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RESUME 

 

En ingénierie tissulaire, la survie in vivo de cellules souches implantées au sein d’un biomatériau est 

limitée par les conditions d’un environnement ischémique qui se caractérise par un déficit en 

oxygène et en nutriments. Récemment, dans le cadre d’un projet de recherche dédié au 

développement d’un hydrogel composite à base de fibrine, biomatériau conçu pour améliorer la 

survie de cellules souches post-implantation, il a été mis en évidence la nécessité de contrôler dans le 

temps et l’espace la disponibilité du glucose au sein de ce matériau. Cet apport in situ de glucose est 

réalisé par dégradation contrôlée de l’amidon, un polymère de glucose. Cette production est assurée 

par action enzymatique d’un catalyseur spécifique de l’hydrolyse de l’amidon, l’amyloglucosidase 

(AMG).  

Toutefois, il convient de maitriser différents paramètres tels que la fuite de l’AMG en dehors de 

l’hydrogel ou encore sa perte d’activité au cours du temps. Dans ce contexte, l’encapsulation de 

l’AMG dans des nanoparticules d’un polymère biodégradable et biocompatible, ici l’acide 

poly(lactique-co-glycolique) (PLGA), devrait permettre le contrôle des paramètres susmentionnés.  

Des nanoparticules de type core-shell contenant l’AMG (NPe) ont été synthétisés par l’adaptation 

d’un protocole de double émulsion (water-oil-water). Différentes méthodes ont été développées 

pour déterminer les propriétés physico-chimiques et biochimiques des nanoparticules produites. Le 

protocole de synthèse a été optimisé afin de produire des nanoparticules reproductibles et stériles 

utilisables dans des hydrogels implantables in vivo.  

Le cahier des charges de l’hydrogel enrichi en amidon et en NPe impose un apport continu du 

glucose pendant 1 mois. La stabilité des nanoparticules a été étudiée en solution et dans les 

hydrogels. La production de glucose grâce à ces NPe a été investiguée en solution et en hydrogel 

mettant en avant l’intérêt de ces nanoparticules au sein du dispositif.  
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ABSTRACT 

 

In tissue engineering, the in vivo survival of stem cells located within a biomaterial is limited by an 

ischemic environment characterized by a low supply of oxygen and nutrients. Recent studies on fibrin 

based hydrogels (designed to improve stem cells survival after implantation) have highlighted the 

need to control the spatiotemporal availability of glucose within a biomaterial scaffold. Glucose 

release occurs through the degradation of starch, a glucose polymer, at a rate controlled by the 

action of the enzyme amyloglucosidase (AMG), a specific catalyst for the hydrolysis of starch.  

In order to eventually be of clinical impact, critical parameters must be tuned, such as the AMG 

leakage outside the hydrogel and its loss of activity over time. In this context, AMG encapsulation 

within nanoparticles of a biodegradable and biocompatible polymer, here poly(lactic-co-glycolic acid) 

(PLGA), is a promising means toward controlling the above parameters. 

The AMG-containing core-shell type nanoparticles (NPe) were synthesized by an adaptation of the 

double emulsion technique (water-oil-water). Different methods have been developed to determine 

the physicochemical and biochemical properties of the resulting nanoparticles. The synthesis was 

optimized to produce sterile and reproducible nanoparticles appropriate for in vivo implantable 

hydrogels.  

Nanoparticle stability and glucose release were investigated in solution and in hydrogels. A key 

specification of the hydrogel system, enriched in starch and NPe, is the continuous supply of glucose 

over 1 month. Glucose production was observed to meet this specification, highlighting the potential 

advantages of this approach. 
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Les stratégies actuelles en médecine réparatrice et régénératrice visent à proposer des dispositifs 

capables de remplacer ou d’augmenter une fonction existante. Pour ce faire, depuis quelques 

dizaines d’années, le concept d’ingénierie tissulaire s’est fortement développé. L’ingénierie tissulaire 

se caractérise comme étant une approche dans laquelle il s’agit de comprendre et maitriser les 

relations entre les structures et les fonctions des tissus via le développement de substituts pouvant 

contribuer à restaurer et à améliorer les fonctions de ces derniers. Ainsi, le substitut "biomatériau" 

est avant tout un matériau "support" qui doit servir de matrice pour permettre aux cellules de tissus 

spécifiques de se développer et générer un tissu néoformé. Ce substitut peut être composite et de 

fait constitué de plusieurs éléments : une partie "matériau" (capable de servir d’échafaudage) et des 

éléments "nutritifs" (capables de contribuer au développement des cellules). La combinaison de ces 

éléments doit contribuer au développement des cellules, qu’elles soient en simple contact et/ou au 

sein du dispositif. Ces biomatériaux composites de nouvelle génération doivent donc posséder 

différentes caractéristiques, telles que des propriétés évidentes de biocompatibilité, mais ils doivent 

également être capables de favoriser des propriétés dynamiques et d’interactions avec le milieu 

cellulaire environnant. L’un des challenges en science des biomatériaux est donc la mise en place 

d’un échange dynamique et proactif entre le biomatériau et les cellules. Ce dialogue doit satisfaire 

aux exigences de la survie cellulaire, de l’attachement à la prolifération, en passant par l’étalement, 

la migration, etc.  

Au sein de ces dispositifs proactifs, les cellules souches mésenchymateuses (CSM) représentent un 

outil prometteur pour l’ingénierie tissulaire. En effet, du fait de leur caractère multipotent, les CSMs 

possèdent la capacité de se différencier en différents types cellulaires suivant leur environnement 

(ostéocytes, chondrocytes, myotubes, adipocytes …)1. Cette capacité joue alors un rôle central dans 

de nombreuses applications en ingénierie tissulaire, permettant ainsi l’utilisation de ces cellules dans 

un contexte clinique. Elles permettent la reconstruction de différents types de tissus tels que du 

cartilage, du myocarde ou encore un réseau neuronal. De plus, les CSMs sont facilement isolables de 

la moelle osseuse, du placenta ou encore du tissu adipeux. Elles peuvent présenter également la 

capacité de migrer vers une zone d’inflammation afin d’exercer un effet immunosuppresseur et anti-

inflammatoire2. Au regard de ces différentes capacités, les CSMs représentent donc un outil de plus 

en plus sollicité en ingénierie tissulaire.  

Les capacités d’adhérer, de s’étaler et de proliférer au sein d’un biomatériau de type hydrogel de 

fibrine ont été démontrées avec des CSMs humaines (hCSMs). Il a dès lors été possible d’envisager 

pour la reconstruction osseuse d’encapsuler ces cellules et de les implanter dans un défaut osseux3. 

Une preuve de concept de leur intérêt en ingénierie tissulaire a été démontrée dans un défaut 

osseux chez le gros animal4. Pour cela, des CSMs de moelle osseuse ont été prélevées chez le 
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mouton, amplifiées puis incorporées dans des billes de corail. Ce corail enrichi a ensuite été implanté 

dans un défaut, de quelques millimètres à quelques dizaines de millimètres, effectué chez un modèle 

ovin. La formation osseuse ainsi que la cicatrisation du tissu osseux ont été observées chez le mouton 

16 semaines post-implantation. Cependant, l’efficacité thérapeutique obtenue pour le corail enrichi 

en CSMs reste inférieure à la technique de référence utilisée en ingénierie tissulaire osseuse, 

l’autogreffe.  

Du fait de cette moindre efficacité, l’utilisation in vivo des CSMs en ingénierie tissulaire osseuse est 

restreinte, en partie due à la diminution de la survie de ces cellules après implantation. En effet, le 

développement et l’implantation de matériaux cellularisés sont limités du fait de la faible capacité de 

ces cellules à résister à la mort cellulaire, induisant une diminution de l’efficacité de l’implant 

cellularisé. L’une des explications possibles à cette mort cellulaire massive est l’environnement 

rencontré par les cellules après l’implantation. Effectivement, les CSMs encapsulées dans le matériau 

se retrouvent dans un environnement ischémique, dépourvu en oxygène et en nutriments, et où le 

manque en ces éléments essentiels affecte de manière significative les mécanismes de survie des 

CSMs, conduisant à la mort de celles-ci. Maitriser leur survie ainsi que leur différenciation au sein 

d’un dispositif proactif devient donc un challenge.  

Comment augmenter la survie des CSMs après implantation in vivo ? 

L’une des approches a d’abord été d’étudier le comportement cellulaire en conditions hypoxiques et 

en présence d’un nutriment, le glucose. Les hCSMs, cultivées en conditions quasi-anoxiques, ont 

présenté une mort cellulaire importante, in vitro et in vivo. Par contre, les hCSMs cultivées dans les 

mêmes conditions mais en présence de glucose apporté de manière exogène présentaient une 

amélioration significative de leur survie, aussi bien in vitro que in vivo. Cette étude a permis de 

mettre en évidence que les CSMs placées dans des conditions quasi-anoxiques n’étaient capables de 

résister à la mort cellulaire qu’en présence de glucose, faisant du glucose un acteur principal dans la 

survie des CSMs après implantation5. 

Comment développer un microenvironnement enrichi en glucose ? 

Cette problématique est le cœur d’un projet de recherche financé par l’ANR et accompagné en 

maturation par la SATT IDF-Innov. En effet, ce projet vise à développer un biomatériau permettant 

l’amélioration de la survie et de la fonctionnalité de hCSMs transplantées dans des défauts osseux 

dont le volume est de pertinence clinique. Un biomatériau créant un environnement propice à la 

survie des CSMs et permettant l’apport continu de glucose a donc été imaginé. Pour cela, un 

hydrogel de fibrine a été utilisé comme support pour les hCSMs et a été supplémenté en glucose, 

servant de fuel principal pour les cellules. Cependant, des modèles mathématiques ont été mis au 
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point, mettant en évidence une fuite importante et rapide du glucose hors du matériau, le rendant 

indisponible pour les CSMs.  

Comment éviter la fuite du glucose ? 

Afin de retenir le glucose le plus longtemps possible, un agent viscosigène a été introduit dans la 

formulation du matériau : l’amidon. Des modèles mathématiques ont permis de mettre en évidence 

qu’en présence d’amidon, la fuite du glucose est retardée. De plus, l’amidon est un biopolymère 

ramifié de glucose. Par hydrolyse de ses liaisons glucosidiques, il peut donc également servir de 

réservoir pour la production in situ de glucose. En effet, l’utilisation d’enzymes capables d’hydrolyser 

l’amidon par ses extrémités non réductrices, telles que l’amyloglucosidase (AMG), permettrait la 

production contrôlée de glucose directement à l’intérieur de l’hydrogel. La combinaison d’amidon 

(pour augmenter la viscosité interne de l’hydrogel de fibrine et comme réservoir de glucose) et 

d’AMG (enzyme permettant l’hydrolyse de l’amidon et la production de glucose) dans un hydrogel de 

fibrine conduirait à la formation d’un système de délivrance de glucose pour les hCSMs et 

permettrait ainsi une amélioration de leur survie et un maintien de leur fonctionnalité. 

L’efficacité des différents matériaux a donc tout d’abord été testée in vitro. Pour cela, des hCSMs ont 

été encapsulées dans soit un hydrogel de fibrine, soit un hydrogel de fibrine contenant du glucose 

dans le milieu de culture, soit un hydrogel fibrine-amidon-AMG. Ces différents matériaux ont été 

placés dans une station hypoxique pendant 14 jours. Après ce temps d’incubation, l’utilisation d’un 

hydrogel de fibrine seul a conduit à une mort cellulaire prématurée, observée dès les premiers jours 

de culture. L’apport de glucose de manière exogène permet une augmentation de la survie des 

hCSMs par rapport à l’hydrogel de fibrine seul, correspondant à un taux de survie de 40% par rapport 

au jour 1. Par contre, l’apport de glucose in situ par hydrolyse de l’amidon par l’AMG permet une 

augmentation de 50% du nombre de cellules vivantes par rapport à la condition d’apport de glucose 

exogène. L’utilisation d’un système d’apport de glucose basé sur l’hydrolyse de l’amidon par l’AMG 

permet donc une augmentation de la survie des hCSMs. 

L’efficacité de ce système a ensuite été testée in vivo. Les hCSMs contenues dans un hydrogel de 

fibrine ou dans un hydrogel de fibrine-amidon-AMG ont été implantés en site ectopique chez la 

souris. A 14 jours post-implantation, aucune cellule vivante n’a été retrouvée dans l’hydrogel de 

fibrine. Cependant, de nombreuses cellules vivantes ont été retrouvées dans les implants de 

fibrine-amidon-AMG. Ce résultat indique donc que la combinaison d’amidon et d’AMG dans un 

hydrogel de fibrine enrichi en hCSMs permet une amélioration in vivo de la survie des cellules 

encapsulées. Cependant, la formation osseuse a été testée à 60 jours post-implantation par analyses 

histologiques et aucune formation osseuse n’a été observée.  
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Comment améliorer ce système de production de glucose pour favoriser la formation osseuse ? 

A la suite de ces résultats, différents problèmes ont été relevés. De l’amidon est toujours présent 

dans les matériaux après 2 mois, provoquant un encombrement stérique et empêchant donc la 

formation osseuse. Un des aspects du projet SATT Maturation a été l’amélioration de la dégradation 

de l’amidon dans l’hydrogel par l’utilisation d’enzymes permettant une meilleure solubilisation de 

l’amidon. Le deuxième problème a été détecté grâce à des modélisations mathématiques. Elles ont 

mis en évidence que l’AMG diffuse hors de l’hydrogel de fibrine-amidon dans les premiers jours 

d’incubation, conduisant ainsi à une diminution de sa biodisponibilité au sein du composite. La 

solution envisagée a donc été d’encapsuler l’AMG dans des nanoparticules biocompatibles et 

biodégradables, afin d’augmenter la bioactivité et la biodisponibilité de l’AMG dans ce système de 

production de glucose. En effet, son encapsulation au sein de nanoparticules permettrait de 

contrôler son relargage dans l’hydrogel et donc la production de glucose. 

Les nanoparticules biodégradables et biocompatibles représentent un outil intéressant pour la 

délivrance de molécules bioactives telles que l’AMG. De nombreux polymères, naturels ou 

synthétiques, peuvent être utilisés pour l’encapsulation de molécules bioactives. L’acide 

poly(lactique-co-glycolique) (PLGA) est un copolymère biodégradable et biocompatible approuvé par 

la Food and Drug Administration (FDA) dont les propriétés peuvent être modulées par modification 

du ratio des deux polymères qui le constituent. Pour ses nombreux avantages, le PLGA a ainsi été 

choisi comme support polymérique pour l’encapsulation de l’AMG. 

 

L’objectif de ces travaux de thèse a donc été d’essayer d’améliorer le système de production de 

glucose par l’encapsulation de l’AMG dans des nanoparticules. Dans cette logique, ces travaux 

s’organisent donc suivant deux axes principaux : 

 développer et caractériser des nanoparticules de PLGA contenant l’AMG  

 étudier leur comportement d’un point de vue de leur stabilité et de leur capacité à générer 

du glucose en solution et au sein d’hydrogels 

 

Ce manuscrit de thèse s’articule en trois chapitres.  

 Le premier chapitre correspond à un état de l’art présentant les choix possibles de 

bioactivation d’un biomatériau et notamment la bioactivation par encapsulation de 

molécules bioactives dans différents systèmes particulaires produits à partir de différents 
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polymères. Elle présente également la stratégie mise au point et les différents choix 

possibles pour développer un biomatériau proactif pouvant permettre l’amélioration de la 

survie de cellules implantées in vivo. 

 

 Le deuxième chapitre présente les méthodes expérimentales utilisées lors de ces travaux, 

notamment la préparation des nanoparticules et des hydrogels, ainsi que les différentes 

techniques physico-chimiques et biochimiques utilisées pour les étudier. 

 

 Le troisième chapitre expose les résultats obtenus lors de ces travaux de thèse ainsi qu’une 

discussion de ces résultats, organisés suivant les deux axes présentés précédemment. La 

première partie concerne le développement de l’encapsulation de l’AMG dans les 

nanoparticules de PLGA. Le protocole de synthèse de ces nanoparticules, la détermination de 

leurs caractéristiques physico-chimiques et biochimiques ainsi que l’optimisation de certains 

paramètres y sont décrits. La deuxième partie présente quant à elle l’étude du 

comportement des nanoparticules produites. La stabilité et l’activité de ces nanoparticules 

en solution et dans un hydrogel y sont présentées.   
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I. Les dispositifs composites pour l’ingénierie tissulaire  

I.1. Les biomatériaux proactifs  

Les biomatériaux pour la santé représentent un domaine de recherche à l’interface de différentes 

disciplines, telles que la biologie, la chimie, la physique, ou encore l’électronique ou la robotique (en 

particulier avec l’émergence des systèmes embarqués). Ce secteur est donc en pleine mutation et en 

constante évolution. Clairement, du fait de leur diversité, les biomatériaux restent difficiles à définir 

et doivent être abordés avec de nouveaux paradigmes. Lors des conférences de consensus de 

Chester de la Société Européenne des Biomatériaux, une définition des biomatériaux a été 

proposée : un biomatériau est un « matériau non vivant, utilisé dans un dispositif médical et conçu 

pour interagir avec des systèmes biologiques, qu’il participe à la constitution d’un appareillage à visée 

diagnostique ou à celle d’un substitut de tissu ou d’organe, ou encore à celle d’un dispositif de 

suppléance (ou assistance) fonctionnelle » (D.F. Williams “Definition in biomaterials”, Amsterdam 

1987).  

Au-delà des mots utilisés dans cette définition, mots qui sous entendent une neutralité et une 

conception « non vivante » du dispositif, il est important de prendre en compte la réalité : ces 

matériaux sont avant tout en contact avec des tissus et/ou des fluides vivants. Cette notion de 

contact, qui semble évidente dans le cas de biomatériaux implantés, doit être étendue à tous 

contacts qui s’effectuent à la surface ou à l’extérieur du corps. En lien direct avec cet aspect de 

contact, la notion de biocompatibilité est essentielle dans le domaine des biomatériaux. Elle peut 

être qualifiée soit de « biocompatibilité négative », associée aux propriétés que le matériau ne doit 

pas avoir (pas de réaction inflammatoire, pas de toxicité …), soit de « biocompatibilité positive ou 

élargie », correspondant au fait d’utiliser la réponse de l’hôte de manière appropriée dans le cadre 

d’une application donnée. La « biocompatibilité élargie » est de plus en plus associée à la notion de 

bioactivité. Cela correspond à la volonté de développer un biomatériau qui ne soit pas 

nécessairement inerte mais qui ait la capacité d’interagir avec son environnement. C’est par exemple 

le cas des sutures résorbables dans lesquelles la réaction inflammatoire participe à la résorption du 

matériau6.  

La capacité d’un biomatériau à interagir avec son environnement direct dépend donc 

essentiellement des propriétés intrinsèques de ce matériau. En effet, sa structure et sa composition 

chimique sont des éléments qui vont directement influencer la réponse du milieu environnant le 

biomatériau. Différents types de biomatériaux existent : 
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 les métaux et alliages métalliques 

 les céramiques 

 les polymères 

 les matériaux d’origine naturelle 

Ces différents matériaux possèdent différentes propriétés de bioactivité, se caractérisant par une 

interaction cellule-matériau. Pour créer un environnement optimisé et favoriser l’adhérence 

cellulaire, il existe différents moyens pour modifier la bioactivité du matériau.  

 

I.1.1. La biofonctionnalisation par modification du 

biomatériau 

L’amélioration de la bioactivité d’un matériau peut s’effectuer par des modifications structurales ou 

des modifications physico-chimiques et biologiques. 

 

a. Les modifications structurales  

Différents types de modifications de la structure d’un matériau ou de sa surface existent ; la rugosité, 

la porosité et la rigidité en sont des exemples. 

 

 La rugosité : 

La rugosité, caractéristique de surface, correspond à la présence d’aspérité (surface rugueuse) ou à 

leur absence (surface lisse) à la surface du matériau. Une différence de rugosité peut être obtenue 

par enlèvement ou par ajout de matière sur le matériau. Ainsi, le polissage7, le sablage8, les 

méthodes de microfabrication et de lithographie9 sont des techniques qui peuvent être utilisées pour 

rendre lisse ou rugueuse la surface d’un échantillon. La modulation de la rugosité de surface permet 

ensuite de modifier les interactions cellules-matériau et d’améliorer l’adhérence cellulaire à la 

surface de ce matériau. L’augmentation de la rugosité permet par exemple d’augmenter le nombre 

de cavités présentes à la surface d’un matériau, conduisant à une adsorption des protéines présentes 

dans le sérum du milieu de culture et favorisant l’adhérence de cellules de moelle osseuse 

humaines10. Il a également été observé que plus la rugosité est importante, plus le nombre 

d’irrégularités augmente, et plus la surface effective augmente. L’augmentation de ces 
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caractéristiques a conduit à l’accroissement du nombre de différentes bactéries (Escherichia coli, 

Staphylococcus aureus ou encore Pseudomonas aeruginosa) sur des surfaces rugueuses, comparées à 

des surfaces plus lisses (Figure 1)11,12. 

 

Figure 1 : Adhérence relative de bactéries (Escherichia coli) sur des surfaces métalliques possédant 
différentes rugosités

12
. 

 

 La porosité : 

La porosité est une caractéristique qui peut être présente à la surface et/ou dans la structure interne 

d’un matériau. Pour créer de la porosité, différentes techniques peuvent être utilisées dont 

l’utilisation d’un agent porogène lors de la préparation du matériau13, l’incorporation de particules 

par la suite dissoutes14 ou encore par coulage d’un gel à partir d’un moule de polymères15. La 

présence de pores va permettre de modifier la structure du matériau et d’induire des modifications 

de comportements cellulaires. La culture de cellules pré-ostéoblastiques MC3T3-E1 sur des supports 

de polymères poreux (70%, 82%, 86% et 90% de porosité) a par exemple été étudiée. Le matériau 

comprenant 70% de porosité n’a pas permis l’adhésion et la croissance cellulaire. Cependant, une 

forte adhérence cellulaire a été observée dans les trois autres cas de porosité avec un maximum 

d’efficacité pour le matériau contenant 82% de porosité16. Dans une autre étude, l’importance de 

plusieurs tailles de pores a été mise en évidence sur des matériaux comprenant une couche 

macroporeuse (pores de 1 à 7 µm) et une couche mésoporeuse (pores d’environ 10 nm). Il a été 

observé un effet synergique des deux couches poreuses sur la prolifération de cellules 

d’ostéosarcome humain SaOS-2 (Figure 2) et sur la minéralisation17. La présence d’une porosité est 

donc importante pour l’adhérence et la croissance cellulaire mais il est important de trouver un juste 

équilibre dans la taille, la quantité et la différence d’échelle des pores présents dans le matériau. 
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Figure 2 : Effet de la taille des pores et de leur effet synergique sur la prolifération cellulaire d’ostéosarcome 
humain SaOS-2

17
. 

