, many biological 
interactions rely on the specific placement of single biomolecules or small clusters 
of biomolecules exhibiting features in the sub-50 nm regime to dictate and direct 
complex processes. Biorecognition platforms  can be  used  to  get  insight  into  the 
function of complex biomolecular machines [3, 4].

Biorecognition at surfaces and in particular on polymeric surfaces is a research 
area that in spite of the extensive current interest is still in its infancy. Several as-
pects remains not completely understood. For instance, how the surface might af-
fect the structure of the biomolecules, the ligand mass transport, the binding kinet-
ics and, therefore, the recognition process compared to the recognition in solution 
are  aspects  that  require  further  studies. Another key point  is  the  selection of  the 
recognition systems to be employed. The application of surface with biorecogni-
tion capabilities is limited by the existence of target analytes that could be prepared 
by separation, purification that in turn requires efficient preparation protocols [5]. 
Nowadays,  scientists  generally  apply  mostly  solid  commercially  available  bio-
recognition molecules  such  as  biotin–streptavidin,  or  antibodies. However,  there 
are many biorecognition systems that can be tailored with optimized properties for 
different applications. The development of research fields such as protein engineer-
ing, will make other recognition systems widely available.

15.1  Tendencies

Among the extensive current research several aspects can be highlighted that may 
set the path for the near future developments.

The current need of rapid, robust and inexpensive methods for sensing and di-
agnostic purposes has focused the attention of researchers on the development of 
new molecular  recognition probes among others  for sensing applications. Within 
this context for example, aptamers are excellent candidates from several points of 
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view. First of all, aptamer generation has been achieved for a wide variety of tar-
gets  including  small molecules,  proteins,  viruses  and  cells.  In  addition,  variable 
experimental conditions other than the physiological can be employed so that salt 
conditions, temperature or pH can be varied and still preserve their biorecognition 
capability. In many biological molecules, changes on the pH, temperature or ionic 
strength might  lead  to an  irreversible denaturation of  the biomolecule. Aptamers 
hold promise as an attractive alternative to other molecular recognition elements, 
such as antibodies.

On  the other hand  focusing on proteins,  the most extended biorecogniton do-
mains, there is a great challenge in the protein engineering field in order to design 
novel recognition domains and fine-tune the structure, stability and binding prop-
erties of these modules. We have shown the state of the art research and how new 
proteins with  recognition  functions can be generated. The advances on  this  field 
towards a full control of the design and molecular recognition and the bioinspired 
engineering of biomolecules with tailored properties will open the door to any po-
tential application. There  is a need not only for  the development of  the field but 
also for the translation of the current advances in protein design into other areas of 
research and technology to make novel optimized molecules available for techno-
logical applications.

Finally,  the  growth  of multidisciplinary  research  teams will  open  the  door  to 
extend the use of more sophisticated recognition systems in a broader number of 
applications. The combination of state of the art techniques for both the production 
of patterned polymeric platforms and the engineering of biomolecular biorecogni-
tion, emerges as the path for the smart design of advanced biorecognition platforms.

In summary, biorecognition at surfaces and in particular using polymeric plat-
forms is a growing field with a large number of current applications and emerging 
ones. The  technology  that allows  the  fabrication of biorecognition platforms has 
greatly advanced in recent years, as reviewed in this book. The integration of recent 
developments from diverse research fields is the current challenge and will clearly 
be valuable for ensuring the translation of this research into advanced devices.
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