 

 La rigidité : 

La rigidité d’un matériau est également une caractéristique importante concernant l’adhérence 

cellulaire. Elle peut être notamment modifiée par création de liaisons covalentes au sein du 

matériau, avec une réticulation chimique18 ou enzymatique19. Une expérience a été menée sur le 

guidage cellulaire par modification de la rigidité d’un gel de polyacrylamide. Pour cela, des 

fibroblastes NIH/3T3 ont été placés sur une surface de polyacrylamide comprenant deux zones 

distinctes de rigidité : une zone dite « molle » et une zone dite « dure ». La migration des cellules 

d’une zone à une autre a ensuite été observée : les cellules placées sur la zone « molle » migrent vers 

la zone « dure » alors que les cellules placées sur la zone « dure » contournent la zone « molle » et 

suivent la frontière séparant les deux zones en restant sur la zone « dure »20. Par ailleurs, la rigidité 

du matériau doit être en accord avec le type cellulaire utilisé et l’application choisie. Par exemple, 

des cellules souches résidant dans le foie (RLSC) ont été ensemencées sur des matériaux gélifiés 

ayant un module de Young de 0,4 kPa, correspondant à la rigidité interne d’un foie normal, ou de 

80 kPa, correspond à la rigidité d’un foie atteint de fibrose et de cirrhose. Après seulement 24h de 

culture, les RLSC cultivées sur le gel à 0,4 kPa mettaient en évidence une différenciation homogène et 

une importante prolifération cellulaire. Les RLSC cultivées sur le gel à 80 kPa se maintenaient quant à 

elles à un stade indifférencié (Figure 3)21.  
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Figure 3 : Culture de cellules souches résidant dans le foie (A) sur une surface contrôle, ou un matériau gélifié 
possédant une rigidité de (B) de 0,4 kPa ou (C) de 80 kPa. Le noyau des cellules est marqué au DAPI (bleu)

21
. 

 

b. Les modifications physico-chimiques et biologiques 

Il est possible de moduler ou d’activer la bioactivité d’un matériau en modifiant ses propriétés 

physico-chimiques. L’induction de la bioactivité par modification physico-chimique et biologiques 

peut s’effectuer de deux manières : par adsorption physique (sans formation de liaisons covalentes 

mais en jouant sur les liaisons faibles) ou par voie chimique (avec la création de liaisons covalentes, 

liaisons stables et fortes). 

 

 Modification par voie physique : 

L’adsorption physique est un phénomène qui permet la modification des propriétés physico-

chimiques à l’interface du matériau, via la mise en place de liens non covalents entre des molécules 

spécifiques et la surface du matériau. Ce recouvrement se fait par l’établissement de différentes 

interactions entre les molécules et le matériau, liaisons ou interactions de type forces 

électrostatiques, forces polaires, interactions hydrophobes, liaisons hydrogènes …  

Ce type de modification peut s’effectuer par un recouvrement de la surface du matériau par un 

système de monocouche22 ou de multicouches23, ou bien par formation d’un système de couches 

auto-assemblé et organisés, technique appelée self-assembled mololayer (SAM)24. Ces différents 

types de modifications physico-chimiques permettent la modulation du comportement cellulaire. En 

effet, il a été observé que la mise en place d’une couche de fibronectine (protéine d’adhésion 

essentielle de la matrice extracellulaire) à la surface d’un matériau permet d’augmenter de manière 

significative l’adhérence et l’étalement de cellules pré-ostéoblastiques MC3T3-E1 (Figure 4)25. Par 
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ailleurs, la formation de SAMs à la surface de matériaux permet à l’interface une meilleure 

adsorption de protéines de la matrice extracellulaire (telles que la fibronectine ou la vitronectine), 

recouvrement conduisant à une amélioration de l’adhérence de cellules endothéliales de la veine de 

cordon ombilicaux (HUVEC)26. 

 

Figure 4 : Nombre de MC3T3-E1 adhérentes après différents temps de culture sur une surface avec ou sans 
recouvrement de fibronectine

25
. 

 

 Modification par voie chimique : 

La modification de la chimie de surface d’un matériau permet de moduler son hydrophobie par la 

présence de groupements chimiques spécifiques (hydrophiles ou hydrophobes). Ces modifications 

peuvent permettre par la suite de modifier l’adhérence cellulaire et d’améliorer la réponse 

biologique du matériau vis-à-vis de son environnement.  

Des méthodes utilisées en synthèse organique peuvent être utilisées pour greffer à la surface du 

matériau des groupements fonctionnels tels que des groupements hydroxyles (par traitement à la 

soude27) ou silanes (par silanisation28), ou pour modifier des fonctions existantes par oxydation29 ou 

réduction. Le traitement à la soude a par exemple été utilisé pour diminuer l’hydrophobie de surface 

d’un maillage de polymères synthétiques. La densité cellulaire de cellules musculaires lisses a ainsi 

été doublée suite au traitement à la soude. De plus, ces cellules présentaient une morphologie étalée 

comparée au biomatériau non traité à la soude30. L’oxydation à l’air ou à l’oxygène d’une surface de 

titane a permis de multiplier par 7 à 10 le nombre d’ostéoblastes de lapin présents à la surface du 

matériau après seulement 24h de culture31 (Figure 5). 
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Figure 5 : Nombre d’ostéoblastes adhérents après 24h de culture sur différentes surfaces oxydées ou non à 
l’air ou à l’oxygène

31
. 

 

Le greffage photo-induit est une autre technique qui permet de modifier chimiquement un matériau 

à partir de radiations UV32. Du polyuréthane a ainsi été fonctionnalisé avec un polymère synthétique 

photosensible et hydrophile pour augmenter l’hydrophilie du matériau. Il a été observé qu’en 

présence des polyuréthanes modifiés, l’attachement cellulaire d’HUVEC est augmenté et leur 

croissance plus rapide33.  

Le plasma peut également être utilisé et correspond à un état de la matière partiellement ou 

totalement ionisée. Il interagit avec les surfaces conduisant à la modification de la surface du 

matériau via la formation d’électrons, d’ions, de radicaux. Une surface hydrophobe peut par exemple 

est rendue hydrophile par un traitement au plasma à oxygène, alors qu’une surface hydrophile peut 

être rendue hydrophobe par traitement au plasma au tétrafluorure de carbone (CF4). Un matériau à 

base de polymères synthétiques a ainsi été traité au plasma à oxygène, permettant d’augmenter de 

manière significative l’adhérence et la prolifération de cellules nerveuses34. Un autre biomatériau à 

base de polymère synthétique a quant à lui été traité par ses deux types de plasma. L’étude a montré 

une meilleure adhérence cellulaire de fibroblastes NIH/3T3 sur le matériau traité au plasma à 

oxygène comparé à celui traité au plasma au CF4, résultat lié à la meilleure adsorption de protéines 

du milieu de culture sur la surface du matériau hydrophile35.  
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I.1.2. Les hydrogels comme support de bioactivité 

En ingénierie tissulaire, l’un des principaux objectifs est de réparer, d’améliorer ou de remplacer des 

tissus ou une fonction existante. Concevoir des biomatériaux aux propriétés biologiques optimales 

est l’un des challenges de l’ingénierie tissulaire. Les biomatériaux utilisés doivent donc servir de 

matrice tridimensionnelle facilitant la réparation tissulaire. Afin de reproduire au mieux la structure 

et les fonctions de la matrice extracellulaire de nombreux hydrogels ont été mis au point. 

Les hydrogels sont des réseaux tridimensionnels composés, soit de polymères hydrophiles réticulés 

par formation de liaisons covalentes (conduisant à des hydrogels dits chimiques), soit de polymères 

stabilisés par interactions physiques intermoléculaires ou intramoléculaires (formant des hydrogels 

dits physiques). Les hydrogels absorbent une grande quantité de liquide, ce qui confère à ces 

matériaux une forte capacité de gonflement, permettant de confiner des biomolécules au sein de 

leur réseau. Les polymères d’origine naturelle, grâce à leur propriété de biocompatibilité et de 

biodégradabilité, sont fréquemment utilisés pour générer des hydrogels conçus pour l’ingénierie 

tissulaire. Parmi ces polymères, il existe les polysaccharides et les protéines36. 

 

a. Les hydrogels à base de polysaccharides 

Les polysaccharides sont des polymères d’oses reliés entre eux par des liaisons glycosidiques. La 

plupart du temps, ce sont des polymères d’origine naturelle, produits par des plantes ou par des 

microorganismes, et donc retrouvés en abondance dans la nature. Ils forment l'un des principaux 

constituants des systèmes biologiques et présentent donc de nombreux avantages pour l’ingénierie 

tissulaire, notamment leur biocompatibilité. Parmi ces polysaccharides, l’acide hyaluronique et le 

chitosan sont fortement sollicités pour former des hydrogels.  

 

 L’acide hyaluronique : 

L’acide hyaluronique est un polysaccharide de haut poids moléculaire (106 Da) composé de 

disaccharides (N-acétyl-glucosamine et acide glucuronique) liés entre eux par des liaisons 

glycosidiques β-(1,4) et β-(1,6) (Figure 6). Il est un composant essentiel de la matrice extracellulaire 

et est produit localement par des cellules différenciées, se retrouvant au niveau des tissus conjonctifs 

mous tels la peau, l’humeur vitrée et le liquide synovial. Les cellules qui le produisent sécrètent 

également les enzymes qui le dégradent, les hyaluronidases. Il peut également être dégradé par des 

espèces réactives de l’oxygène. Les produits issus de cette dégradation sont ensuite internalisés et 
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dégradés par les cellules. Dans le corps humain, l’acide hyaluronique est sous la forme d’une solution 

visqueuse et est difficile à manipuler. De plus, son temps de vie est de seulement quelques jours37,38.  

 

Figure 6 : Structure chimique de l’acide hyaluronique. 

 

Pour préparer des hydrogels à base d’acide hyaluronique, la création de liaisons covalentes est 

nécessaire pour augmenter sa stabilité et ses propriétés mécaniques. Des hydrogels chimiques sont 

donc préparés par utilisation d’agents réticulants chimiques tels que le glutaraldéhyde39 ou d’agents 

de réticulation biologiques tels que la transglutaminase40. L’acide hyaluronique peut également être 

modifié par des groupements photosensibles pour faciliter sa réticulation41. Les propriétés physiques, 

de dégradation et de gonflement des hydrogels d’acide hyaluronique sont principalement 

dépendantes du polymère introduit initialement et du taux de réticulation du matériau39,42. 

L’augmentation du taux de réticulation a par exemple permis d’augmenter de manière significative le 

temps de dégradation de l’hydrogel de 1 à 38 jours42. Dans une autre étude, l’augmentation du taux 

de réticulation a permis d’augmenter les propriétés mécaniques d’un hydrogel d’acide hyaluronique, 

modulant le comportement de cellules progénitrices neuronales. Ainsi, ces cellules se sont soit 

différenciées en neurones ou en astrocytes (cellules participant à la protection des neurones)43. Les 

hydrogels d’acide hyaluronique sont utilisés dans différentes applications telles que l’ingénierie 

tissulaire osseuse44, la chirurgie ophtalmique45 ou encore pour favoriser la cicatrisation cutanée46. 

 

 Le chitosan : 

Le chitosan est lui un polysaccharide linéaire de glucosamine et de N-acétyl-glucosamine obtenu par 

N-déacétylation de la chitine extraite du squelette des crustacés (Figure 7). Le chitosan est non 

toxique et peut être digérée par le corps humain, soit par les lysozymes, soit par les chitinases, qui 

sont présents dans l'intestin humain et dans le sang, ce qui en fait un polymère biodégradable et 



Chapitre 1 : Revue bibliographique 

38 

biocompatible. Il présente également une faible immunogénicité et une activité bactériostatique 

(capacité à inhiber la prolifération des bactéries) et antioxydante38,47.  

 

Figure 7 : Structure chimique du chitosan. 

 

Le chitosan est un polymère cationique faiblement soluble en conditions neutres ou basiques 

(pH > 6,5). Sa dissolution s’effectue donc en condition acide. Une fois le chitosan dissout, il peut être 

utilisé pour préparer des hydrogels physiques par interactions ioniques ou des hydrogels chimiques, 

par ajout d’un agent réticulant tel que le glutaraldéhyde ou la génipine, ou encore par 

photopolymérisation dans le cas de chitosan modifié par des groupement photosensibles48,49. 

L’augmentation de la concentration en initiateur de polymérisation a par exemple permis de modifier 

le temps de dégradation de l’hydrogel de chitosan après incubation du matériau dans une solution 

de lysozyme. Ainsi, l’utilisation d’une faible concentration en initiateur conduit à la dégradation du 

matériau en 8 jours, alors que pour une concentration plus élevée, le matériau n’était pas dégradé 

après 18 jours d’incubation50. Par ailleurs, le chitosan est un polymère sensible au pH permettant le 

gonflement de l’hydrogel à pH acide par la présence de nombreuses charges positives. Ainsi la 

diminution du pH a conduit au relargage plus rapide de la BSA contenue dans l’hydrogel de 

chitosan51. Grace à ses nombreuses caractéristiques, le chitosan est utilisé en ingénierie tissulaire 

dont l’ingénierie osseuse52, en tant que support de cicatrisation de la peau53 ou pansement 

antimicrobien54.  

 

b. Les hydrogels de protéines 

Dans les tissus humains, l’environnement des cellules est la matrice extracellulaire. Ce "gel 

complexe" est composé entre autre de nombreuses protéines. Afin de mimer au mieux cet 

environnement, de nombreux hydrogels à base de protéines ont été développés. Les hydrogels de  

collagène, de gélatine (sa forme dénaturée) et/ou de fibrine en sont des exemples. 
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 Le collagène et la gélatine : 

Le collagène est un polymère naturel présent dans de nombreuses matrices extracellulaires, la peau, 

les os, les tendons ou encore le cartilage des tissus humains. Le collagène est composé de triples 

hélices droite, elles-mêmes composées d’hélices gauche, permettant au collagène d’être organisé 

sous forme de fibres (Figure 8). Le collagène est naturellement dégradé par des métalloprotéases 

dont la collagénase, et des sérines protéases55,56.  

 

Figure 8 : Représentation schématique de l’assemblage du collagène. 

 

La gélatine est une protéine obtenue par dénaturation thermique ou traitement chimique ou 

physique du collagène, conduisant à la destruction de la triple hélice du collagène et à un repliement 

aléatoire correspondant à la gélatine. C’est une macromolécule comportant à la fois des groupes 

cationiques et anioniques ainsi que des groupements hydrophobes, permettant la création de 

nombreuses interactions avec les molécules de son environnement. La gélatine est utilisée en 

ingénierie tissulaire en raison de sa non-toxicité, sa biodégradabilité, sa bioactivité et de son faible 

coût57,58. 

Le collagène et la gélatine peuvent former des hydrogels physiques à des températures en dessous 

de 30-35°C, par gélification thermique conduisant à un changement conformationnel permettant la 

formation et la stabilisation des triples hélices59,60. Cependant, dans des conditions physiologiques, la 

température est trop élevée et rend instable ces réseaux physiques. Pour augmenter leur stabilité et 

leurs propriétés mécaniques, les hydrogels de collagène et de gélatine sont souvent formés par 

réticulation chimique via l’ajout d’agents de réticulation tels que les carbodiimides, le 

glutaraldéhyde, la génipine ou la transglutaminase61–64. L’utilisation d’hydrogels de gélatine 
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injectables et réticulés par la transglutaminase a par exemple permis de favoriser la prolifération de 

fibroblastes. Par la suite, lors de l’étape de réticulation, des protéines de la matrice extracellulaire 

(fibronectine et vitronectine) ont pu être greffées au réseau de gélatine augmentant de manière 

significative l’adhérence et la prolifération cellulaire65.  

Le collagène étant l’un des composant de la matrice extracellulaire, il est utilisé comme support de 

culture dans de nombreuses applications et par exemple pour la reconstruction de tissus tels que des 

vaisseaux sanguins66. Cependant, les hydrogels chimiques de collagène se contractent après 

implantation in vivo et sont potentiellement immunogéniques (pas de source de collagène humain). 

A cause de ces propriétés antigéniques (capacité à interagir avec des antigènes du corps humain), les 

utilisations des hydrogels de collagène sont finalement limitées.  Au contraire, la gélatine ne présente 

pas cette potentialité immunogénique grâce aux différentes étapes utilisées lors de sa production et 

de sa stérilisation, et ceci confère un avantage comparé au collagène58. Cette différence conduit donc 

à une plus grande utilisation des hydrogels de gélatine. Ils peuvent ainsi être utilisés pour des 

applications telles que la régénération de tissus osseux67 ou cardiaques68, ou encore en tant que 

substitut cutané69. 

 

 La fibrine : 

La fibrine est un biopolymère issu du fibrinogène, une protéine fibreuse jouant un rôle essentiel dans 

le maintien de l’hémostase et dans la formation efficace de caillot par formation d’un réseau de 

fibrine. Le fibrinogène est une protéine circulante (2 à 4 mg/mL dans le plasma) et dimérique dont 

chaque dimère est composé de trois paires de chaînes polypeptidiques (Aα, Bβ et γ) reliées entre 

elles par des ponts disulfures (Figure 9)70.  

 

Figure 9 : Représentation schématique de la structure du fibrinogène présentant les sites de clivage par la 
thrombine. 

 

Lors d’un trauma ou d’un dommage extérieur, la cascade de la coagulation sanguine est initiée dans 

un ordre précis mettant en jeu une succession d’une dizaine de réactions. Lors de la dernière étape 
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de la coagulation, la prothrombine est activée générant la thrombine. Cette enzyme reconnaît les 

fibrinopeptides A et B et les hydrolysent, permettant la formation d’un réseau tridimensionnel de 

fibrine (Figure 10). Cette étape est suivie par la stabilisation de ce caillot par réticulation via la 

transglutaminase, également appelée Facteur XIII. Le réseau de fibrine ainsi formé sert de support 

temporaire pour la régénération tissulaire et est ensuite dégradé par la plasmine71. 

 

Figure 10 : Représentation schématique de la formation d’un gel de fibrine par clivage des fibrinopeptides 
par la thrombine permettant la formation d’un réseau tridimensionnel de fibrine. 

 

La formation in vitro d’un hydrogel de fibrine s’effectue par conversion du fibrinogène en fibrine par 

action de la thrombine, de la même manière que lors de la coagulation sanguine. Les propriétés 

mécaniques des hydrogels de fibrine peuvent être améliorées par réticulation chimique par la 

transglutaminase72,73.  

Le réseau de fibrine présente la capacité de se lier à de nombreuses protéines circulant normalement 

dans le sang ou étant générées en réponse à un trauma74. Cet hydrogel permet ainsi de favoriser 

l’adhérence et la prolifération de nombreux types cellulaires75–77. L’hydrogel de fibrine contribue par 

exemple à l’angiogenèse, correspondant à la formation de vaisseaux sanguins78. La dégradation 

in vivo de l’hydrogel de fibrine s’effectue en quelques jours. Cette dégradation peut être par exemple 

contrôlée par ajout d’aprotinine. L’ajout de cette protéine a par exemple permis le maintien en 

culture de l’hydrogel sur 1 mois76. 

De par son origine et son implication in vivo dans la coagulation sanguine, la fibrine est naturellement 

utilisée comme agent coagulant sous le nom de colle de fibrine. De nombreuses colles de fibrine sont 

disponibles sur le marché (Vivostat®, Evicel®, Tissucol®). Ces différents kits peuvent servir de 

matériau support pour la biologie cellulaire. Différentes formulations de gels de fibrine, 
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correspondant à différentes concentrations de fibrinogène, ont par exemple été préparées à partir 

d’un kit Tissucol®. A la concentration optimale de 18 mg/mL en fibrinogène, le gel de fibrine formé a 

permis de favoriser l’adhérence, l’étalement et la prolifération de cellules souches 

mésenchymateuses humaines (hMSC), ainsi que l’expression de phosphatase alcaline osseuse, un 

marqueur de formation osseuse3. 

 

L’utilisation de différentes méthodes de biofonctionnalisation de matériau, par modification 

structurale, physico-chimique ou biologique, offre une large gamme de modifications possibles 

pour améliorer la bioactivité d’un biomatériau. De plus, l’utilisation d’hydrogel mimant 

l’environnement cellulaire permet de générer des systèmes proactifs améliorant l’adhérence et la 

prolifération cellulaire.  

 

I.2. Le rôle et le contrôle de la délivrance moléculaire 

Un système de délivrance moléculaire peut être défini comme une formulation ou un dispositif qui 

permet l'introduction d'un principe actif dans un biomatériau, souvent distribué au sein de 

l'organisme, afin d'améliorer son efficacité par contrôle de la vitesse et du lieu de libération de la 

molécule. Le principe actif sera alors délivré à une concentration choisie et sur une durée 

prédéterminée en fonction de l’application souhaitée. Le principe actif peut être une protéine, un 

peptide, un gène ou un médicament79. Pour créer un système de délivrance moléculaire, différentes 

techniques peuvent être utilisées. La molécule d’intérêt peut être : 

 apportée par la surface du matériau, où elle est en général greffée de manière stable et 

permanente, 

 confinée au cœur du matériau, au sein d’une partie « réservoir », où elle est encapsulée et 

d’où elle sera délivrée.  

 

I.2.1. Le greffage  

Le greffage covalent d’une molécule biologique permet l’exposition de fonctions de cette 

biomolécule pour améliorer les interactions biomatériau-environnement et biomatériau-cellules. La 

création d’une liaison covalente résulte en un recouvrement plus efficace du matériau et une 
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rétention de la molécule d’intérêt sur une période plus longue que dans le cas d’une adsorption 

physique. 

L’une des utilisations du greffage de biomolécules à la surface d’un matériau est la vectorisation. La 

vectorisation est un domaine de la délivrance moléculaire ayant pour objectif d’apporter dans un lieu 

choisi du corps humain une molécule. Les supports utilisés en vectorisation sont des particules de 

taille micrométrique ou nanométrique dont la surface est couverte de manière covalente par de 

nombreuses molécules80. Les principaux problèmes dans le développement de biomatériaux pour la 

vectorisation sont le passage de barrières naturelles ou chimiques du corps humain, telles que la 

barrière hémato-encéphalique ou l’estomac dû à son pH acide, mais également le ciblage de la zone 

d’intérêt. En effet, le recours à la vectorisation permet d’améliorer la biodistribution du principe 

actif, le meilleur ciblage vers les tissus pathologiques et la meilleure protection des tissus sains. La 

vectorisation peut être utilisée dans le cadre du diagnostic ou de la thérapie. Des nanoparticules 

PEGylées composées d’un copolymère amphiphile ont par exemple montré leur capacité à pénétrer 

la barrière hémato-encéphalique chez le rat, aussi bien dans le cas d’un cerveau sain que dans le 

cerveau d’un rat atteint d’un glioblastome, par administration intraveineuse81. La vectorisation peut 

également être utilisée pour le diagnostic et la thérapie : la théranostique. Ainsi, des nanoparticules à 

base d’oxydes de fer, dont la surface a été recouverte par des groupements folates, ont été 

développées. Ces nanoparticules ont présentées la capacité à reconnaître les cellules tumorales, puis 

l’induction d’un champ magnétique permettrait l’augmentation locale de la température, 

provoquant des dommages irréversibles chez les cellules exposées82. 

 

I.2.2. L’encapsulation  

La délivrance d’une biomolécule pour bioactiver un matériau peut également s’effectuer par 

encapsulation. Cela consiste à piéger la molécule d’intérêt au sein du biomatériau. Il peut s’effectuer 

par diffusion du principe actif du milieu environnant vers l’intérieur du matériau ou bien en même 

temps que la formation du biomatériau.  

Le piégeage de biomolécules au sein d’un biomatériau après synthèse de celui-ci consiste à incuber le 

biomatériau dans une solution contenant la biomolécule d’intérêt. Le principe actif diffusera à 

l’intérieur du matériau conduisant à son piégeage. Cette technique est facile à mettre en œuvre et 

permet de ne pas soumettre la biomolécule aux réactions chimiques permettant la formation du 

biomatériau, pouvant induire une perte d’activité de cette biomolécule. L’utilisation de biomatériau 

poreux, tels que les hydrogels permet d’augmenter les zones de réservoir du principe actif83. Par 
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exemple, le piégeage de gentamicine au sein d’un biomatériau a été effectué par dépôt d’une 

solution de l’antibiotique sur le matériau puis par lyophilisation du matériau. Le relargage progressif 

sur un jour de la gentamicine a permis la réduction significative de l’adhérence bactérienne et de la 

formation de biofilm de Staphylococcus epidermidis. De plus, une amélioration de la survie et de la 

prolifération de cellules de moelle osseuse humaine a été observée sur les matériaux contenant de la 

gentamicine84. De l’argent ou de l’iode, piégés au sein de structure de chitosan par interaction 

ionique, ont mis en évidence une activité antimicrobienne importante sur Echerichia coli sur 

plusieurs heures, ainsi qu’une faible cytotoxicité du matériau85. 

Une autre technique consiste à inclure le principe actif dans la solution de précurseurs puis de former 

le biomatériau. L’encapsulation d’ADN au sein d’un hydrogel de fibrine a par exemple été effectuée 

avec succès par ajout d’ADN à une solution contenant le fibrinogène et la thrombine. Des 

fibroblastes NIH/3T3 ont également été encapsulés dans le matériau. Cette solution de précurseurs a 

ensuite été incubée à 37°C pendant 1h pour permettre la polymérisation de l’hydrogel de fibrine. Un 

relargage progressif de l’ADN encapsulé a été observé sur 2 semaines et un maintien de l’expression 

sur 10 jours (Figure 11)86. L’encapsulation d’argent ou d’huile de théier dans des hydrogels de 

chitosan a permis de mettre en évidence une activité antimicrobienne, faisant de ces matériaux de 

bons candidats pour le développement de pansement antimicrobien54.   

 

Figure 11 : (A) Représentation schématique du protocole utilisé pour la formation d’un hydrogel de fibrine 
permettant l’encapsulation d’ADN et de cellules et (B) relargage progressif de l’ADN encapsulé dans ces 
hydrogels

86
. 
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L’encapsulation de principe actif au sein de biomatériau ou le greffage de celui-ci à la surface de 

particules ouvrent donc une nouvelle porte à la modification de la bioactivité d’un matériau. 

Différents types de particules développées pour la délivrance existent permettant l’encapsulation 

d’un très grand choix de molécules de nature différente. 

 

I.3. Les nano et microparticules pour la délivrance 

Le mot nanoparticule, qui vient du grec « nano » signifiant nain, désigne une échelle de grandeur de 

l’ordre du milliardième de mètre (10-9 m). Conformément à la norme européenne ISO TC 229, une 

nanoparticule est un objet possédant typiquement mais non exclusivement une ou plusieurs 

dimensions au-dessous de 100 nm. Ainsi les nanosciences et les nanotechnologies désignent l’étude 

et le développement de matériaux à l’échelle du nanomètre et du micromètre, là où les propriétés 

des matériaux diffèrent de celles à plus grande échelle. En effet, une nano ou une microparticule 

possède un ensemble de caractéristiques qui lui confère des propriétés uniques et particulières 

notamment d’un point de vue de sa réactivité, sa biocompatibilité ou sa résistance87. En fonction de 

la nature chimique et de leur structure, plusieurs catégories de nano et microparticules utilisées pour 

la délivrance moléculaire existent et peuvent être catégorisées de la manière suivante : les micelles, 

les liposomes, les nano et microgels, les nano et microsphères et les nano et microcapsules. 

 

I.3.1. Les micelles 

Les micelles sont des nanoparticules auto-assemblées pouvant avoir des tailles réduites jusqu’à une 

centaine, voire une dizaine de nm. Elles sont constituées d’une couronne de molécules amphiphiles 

en équilibre dynamique autour d’un cœur non solide. En solution aqueuse, les molécules 

amphiphiles s’organisent spontanément en adoptant la conformation structurelle la moins couteuse 

en énergie, avec la partie apolaire (souvent une queue aliphatique) orientée vers le cœur, alors que 

la partie "tête" polaire reste au contact du solvant aqueux. Cette organisation minimise ainsi les 

interactions de la partie hydrophobe avec l’environnement aqueux. Des micelles avec un cœur 

hydrophobe en solution aqueuse peuvent alors se former. Dans ce cas, un principe actif hydrophobe 

peut alors être encapsulé dans le cœur. En revanche, en milieu organique, les molécules amphiphiles 

adoptent une conformation inverse. En effet, les têtes hydrophiles s’orientent au cœur de la micelle 

permettant ainsi l’encapsulation d’un principe actif hydrophile. Ces propriétés des micelles en font 
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des nanoparticules intéressantes du fait de leur facilité de préparation et la possibilité d’incorporer 

dans le cœur des micelles des molécules aussi bien hydrophiles qu’hydrophobes (Figure 12)88. 

Toutefois, l’encapsulation de molécules hydrophiles impose l’utilisation de la micelle dans un 

environnement apolaire, ce qui compromet les applications de ces micelles inverses dans les milieux 

biologiques.  

 

Figure 12 : Représentation schématique (A) d’une micelle avec un cœur hydrophobe et (B) d’une micelle avec 
un cœur aqueux. 

 

La formation des micelles dépend de la quantité de molécules amphiphiles présentes en solution, et 

il existe une concentration dite « concentration micellaire critique » (CMC) à partir de laquelle les 

molécules amphiphiles sont capables de s’auto-organiser en micelles dont la stabilité augmente avec 

la concentration en molécules amphiphiles. Ce processus est appelé micellisation. En dessous de la 

CMC en revanche, les micelles sont moins stables et se déstructurent. Cette dépendance à la CMC 

qui les rend instables à la dilution est aussi l’une des principales limites à l’utilisation in vivo des 

micelles89. 

Des études montrent que l’organisation particulière de la couronne des micelles les protège de 

l’opsonisation correspondant à l’attachement des molécules du complément à la surface de la 

nanoparticule, et ainsi d’augmenter leur temps de demi-vie dans le sang90. Cependant, les micelles 

sont principalement utilisées pour encapsuler des principes actifs hydrophobes, dont la solubilité et 

l’activité thérapeutique est réduite voire inexistante en milieu aqueux. C’est le cas de la doxorubicine 

qui peut être encapsulée dans des micelles de Pluronic® et où son encapsulation a permis de diviser 

par deux l’endocytose de la doxorubicine comparée à la forme libre91.   
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I.3.2. Les liposomes 

Les liposomes sont des structures de taille micrométrique ou nanométrique constituées d’une ou 

plusieurs bicouches lipidiques. Différents lipides, seuls ou combinés à d’autres lipides, peuvent être 

utilisés. Les plus couramment utilisés en délivrance moléculaire sont les phospholipides92. Le 

comportement des liposomes dans les systèmes physiques et biologiques est régi par des facteurs 

tels que la taille et la composition chimique. Par conséquent, on distingue différents types de 

liposomes : les Small Uni-lamellar Vesicles (SUV) possédant une seule bicouche lipidique et formant 

de petits liposomes d’environ 20 - 100 nm de diamètre, les Large Unilamellar Vesicles (LUV) qui sont 

des liposomes à une seule bicouche de taille très hétérogène supérieure à 100 nm et les Multi-

Lamellar Vesicles (MLV) qui possèdent deux ou plusieurs bicouches lipidiques séparées entre elles 

par un milieu aqueux et de taille supérieure à 500 nm pouvant atteindre quelques micromètres 

(Figure 13). Les liposomes peuvent également être classés selon leur composition et leurs 

applications. Il existe donc les liposomes classiques, les liposomes sensibles à leur environnement 

physico-chimique (pH, température), les liposomes à longue ou courte durée de circulation, les 

immuno-liposomes et les liposomes magnétiques93.  

 

Figure 13 : Exemple de (A) liposome unilamélaire et (B) de liposome multilamélaire
93

. 

 

De nombreuses techniques de synthèse des liposomes existent93. Généralement, l’encapsulation du 

principe actif s’effectue en l’ajoutant à une solution contenant les lipides préalablement séchés sous 

forme de film94,95. Par exemple, dans la méthode d’extrusion à partir d’une membrane de 

polycarbonate, les lipides sont dissouts dans un solvant organique, tel que le chloroforme, puis 

séchés pour former un film mince. Le film de lipides séchés est ensuite ajouté à la solution aqueuse 

contenant le principe actif. Cette solution est soumise aux ultrasons, lyophilisée et subit jusqu’à dix 

étapes d’extrusion à travers une membrane de polycarbonate comportant une taille de pore de 

100 nm afin de produire des liposomes uniformes en taille96. Du fait de leur structure organisée en 

multicouches, avec une alternance de compartiment aqueux et bicouche lipidique, les liposomes ont 
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la capacité de contenir des molécules à la fois lipophiles et hydrophiles97. L’utilisation de liposomes a 

par exemple permis de mettre en évidence, par encapsulation d’ARN modifié, la contribution d’une 

molécule d’adhérence cellulaire (L1CAM) sur la prolifération de cellules cancéreuses de la prostate98.  

Une alternative à l’utilisation des liposomes est la production de nanoparticules solides lipidiques 

(SLN), un système colloïdal de taille nanométrique. Les SLN ont l'avantage de ne pas contenir de 

solvants organiques lors de leur processus de fabrication et sont produites par homogénéisation à 

haute pression, et peut s’effectuer à de hautes ou basses températures99. Les SLN permettent 

l’encapsulation de molécules hydrophobes. Ainsi, de la camptothécine a été encapsulée dans des SLN 

de nouvelle génération et son relargage in vitro a pu être modulé pendant 1 semaine100. 

 

I.3.3. Les nano et microgels 

Les nano et microgels sont des particules polymériques formés d’un réseau de polymères réticulés 

physiquement ou chimiquement. Les polymères utilisés pour produire des nano et microgels sont le 

plus souvent hydrophiles et peuvent être d’origine naturelle, tels que les protéines101, ou 

synthétique, tel que le polyéthylène glycol di-acrylate (PEGDA)102.  

Différentes techniques peuvent être utilisées pour produire des nanogels comme système de 

délivrance moléculaire. Il existe notamment les méthodes de microfluidique et photolithographie 

(reproduction d’un masque par irradiation UV de polymères photosensibles). Mais aussi, on pourra 

citer les techniques basées sur l’émulsion et les techniques de polymérisation radicalaire103. Les 

particules gélifiées peuvent également être produites pour posséder un système cœur-coquille 

possédant un cœur hydrophile permettant la protection supplémentaire du principe actif 

encapsulé104,105.   

Les nanogels présentent une capacité de gonflement importante dans un solvant donné. Ils peuvent 

être produits pour répondre à une modification de leur environnement telle qu’une variation du pH, 

de la température, du solvant, ou l’exposition à des radiations. La réponse à ces stimuli externes 

induira le gonflement ou la rétractation du réseau de polymères et donc la libération du principe actif 

encapsulé (Figure 14). De la doxorubicine a par exemple été encapsulée dans des microgels de 

polymères synthétiques sensibles au pH. La modification locale du pH dans l’environnement proche 

de cellules cancéreuses HeLa a permis la rétractation du microgel, s’accompagnant de la libération de 

la doxorubicine106.  
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Figure 14 : Représentation schématique du gonflement ou de la rétractation d’une particule gélifiée suite à 
un stimuli extérieur

107
. 

 

I.3.4. Les sphères et capsules de polymères de taille nano- et 

micrométrique 

Les nano et microsphères sont des particules polymériques colloïdales matricielles, c’est-à-dire dont 

la structure est entièrement solide. Elles peuvent être pleines ou poreuses (Figure 15). Les nano et 

microsphères pleines sont des structures nano- et micrométriques compactes. La molécule à 

encapsuler doit être incorporée à l’intérieur de la structure polymérique pendant la fabrication de la 

nanoparticule et est souvent de nature hydrophobe108. Contrairement aux nanosphères pleines, les 

nanosphères poreuses ont une structure de mailles plus ou moins serrées dont l’architecture est 

également formée d’une matrice polymérique. Dans ce cas, la molécule d’intérêt peut être insérée 

dans les structures poreuses. Ce type de structure poreuse permet l’incorporation de la molécule 

dans une nanoparticule préfabriquée109. 

      

Figure 15 : (A) Microsphère pleine
108

 et (B) microsphères poreuses
109

 de polymères synthétiques, 
caractérisées par microscopie électronique à balayage. 
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Les nano et microcapsules sont des particules colloïdales constituées d’un réservoir liquide ou semi-

liquide à température ambiante, contenu à l’intérieur d’une enveloppe solide de nature 

polymérique. Dans les systèmes capsulaires, les molécules sont généralement incorporées dans le 

réservoir, mais elles peuvent aussi être introduites dans la paroi polymérique, permettant 

l’encapsulation de molécules hydrophiles et hydrophobes. Le réservoir des capsules peut être un 

cœur aqueux ou huileux, permettant d’incorporer aussi bien des molécules hydrophiles 

qu’hydrophobes en leur cœur. La coque de polymères des nano et microcapsules peut être pleine ou 

bien poreuse (Figure 16)110,111. 

 

Figure 16 : (A) Microcapsules pleines
110

 et (B) microcapsules poreuses
112

 de polymères synthétiques 
observées en microscopie électronique à balayage.  

 

Ces différents types de particules (sphères et capsules) peuvent être synthétisées à base de 

polymères synthétiques, tels que l’acide polylactique113, ou de copolymères, tels que l’acide 

polylactique-poly(éthylène glycol)-acide polylactique (PLA-PEG-PLA)114 et sont le plus souvent 

biodégradables et biocompatibles. Ces particules sont principalement produites par des techniques 

d’émulsion et de nanoprécipitation. Cependant, des étapes supplémentaires sont nécessaires pour 

l’encapsulation de molécules dans des nano et microcapsules. En effet, dans le cas de l’émulsion, la 

production de nano et microsphères s’effectuera à l’aide d’une simple émulsion alors que les nano et 

microcapsules devront être produites par une technique de double émulsion115–118. 

Des facteurs de croissance (VEGF et BMP-2) ont par exemple été encapsulés dans différents types de 

microparticules de polyesters synthétiques (capsules et sphères). Les facteurs de croissance sont soit 

encapsulés dans la coque de polymères, soit dans le cœur. Ces différentes encapsulations ont permis 

de moduler le relargage des facteurs de croissance sur 28 jours. Le relargage de ces facteurs de 

croissance a par ailleurs permis le maintien de la bioactivité des cellules, l’augmentation de la 

prolifération de cellules épithéliales microvasculaires (MEC) et de la différenciation des cellules 

souches de moelle osseuse (BMSC). De plus, ces microparticules contenant les facteurs de croissance 

inclues au sein d’un gel de gélatine ont permis une amélioration de la formation osseuse 
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accompagnée de la formation de vaisseaux sanguins après implantation du biomatériau chez le rat 

(Figure 17)119. 

 

Figure 17 : (A) Représentation schématique de différentes microparticules de polyesters contenant des 
facteurs de croissance et (B) associées à leur cinétique de relargage de la molécule encapsulée

119
. 

 

En modulant les propriétés telles que la taille, la porosité de l’enveloppe, la nature hydrophile ou 

hydrophobe du cœur, la complexité de l’organisation cœur-coquille…. un grand nombre de 

possibilités existe afin de générer différentes particules qui peuvent être utilisées pour encapsuler 

une grande diversité de principes actifs. Pour produire ces différents types de particules, de 

nombreux polymères peuvent être utilisés. 

 

II. Les polymères biodégradables et biocompatibles comme support 

d’encapsulation  

Compte tenu de la diversité offerte par la chimie des polymères et des ressources biologiques à 

disposition, de nombreux polymères synthétiques ou naturels peuvent être utilisés en tant que 

constituant de particules conçues pour la délivrance moléculaire. Cependant, dans le cadre d’une 

application in vivo, le polymère utilisé doit posséder un certain nombre de caractéristiques. Il doit 



Chapitre 1 : Revue bibliographique 

52 

être biocompatible, biodégradable et ses produits de dégradation doivent être non toxiques et non 

immunogènes. La biodégradation des biomatériaux polymériques implique le clivage de liaisons 

sensibles dans le polymère. Selon leurs origines de production, les polymères peuvent être classés en 

polymères dégradables d’origine naturelle et en polymères dégradables d’origine synthétique.  

 

II.1. Systèmes à base de polymères naturels  

La majorité des polymères d’origine naturelle offrent de nombreux avantages notamment d’un point 

de vue biocompatibilité et biodégradabilité. Les protéines et les polysaccharides peuvent être 

utilisés pour générer des nanos et microparticules et se comporter comme des polymères qui 

peuvent être utilisés pour mettre en œuvre des systèmes de délivrance moléculaire.  

II.1.1. Les nano et microparticules à base de protéines 

Les protéines sont des polymères d'origine naturelle qui ont pour principal avantage leur 

biodégradabilité et leur faible toxicité. La préparation de nanoparticules à partir de protéines permet 

d'obtenir des nanoparticules biodégradables et biocompatibles. En raison de ces propriétés uniques, 

les protéines, telles que la gélatine120, la caséine121 et l’albumine122, représentent de bon candidats 

pour la préparation de particules pour la délivrance moléculaire. 

Les nanoparticules à base de protéines peuvent être synthétisées de différentes manières. La 

coacervation, la désolvatation, la nanoprécipitation, la gélification thermique, l'émulsion et l'auto-

assemblage sont les techniques les plus employées pour la préparation de ces nanoparticules123,124. 

Le durcissement de certaines nanoparticules de protéines se fait ensuite par addition d'un agent de 

réticulation tel que le glutaraldéhyde ou la transglutaminase125. En effet, la stabilité et le contrôle de 

la forme de ces nanoparticules sont le plus souvent rendus possibles par la génération de liens 

stables, en général covalents, entre les chaines des protéines. Sans réticulation, ces nanoparticules 

sont instables, tendent à s’agréger et sont très facilement dégradées par les protéases du corps 

humain. En revanche, avec des nanoparticules de gélatine réticulées, un temps de dégradation 

supérieur à 1 mois a pu être mis en évidence126.   

Suivant la protéine utilisée, des molécules de types hydrophiles ou hydrophobes peuvent être 

encapsulées dans les nanoparticules à base de protéines. Par exemple, des molécules hydrophiles 

sont principalement encapsulées dans les nanoparticules à base de gélatine120. En revanche, la 

caséine, une protéine amphiphile, se retrouve organisée sous forme de micelles, ce qui génère plutôt 
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un intérieur hydrophobe entouré d'une couche hydrophile qui stabilise la micelle par répulsions 

stériques et électrostatiques. Selon le système, des molécules hydrophiles et/ou hydrophobes 

peuvent alors être confinées dans ce type de particules127. 

American Bioscience a par exemple développé des nanoparticules à base d’albumine appelée nab®-

technology pour l’encapsulation de molécules lipophiles. La gamme de taille des nanoparticules 

obtenues se situent entre 100 et 200 nm128. Différentes particules à partir de cette protéine sont 

commercialisées, dont l’AlbunexTM (encapsulation d’un agent de contraste) et l’AbraxaneTM 

(encapsulation d’un agent chimiothérapeutique, le paclitaxel). Ces dernières, également appelées 

nab®-paclitaxel, ont démontré leur efficacité pour le traitement du cancer du sein métastatique 

comparée à du paclitaxel non encapsulé. Dans cette étude, une diminution significative du volume de 

la tumeur a été observée en présence du paclitaxel encapsulé (Figure 18). De plus, l'accumulation du 

paclitaxel dans une tumeur modèle du sein MX-1 était seulement 33% plus élevé pour les 

nanoparticules comparée à celle du paclitaxel, lorsqu'il est administré à 20 mg/kg d'équivalents de 

paclitaxel. Par contre, lorsqu'il est administré à leurs doses maximales tolérées respectives (30 mg/kg 

pour le nab®-paclitaxel, 13,4 mg/kg pour le paclitaxel), une importante amélioration de la réponse 

anti-tumorale chez les souris traitées avec nab®-paclitaxel a été observée, et des réémissions 

complètes ont même été atteintes129.  

 

Figure 18 : Evolution du volume de la tumeur dans le cas de cancer du sein chez la souris en fonction de 
différents traitements

129
. 

 



Chapitre 1 : Revue bibliographique 

54 

II.1.2. Les nano et microparticules à base de chitosan et de 

dextrane  

Les polysaccharides sont de longues molécules composées d'oses reliés entre eux par des liaisons 

glycosidiques. Le chitosan, l'alginate, l'héparine, l'acide hyaluronique, le pullulane et le dextrane sont 

des exemples de polysaccharides. Ce sont des polymères naturels formant l'un des principaux 

constituants des systèmes biologiques tels que le glycocalyx et certaines matrices extracellulaires. Les 

polysaccharides utilisés pour la préparation de nanoparticules sont classés en fonction de leurs 

charges. Il y a des polymères cationiques tels que le chitosan, des polymères anioniques tels que 

l'alginate, l'héparine, et l'acide hyaluronique et des polymères non ioniques tels que le pullulane et le 

dextrane. Cependant, les polysaccharides les plus utilisés pour la délivrance moléculaires sont le 

chitosan et le dextrane130,131. 

Le chitosan est un copolymère linéaire flexible de glucopyranoses, non toxique et qui peut être 

digérée par le corps humain. Il existe différentes techniques pour produire des nanoparticules à base 

de chitosan, dont la gélation ionotropique, la microémulsion, l’émulsion suivi d’une évaporation de 

solvant et l’auto-assemblage. Une étape de réticulation peut ensuite être nécessaire pour stabiliser 

les nanoparticules produites et ainsi augmenter leur temps de dégradation132–134. Par exemple, des 

nanoparticules de chitosan, ayant subi une étape de réticulation au glutaraldéhyde, n’ont pas 

présentées de signe de dégradation sur une période de 3 mois après implantation in vivo chez le 

rat135. 

De nombreuses molécules, aussi bien hydrophiles qu’hydrophobes, peuvent être encapsulées dans 

des nanoparticules de chitosan. L’encapsulation d’un antioxydant tel que la quercétine au sein de 

nanoparticules de chitosan a permis de mettre en évidence un effet plus durable de l’activité 

antioxydante comparée à la forme libre de la quercétine136. L’encapsulation d’insuline dans des 

nanoparticules à base de chitosan a permis d’augmenter l’absorption intestinale de l’insuline après 

une administration par voie orale. En effet, l’effet hypoglycémiant et le niveau d’insulinémie ont été 

significativement augmentés comparés aux résultats obtenus à partir d’une solution d’insuline137. Le 

chitosan a également été utilisé pour encapsuler de la Cyclosporine A (CyA) dans le cadre du 

traitement local de la muqueuse oculaire. Les expériences in vivo ont permis de montrer que 

l’utilisation des nanoparticules à base de chitosan contenant de la CyA augmente le taux de CyA dans 

la zone d’intérêt mais également qu’elles ne compromettent pas les structures oculaires138.  

Le dextrane est un polymère de glucose, produit par des bactéries, et est constitué principalement 

de liaisons glycosidiques α-(1,6) linéaire avec un certain degré de ramification par l'intermédiaire de 
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liaisons glycosidiques α-(1,2), α-(1,3), ou α-(1,4). Ce polymère est hydrophile du fait de la présence 

d’un grand nombre de groupements hydroxyles. Il est biodégradable et biocompatible car 

l’organisme de l’être humain possède une dextranase, présente dans la rate, les reins et le foie, 

enzyme responsable de la dégradation complète du dextrane produisant du glucose139.  

L’une des principales méthodes utilisée pour préparer les nanoparticules de dextrane est l’émulsion, 

permettant l’encapsulation de molécules hydrophiles et hydrophobes. De plus, la synthèse des 

nanoparticules est suivie d’une étape de réticulation, augmentant le temps de dégradation des 

particules produites (plusieurs semaines)140. Ainsi, du sulfate de vincristine, molécule hydrophobe 

utilisée dans le traitement de leucémies ou de cancers, a été encapsulé dans des nanoparticules de 

dextrane par une technique de simple émulsion. L’utilisation de ces nanoparticules a permis 

d’obtenir un relargage progressif sur 72h de la vincristine encapsulée comparé à une solution de 

biomolécule seule. De plus, leur utilisation au sein d’un gel a permis de multiplier par 10 ce temps de 

relargage comparé aux nanoparticules seules (Figure 19)141.  

 

Figure 19 : Cinétique de relargage de vincristine encapsulée dans des nanoparticules de dextrane
141

. 

 

Il est possible de travailler directement à partir de microparticules de dextrane produites 

industriellement de type Sephadex®. Dans ce cas, le principe actif est introduit dans les 

microparticules par diffusion de celui-ci à l’intérieur de ces particules. Ainsi, le vaccin du tétanos a été 

encapsulé dans des microsphères de dextrane de type Sephadex puis injecté par voie nasale à des 

rats. L’étude a montré que le principe actif a été introduit efficacement dans les microsphères sans 

changement de structure et sans perte d’activité du vaccin, et qu’un plus grand nombre d’antigènes 

a été retrouvé chez les rats immunisés avec les microsphères de dextrane contenant le vaccin 

comparé à la formulation du vaccin seul142.  
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L’utilisation de polymères d’origine naturelle tels que les protéines ou les polysaccharides offre un 

large choix de support pour l’encapsulation dans des nanoparticules de différents types de 

principes actifs. Le principal avantage de leur utilisation est leur biodégradation par les protéases 

sécrétées par le corps humain. Cependant, la concentration en protéase diffère d’un individu à un 

autre rendant plus aléatoire la biodégradation, le relargage du principe actif et donc son efficacité 

au niveau local.  

 

II.2. Système à base de polymères synthétiques hydrolysables  

Les polymères synthétiques hydrolysables sont des polymères dont les unités sont liées par des 

liaisons chimiques hydrolytiquement labiles. Les groupes fonctionnels sensibles à l'hydrolyse 

comprennent les esters, les anhydrides, les orthoesters, les carbonates, les amides, les 

uréthanes...143. Différentes voies de synthèse sont utilisées pour développer des polymères sensibles 

à l'hydrolyse dans le cadre d’applications biomédicales. Les étapes de polymérisation par 

condensation et par addition comprenant la polymérisation par ouverture de cycles sont les plus 

utilisées. La polymérisation par ouverture de cycle (ROP) est une voie de polymérisation largement 

utilisée pour développer des polymères sensibles à l'hydrolyse, y compris les polyesters 

aliphatiques144,145. Parmi le large choix de polymères sensibles à l’hydrolyse, les plus largement 

utilisés pour la production de nano et microparticules sont les polyesters dégradables synthétiques 

tels que la poly(caprolactone) (PCL), l’acide polylactique (PLA), et le poly(acide lactique-co-

glycolique) (PLGA)146,147. 

 

II.2.1. La polycaprolactone 

La polycaprolactone (PCL) est un polyester approuvé par la FDA (Food and Drug Administration) 

(Figure 20). La PCL est un polymère semi-cristallin avec une température de transition vitreuse 

comprise entre -65 et -60°C et un point de fusion compris entre 55 et 65°C, dépendants de sa nature 

cristalline. Sa cristallinité tend à décroître quand son poids moléculaire augmente. La PCL est soluble 

dans des solvants organiques tels que le chloroforme et le dichlorométhane mais est insoluble dans 

les alcools et l'eau148,149.  
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Figure 20 : Structure chimique de la polycaprolactone. 

 

La PCL est un polymère biodégradable. En effet, elle peut être dégradée par des organismes vivants 

tels que les bactéries et les champignons, par production de PCL dépolymérase, ce qui en fait un 

candidat de choix pour générer des matériaux biodégradables par l’environnement naturel. Elle peut 

également être dégradée par des enzymes pancréatiques du corps humain (lipases ou serine 

protéases). En absence de ces enzymes, la PCL se dégrade par hydrolyse de ses liaisons esters, 

conduisant à un temps de dégradation de plusieurs années. La dégradation in vitro et in vivo de la 

PCL s’effectue en deux étapes et est autocatalysée. La première étape est caractérisée par la faible 

dégradation du polymère et une forte perte de masse molaire et de viscosité de celui-ci dû à 

l’hydrolyse aléatoire de sa chaîne. La seconde étape commence lorsque le polymère atteint une 

masse inférieure à 3000 g/mol conduisant à la dégradation intracellulaire de la PCL par les 

macrophages notamment et à la dégradation complète du polymère150–154.  

Ses différentes caractéristiques physico-chimiques et notamment son temps de dégradation en font 

un bon support pour la délivrance moléculaire à très long terme. La simple émulsion et la double 

émulsion suivies d’une évaporation du solvant, la nanoprécipitation, la technique de séchage par 

pulvérisation (spray-drying) et l’extrusion à l’état fondu (hot melt extrusion) sont les techniques les 

plus utilisées pour produire des nanoparticules de PCL. A partir de ces techniques, des molécules 

hydrophiles et également hydrophobes peuvent être encapsulées152.  

L’encapsulation de principes actifs dans des nanoparticules de PCL ont trouvé différentes 

applications dans le domaine du biomédical. Elles permettent par exemple d’encapsuler de la 

quercétine, molécule utilisée dans le traitement de l'arthrite. Son encapsulation a permis de 

confirmer la biocompatibilité in vitro et in vivo de ces nanoparticules et également que ces 

nanoparticules permettent un relargage progressif de la quercétine sur 1 mois155. Des agents 

antimicrobiens tels que la doxycycline peuvent également être encapsulés dans des microparticules 

de PCL, et le relargage in vitro de l’antibactérien a été observé sur 76h156. Les nanoparticules de PCL 

ont également été utilisées pour encapsuler de l’amyline pour permettre la régulation de la glycémie, 

conjointement à l’insuline. In vitro, les nanoparticules produites ont présenté un relargage progressif 
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de l’amyline sur 10 jours. In vivo, par administration sous-cutanée chez la souris, elles ont permis de 

réduire la glycémie de manière significative sur une durée de 36h, démontrant ainsi leur efficacité et 

leur bioactivité157. 

 

II.2.2. L’acide polylactique 

 

L’acide polylactique (PLA) est un polymère approuvé par la FDA. Le PLA est un polyester 

thermoplastique et biodégradable (Figure 21). Les propriétés du PLA sont principalement dues à sa 

forme énantiomérique. Effectivement, l’acide lactique (ou lactide), monomère de base utilisé pour la 

synthèse du PLA, est une molécule chirale avec deux énantiomères possibles, D et L. Par conséquent, 

le PLA existe sous les formes suivantes : l’acide poly(L-lactique) (PLLA), l’acide poly(D-lactique) 

(PDLA), et un mélange des deux, l’acide poly(D, L-lactique) (PDLLA). Le PLA contenant plus de 90% de 

racémique L aura tendance à être cristallin, tandis que le PDLLA est un polymère amorphe en raison 

des positions aléatoires de ses isomères des deux monomères dans la chaîne polymère. Les PLA ont 

une température de transition vitreuse (Tg) et une température de fusion (Tm) comprises 

respectivement entre 50 et 65°C et 175 et 180°C, sachant qu’une teneur plus élevée en racémique L 

contribuera à l'augmentation des valeurs de la température de transition vitreuse. Le PLA est soluble 

dans des solvants chlorés tels que le chloroforme et le dichlorométhane et est insoluble en solvant 

aqueux158,159. 

 

Figure 21 : Structure chimique de l’acide polylactique, avec n le nombre d’unité d’acide lactique. 

 

La dégradation du PLA est similaire à celle du PCL. En effet, le PLA peut être dégradé par les sérines 

protéases. En milieu aqueux, l’eau diffuse à travers le matériau ce qui conduit à son hydrolyse et une 

perte progressive de ses propriétés mécaniques. Puis l’acidification locale due à la production d’acide 

lactique permet la dégradation complète du PLA. Les unités d’acide lactique ou petites chaînes de 
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PLA peuvent ensuite être internalisées et métabolisées. La dégradation du PLA est dite autocatalysée 

et sa dégradation complète s’étend sur plusieurs mois voire années. Cependant, plus les 

nanoparticules seront petites plus leur dégradation sera homogène et rapide. De plus, elles seront 

internalisées rapidement et se dégraderont donc au sein même de la cellule151,160,161.  

La modulation des propriétés physico-chimiques permet de jouer sur la dégradation de ce polymère, 

qui de fait peut être utilisé de manière intéressante comme support de délivrance de principe actif. 

De nombreuses techniques peuvent être utilisées pour l’encapsulation dans des nanoparticules de 

PLA. Les principales techniques sont identiques à celles utilisées pour la préparation de 

nanoparticules de PCL, à savoir la simple émulsion et la double émulsion suivies d’une évaporation 

du solvant, la nanoprécipitation et la technique de séchage par pulvérisation (spray-drying). 

L’encapsulation de molécules hydrophiles et hydrophobes est possible dans des nanoparticules de 

PLA avec l’incorporation du principe actif dans la phase aqueuse ou organique113,162. 

L’encapsulation de molécules à visée thérapeutique est possible dans des nanoparticules de PLA. La 

quercitrine, qui est un antioxydant, peut être encapsulée dans des nanoparticules de PLA sans perte 

de son activité antioxydante. De plus, un relargage progressif de la quercitrine a été observé pendant 

2 semaines (Figure 22)163. L’encapsulation d’un anti-ischémique, le cloriclomène qui est un dérivé de 

la coumarine, au sein de nanoparticules de PLA a permis de mettre en évidence que la forme la plus 

insoluble dans l’eau a été encapsulée plus efficacement que sa forme plus hydrosoluble avec un 

meilleur contrôle du relargage du principe actif164. Le tamoxifène utilisé pour le traitement du cancer 

du sein a été encapsulé avec succès au sein de nanoparticules de PLA. L’efficacité in vivo de cette 

encapsulation a été prouvée par diminution de la taille de tumeurs chez le rat dans le cas d’utilisation 

de nanoparticules de tamoxifène (diminution de 20%) comparée à l’utilisation seule de l’agent anti-

cancéreux (diminution de 10%) après 40 jours. De plus, l’encapsulation de cet agent a permis de 

réduire sa toxicité au niveau du foie, des reins et de la rate165. 
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Figure 22 : Profil de relargage de la quercitrine encapsulée dans des nanoparticules de PLA déterminé par 
deux techniques d’analyse

163
. 

 

II.2.3. L’acide poly(lactique-co-glycolique) 

L’acide poly(lactique-co-glycolique) (PLGA) est un polyester et un copolymère d’acide polylactique 

(PLA) et d’acide polyglycolique (PGA) (Figure 23). Généralement, PLGA est l’acronyme de l’acide 

poly(D,L lactique-co-glycolique) où les formes énantiomères D et L du PLA sont en quantité égales. De 

plus, le PLGA nommé PLGA 50/50 correspond à un PLGA dont le nombre d’unités de PLA est 

identique au nombre d’unités de PGA. Sa température de transition vitreuse (Tg) est comprise entre 

40 et 60°C suivant la composition du PLGA. Le PLGA est donc un polymère amorphe à température 

physiologique. Il a été reporté que la Tg diminue lorsque la quantité de PLA augmente permettant de 

diminuer le caractère amorphe du polymère. Tout comme la PCL et le PLA, le PLGA est soluble dans 

de nombreux solvants organiques tels que le dichlorométhane et le chloroforme permettant la 

dissolution de principes actifs hydrophobes dans la phase organique contenant le PLGA166.  

 

Figure 23 : Structure chimique du PLGA, où x représente le nombre d’unités de PLA et y représente le 
nombre d’unités de PGA. 
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La dégradation du PLGA est similaire à la dégradation du PLA d’un point de vue du mécanisme. En 

effet, la dégradation de support polymérique de grande taille se fera de manière hétérogène alors 

que la dégradation de petits supports tendra à être homogène, c’est-à-dire avec une vitesse de 

dégradation identique entre l’intérieur et l’extérieur des nanoparticules. En présence d’eau, cette 

dégradation est régie par l’hydrolyse des liaisons esters contenues dans le PLGA. De nombreux 

paramètres peuvent influencer la dégradation du polymère, notamment le ratio PLA/PGA. En effet, la 

copolymérisation du PLA et du PGA de nature cristalline conduit à la réduction du degré de 

cristallinité du PLGA et à l’augmentation du taux d’hydrolyse et donc à la diminution du temps de 

dégradation. La présence des groupements méthyl apportés par le PLA rendent le PLGA plus 

hydrophobe et donc moins sensible à l’adsorption de l’eau et ainsi, la dégradation du PLGA sera plus 

lente. De manière générale, plus la quantité de PGA est élevée, plus la dégradation du PLGA sera 

rapide (Figure 24)161. 

 

Figure 24 : Résorption in vivo chez le rat de microsphères de PLGA radiomarquées mettant en évidence que 
le taux de dégradation du PLGA augmente lorsque le nombre d’unités de PLA diminue

161
. 

 

Les techniques de préparation des nanoparticules de PLGA sont similaires aux techniques utilisées 

pour préparer les nanoparticules de PLA. En effet, les principales techniques utilisées sont des 

techniques basées sur l’émulsion du polymère et du principe actif en phase organique avec une 

phase aqueuse (émulsion huile/eau) ou bien une émulsion de la phase organique contenant le 

polymère avec une phase aqueuse contenant le principe actif (émulsion eau/huile)166,167. 

L’un des premiers systèmes de délivrance basé sur le PLGA (le PLGA 75/25) et approuvé par la FDA a 

été le système appelé Lupron Depot®, utilisé pour le traitement du cancer de la prostate à un stade 

avancé. Ce système permettait la délivrance d’acétate de leuproline sur une période de 4 mois après 
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une seule injection du médicament. De nos jours, il est utilisé pour d’autres pathologies avec des 

durées d’action qui peuvent être modulées en fonction de la dose du principe actif (Lupron.com). 

Les principales utilisations des nanoparticules polymériques de PLGA concernent la délivrance 

moléculaire dans le cadre du traitement du cancer168. L’encapsulation du chrorambucil en est un 

exemple. En effet, les nanoparticules de PLGA ont été produites pour délivrer cet agent anti-

cancéreux et ont permis de garder l’activité cytotoxique du chrorambucil, mais également de 

montrer un effet au moins similaire à l’agent anti-cancéreux seul après 72h169. La délivrance de 

doxorubicine via son encapsulation dans des microparticules de PLGA a permis d’augmenter son 

activité cytotoxique comparée à l’agent anti-cancéreux utilisé seul après 96h sur des cellules 

cancéreuses du cerveau170. LL37, un peptide antimicrobien qui favorise la cicatrisation des plaies et 

l’angiogenèse, a été encapsulé dans des nanoparticules de PLGA. Son relargage progressif sur deux 

semaines permet d’augmenter de manière significative la cicatrisation de plaies chez la souris 

comparée à l’utilisation du peptide seul. Cependant, son activité microbienne sur E. coli est 

équivalente à celle de LL37 libre171. 

 

L’utilisation de polymères sensibles à l’hydrolyse, tels que le PCL, la PLA et le PLGA, permet de 

moduler le temps de dégradation des nanoparticules produites à partir de ces polymères. La 

production de copolymères permet d’augmenter le nombre de polymères utilisables et ainsi de 

modifier les temps de relargage et de dégradation de ces nanoparticules. La PCL, le PLA et le PLGA 

peuvent être copolymérisés avec des poloxamères ou des groupements PEG pour modifier les 

propriétés des nanoparticules produites172,173. 

 

III. Stratégies mises au point pour la survie des cellules au sein d’un 

hydrogel 

Dans le cadre de l’ingénierie tissulaire, l’utilisation de cellules souches mésenchymateuses (CSM) 

offre des avantages certains du fait de leur capacité à se différencier en de multiples phénotypes. 

Cependant, leur utilisation au sein de biomatériaux implantés est limitée. En effet, post-implantation, 

une importante mortalité cellulaire est généralement observée. Ce taux de mortalité élevé peut 

s’expliquer par l’incapacité des CSMs à survivre dans ces conditions drastiques. En effet, au cœur du 

composite non vascularisé, les cellules se retrouvent dans un environnement ischémique qui se 
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caractérise par un taux d’oxygène faible, voire inexistant et des conditions très pauvres et 

insuffisantes en nutriments174.  

III.1. Rôle de l’oxygène et des nutriments 

Sur le plan chimique et biochimique, la cellule est principalement constituée d’oxygène, 

d’hydrogène, de carbone et d’azote, éléments que l’on retrouve dans la majorité des composants 

organiques. Afin d’assurer leurs fonctions, leur développement et leur prolifération, les cellules ont 

besoin d’apport continu en nutriments (sources de carbone, d’azote et d’oxygène). Ces 

approvisionnements sont nécessaires pour optimiser le métabolisme cellulaire, correspondant au 

siège de milliers de réactions chimiques.  

Dans le cadre de la respiration cellulaire, des réactions d’oxydo-réduction s’effectuent fournissant de 

l’énergie pour le fonctionnement des cellules. Cette respiration nécessite un carburant tel que le 

glucose, les acides gras ou d’autres molécules organiques, et un comburant, le dioxygène. A l’issue de 

cette réaction est produit de l’énergie ainsi que du CO2 et de l’eau. L’oxygène est l’accepteur final 

d’électrons dans la chaîne de respiration mitochondriale. Les différentes utilisations de l’oxygène au 

sein de plusieurs processus cellulaires tels que l’adhésion, la prolifération et la différenciation, en 

font un élément essentiel au fonctionnement des cellules175.  

Chez l’être humain, le taux physiologique d'oxygène est régulé et sa concentration varie suivant la 

demande des différents tissus. La pression partielle en oxygène (pO2) de l'air inspiré dans les alvéoles 

pulmonaires est de 160 mmHg et diminue progressivement jusqu'à quelques dizaines de mmHg au 

moment où l’oxygène atteint les organes et les tissus (Figure 25). Dans certains tissus adultes qui 

présentent une faible densité vasculaire et dans certaines régions du cerveau, la concentration en 

oxygène peut diminuer jusqu'à quelques mmHg pour minimiser la formation d’espèces réactives de 

l’oxygène (ROS). Cette faible concentration en oxygène est appelée « hypoxie » par rapport à la 

concentration en oxygène de l'air ambiant, considéré comme « normoxie»176–178. 
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Figure 25 : Pression partielle en oxygène au niveau physiologique
176

. 

 

 L’hypoxie, qui peut être causée par l’altitude ou par une ischémie dans le cadre de pathologies 

(cancers, infarctus, accident vasculaire cérébral), peut affecter de nombreux organes dont les 

poumons, le cerveau et le cœur. Les organes les plus sensibles à l’hypoxie, autre que le cerveau, sont 

les reins, possédant la plus grande consommation en oxygène par rapport à la masse de tissus179. 

Cependant, les effets de l’hypoxie dépendent du type cellulaire, de la durée de l’hypoxie et du degré 

de privation en oxygène. Il a été démontré que l’hypoxie diminue l’expression des protéines, la 

prolifération et la viabilité in vitro et in vivo d’un certain nombre de cellules180. Les effets globaux de 

l’hypoxie sont donc néfastes pour les cellules. Malgré cela, certains effets sur certains types 

cellulaires peuvent être bénéfiques. En effet, les CSMs peuvent être soumises à des conditions 

hypoxiques ou quasi-anoxiques (pO2 proche de zéro) lors de thérapies cellulaires. Il a été démontré 

que l’hypoxie diminue leurs propriétés chimiotactiques (propriété d’une cellule à se déplacer en 

réponse à un gradient de concentration d'une substance) et proangiogéniques (propriété d’une 

cellule à sécréter des molécules favorisant la néoformation de vaisseaux sanguins) mais réduit 

également l’expression de médiateurs inflammatoires, augmentant ainsi l’attrait pour les CSMs dans 

le domaine de l’ingénierie biomédicale181. 

    

L’oxygène joue donc un rôle majeur dans le fonctionnement cellulaire. Néanmoins, l’oxygène est 

une molécule faiblement diffusante dont la diffusion depuis les vaisseaux sanguins vers les tissus 

environnants est limitée à 100 - 200 µm. Cet aspect constitue un obstacle pour l’ingénierie 

tissulaire, et il est tenu pour responsable de la difficulté à obtenir des biomatériaux fonctionnels 

pour une application clinique182,183.  
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III.2. Importance du glucose 

De formule brute C6H12O6, le glucose est un monosaccharide de la famille des glucides. C’est un sucre 

simple formé d’une seule chaîne contenant 6 carbones. Le glucose est un hexose et plus précisément 

un aldohexose du fait de la présence d’une fonction aldéhyde (Figure 26).  

 

Figure 26 : Structure chimique du glucose représenté (A) en projection de Fisher et (B) en projection de 
Haworth. 

 

Le rôle principal du glucose est d’être le combustible de la cellule. Ce rôle comme source énergétique 

essentielle est la raison pour laquelle il occupe une position centrale dans le métabolisme. Le glucose 

est impliqué principalement dans : 

 une forme de stockage sous forme de polysaccharides  

 sa dégradation en précurseurs biosynthétiques par la voie des pentoses phosphates  

 sa dégradation en pyruvate par la glycolyse 

La voie des pentoses phosphates génère du NADPH, la forme oxydée du NADP (Nicotinamide 

Adénine Dinucléotide Phosphate), molécule indispensable aux réactions réductrices de synthèse 

d’acides gras, acides aminés et nucléotides. Cette voie nécessite de l’énergie qui est produite par la 

glycolyse. La voie de la glycolyse est employée par tous les tissus pour la dégradation du glucose pour 

fournir de l'énergie, sous la forme d'ATP (adénosine triphosphate) à partir d’ADP (adénosine 

diphosphate), ainsi que des intermédiaires pour d'autres voies métaboliques. La glycolyse est au 

centre du métabolisme des glucides car pratiquement tous les sucres peuvent être convertis en 

glucose, substrat premier de la glycolyse. La glycolyse est une série de 9 à 10 réactions dont l’un des 

produits finaux est le pyruvate. Les pyruvates produits à l’issue de la glycolyse seront ensuite 

dégradés lors du cycle de Krebs au sein de la mitochondrie. La dégradation complète du pyruvate 

permet donc, grâce à la chaîne respiratoire, la formation d'ATP. Le glucose, grâce à la glycolyse, au 

cycle de Krebs et à la chaîne respiratoire, permet donc la production d'énergie utilisable par la 

cellule184. 
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En conditions aérobiques (Figure 27), le NADH (Nicotinamide Adénine Dinucléotide sous forme 

oxydé) formé lors de la glycolyse est réoxydé en présence d’oxygène, permettant au pyruvate d’être 

le substrat d’une autre voie métabolique. Dans ces conditions, le métabolisme du glucose permet la 

production de 38 mol d’ATP à partir de 1 mol de glucose. Lorsque l’apport en oxygène est insuffisant, 

le métabolisme cellulaire de type aérobique bascule vers un métabolisme anaérobique pour 

conserver une production d’énergie. Cependant, en absence d’oxygène, le NADH ne peut être 

réoxydé. Le pyruvate est alors réduit en lactate permettant la formation de NAD+. La glycolyse 

permet donc en conditions anaérobiques la production de 2 mol d’ATP à partir de 1 mol de glucose. 

Cette glycolyse anaérobique est connue et permet la production d’énergie au sein de tissus n’ayant 

pas de mitochondrie, tels que les globules rouges, ou dans le cas de cellules dépourvues en apport 

suffisant en oxygène179. 

 

Figure 27 : Représentation simplifiée de la glycolyse en conditions aérobiques et en conditions anaérobiques. 

 

Dans le cadre de la bioingénierie, l’induction d’un métabolisme aérobie vers un métabolisme 

anaérobie permettrait le maintien de la production d’énergie. Sur des cellules souches 

mésenchymateuses humaines (hCSM), et en caractérisant leur survie, un modèle in vitro d’ischémie a 

été développé pour obtenir une meilleure compréhension de l’ischémie ; d’un point de vue de 

l’hypoxie et de la déplétion en nutriments5. La survie des hCSMs (Figure 28.A) et la quantité d’ATP 

présentes dans ces cellules (Figure 28.B) ont été évaluées en présence ou en absence de glucose 

pendant 21 jours en condition quasi-anoxique (pO2 < 0,1 %). En absence de glucose, le nombre de 

cellules vivantes et la quantité d’ATP au sein des cellules diminuent drastiquement dès la première 

semaine de culture. L’apport de glucose à 1 g/L permet d’améliorer la survie des hCSMs et la 

quantité d’ATP seulement sur les 7 premiers jours de culture. Par contre, en présence de glucose à 

5 g/L, le nombre de cellules vivantes et la quantité d’ATP restent stables sur les 3 semaines 

d’expérience. Dans ce modèle, le glucose joue donc clairement un rôle central dans la survie des 
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cellules. En effet, seules les cellules cultivées en présence de glucose possédaient la capacité de 

survivre et de garder leurs fonctionnalités après une hypoxie prolongée.  

 

Figure 28 : (A) Quantification de la viabilité cellulaire et (B) du pourcentage d’ATP produit par cellule lorsque 
les hCSMs sont cultivées en conditions quasi-anoxiques, en absence de glucose (rouge), de 1 g/L (vert) ou de 
5 g/L (bleu) de glucose

5
. 

 

Ces résultats ont été validés in vivo par implantation des hCSMs dans un modèle ectopique murin. En 

effet, en absence de glucose, la viabilité cellulaire diminue dès les premiers jours après implantation. 

La présence de glucose permet l’amélioration de la survie cellulaire. Cependant, à 7 jours post-

implantation, la viabilité cellulaire diminue. Ces résultats permettent tout de même de démontrer 

que l'unique apport de glucose dans un environnement quasi-anoxique permet une augmentation 

significative du taux de survie des hCSMs implantées (Figure 29)5. 

 

Figure 29 : Quantification de la viabilité cellulaire de hCSMs aux seins de biomatériaux implantés en site 
ectopique chez la souris en présence (noir) ou en absence (blanc) de glucose à 10 g/L

5
. 
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Cette étude permet donc d’ouvrir de nouvelles possibilités pour améliorer la survie de cellules au 

sein de biomatériaux implantés. Cependant, dans ces conditions in vivo, la survie des hCSMs 

diminue après 14 jours d’implantation, même en présence glucose. Il est fort probable que cette 

diminution soit due à une déficience dans l’apport continu de glucose au cours du temps dans le 

biomatériau implanté.  

 

III.3. Apport de glucose in situ 

Délivrer directement du glucose de manière continue au cœur du biomatériau cellularisé est donc la 

stratégie idéale pour fournir une source d’énergie pour les cellules et contribuer à améliorer leur 

survie. Mais, cet apport direct de glucose au sein du matériau est réellement un défi et constitue un 

véritable verrou. En effet, le glucose est une toute petite molécule, non chargée, et sa diffusion très 

rapide hors des matériaux rend très difficile une délivrance directe aux cellules au cours du temps.  

Dans la nature, différents polymères de glucose sont utilisés pour stocker ce dernier. En effet, dans le 

règne animal, le glucose est mis en réserve sous forme de glycogène et dans le règne végétal, sous 

forme d’amidon. Ces formes polymérisées du glucose sont ensuite dégradées pour produire du 

glucose qui sera ensuite métabolisé comme principal combustible de la cellule.  

 

III.3.1. Les polymères de glucose comme réservoir de glucose 

a. Le glycogène 

Le glycogène est un sucre de réserve chez les animaux découvert pour la première fois par Claude 

Bernard en 1857185. Les principaux lieux de stockage du glycogène se situent au niveau du foie et des 

muscles, même si la plupart des autres cellules stockent de faibles quantités de glycogène pour leur 

propre usage. La fonction du glycogène musculaire est de servir de réserve de carburant pour la 

synthèse d’ATP lors de la contraction musculaire, alors que celle du glycogène du foie est de 

maintenir la concentration de glucose dans le sang. Le glycogène peut être extrait par broyage du 

foie ou des muscles186. 

Le glycogène est un polysaccharide à chaîne ramifiée constitué exclusivement de α-D-glucose. La 

liaison glycosidique primaire est une liaison α-(1,4). Après une moyenne de huit à dix résidus, il 
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apparait une liaison glucosidique α-(1,6) (Figure 30). Une seule molécule de glycogène peut atteindre 

une masse de 105 kDa. Les molécules de glycogène existent dans des granules cytoplasmiques qui 

contiennent également la majorité des enzymes nécessaires à la synthèse, telles que la glycogène 

synthase et l’amylo-α-(1,4),α-(1,6)-transglucosidase (responsables respectivement de la formation 

des liaisons glucosidique α-(1,4) et des liaisons glucosidique α-(1,6)), et à la dégradation du 

glycogène, telles que la glycogène phosphorylase et l’amylo-α-(1,6)-glucosidase (responsables 

respectivement de l’hydrolyse des liaisons glucosidique α-(1,4) et des liaisons glucosidique 

α-(1,6))184,187. 

 

Figure 30 : Structure du glycogène mettant en évidence les liaisons glycosidiques α-(1,4) et α-(1,6)
184

. 

 

La biosynthèse et la biodégradation du glycogène permet donc soit de stocker le glucose, soit d’en 

produire suivant la demande cellulaire. Cette dégradation s’effectue selon deux modes : la réduction 

des chaînes et le débranchement au niveau des liaisons α-(1,6). La réduction des chaînes s’opère par 

le clivage successif des liaisons α-(1,4) depuis les extrémités non réductrices du glycogène par la 

glycogène phosphorylase produisant du glucose-1-phosphate. Celui-ci est converti dans le cytosol en 

glucose-6-phosphate qui sera par la suite converti en glucose. Le débranchement au niveau des 

liaisons α-(1,6) s’effectue par l’oligo-α-(1,4)-α-(1,6)-glucan transferase et l’amylo-α-(1,6)-

glucosidase184,186. 
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b. L’amidon 

L’amidon est un sucre de réserve chez les végétaux et une importante source glucidique chez 

l’homme. Il est souvent extrait du maïs, de la pomme de terre, du blé ou du riz et est organisé sous 

forme de grains visibles par coloration à l’iode. L’amidon est composé de deux types de polymères de 

glucose liés entre eux par des liaisons α-(1,4) glycosidiques : l’amylose et l’amylopectine (Figure 

31)188,189.  

           

Figure 31 : Représentation schématique de (A) la structure de l’amylose en hélice et (B) la structure de 
l’amylopectine en arbre. Chaque rond bleu représente schématiquement un résidu glucosidique

188
.  

 

L’amylose, composée d’une chaîne linéaire de glucose qui s’organise en hélice, apporte la nature 

cristalline à l’amidon et représente environ 30% de la masse totale sèche en amidon. Au contraire, 

l’amylopectine est un polymère branché de glucose représentant 70% de la masse en amidon et 

apportant une nature amorphe à l’amidon. Ces proportions peuvent varier suivant la provenance de 

l’amidon. L’amylopectine est constituée d’unités glucosidiques rattachées par des liaisons α-(1,4) qui 

portent des ramifications reliées les unes aux autres par des liaisons α-(1,6). Elle contient des 

groupes de résidus de 12 à 20 glucoses formant des clusters. Ces clusters sont reliés entre eux par 

des chaînes plus longues formées de 40 ou plus d’unités de glucose qui relient deux ou plusieurs 

clusters. Cette distribution permet l’organisation d’un grain d’amidon de nature semi-cristalline. A 

l’intérieur du grain, les chaînes courtes formées de liaisons α-(1,4) forment des doubles hélices. Elles 

s’organisent ensuite ensemble pour former des structures lamellaires cristallines. Les lamelles 

cristallines sont séparées par des lamelles amorphes contenant des points de branchement donnant 

des zones semi-cristallines organisées par alternance entre des lamelles cristallines et amorphes. Les 

grains d’amidon sont eux-mêmes organisés en couches par alternance de zones semi-cristallines et 

amorphes (Figure 32)189.  
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Figure 32 : (A) Section fine d’un grain d’amidon de maïs et (B) représentation schématique de l’alternance de 
cercles semi-cristallins et amorphes

189
. 

 

Cette structure particulière confère aux grains d’amidon des propriétés de biréfringence positive 

caractérisées en lumière polarisée par le phénomène de croix noire, appelée croix de Malte (Figure 

33)190. 

 

Figure 33 : Grain d’amidon de maïs observé au microscope à lumière polarisée mettant en évidence la croix 
de Malte

190
. 

 

Les structures du glycogène et de l’amidon peuvent paraître très proches. Cependant, le nombre de 

ramifications diffère entre ces deux polysaccharides. Dans le glycogène, les ramifications sont 

présentes environ tous les dix résidus glucose tandis que dans l'amidon, elles sont présentes environ 

tous les trente résidus, différenciant ainsi la structure de ces deux polysaccharides. 

Le métabolisme de l’amidon (biosynthèse et biodégradation) implique l’action conjointe et contrôlée 

de nombreuses enzymes incluant les enzymes synthases (STS et GBS), les enzymes de branchement 

(SBE), les enzymes de débranchement telles que les isoamylases (ISA) et les limites dextrinases (LDA), 



Chapitre 1 : Revue bibliographique 

72 

les α-glucan phosphorylases (PHS), les α-amylases (AMY) et les β-amylases (BAM). Les enzymes 

synthases ont pour rôle la formation des liaisons glucosidique α-(1,4), créant la molécule d’amylose, 

alors que les enzymes de branchement permettent la formation des liaisons glucosidique α-(1,6) 

créant l’amylopectine (Figure 34)191. 

 

Figure 34 : Représentation schématique et simplifiée de (A) la biosynthèse et de (B) la biodégradation de 
l’amidon (inspiré de 

191
). 

 

c. Choix du polymère de glucose et utilisation 

Pour obtenir une source et une production de glucose au sein d’un hydrogel, deux polymères de 

glucose peuvent être utilisés : le glycogène et l’amidon. Tous deux sont biocompatibles et 

biodégradables du fait de leur rôle important dans le métabolisme cellulaire (eucaryote ou 

procaryote). La principale différence entre ces deux polysaccharides réside en leur composition en 

homopolymères. Le glycogène n’est composé que d’amylopectine alors que l’amidon est composé 

d’amylose et d’amylopectine. L’amylopectine, structure branchée de manière arborescente, contient 

des zones amorphes correspondant aux points de branchement et des zones semi-cristallines 

contenant les liaisons glucosidiques α-(1,4). La structure de l’amylopectine est responsable des 

propriétés de gélatinisation de l’amidon. Au contraire, l’amylose, structure linéaire, s’organise en 

hélice de 6 à 8 résidus par tour ce qui lui confère des propriétés hydrophiles externes et hydrophobes 

internes. Cette structure hélicoïdale apportera des propriétés de rétrogradation à l’amidon, alors que 

le glycogène qui ne contient pas d’amylose, sera dénué de cette propriété. L’amidon est utilisé 
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fréquemment dans le domaine industriel, notamment dans l’industrie du papier et dans 

l’agroalimentaire, grâce à ses propriétés épaississantes et de son faible coût car isolé à partir de 

céréales ou plantes à racines192. 

Bien qu’hydrophile du fait de la présence de nombreux groupements hydroxyles polaires, l’amidon 

est insoluble dans l’eau froide. En effet, en dessous de 60°C, sa dispersion dans l’eau est réversible et 

une suspension d’amidon instable et blanche est obtenue, suspension encore appelée lait d’amidon. 

Il devient soluble après chauffage au-dessus de 60°C environ, température de gélatinisation de 

l’amidon. Cette température correspond à la température à partir de laquelle la structure granulaire 

de l’amidon sera modifiée de manière irréversible, conduisant à la perte de la biréfringence et de la 

solubilisation de l’amidon. Cette température dépend de l’origine de l’amidon et de la teneur en 

amylose (maïs : 62 à 80°C ; blé : 52 à 85°C ; pomme de terre : 58 à 65°C). A mesure que la 

température augmente, les grains d’amidon s’hydratent et gonflent, s’accompagnant d’une 

augmentation de la viscosité de la solution jusqu’à atteindre un pic de viscosité, correspondant au 

gonflement maximum des grains d’amidon. Une fois les grains gonflés au maximum, ils se déchirent 

provoquant la libération complète de l’amylose et de l’amylopectine. Cette libération s’accompagne 

d’une diminution de la viscosité de la solution. Cette solution est appelée empois d’amidon. Lors de 

la phase de refroidissement, la texture de l’amidon change, la viscosité augmente de nouveau, 

l’amidon devient opaque et forme un gel. L’amidon tend à retrouver une structure semi-cristalline, 

structure plus favorable qu’une structure amorphe. Pour cela, les chaînes d’amylose vont se 

réassocier et former des zones cristallines. Cette réorganisation structurale s’accompagne d’un 

relargage de l’eau présente, appelé synérèse, permettant une meilleure réorganisation des chaînes 

d’amylose en structures organisées. Ce phénomène est appelé rétrogradation de l’amidon, 

aboutissant à un solide ou à une solution suivant la concentration en amidon (Figure 35)192,193. 
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Figure 35 : Représentation schématique des différentes étapes de la solubilisation de l’amidon en solution 
aqueuse. La température est représentée en abscisse et la viscosité en ordonnée.   

 

Différentes méthodes peuvent être utilisées pour solubiliser des grains d’amidon. Pour exemple, une 

solution aqueuse d’amidon est mise à chauffer ou bien autoclavée à 121°C pour dépasser la 

température de gélatinisation. Une autre technique consiste à effectuer un traitement chimique de 

l’amidon par dissolution dans du NaOH ou du DMSO par exemple194.  

 

III.3.2. Hydrolyse enzymatique de l’amidon 

Dans l’industrie agroalimentaire et notamment dans les glucoseries, l’amidon est utilisé comme 

substrat initial pour produire du maltose ou du glucose qui servira à la production de sirop de 

fructose ou de sucre cristallisé. Pour cela, différentes enzymes sont nécessaires avec différentes 

spécificités :  

 des enzymes de dégrossissement hydrolysant les liaisons α-(1,4) de manière aléatoire, telles 

que les α-amylases, 

 des enzymes de débranchement hydrolysant les liaisons α-(1,6), telles que les pullulanases 

et les isoamylases, 

 des enzymes de finition hydrolysant les liaisons α-(1,4) par les extrémités non réductrices, 

telles que les amyloglucosidases. 
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a. Les α-amylases et les β-amylases 

Les amylases sont un groupe d’enzymes qui, par leur action conjointe, permettent de réduire la taille 

des chaînes d’amidon. C’est pourquoi elles sont souvent utilisées dans les étapes de liquéfaction et 

de saccharification de l’amidon (processus permettant de transformer des sucres complexes en 

sucres simples). Les plus utilisées sont les α-amylases et les β-amylases. 

Les α-amylases ou endo-amylases (EC. 3.2.1.1) sont des enzymes qui catalysent l’hydrolyse des 

liaisons glucosidique α-(1,4) de manière aléatoire en milieu de chaîne. Cette hydrolyse conduit à la 

production de dextrines (polyosides contenant des liaisons glucosidiques α-(1,6)) contenant trois ou 

plus unités de glucose suivant le site de coupure (Figure 36). Le pH et la température optimum 

dépendent de la source de l’enzyme : pour les α-amylases d’origine humaine, le pH et la température 

optimum sont respectivement de 7 et 37-40°C, pour les α-amylases d’origine bactérienne ou 

végétale, ils sont de 4-5 et de 50-60°C195. Les α-amylases sont des métalloenzymes à calcium 

composées d’environ 520 acides aminés pour un poids moléculaire d’environ 60 kDa. Elles 

contiennent 3 domaines nommés A, B et C. Le calcium est situé entre les domaines A et B et agit en 

tant que stabilisateur de la structure. Le site actif de l’enzyme, correspondant au site de liaison du 

substrat et donc de l’amidon, se situe entre les domaines A et B196. 

 

Figure 36 : Représentation schématique de l’action de l’α-amylase sur l’amidon. 

 

Les β-amylases ou exo-amylases (EC 3.2.1.2) sont des enzymes retrouvées dans les graines en 

germination et les bactéries. Le pH optimal de ces enzymes est compris entre 5 et 6 pour les enzymes 

d’origine végétale et entre 6 et 7 pour les enzymes d’origine bactérienne, et la température optimale 

est comprise entre 40 et 55°C. De même que pour l’α-amylase, la β-amylase est une métalloenzyme 

à calcium de 520 acides aminés environ pour un poids moléculaire d’approximativement 60 kDa. Elle 
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contient également trois domaines nommés A, B et C. Le site catalytique se situe au centre de 

l’enzyme, au niveau du domaine A197. Les β-amylases catalysent l’hydrolyse des liaisons glycosidique 

α-(1,4) successivement à partir des extrémités non réductrices de l’amidon, libérant une unité de 

maltose (correspondant à un diose) (Figure 37). Cette hydrolyse conduit à un mélange de maltose et 

de dextrines résiduelles, correspondant aux zones de ramification. En effet, l’enzyme s’arrête de 

fonctionner 3 à 4 résidus avant la zone de branchement car elle n’a pas la capacité d’hydrolyser les 

liaisons glucosidiques α-(1,6). Elles ne peuvent donc qu’hydrolyser les chaînes d’amylose. Au cours de 

l’hydrolyse, il y a inversion de la position de la fonction hémiacétalique libérée et l’anomère β du 

maltose est alors libéré.  

 

Figure 37 : Représentation schématique de l’action de la β-amylase sur l’amidon. 

 

Ces enzymes permettent la réduction de la taille de l’amidon mais il subsiste, dans le mélange final 

des produits non hydrolysés tels que des dextrines résiduelles contenant des liaisons glucosidiques 

α-(1,6).  

 

b. Les isoamylases et les pullulanases 

L’amidon contient de l’amylopectine caractérisée par des liaisons glucosidiques α-(1,4) et α-(1,6). 

Pour avoir une hydrolyse complète de l’amidon, il est nécessaire d’hydrolyser ces liaisons 

glucosidiques α-(1,6). Des enzymes de débranchement, telles que les isoamylases et les pullulanases 

sont donc utilisées.  
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Les isoamylases (EC. 3.2.1.68) sont des enzymes produites chez un grand nombre de micro-

organismes. Le pH optimal de ces enzymes se situe vers 5, et la température optimale est comprise 

entre 40 et 60°C. Les isoamylases sont des métalloenzyme à calcium d’environ 570 acides aminés et 

de poids moléculaire d’environ 80 kDa. Elles contiennent trois domaines nommés N, A et C. Le 

domaine A peut être divisé, comme chez les α-amylases et les β-amylases, en domaines A et B. Le 

site catalytique se situe au centre du domaine A au niveau des acides aminés Asp375, Glu435 et 

Asp510198. Les isoamylases catalysent l’hydrolyse des liaisons glycosidiques α-(1,6), permettant la 

réduction de la chaîne d’amylopectine et de certaines dextrines conduisant à la formation d’un 

mélange ne contenant que des chaînes linéaires de polysaccharides (Figure 38).  

 

Figure 38 : Représentation schématique de l’action de l’isoamylase et de la pullulanase sur l’amidon. 

 

Les pullulanases (EC. 3.2.1.41) sont, comme les isoamylases, des enzymes capables d’hydrolyser des 

liaisons glucosidiques α-(1,6), permettant le débranchement de structures telles que l’amylopectine, 

comme les isoamylases (Figure 38). Les pullulanases sont produites puis extraites de chez de 

nombreux micro-organismes. Le pH et la température optimum sont respectivement compris entre 7 

et 9 et entre 45 et 60°C. La pullulanase est formée d’environ 1100 acides aminés. De même que pour 

l’isoamylase, la pullulanase contient 3 domaines : les domaines N, A et C. Elle contient jusqu’à cinq 

ions calcium. Le domaine catalytique se situe au niveau des trois ions calcium dans le domaine A199.  

 

Ces différentes enzymes permettent la production de maltoses ou de dextrines mais, malgré une 

action commune de ces enzymes, la production de glucose serait aléatoire et ne serait possible que 
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par les α-amylases. Cependant, dans l’industrie du glucose, il est nécessaire d’hydrolyser de l’amidon 

conduisant à une production efficace de glucose. 

 

c. Les amyloglucosidases 

Les amyloglucosidases (AMG) (EC. 3.2.1.3) sont des enzymes produites chez de nombreux micro-

organismes et notamment les champignons. L’AMG extraite d’Aspergillus niger, est une enzyme 

d’environ 620 acides aminés pour un poids moléculaire de 97 kDa. La structure tridimensionnelle de 

l’AMG présente trois domaines : le domaine N-terminal et le domaine C-terminal liés par un 

troisième domaine. Le domaine catalytique de l’AMG se situe au niveau de la région N-terminale et 

contient de nombreuses hélices. Le site de liaison de l’amidon se situe quant à lui au niveau de la 

région C-terminale et contient de nombreux feuillets (Figure 39). Deux isoformes de l’AMG existent : 

G1 et G2. L’isoforme G1 se différencie de G2 par la présence du site de liaison à l’amidon, site absent 

sur G2 200,201. 

 

Figure 39 : Structure tridimensionnelle de l’AMG : (A) le domaine catalytique du résidu 30 (bleu) au résidu 
487 (rouge) contenant des hélices représentées par des cylindres

200
 et (B) le domaine de liaison de l’amidon 

du résidu 509 (bleu) au résidu 616 (rouge) contenant de nombreux feuillets représentés par des flèches
201

. 

 

L’AMG est  une exo-amylase qui catalyse l’hydrolyse des liaisons glucosidiques α-(1,4) 

successivement à partir des extrémités non réductrices de l’amidon, libérant une unité de glucose. 

Cependant, il a été montré que l’AMG avait également une activité d’hydrolyse sur les liaisons 

glucosidiques α-(1,6), permettant le débranchement de l’amylopectine présente dans l’amidon 

(Figure 40). L’activité sur les liaisons α-(1,6) est très faible comparée à celle sur les liaisons α-(1,4) et 

ne représente que 0,2% de cette activité. L’AMG a un pic d’activité pour un pH compris entre 3,5 et 5 

et une température comprise entre 50 et 60°C202,203. La propriété de double hydrolyse de l’AMG sur 
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les liaisons glucosidiques α-(1,4) et α-(1,6) en fait une enzyme de choix pour la production de glucose 

à partir d’amidon. 

 

Figure 40 : Représentation schématique de l’action de l’amyloglucosidase sur l’amidon. 

 

De nombreuses enzymes peuvent être utilisées pour hydrolyser les liaisons glucosidiques α-(1,4) et 

α-(1,6) de l’amidon. Ces enzymes possèdent des mécanismes d’actions différents et sont très 

largement utilisées pour la conversion enzymatique de l’amidon dans l’industrie du glucose 

puisqu’elles permettent d’obtenir des dextrines de taille variable et du glucose. Cependant, une 

seule de ces enzymes est capable de produire spécifiquement du glucose : l’amyloglucosidase par 

hydrolyse spécifique des liaisons glucosidiques α-(1,4) par les extrémités non réductrice de 

l’amidon. 
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I. Matériel biologique et chimique 

I.1. Protéines  

I.1.1. L’amyloglucosidase 

L’amyloglucosidase (AMG) (EC 3.2.1.3) est une enzyme de 97 kDa produite chez Aspergillus niger et 

fournie par Sigma (10115). Son activité est d’environ 70 U/mg, dans ses conditions optimales 

d’activité (pH 4,8 et 60°C). Aucune indication concernant la pureté du produit n’est indiquée par le 

fournisseur. Il a donc été nécessaire dans un premier temps de déterminer ce paramètre.  

Pour cela, 201,2 mg de poudre d’AMG ont été dissouts dans 10 mL d’eau puis dialysés contre 5 L 

d’eau pendant 2 jours avec un changement d’eau toutes les 12h. La membrane de dialyse utilisée est 

une membrane avec un seuil de coupure de 6-8 kDa. Après 2 jours de dialyse, la solution d’AMG est 

récupérée et lyophilisée. La masse obtenue après lyophilisation est de 60,3 mg, indiquant que la 

masse initiale a été divisée par 3. Le taux de pureté est donc de 30% et la concentration en AMG peut 

s’exprimer de la manière suivante :  

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝐴𝑀𝐺 (𝑝𝑜𝑢𝑑𝑟𝑒) =  3 × 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝐴𝑀𝐺 (𝑝𝑢𝑟𝑒) 

 

Les concentrations et les quantités d’AMG indiquées dans la suite de ce manuscrit tiennent compte 

du taux de pureté de l’AMG et expriment donc les concentrations et les quantités d’AMG pure.  

 

I.1.2. Le fibrinogène 

Le fibrinogène (HFb) utilisé est extrait de plasma humain et fourni par Calbiochem® (341576) sous 

forme lyophilisée (1 g), stérile et stockée entre 2 et 8°C. Il est dissout en conditions stériles à une 

concentration de 50 mg/mL dans une solution d’Hepes 10 mM, pH 7,4 (tampon Hepes), sans 

agitation à 37°C pendant 5h. Le stockage s’effectue à -20°C. 
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I.1.3. La thrombine 

La thrombine (HTb) est extraite de plasma humain et fournie par Calbiochem® (605190) sous forme 

lyophilisée (1000 U), stérile et stockée à -20°C. Elle est resuspendue en conditions stériles à une 

concentration de 20 U/mL dans une solution d’Hepes 10 mM, 0,1% BSA, pH 6,5 puis stockée à -20°C.  

 

I.2. Polymères  

I.2.1. L’acide poly(lactique-co-glycolique)  

L’acide poly(lactique-co-glycolique) PLGA 50/50 utilisé est fourni par Sigma (P2191). Il a un poids 

moléculaire compris entre 30000 et 60000 g.mol-1. Il est stocké à -20°C et est utilisé sans 

modification. 

 

I.2.2. L’alcool polyvinylique 

L’alcool polyvinylique (PVA) est fourni par Sigma (P8136). Il est dissout à 5% (m/v) dans un tampon 

Hepes. La solubilisation du PVA s’effectue sous agitation pendant 2h à 90°C dans un bain à huile de 

silicone, à l’aide d’un montage à reflux. Après dissolution, la solution de PVA est stockée à 

température ambiante pour une durée maximale de 5 jours. 

 

I.2.3. L’amidon 

L’amidon utilisé est un amidon de blé fourni par Sigma (S5127). Il est dissout à 1, 4 ou 8% (m/v) dans 

un tampon Hepes. La solubilisation de l’amidon s’effectue sous agitation pendant 2h à 90°C dans un 

bain à huile de silicone, à l’aide d’un montage à reflux. Avant chaque utilisation, la solution d’amidon 

doit être chauffée sous agitation pendant 2h à 90°C, à l’aide du montage à reflux. La solution 

d’amidon est stockée à température ambiante pour une durée maximale de 5 jours et peut subir 

trois cycles de chauffage au maximum. 
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II. Synthèse des nanoparticules 

II.1. Protocole de synthèse des nanoparticules 

La technique de double émulsion a été utilisée pour encapsuler l’AMG dans des nanoparticules (NPs) 

de PLGA. Pour cela 100 mg de PLGA sont dissouts dans 2mL de dichlorométhane à température 

ambiante pendant 1h dans des tubes en borosilicate. Les tubes sont bouchés afin d’éviter 

l’évaporation du dichlorométhane (DCM). A cette phase organique est ajoutée une solution aqueuse 

d’AMG (100 µL ; 12,6 mg/mL) préparée dans un tampon Hepes pour former des NPs contenant de 

l’AMG (NPe) ou une solution tampon Hepes pour former des nanoparticules vides (NP).  

Une première sonication (sonication 1) de 3 fois 10s à une amplitude de 30% (correspondant à 3 fois 

100 Joules) est effectuée dans la glace permettant d’obtenir une première émulsion eau/huile. A 

cette première émulsion est ajoutée une solution de PVA (4 mL ; 5% (m/v)). Une deuxième sonication 

(sonication 2) de 3 fois 10s à une amplitude de 30% (correspondant à 3 fois 100 Joules) est effectuée 

dans la glace et une deuxième émulsion eau/huile/eau est obtenue. Cette émulsion est transférée 

dans un bécher contenant une solution de PVA (100 mL ; 0,3% (m/v)) et laissée évaporée sous 

sorbonne, sous agitation à température ambiante pendant 3h afin d’éliminer le dichlorométhane.  

Trois étapes de lavage sont ensuite effectuées : les solutions contenant les nanoparticules sont 

centrifugées pendant 8 min à 12000 rpm à une température de 8°C. Le surnageant de centrifugation 

est éliminé et le culot de nanoparticules est resuspendu dans 50 mL d’eau. Cette opération est 

répétée 2 fois.  

Après les trois étapes de lavage, les NPs sont resuspendues dans 3 mL d’eau et lyophilisées pendant 

une nuit. Les nanoparticules sont stockées à -20°C. Avant utilisation, les nanoparticules sont 

resuspendues à 100 mg/mL dans de l’eau ou une solution d’Hepes 10 mM pH 7,4. 

 

II.1.1. Rendement de synthèse 

Le rendement de synthèse est déterminé à l’issue de chaque synthèse. L’étape de lyophilisation 

permet de connaître la quantité de nanoparticules produites lors de chaque synthèse. A partir des 

quantités initialement introduites en PLGA et en AMG, le rendement de la synthèse est calculé de la 

manière suivante : 
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𝑅𝑒𝑛𝑑𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 (%) =
𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑛𝑎𝑛𝑜𝑝𝑎𝑟𝑡𝑖𝑐𝑢𝑙𝑒𝑠 

𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑃𝐿𝐺𝐴 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒 + 𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒
 × 100 

 

II.1.2. Détermination de la quantité d’AMG encapsulée dans 

les nanoparticules 

a. Méthode directe 

 Dissolution des nanoparticules : 

La dissolution des nanoparticules s’effectue par traitement chimique par ajout de 500 µg de 

nanoparticules dans 250 µL de NaOH 1 M. La solution est mise sous agitation pendant 1h. 250 µL de 

HCl 1 M est ensuite ajouté et la solution est mise de nouveau agitée pendant 1h. 

 

 Dosages protéiques : 

La quantification de l’AMG suite à la dissolution des nanoparticules s’effectue à l’aide de deux 

techniques : la mesure de l’absorbance à 280 nm et le dosage BCA.  

La mesure de l’absorbance à 280 nm est effectuée directement sur la solution de nanoparticules 

dissoutes dans une cuve en quartz.  

Le dosage BCA (kit BCA Sigma) permet la quantification de protéines dans une solution. Il est basé sur 

la réduction des ions Cu2+ en ions Cu+ par les protéines. L’acide bicinchoninique présent en solution 

forme un complexe avec les ions Cu+ formés. La formation de ce complexe est détectée par mesure 

de l’absorbance à 562 nm. 

Ce kit contient une solution d’acide bicinchoninique (B9643) et une solution de sulfate de cuivre II 

pentahydrate à 4% (C2284), formant la solution de réactifs du kit. 

Pour déterminer une quantité de protéines présentes dans un échantillon, une gamme étalon est 

effectuée à partir d’une solution d’AMG à 2 mg/mL :  
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Numéro échantillon 1 2 3 4 5 6 7 8 

Volume d’AMG à 2 mg/mL (µL) 0 10 20 30 40 50 60 70 

Volume de tampon Hepes (µL) 100 90 80 70 60 50 40 30 

Concentration en AMG (mg/mL) 0 0,2 0,4 0,6 0,8 1,0 1,2 1,4 

Tableau 1 : Préparation de la gamme étalon d’AMG pour effectuer le kit BCA. 

 

La détermination de la quantité de protéines présentes dans un échantillon s’effectue par ajout de 

1 mL de solution de réactifs du kit à 50 µL de solution de la gamme étalon. Les échantillons sont 

ensuite incubés pendant 30 min à 37°C. A l’issue de ce temps d’incubation, l’absorbance de ces 

échantillons est mesurée à l’aide d’un spectromètre UV-Visible à 562 nm. 

Une gamme étalon est alors obtenue en traçant l’absorbance à 562 nm en fonction de la quantité 

d’AMG présente dans l’échantillon de la gamme étalon (Figure 41). 

 

Figure 41 : Gamme étalon permettant le dosage d’AMG en solution. Les valeurs expérimentales obtenues ont 
été ajustées à l’équation d’une droite et l’équation de cette droite ainsi que son coefficient de détermination R² 
sont affichés. 

 

Le calcul de la quantité d’AMG contenue dans un échantillon inconnu s’effectue à partir de la gamme 

étalon, par lecture de l’absorbance de l’échantillon inconnu à 562 nm. 

Le dosage de la quantité d’AMG contenue dans la solution de NPe dissoutes s’effectue donc par 

mélange de 50 µL de cette solution avec 1 mL de la solution de réactifs du kit BCA. Les échantillons 

sont incubés en même temps que ceux de la gamme étalon effectuée sur l’AMG. L’absorbance de ces 
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échantillons est ensuite mesurée à 562 nm et la quantité d’AMG est déterminée à partir de la gamme 

étalon. 

 

 Greffage de l’AlexaFluor568 sur l’AMG : 

Pour déterminer le taux d’encapsulation de l‘AMG dans les nanoparticules de PLGA, l’AMG a été 

marquée par un fluorophore (AMG*) : l’AlexaFluor568 NHS Ester (Invitrogen, A20003). Pour cela, 

l’AMG a été préparée dans une solution de borate 50 mM pH 8,3 (10 mg d’AMG dans 1 mL). Le ratio 

introduit est de 0,6 mol AlexaFluor568/mol AMG. Ce mélange est mis sous agitation à l’abri de la 

lumière pendant 3h. L’AlexaFluor568 n’ayant pas réagi avec l’AMG est éliminée par purification sur 

une colonne Sephadex G25 équilibrée avec un tampon Hepes. L’AMG* obtenue est lyophilisée et 

stockée à -20°C. Le rendement de ce greffage est de 92%. Le taux de greffage de l’AlexaFluor568 sur 

l’AMG a ensuite été déterminé. Pour cela, l’absorbance de solutions d’AMG* à 180 µg/mL et 

360 µg/mL a été mesurée à 279 nm et 577 nm. Le taux de greffage est calculé de la manière 

suivante : 

𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑔𝑟𝑒𝑓𝑓𝑎𝑔𝑒 (%) =  
𝐴577 ×  𝜀𝐴𝑀𝐺

(𝐴279 − (𝐴577 × 𝐶𝐹)) × 𝜀𝐴𝑙𝑒𝑥𝑎𝐹𝑙𝑢𝑜𝑟568
 

avec A577 et A279 : absorbances de l’échantillon à 577 nm et 279 nm  

 εAMG : coefficient d’extinction molaire de l’AMG à 280 nm (1,77 x 105 L/mol/cm) 

 CF : facteur correctif fourni par le fournisseur, CF = 0,46 

 εAF568 : coefficient d’extinction molaire de l’AlexaFLuor568 à 579 nm (88 x 103 L/mol/cm) 

 Le taux de greffage de l’AMG* est de 0,33 mol AlexaFluor568/mol d’AMG. 

 

 Analyse de la fluorescence de l’AMG* après le traitement chimique : 

Une solution d’AMG* à 0,1 mg/mL a été préparée dans un tampon Hepes, dans une solution de 

NaOH 1 M ou dans une solution de NaOH 1 M et de HCl 1 M. Des spectres d’émission de 

fluorescence ont été effectués sur ces trois solutions à une longueur d’onde d’excitation de 575 nm.  
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b. Méthode indirecte  

Pour déterminer indirectement le taux d’encapsulation, les surnageants (S1, S2 et S3) issus des 

étapes de centrifugation lors de la synthèse des NPe sont récupérés. Deux techniques ont été 

utilisées pour déterminer la quantité d’AMG non encapsulée dans les nanoparticules et contenue 

dans ces surnageants : une analyse de la fluorescence et une mesure de l’activité de l’AMG non 

encapsulée. 

 

 Analyse de la fluorescence des surnageants :  

Des nanoparticules contenant de l’AMG* ont été synthétisées (NPe*). Les surnageants issus de cette 

synthèse ont été collectés pour être analysés par fluorescence. 

Une gamme étalon a tout d’abord été effectuée grâce à des solutions contenant différentes 

quantités d’AMG* : 0, 1, 3, 6, 9, 18 et 36 µg préparés dans 100 µL échantillon. L’intensité d’émission 

de fluorescence de ces échantillons a été mesurée à 600 nm (λexc = 575 nm), correspondant à la 

longueur d’onde maximale d’émission de l’AlexaFluor568. L’intensité d’émission de fluorescence a 

été tracée en fonction de la quantité d’AMG* permettant d’obtenir une droite étalon. 

Pour déterminer le taux d’encapsulation de manière indirecte, l’intensité d’émission de fluorescence 

a été mesurée à 600 nm sur les surnageants de centrifugation S1, S2 et S3 issus du protocole de 

synthèse des NPe* (V = 100 µL). La quantité d’AMG* présente dans ces surnageants a été 

déterminée grâce à la gamme étalon. A partir de cette quantité, le taux d’encapsulation (EE) a été 

calculé de la manière suivante :  

𝐸𝐸 (%) =
𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒 − 𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑛𝑜𝑛 𝑒𝑛𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙é𝑒

𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒
 × 100 

 

 Mesure de l’activité de l’AMG contenue dans le surnageant S1 : 

L’activité de l’AMG a tout d’abord été déterminée à pH 7,4 et 37°C. Une solution d’AMG à 630 µg/mL 

a été préparée dans un tampon Hepes. 10 µL de cette solution sont introduits dans 5 mL d’une 

solution d’amidon 0,5% (m/v) (préparée à partir d’une solution à 1% (m/v)) et incubés à 37°C sous 

agitation. A t = 0, 3, 6, 9 et 12 min, 1 mL de cette solution est prélevé et 150 µL de TCA (3 N) y sont 

ajoutés afin de stopper la réaction. Les échantillons obtenus sont centrifugés pendant 10 min à 

12000 rpm pour éliminer l’amidon résiduel ainsi que l’AMG précipitée. 500 µL du surnageant sont 

prélevés et ramenés à pH 7,4 ± 0,4 avec du NaOH 6 M à l’aide d’une microélectrode pH. Si 
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nécessaire, du HCl 1 M est utilisé. La détermination de la quantité de glucose produite s’effectue à 

l’aide d’un kit glucose Sigma décrit ci-dessous. Avant lecture de l’absorbance à 540 nm, les 

échantillons sont centrifugés 5 min à 12000 rpm. La cinétique de production du glucose est ensuite 

tracée, permettant d’obtenir l’activité de l’AMG.   

L’activité de l’AMG contenue dans le surnageant S1 a été déterminée comme décrit précédemment 

par incubation de 1 mL de surnageant avec 4 mL de solution d’amidon à 0,5% (m/v). La cinétique de 

production du glucose par l’AMG contenue dans le surnageant a été tracée, permettant d’obtenir 

l’activité du surnageant. La quantité d’AMG non encapsulée est ensuite calculée permettant 

d’obtenir le taux d’encapsulation à partir de la formule décrite précédemment. 

 

 Description du kit glucose : 

Le kit glucose est fourni par Sigma (GAGO-20) et est stocké entre 2 et 8°C. Il est utilisé pour 

déterminer une quantité de glucose présente dans un échantillon (Figure 42). Le fonctionnement de 

ce kit est basé sur l’oxydation du glucose par la glucose oxidase en présence d’eau et d’oxygène 

formant de l’acide gluconique et de l’eau oxygénée (H2O2). L’eau oxygénée, en présence de 

peroxydase, conduit à l’oxydation d’o-dianisidine réduite et à un changement de couleur (solution 

marron). L’ajout d’acide sulfurique permet l’arrêt des réactions enzymatiques et la formation d’une 

forme plus stable de l’o-dianisidine réduite, induisant un deuxième changement de couleur (solution 

rose). L’absorbance de l’échantillon est ensuite mesurée à 540 nm. 

 

Figure 42 : Fonctionnement du kit glucose fourni par Sigma. La glucose oxydase, la peroxydase et l’o-
dianisidine réduite sont fournies dans le kit. 

 

Une gamme étalon est réalisée à partir de la solution de glucose (1mg/mL) fournie : 
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Numéro échantillon 1 2 3 4 5 

Volume de glucose à 1 mg/mL (µL) 1000 980 960 940 920 

Volume d’Hepes 10 mM, pH 7,4 (µL) 0 20 40 60 80 

Concentration de glucose (µg/mL) 0 20 40 60 80 

Tableau 2 : Préparation des échantillons de la gamme étalon pour le dosage du glucose produit. 

 

La détermination de la quantité de glucose dans un échantillon s’effectue par ajout de 400 µL de 

réactifs du kit à 200 µL de solution échantillon. Les échantillons sont ensuite incubés pendant 30 min 

à 37°C. A l’issue de ce temps d’incubation, 400 µL d’acide sulfurique (12 N) sont ajoutés dans chaque 

échantillon. L’absorbance de ces échantillons est mesurée à l’aide d’un spectromètre UV-Visible à 

540 nm. 

Une gamme étalon est alors obtenue en traçant l’absorbance à 540 nm en fonction de la quantité de 

glucose présente dans l’échantillon de la gamme étalon (Figure 43). 

 

Figure 43 : Gamme étalon permettant le dosage du glucose en solution. Les valeurs expérimentales obtenues 
ont été ajustées à l’équation d’une droite et l’équation de cette droite ainsi que son coefficient de 
détermination R² sont affichés. 

 

Le calcul de la quantité de glucose contenue dans un échantillon inconnu s’effectue à partir de cette 

gamme étalon, par lecture de l’absorbance d’un échantillon à 540 nm.  

 



Chapitre 2 : Matériels et méthodes 

92 

II.2. Modification des paramètres expérimentaux 

II.2.1. Modification du temps de sonication 

Lors de la formation des nanoparticules par émulsification, le temps de sonication a été modifié. Le 

temps de référence est de 10s à une amplitude de 30%. Les autres temps utilisés sont de 5s, 15s et 

20s à une amplitude de 30%. Les temps de sonication utilisés pour les deux sonication successives 

sont identiques. 

 

II.2.2. Modification du temps de centrifugation 

La synthèse des nanoparticules nécessite des étapes de lavages des nanoparticules. Lors de ces 

étapes, le temps de centrifugation a été modifié. Le temps de référence est de 8 min à 12000 rpm et 

à 8°C. Les autres temps utilisés sont de 16 min, 32 min et 48 min à 12000 rpm et à 8°C. Les temps de 

centrifugation utilisés pour les trois centrifugations successives sont identiques. 

 

II.3. Nanoparticules stériles 

II.3.1. Protocole de préparation 

La préparation de nanoparticules stériles s’effectue par la technique de double émulsion décrite au 

paragraphe II.1 avec quelques modifications pour réduire le risque de contamination.  

Le matériel et les solutions pouvant être stérilisés ont été autoclavés 20 min à 120°C. La solution 

d’AMG est filtrée avant utilisation. La solution de PLGA ne peut pas être stérilisée à cause du DCM. La 

solution de PVA n’est pas stérilisable par filtration car la solution est trop visqueuse, il est donc placé 

à la fin de sa dissolution dans un flacon stérile fermé immédiatement, qui ne sera rouvert que le jour 

de la synthèse. Une solution de PVA est préparée pour chaque nouvelle synthèse de nanoparticules 

stériles.  

La synthèse des nanoparticules stériles débute sous une hotte aspirante. A l’issue de l’étape 

d’évaporation du DCM, les erlenmeyers contenant les solutions de nanoparticules sont bouchés et 

emmenés sous hotte à flux laminaire. La suite de la synthèse s’effectue en conditions stériles. Lors de 
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la dernière resuspension, la solution de nanoparticules est introduite dans des tubes stériles fermés. 

Avant lyophilisation, les tubes sont placés soit 1h à -80°C soit trempés dans de l’azote liquide 

pendant 5 min. Une fois congelées, les nanoparticules sont lyophilisées puis stockées à -20°C jusqu’à 

utilisation. Avant utilisation, les nanoparticules sont resuspendues à 100 mg/mL dans de l’eau ou un 

tampon Hepes stériles. 

  

II.3.2. Tests de stérilité 

Pour déterminer le caractère stérile des nanoparticules, deux milieux de cultures liquides ont été 

utilisés : le bouillon TS (Tryptic Soy Broth, BD® Bacto®) et le bouillon LB (Lysogeny Broth Lennox, BD® 

Difco®). Les milieux solides ont été préparés à partir de TS Agar (Tryptic Soy Agar, BD® Difco®) et LB 

Agar (Lysogeny Broth Lennox, BD® Difco®). Les milieux TS contiennent de la caséine pancréatique, du 

soja, et des sels de sodium ; le bouillon TS contient également du dextrose (glucose) et des sels de 

potassium ; le TS Agar contient de l’agar pour solidifier le milieu. Les milieux LB contiennent du 

tryptone, de l’extrait de levure et des sels de sodium ; le LB Agar contient en plus de l’agar. 

Différents échantillons sont testés : des nanoparticules préparées en conditions stériles ainsi que des 

nanoparticules non préparées en conditions stériles, correspondant au témoin positif, à une 

concentration de 100 mg/mL. Le témoin négatif correspond à du milieu de culture non ensemencé. 

10 µL d’échantillon sont ensemencés dans 2 mL de milieu de culture liquide (LB ou TS), puis incubés à 

25°C ou 37°C pendant 2 semaines. A l’issue de cette incubation, les différents échantillons sont étalés 

sur géloses correspondantes (LB ou TS) et incubés à 25°C et 37°C pendant 1 semaine. Les géloses 

sont ensuite observées pour mettre en évidence la présence de contaminations. 

  

III. Caractérisation physico-chimique et biochimique des nanoparticules  

III.1. Analyse de la morphologie des nanoparticules 

La morphologie des nanoparticules produites a été analysée par microscopie électronique à balayage 

(MEB) avec un microscope Philips XL 30 ESEM-FEG. L’analyse a été effectuée sur une solution de 

nanoparticules à 1 µg/mL diluées dans l’eau. Cette solution est ensuite déposée sur une pastille de 

carbone, elle-même déposée sur un plot métallique. La solution est séchée puis métallisée par une 
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fine couche d’or (quelques nanomètres). La mise en évidence du système cœur-coquille a été 

effectuée par dépôt sur la pastille de carbone de nanoparticules sous forme lyophilisée, puis par 

métallisation à l’or. Les acquisitions ont ensuite été effectuées à une tension de 20 kV. Les images 

obtenues sont exploitées via le logiciel de traitement d’images ImageJ.  

 

III.2. Mesure de la taille et de l’indice de polydispersité  

Le diamètre hydrodynamique moyen (Z), la distribution en taille et l’indice de polydispersité (PDI) des 

nanoparticules ont été déterminés par diffusion dynamique de la lumière (DLS) à l’aide d’un appareil 

Zetasizer - Nano ZS, Malvern Instrument. L’appareil est équipé d’un laser He-Ne qui émet une 

lumière monochromatique de longueur d’onde 633 nm. La lumière diffusée est récupérée et 

analysée à un angle de 173°. A l’aide de différents traitements mathématiques du signal effectués 

par le logiciel Zetasizer Software, le diamètre hydrodynamique Z et le PDI sont obtenus. Pour chaque 

échantillon analysé, les valeurs obtenues correspondent à la moyenne de 3 mesures consécutives. 

Pour effectuer une mesure, 1 mL de solution de nanoparticules est placé dans une macro cuve de 

mesure en polystyrène. Les nanoparticules sont diluées dans un tampon Hepes, préalablement filtré, 

à une concentration de 100 µg/mL. Les mesures sont effectuées à 37°C.  

 

III.3. Mesure de la charge 

Le potentiel zêta des nanoparticules a été déterminé par électrophorèse laser Doppler (ELS) à l’aide 

de l’appareil Zetasizer - Nano ZS, Malvern Instrument. A l’aide de différents traitements 

mathématiques du signal effectués par le logiciel Zetasizer Software, le potentiel zêta et donc la 

charge sont obtenus. Pour chaque échantillon analysé, le potentiel zêta correspond à la moyenne de 

3 mesures consécutives. Pour effectuer la mesure, 1 mL de suspension de nanoparticules est placé 

dans une cuve à capillaire replié en polystyrène. Les nanoparticules sont diluées à 100 µg/mL dans un 

tampon Hepes, préalablement filtré. Les mesures sont effectuées à 37°C. 
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III.4. Répartition de l’AMG dans les nanoparticules 

La détermination de la quantité d’AMG accessible de la surface des NPe s’effectue par un dosage BCA 

comme décrit paragraphe II.1.2.  

Le dosage de la quantité d’AMG en surface des NPe s’effectue donc par mélange de 50 µL de NPe (ou 

NP pour servir de témoin) à 75 mg/mL avec 1 mL de la solution de réactifs du kit BCA. Les 

échantillons sont incubés en même temps que ceux de la gamme étalon effectuée sur l’AMG. 

L’absorbance de ces échantillons est ensuite mesurée à 562 nm et la quantité d’AMG est déterminée 

à partir de la gamme étalon. 

 

IV. Préparation et caractérisation des hydrogels 

IV.1. Protocole de préparation des hydrogels 

La formation des hydrogels à base de fibrine s’effectue par mélange des différents précurseurs 

préparés en tampon Hepes, aux concentrations présentées dans le tableau ci-dessous : 

 Concentration initiale Concentration finale 

Sels concentrés NaCl 3 M et CaCl2 400 mM NaCl 150 mM et CaCl2 20 mM 

Amidon de blé 4% (m/v) 2% (m/v) 

HFb 50 mg/mL 18 mg/mL 

Glucose 400 mg/mL 20 mg/mL 

AMG 3,3 mg/mL 35 µg/mL 

NP et NPe 100 mg/mL 2 mg/mL 

HTb 20 U/mL 0,72 U/mL 

Tableau 3 : Concentrations initiales et finales des précurseurs utilisés pour la synthèse des différentes 
formulations d’hydrogels. 

 

Ces précurseurs sont introduits successivement dans l’ordre indiqué dans ce tableau. Préalablement, 

la solution d’amidon est chauffée à 90°C pendant 2h ; le fibrinogène (HFb) et la thrombine (HTb) sont 
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incubés à 37°C pendant 15 min ; la solution d’AMG est préparée extemporanément ; les 

nanoparticules sont décongelées à température ambiante. 

Après ajout de la solution d’amidon, le mélange est laissé à refroidir pendant quelques minutes pour 

éviter l’agrégation des protéines introduites par la suite. Après introduction de la thrombine, la 

solution de précurseurs est déposée sur une pastille de Téflon® et est mise à polymériser pendant 

1 h à 37 °C. 

Différents volumes de gels, et donc différents volumes de précurseurs, ont été utilisés lors de ces 

travaux. Les volumes utilisés seront détaillés et associés à une méthode d’analyse.  

 

IV.2. Détermination des propriétés viscoélastiques 

L’étude des propriétés viscoélastiques a été réalisée avec un rhéomètre Anton Paar MCR301, équipé 

d’un module de géométrie plan-plan de 50 mm. La déformation est réglée à 1% et la fréquence à 

1 Hz. La température est fixée à 37°C. Afin d’éviter l’évaporation, de l’huile est ajoutée dans la cupule 

de mesure. 

Différentes formulations de matériaux ont été étudiées : des hydrogels de fibrine, fibrine-amidon, 

fibrine-amidon-AMG et fibrine-amidon-NPe. Des matériaux d’environ 1 mL ont été préparés et mis à 

polymériser sous le module du rhéomètre. Pour cette étude, les concentrations finales en AMG et 

NPe sont respectivement de 2 µg/mL et 1 mg/mL. Les volumes utilisés de précurseurs sont les 

suivants (Vtotal = 1 mL) :  

 Fibrine Fibrine-amidon Fibrine-amidon-AMG Fibrine-amidon-NPe 

Tampon Hepes  554 µL 54 µL 53,4 µL 44 µL 

Sels concentrés 50 µL 50 µL 50 µL 50 µL 

Amidon de blé / 500 µL 500 µL 500 µL 

HFb 360 µL 360 µL 360 µL 360 µL 

AMG / / 0,6 µL / 

NPe / / / 10 µL 

HTb 36 µL 36 µL 36 µL 36 µL 

Tableau 4 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon et d’AMG libre ou encapsulée 
pour l’étude par rhéologie.  
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IV.3. Structure interne de l’hydrogel 

L’étude de la structure interne des hydrogels s’effectue par microscopie confocale grâce à un 

marquage post-synthèse du réseau de fibrine par l’AlexaFluor568. Pour cela, les matériaux sont 

rincés 3 fois dans 1 mL de solution borate 50 mM pH 8,3 et placés sous agitation orbitale pendant 1h 

à 37°C. Les matériaux sont ensuite placés dans 500 µL de solution d’AlexaFluor568 à 60 µg/mL et mis 

sous agitation sur la nuit à 37°C à l’abri de la lumière. Les gels sont ensuite rincés dans 1 mL de 

solution borate 50 mM pH 8,3 pendant 1h, sous agitation à 37°C puis dans 2 bains successifs d’1 mL 

de tampon Hepes afin d’éliminer l’AlexaFluor568 non greffée. L’observation des matériaux a été 

réalisée avec un microscope confocal inversé à balayage laser LSM 710, Zeiss. Les images obtenues 

sont ensuite exploitées via le logiciel ImageJ.  

Différentes formulations de matériaux ont été étudiées : des hydrogels de fibrine et fibrine-amidon. 

Des matériaux de 200 µL ont été préparés. Les volumes de précurseurs présentés dans le tableau ci-

dessous sont donnés pour la préparation de 3 matériaux (Vtotal = 700 µL) :  

 Fibrine Fibrine-amidon 

Tampon Hepes  387,8 µL 37,8 µL 

Sels concentrés 35 µL 35 µL 

Amidon  / 350 µL 

HFb 252 µL 252 µL 

HTb 25,2 µL 25,2 µL 

Tableau 5 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine et d’amidon pour l’étude par 
microscopie confocale. 

 

IV.4. Fuite des précurseurs et produit d’hydrolyse de l’amidon 

La diffusion du glucose, de l’AMG et des NPe hors d’hydrogels de fibrine, fibrine-amidon 2% ou 

fibrine-amidon 4% a été étudiée. De l’AMG marquée à l’AlexaFluor568 (AMG*) a été utilisée pour 

l’étude de la diffusion de l’AMG comme décrit au paragraphe II.1.2.a.  Des NPe marquées au 9,10-

diphénylanthracène (NPediϕ) ont été utilisées. Pour cela, le diphénylanthracène a été ajouté à 

0,125% (m/v) à la solution de PLGA lors de la synthèse des nanoparticules. La suite du protocole de 

préparation des nanoparticules est identique à celui décrit au paragraphe II.1. 
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Des hydrogels de 200 µL des différentes formulations ont été préparés. Les volumes de précurseurs 

présentés dans le Tableau 6, le Tableau 7 et le Tableau 8 sont donnés pour la préparation de 

3 matériaux (Vtotal = 700 µL). 

A l’issue de la polymérisation, des matériaux de chaque formulation sont incubés dans 2 mL d’une 

solution de trypsine à 1 mg/mL préparée dans un tampon d’Hepes pendant 1h à 37°C. Ces matériaux 

permettent de déterminer la quantité maximale de glucose, d’AMG* ou de NPediϕ qui peut être 

relargué hors de chaque hydrogel, correspondant au 100% de glucose, d’AMG* ou de NPediϕ 

relargué. Une deuxième série de matériaux de chaque formulation est incubé dans 2 mL de solution 

d’Hepes 10 mM pH 7,4 à 37°C. A des temps prédéterminés, 200 µL de surnageant sont prélevés et 

une analyse de la quantité de glucose, d’AMG* ou de NPediϕ relargué est effectuée. 

 

 Fuite du glucose : 

 Fibrine-glucose 
Fibrine - amidon 2%  

- glucose 
Fibrine - amidon 4%  

- glucose 

Tampon Hepes 352,8 µL 2,8 µL 2,8 µL 

Sels concentrés 35 µL 35 µL 35 µL 

Amidon  / 350 µL à 4% (m/v) 350 µL à 8% (m/v) 

HFb 252 µL 252 µL 252 µL 

Glucose 35 µL 35 µL 35 µL 

HTb 25,2 µL 25,2 µL 25,2 µL 

Tableau 6 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon et de glucose pour l’étude de 
la diffusion du glucose au sein de ces hydrogels. 

 

Le glucose relargué est quantifié à l’aide du kit glucose décrit au paragraphe II.1.2.b. 
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 Fuite de l’AMG* :  

 Fibrine-AMG* 
Fibrine - amidon 2%  

- AMG* 
Fibrine - amidon 4%  

- AMG* 

Tampon Hepes  380,4 µL 30,4 µL 30,4 µL 

Sels concentrés 35 µL 35 µL 35 µL 

Amidon  / 350 µL à 4% (m/v) 350 µL à 8% (m/v) 

HFb 252 µL 252 µL 252 µL 

AMG* 7,4 µL 7,4 µL 7,4 µL 

HTb 25,2 µL 25,2 µL 25,2 µL 

Tableau 7 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon et d’AMG* pour l’étude de la 
diffusion de l’AMG au sein de ces hydrogels. 

 

L’AMG* relarguée est quantifiée par mesure de l’intensité d’émission de fluorescence à 600 nm 

(λexc = 575 nm). 

 

 Fuite des NPediϕ : 

 Fibrine- NPediϕ 
Fibrine - amidon 2%  

- NPediϕ 
Fibrine - amidon 4%  

- NPediϕ 

Tampon Hepes 373,8 µL 23,8 µL 23,8 µL 

Sels concentrés 35 µL 35 µL 35 µL 

Amidon  / 350 µL à 4% (m/v) 350 µL à 8% (m/v) 

HFb 252 µL 252 µL 252 µL 

NPediϕ 14 µL 14 µL 14 µL 

HTb 25,2 µL 25,2 µL 25,2 µL 

Tableau 8 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon et de NPe
diϕ

 pour l’étude de 
la diffusion des NPe au sein de ces hydrogels. 

 

La quantité de NPediϕ libérées est déterminée par mesure de l’intensité d’émission de fluorescence à 

411 nm (λexc = 376 nm). 
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V. Stabilité des nanoparticules en solution et en hydrogels 

V.1. Suivi du comportement en solution  

L’étude de la stabilité en solution a été effectuée sur une solution de nanoparticules à 2 mg/mL 

préparée dans un tampon Hepes contenant de l’azide à 1% (m/v). Cette solution est mise sous 

agitation à 37°C pendant 2 mois. L’analyse de la taille, de l’organisation et de la morphologie des 

nanoparticules a été effectuée à différents temps (t = 0, 7, 14, 21, 28 et 52 jours) par prélèvement 

d’une partie de cette solution. 

 

V.1.1. Evolution de la morphologie 

L’étude de l’évolution morphologique des nanoparticules a été effectuée sur une solution de 

nanoparticules diluées à 1 µg/mL dans l’eau préalablement dialysées contre de l’eau. L’observation 

au MEB a été effectuée comme décrit au paragraphe III.1.  

 

V.1.2. Analyse de la taille des nanoparticules 

Le suivi de la taille des nanoparticules s’effectue par DLS sur une solution de nanoparticules diluées à 

100 µg/mL comme décrit au paragraphe III.2. 

 

V.1.3. Répartition des nanoparticules en solution 

L’évolution de l’organisation des nanoparticules en solution a été effectuée par microscopie 

confocale. Des nanoparticules (NP et NPe) marquées au 9,10-diphénylanthracène (respectivement 

NPdiϕ et NPediϕ) ont été utilisées comme décrit au paragraphe IV.4. 10 µL de solution de NPdiϕ et de 

NPediϕ ont été déposés sur une lamelle de verre puis observés. Une diode à 405 nm a été utilisée 

pour observer les NPdiϕ et les NPediϕ. L’objectif est un objectif à immersion et le grossissement utilisé 

est de x400. Les images obtenues sont ensuite exploitées via le logiciel de traitement d’images 

ImageJ. 
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V.2. Suivi du comportement au sein d’hydrogels 

L’étude de la stabilité en hydrogel a été effectuée sur des nanoparticules (NPs, correspondant soit à 

des NP soit à des NPe) contenues dans des hydrogels. Différentes formulations de matériaux ont été 

préparées : des hydrogels de fibrine, fibrine-amidon, fibrine-NPs et fibrine-amidon-NPs. Des 

matériaux de 200 µL ont été préparés et les volumes de précurseurs présentés dans le tableau ci-

dessous sont donnés pour la préparation de 3 matériaux (Vtotal = 700 µL) : 

 Fibrine Fibrine-amidon Fibrine-NPs Fibrine-amidon-NPs 

Tampon Hepes  387,8 µL 37,8 µL 373,8 µL 23,8 µL 

Sels concentrés 35 µL 35 µL 35 µL 35 µL 

Amidon  / 350 µL /  350 µL 

HFb 252 µL 252 µL 252 µL 252 µL 

Nanoparticules (NPs) / / 14 µL 14 µL 

HTb 25,2 µL 25,2 µL 25,2 µL 25,2 µL 

Tableau 9 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon et de nanoparticules pour 
l’étude de la stabilité des nanoparticules en hydrogel. 

 

Les matériaux obtenus sont placés dans 2 mL d’une solution d’Hepes 10 mM pH 7,4 contenant 

150 mM de NaCl et 20 mM de CaCl2. 

 

V.2.1. Répartition des nanoparticules au sein d’hydrogels 

Pour effectuer la détermination de  l’organisation des nanoparticules en hydrogel, des 

nanoparticules marquées (NPdiϕ ou NPediϕ) ont été utilisées, et le réseau de fibrine est marqué post-

synthèse avec de l’AlexaFluor568 comme décrit respectivement aux paragraphes IV.4 et IV.3. Les 

matériaux sont ensuite observés au microscope confocal. L’observation du réseau de fibrine 

s’effectue avec un laser DPSS à 561 nm et une diode à 405 nm a été utilisée pour observer les NPdiϕ 

et les NPediϕ. 

 



Chapitre 2 : Matériels et méthodes 

102 

V.2.2. Suivi de la morphologie des nanoparticules contenues 

dans les hydrogels  

L’évolution de la morphologie des nanoparticules contenues dans des hydrogels a été effectuée à 

partir d’hydrogels de fibrine-NPe et fibrine-amidon-NPe. L’observation au MEB a nécessité 

l’élimination des sels présents. Les matériaux sont préalablement placés à trois reprises dans 1 mL 

d’eau et mis sous agitation orbitale pendant 1h. A l’issue de 3 étapes de rinçage, les matériaux sont 

placés dans une solution de trypsine à 500 µg/mL préparée dans l’eau, puis incubés à 37°C pendant 

3h. Une fois le matériau dissout, les échantillons sont déposés sur la pastille de carbone puis 

métallisés comme décrit au paragraphe III.3. 

 

VI. Production de glucose par l’AMG libre ou encapsulée 

VI.1. Influence de différents paramètres expérimentaux sur 

l’activité de l’AMG 

VI.1.1. Influence de la sonication 

Pour étudier l’influence des étapes de sonication, effectuées lors de la préparation des 

nanoparticules, sur l’activité de l’AMG, l’AMG a été soumise à différentes étapes de sonication. Pour 

cela, 2,1mL d’AMG à 600 µg/mL ont été préparés dans un tampon Hepes. Cette solution d’AMG a 

soit subi une étape de sonication de 3 fois 10s (sonication 1) soit deux étapes de sonication 

(sonication 2). L’activité de l’AMG soumise à sonication a ensuite été déterminée comme décrit 

précédemment au paragraphe II.1.2.b. 

 

VI.1.2. Mesure de l’activité résiduelle de l’AMG à 37°C 

La mesure de l’activité résiduelle de l’AMG a été effectuée par incubation d’une solution d’AMG à 

37°C. Pour cela, une solution d’AMG à 600 µg/mL a été préparée dans un tampon Hepes puis incubée 

à 37°C pendant 28 jours. A des temps prédéterminés (t = 0, 3, 6, 9 et 12 min), l’activité de l’AMG a 
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été déterminée comme décrit au paragraphe II.1.2.b. Cette activité est ensuite exprimée en 

pourcentage par rapport à l’activité déterminée à t = 0 min. 

 

VI.2. Suivi de la production de glucose par l’AMG libre ou 

encapsulée en solution 

Le suivi de la production de glucose en solution s’effectue à partir d’une solution d’amidon à 

2% (m/v) obtenue par dilution d’une solution d’amidon à 4% (m/v) dans une solution d’Hepes 10 mM 

pH 7,4. A cette solution d’amidon, une solution de nanoparticules (NP et NPe) à 2 mg/mL ou une 

solution d’AMG à 35 ou 1,75 µg/mL a été ajoutée (respectivement notées AMG 1X et AMG 0.05X). 

Ces différentes solutions sont incubées à 37°C pendant 28 jours. A différents temps (t = 1, 4, 7, 11, 

14, 18, 21, 25, 28, 32, 35, 39, 42, 49 et 52 jours), la quantité de glucose produite a été déterminée 

comme décrit au paragraphe II.1.2.b.  

 

VI.3. Suivi de l’activité de l’AMG libre ou encapsulée au sein 

d’hydrogels à base de fibrine 

Différentes formulations d’hydrogels ont été étudiées : des hydrogels de fibrine, fibrine-amidon, 

fibrine-amidon-NP, fibrine-amidon-AMG 1X, fibrine-amidon-AMG 0.05X et fibrine-amidon-NPe. Des 

matériaux de 200 µL ont été préparés. Les volumes de précurseurs présentés dans le tableau ci-

dessous sont donnés pour la préparation de 3 matériaux (Vtotal = 700 µL) :  
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 Fibrine 
Fibrine 

-amidon 
Fibrine-amidon 

-NP 
Fibrine-amidon 

-NPe 
Fibrine-amidon 

-AMG 1X 
Fibrine-amidon 

-AMG 0.05X 

Hepes 166,2 µL 16,2 µL 10,2 µL 10,2 µL 13,2 µL 13,2 µL 

Sels  15 µL 15 µL 15 µL 15 µL 15 µL 15 µL 

Amidon / 150 µL 150 µL 150 µL 150 µL 150 µL 

HFb 108 µL 108 µL 108 µL 108 µL 108 µL 108 µL 

AMG / / / / 
3,2 µL à  

3,3 mg/mL 
3,2 µL à 

0,17 mg/mL 

NP / / 6 µL / / / 

NPe / / / 6 µL / / 

HTb 10,8 µL 10,8 µL 10,8 µL 10,8 µL 10,8 µL 10,8 µL 

Tableau 10 : Protocole de préparation des hydrogels à base de fibrine, d’amidon, d’AMG et de 
nanoparticules (NP et NPe) pour l’étude de la production de glucose en hydrogels. 

 

Ces différents matériaux sont placés dans 2 mL de tampon Hepes contenant de l’azide à 1% (m/v), et 

des sels de NaCl 150 mM et CaCl2 20 mM, puis incubés à 37°C pour une durée de 28 jours. A des 

temps prédéterminés (t = 1, 4, 7, 11, 14, 18, 21, 25 et 28 jours), 200 µL (correspondant à un 

prélèvement de 10% du volume) ou 2 mL (correspondant à un prélèvement total) de surnageant sont 

prélevés et remplacés par de la solution fraiche. La détermination de la quantité de glucose produite 

s’effectue à l’aide du kit glucose, comme décrit au paragraphe II.1.2.b. 
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Préambule  

 

Maitriser l’encapsulation de principes actifs et leur délivrance représente un double challenge qu’il 

est essentiel de relever en pharmacologie, mais aussi en science des biomatériaux, en particulier 

dans le cadre du développement de dispositifs composites proactifs et dynamiques. Pour assurer le 

contrôle de la délivrance d’un principe actif, le développement de systèmes de confinement par 

encapsulation au sein de particules peut alors être envisagé. Outre la nécessité d’avoir des 

caractéristiques essentielles, telles que la biocompatibilité et la biodégradation, il est également 

nécessaire de moduler la taille de ces particules. En effet ces particules doivent être assez petites 

pour ne pas modifier la fonctionnalité et les propriétés du dispositif, si tel n’est pas l’objectif de leur 

utilisation ; mais elles doivent également permettre une encapsulation efficace et en quantité 

suffisante pour servir de réservoir et de système de délivrance du principe actif.  

Récemment, un projet de recherche dédié au développement d’un biomatériau composite, composé 

d’un hydrogel de fibrine et de particules de corail, a été développé afin d’améliorer 

post-implantation la survie de cellules souches mésenchymateuses humaines (projet de recherche 

financé par l’ANR et accompagné en maturation par la SATT IDF-Innov). Dans le cadre de ce projet, il 

est crucial de maitriser l’apport de glucose dans l’espace et dans le temps, par hydrolyse contrôlée 

d’amidon, biopolymère de glucose, au sein de l’hydrogel. La production locale du glucose dans le 

biomatériau s’effectue par hydrolyse de l’amidon via l’amyloglucosidase (AMG), une enzyme 

permettant la production de glucose à partir de l’amidon. La preuve de concept de la fonctionnalité 

de ce biomatériau sur la survie des cellules souches mésenchymateuses humaines a été établie in 

vitro et in vivo. Cependant, il a été mis en avant que contrôler l’action de l’AMG au sein de ce 

matériau devenait une nécessité. En effet, il est apparu nécessaire de maitriser différents paramètres 

tels que la fuite de cette enzyme en dehors de l’hydrogel ou encore la perte d’activité de l’AMG suite 

à son action prolongée. Le non-contrôle de ces différents paramètres pourrait conduire à une perte 

significative de l’action de l’AMG, voire à son inaction totale au sein du dispositif. Contrôler l’activité 

catalytique de l’AMG est donc un challenge qu’il est nécessaire de relever dans le cadre de ce projet 

de recherche.  

Pour maitriser l’action de l’AMG dans l’espace et dans le temps, cette enzyme a été encapsulée dans 

des nanoparticules polymériques. Ces nanoparticules doivent servir de réservoir d’AMG mais 

également de coque protectrice de l’activité de cette enzyme. Le choix du polymère s’est porté sur 

l’acide poly(lactique-co-glycolique) (PLGA), un copolymère biodégradable et biocompatible d’acide 
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polylactique (PLA) et d’acide polyglycolique (PGA), dont les propriétés physico-chimiques peuvent 

être moduler par modification du ratio PLA/PGA.  

Dans le cadre de ces travaux de thèse, la maitrise de l’action de l’AMG a été conduite en deux étapes. 

La première a consisté à développer ce système de délivrance de l’AMG, basé sur des nanoparticules 

de PLGA. Pour encapsuler cette enzyme dans ces nanoparticules, une technique de double émulsion 

a été utilisée, avec un rendement de synthèse et une efficacité d’encapsulation associés. Les 

propriétés physico-chimiques des nanoparticules produites par le protocole de double émulsion, 

telles que la taille et la charge, ont été déterminées et l’influence de la modification de paramètres 

expérimentaux sur ces propriétés a été étudiée. De plus, le protocole de synthèse utilisé a ensuite 

été optimisé afin de produire des nanoparticules stériles qui pourront être incluses au sein de 

l’hydrogel contenant les cellules souches mésenchymateuses et implanté in vivo. La deuxième partie 

a eu pour objectif de mieux comprendre l’hydrogel de fibrine contenant de l’amidon, d’un point de 

vue de ses propriétés viscoélastiques et de sa structure interne. Le comportement de l’AMG 

encapsulée dans les nanoparticules de PLGA a été étudié en solution et au sein d’hydrogels, 

permettant par ailleurs de comparer l’action de l’AMG sous forme libre et à celle sous forme 

encapsulée.  
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I. Développement des nanoparticules 

La biodisponibilité de l’amyloglucosidase (AMG) est un paramètre important à maitriser pour 

contrôler la production de glucose au sein d’un biomatériau composite de type hydrogel, à base de 

fibrine et d’amidon. Des nanoparticules d’acide poly(lactique-co-glycolique) (PLGA) contenant de 

l’AMG ont ainsi été développées pour permettre de contrôler l’action de l’AMG au sein de cet 

hydrogel. Le PLGA a été choisi pour l’encapsulation de l’AMG car c’est un copolymère de PLA et PGA 

biodégradable et biocompatible, approuvé par la FDA. De plus, le PLGA possédant un ratio 50/50 

(50% de PLA et 50% de PGA) a été utilisé car il présente le temps de dégradation le plus rapide par 

rapport aux autres PLGA (environ 2 mois204). L’encapsulation de l’AMG dans des nanoparticules de 

PLGA a été réalisée par une technique de double émulsion. 

 

I.1. Synthèse des nanoparticules 

L’encapsulation d’une molécule hydrophile peut se faire dans différents systèmes nanoparticulaires. 

Dans le cadre de cette étude, l’encapsulation de l’AMG a été effectuée par la production de 

nanoparticules de PLGA à partir d’une technique de double émulsion : water-in-oil-in-water.  

 

I.1.1. Préparation des nanoparticules par la technique de 

double émulsion 

La double émulsion (water-in-oil-in-water) est une technique qui permet la synthèse de nano et 

microparticules à partir d’un large choix de polymères. Cette technique permet l’encapsulation de 

molécules hydrophiles et hydrophobes. En effet, les particules issues d’une synthèse par double 

émulsion permettent la formation d’un système cœur-coquille. Ce système contient un cœur liquide 

ou semi-liquide aqueux pouvant contenir une molécule hydrophile et une coque de polymère 

permettant l’incorporation d’une molécule hydrophobe. Dans cette étude, la molécule à encapsuler 

dans des nanoparticules est l’AMG, une enzyme soluble dans des solutions aqueuses, et les 

nanoparticules sont synthétisées à partir de PLGA 50/50.  

Le protocole de synthèse des nanoparticules de PLGA contenant de l’AMG est basé sur le protocole 

d’encapsulation de biomolécules décrit par Solbrig et Saltzman, 2006205. 
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a. Dispersion de l’AMG en solution organique 

La synthèse des nanoparticules débute par la dissolution du PLGA (100 mg ; 2 mL) dans du 

dichlorométhane (DCM) pendant 1h à température ambiante. Le DCM a été choisi car c’est un 

solvant organique relativement non miscible à l’eau (2 g/100 mL à 20°C). Il est principalement utilisé 

dans l’industrie chimique, mais il est également utilisé comme solvant d’extraction dans l’industrie 

alimentaire et pharmaceutique ou encore dans le processus de fabrication de prothèses dentaires 

(Sources Ineris et Organisation Mondiale de la Santé). Une solution aqueuse d’AMG (1,26 mg ; 100 µL 

préparés en solution tampon d’Hepes 10 mM, pH 7,4 (tampon Hepes)) est ensuite ajoutée à la phase 

organique. La solution d’AMG et la solution de PLGA sont émulsifiées par sonication de 3 fois 10 s 

(amplitude 30%) correspondant à 3 fois 100 Joules (sonication 1), et conduisant à l’obtention de la 

première émulsion eau/huile. Cette émulsion permet la formation de gouttelettes aqueuses d’AMG 

entourées par les chaînes de PLGA dispersées dans du DCM (Figure 44). 

 

Figure 44 : Schéma présentant la première étape du protocole de synthèse des nanoparticules de PLGA par la 
technique de double émulsion : dispersion de l’AMG sous forme de gouttelettes en solution organique. 

 

b. Dispersion de gouttelettes de PLGA contenant l’AMG dans une solution 

aqueuse 

Afin de stabiliser les gouttelettes d’AMG et former des nanoparticules dispersées dans une solution 

aqueuse, un agent émulsifiant est utilisé. Pour ce faire, une solution d’alcool polyvinylique (PVA ; 

5% (m/v) ; 4 mL préparés en tampon Hepes) est ajoutée à la première émulsion. Une deuxième 

sonication de 3 fois 10 s (amplitude 30%) correspondant à 3 fois 100 Joules (sonication 2) est 

effectuée et la deuxième émulsion eau/huile/eau est obtenue. Cette étape de sonication permet la 

formation de gouttelettes de PLGA contenant l’AMG, dispersées dans une solution aqueuse (Figure 

45).  
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Figure 45 : Schéma présentant la deuxième étape du protocole de synthèse des nanoparticules de PLGA 
contenant l’AMG par la technique de double émulsion : dispersion de gouttelettes de PLGA contenant l’AMG 
dans une solution aqueuse. 

 

c. Rigidification de la coque de PLGA 

La deuxième émulsion est transférée dans un grand volume de PVA dilué (0,3% (m/v) ; 100 mL 

préparés en tampon Hepes) et mis sous agitation pendant 3h. Cette étape permet de stabiliser les 

nanoparticules par évaporation du DCM conduisant ainsi au durcissement de la coque de PLGA. Trois 

étapes de lavage successives sont ensuite effectuées afin d’éliminer tous les réactifs n’ayant pas 

contribué à la formation des nanoparticules (PLGA, AMG, PVA). Pour cela, les nanoparticules sont 

centrifugées à 12000 rpm pendant 8 min. Entre chaque étape de centrifugation, les nanoparticules 

sont resuspendues dans de l’eau (50 mL). Les nanoparticules obtenues sont ensuite lyophilisées et 

stockées à -20°C pendant 2 à 3 mois. Des nanoparticules témoins, appelées NP, ne contenant pas 

d’AMG (la solution aqueuse d’AMG est remplacée par le même volume de tampon Hepes) ont 

également été produites servant ainsi de nanoparticules contrôle lors des différentes expériences 

effectuées par la suite (Figure 46). 

 

Figure 46 : Schéma présentant la dernière étape du protocole de synthèse des nanoparticules de PLGA 
contenant l’AMG par la technique de double émulsion : rigidification de la coque de PLGA suite à 
l’évaporation du DCM et élimination des réactifs en excès. 
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I.1.2. Rendement de synthèse 

La détermination de la quantité de nanoparticules produite par le protocole de synthèse va 

permettre de calculer le rendement de synthèse. A partir des quantités initialement introduites en 

PLGA et en AMG ainsi que la quantité de nanoparticules obtenues après lyophilisation, le rendement 

de la synthèse peut-être calculé de la manière suivante et sera exprimé en pourcentage : 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 (%) =
𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑛𝑎𝑛𝑜𝑝𝑎𝑟𝑡𝑖𝑐𝑢𝑙𝑒𝑠 

𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑃𝐿𝐺𝐴 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒 + 𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒
 × 100 

 

Les rendements obtenus pour 3 synthèses différentes de nanoparticules vides (NP) et de 

nanoparticules où l’AMG a été encapsulée (NPe) sont présentés dans le tableau ci-dessous : 

 NP NPe 

 Lot 1 Lot 2 Lot 3 Lot 1 Lot 2 Lot 3 

Quantité de PLGA  
introduite (mg) 

98,8 100,1 99,1 99,8 100,1 99,5 

Quantité d’AMG  
introduite (mg) 

0 0 0 1,26 1,26 1,26 

Quantité de nanoparticules 
obtenue (mg) 

48,1 49,3 42,9 52,9 52,2 50,6 

Rendement (%) 48,6 49,3 43,3 52,3 51,5 50,2 

Rendement moyen (%) 47,1 ± 3,3 51,3 ± 1,1 

Tableau 11 : Rendements de synthèse des nanoparticules de PLGA obtenues par la technique de double 
émulsion. Le rendement moyen correspond à la moyenne des trois valeurs obtenues à partir des trois lots de 
nanoparticules issues de trois synthèses différentes avec ou sans AMG. 

 

Le protocole de synthèse décrit précédemment, basé sur une technique de double émulsion 

(water-in-oil-in-water), a permis d’obtenir des nanoparticules de PLGA avec un rendement moyen de 

47,1 ± 3,3% pour les NP et de 51,3 ± 1,1% pour les NPe. Ces résultats indiquent qu’il y a une perte 

d’environ 50% des constituants initialement introduits au cours de la synthèse. Par la suite, il sera 

donc intéressant de savoir si ce rendement peut être amélioré par modification des paramètres du 

protocole de synthèse.  
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I.1.3. Détermination de la quantité d’AMG encapsulée dans 

les nanoparticules de PLGA 

Pour connaître l’efficacité de l’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules, il est important de 

déterminer la quantité d’AMG contenue dans les nanoparticules produites. Le taux d’encapsulation 

de l’AMG (EE pour Encapsulation Efficiency) est défini comme étant la quantité d’AMG contenue 

dans les nanoparticules après synthèse rapportée à la quantité totale d’AMG introduite au départ. Il 

est exprimé en pourcentage et est calculé de la manière suivante :  

𝐸𝐸 (%) =
𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑒𝑛𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙é𝑒

𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒
 × 100 

 

a. Détermination du taux d’encapsulation par méthode directe 

La quantité d’AMG encapsulée dans les nanoparticules peut être déterminée directement par 

dissolution des NPe suivie d’un dosage protéique. Pour cela, 500 µg de nanoparticules sont incubés 

dans 250 µL de NaOH 1 M pendant 1h. La dissolution des nanoparticules est visible à l’œil nu, la 

solution passant de opaque à limpide. Le pH de la solution est ensuite ramené à pH 7,4 par ajout de 

250 µL de HCl 1 M.  

Si la totalité de l’AMG introduite lors de la synthèse est encapsulée dans les NPe, 1,26 mg d’AMG 

(quantité d’AMG introduite lors de la synthèse des NPe) devraient être contenus dans 50 mg de NPe 

(rendement de synthèse de 50% environ), correspondant à 12,6 µg d’AMG contenus dans 500 µg de 

NPe. En tenant compte du volume de NaOH et HCl ajouté (500µL au total), la concentration d’AMG 

serait alors de 6,3 µg/mL (correspondant à 6,4 x 10-5 µmol/mL). Cette concentration devrait donc 

pouvoir être détectée par les techniques classiques de dosage de protéines. 

 

 Quantification de l’AMG encapsulée par dosages protéiques 

Les techniques de quantification de protéines dans un échantillon habituellement utilisées sont la 

mesure de l’absorbance à 280 nm et les dosages colorimétriques tels que le dosage BCA. La mesure 

de l’absorbance à 280 nm et le dosage BCA ont été effectués sur la solution de nanoparticules 

dissoutes. Aucun signal n’a été obtenu pour les deux techniques, ce qui indiquerait que l’AMG n’a 

pas été encapsulée dans les nanoparticules ou bien que la quantité d’AMG encapsulée est trop faible 

pour être détectée.  
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Le dosage BCA est un test colorimétrique qui est basé sur la réduction par les protéines des ions Cu2+ 

en ions Cu+ qui, par leur réaction avec l’acide bicinchoninique, conduit à un changement de couleur 

de l’échantillon mesurable à une longueur de 562 nm. La sensibilité du dosage BCA est de 10 µg dans 

50 µL échantillon correspondant à une concentration massique en protéines de 200 µg/mL.  

La mesure de l’absorbance à 280 nm permet de déterminer une quantité de protéines en solution, 

calculée à partir de la loi de Beer-Lamber. Pour une absorbance de 0,1 unité, correspondant à la 

sensibilité de la technique de mesure de l’absorbance, la concentration molaire obtenue est de 

5,6 x 10-7 mol/L (coefficient d’extinction molaire de l’AMG à 280 nm : 1,77 x 105 L/mol/cm) 

correspondant à une concentration massique de 55 µg/mL (poids moléculaire de l’AMG : 97 kDa).  

La sensibilité associée à ces deux techniques n’est donc pas adaptée à la détermination de la 

quantité d’AMG encapsulée lors de la synthèse des nanoparticules. Une autre technique, plus 

sensible, est nécessaire pour déterminer le taux d’encapsulation. 

 

 Quantification de l’AMG encapsulée par fluorescence 

La fluorescence intrinsèque d’une protéine peut être utilisée pour déterminer la quantité de 

protéines présentes dans un échantillon. La fluorescence intrinsèque des protéines est due à la 

présence d’acides aminés aromatiques (phénylalanine, tyrosine et tryptophane) et est sensible à 

l’environnement dans lequel se trouvent ces acides aminés. En effet, la modification de 

l’environnement de ces acides aminés peut conduire à un changement du signal d’émission de 

fluorescence. Cependant, cette technique possède une faible sensibilité (de l’ordre de quelques 

µmol/L). Afin d’obtenir une meilleure sensibilité, une molécule fluorescente, 

l’AlexaFluor568 NHS Ester, a été greffée sur les amines primaires de l’AMG (AMG*). Le taux de 

greffage de l’AlexaFluor568 sur l’AMG obtenu est de 0,33 mol d’AlexaFluor568/mol d’AMG, ce qui 

veut dire qu’un tiers des molécules d’AMG sont marquées par le fluorophore. Le greffage de 

molécules d’AlexaFluor568 pourrait induire des modifications structurales de la protéine. Pour cela, il 

a été vérifié que l’AMG* maintient son activité enzymatique après greffage. Aucune perte d’activité 

de l’AMG* n’a été observée indiquant que le greffage de l’AlexaFluor568 sur l’AMG n’induit pas de 

modifications structurales importantes.  

Préalablement à la quantification par fluorescence de l’AMG encapsulée, les nanoparticules doivent 

être dissoutes par ajout de NaOH puis d’HCl. Des spectres d’émission de fluorescence ont donc tout 

d’abord été effectués sur des solutions d’AMG* à 0,1 mg/mL ayant subi ce même traitement, afin de 

s’assurer que celui-ci n’affectait pas la fluorescence de l’échantillon. (Figure 47).  
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Figure 47 : Spectres d’émission de fluorescence de l’AMG* avant et après traitement chimique. Les spectres 
d’émission de fluorescence ont été effectués à une longueur d’onde d’excitation de 575 nm sur une solution  
d’AMG* à 0,1 mg/mL préparée en tampon Hepes, dans une solution de NaOH 1 M ou dans une solution de 
NaOH 1 M et de HCl 1 M.  

 

Les spectres d’émission de fluorescence obtenus montrent que l’ajout de NaOH provoque une forte 

diminution de l’intensité de fluorescence de l’AMG* (quenching de fluorescence). Par ailleurs, l’ajout 

du NaOH et du HCl permet de diminuer cet effet de quenching mais ne permet pas de retrouver 

l’intensité d’émission de fluorescence de l’AMG* n’ayant subi aucun traitement. De plus, un décalage 

du spectre d’émission de fluorescence vers les grandes longueurs d’ondes (red shift ou effet 

bathochrome) est observé lors de l’ajout de NaOH et de HCl. Cette observation permet d’affirmer 

que l’environnement dans lequel se retrouve l’AlexaFluor568 est modifié. Cette technique ne peut 

donc pas être utilisée pour quantifier l’AMG encapsulée dans les nanoparticules de PLGA. 

 

b. Détermination du taux d’encapsulation par méthode indirecte 

La détermination de la quantité d’AMG encapsulée peut également s’effectuer par une méthode 

indirecte. Dans ce cas, la quantité d’AMG non encapsulée dans les nanoparticules est mesurée dans 

les surnageants de centrifugation issus de la synthèse des nanoparticules. Les surnageants sont 

nommés S1, S2 et S3 et correspondent respectivement à la première, deuxième et troisième étape 

de centrifugation. Le taux d’encapsulation peut alors être calculé de la manière suivante : 

𝐸𝐸 𝑖𝑛𝑑𝑖𝑟𝑒𝑐𝑡 (%) =
𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒 − 𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑛𝑜𝑛 𝑒𝑛𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙é𝑒

𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑′𝐴𝑀𝐺 𝑖𝑛𝑡𝑟𝑜𝑑𝑢𝑖𝑡𝑒
 × 100 
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Cette quantification peut se faire comme décrit précédemment soit en mesurant l’absorbance à 

280 nm, soit par dosage colorimétrique BCA. Cependant si l’on considère que la totalité de l’AMG 

introduite lors de la synthèse n’est pas encapsulée dans les NPe, alors après la première étape de 

centrifugation, la concentration en AMG retrouvée dans le surnageant S1 serait de 11,9 µg/mL 

(1,26 mg d’AMG contenue dans 106 mL de surnageant S1 soit 1,2 x 10-4 µmol/mL) soit bien en 

dessous du seuil de sensibilité de ses 2 méthodes. 

De la même manière, la fluorescence intrinsèque de l’AMG ne peut pas être utilisée à cause de sa 

sensibilité trop faible. En revanche l’utilisation de l’AMG* devrait permettre de quantifier l’AMG non 

encapsulée dans les nanoparticules. 

 

 Quantification de l’AMG* encapsulée par fluorescence 

La mesure de l’intensité d’émission de fluorescence liée à l’AlexaFluor568 pour différentes quantités 

d’AMG* permet d’établir une gamme étalon. Ces mesures de fluorescence sont effectuées à la 

longueur d’onde maximale d’excitation et à la longueur d’onde maximale d’émission de 

l’AlexaFluor568, correspondant respectivement à 575 nm et 600 nm (Figure 48). Cette gamme étalon 

permettra de déterminer une quantité d’AMG* présente dans les surnageants S1, S2 et S3 issus des 

étapes de centrifugation.   

 

Figure 48 : Gamme étalon d’AMG* établie par mesure de l’intensité de fluorescence. L’intensité de l’émission 
de fluorescence obtenue à 600 nm est tracée en fonction de la quantité d’AMG* contenue dans la solution 
échantillon préparée en tampon Hepes. Les valeurs expérimentales ont été ajustées à l’équation d’une droite. 
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Des mesures de l’intensité de l’émission de fluorescence à 600 nm sur ces différents surnageants ont 

été effectués dans les mêmes conditions expérimentales que décrites précédemment. Ces valeurs 

d’intensité d’émission de fluorescence permettent de calculer la quantité d’AMG* présente dans 

l’échantillon, le pourcentage d’AMG* présent dans le surnageant et donc le taux d’encapsulation. Les 

différentes valeurs obtenues sont présentées dans le tableau ci-dessous : 

 NPe 

 S1 S2 S3 Total des 3 surnageants 

Intensité d’émission de 
fluorescence (%) 

12,26 0,686 0,415 13,36 

Quantité d’AMG* dans 
chaque échantillon (µg) 

10,0 0,6 0,3 10,9 

% d’AMG* dans 
chaque surnageant 

27,8 1,6 0,9 30,3 

Taux d’encapsulation (%) N.D N.D N.D 69,7 

Tableau 12 : Taux d’encapsulation de l’AMG contenue dans des nanoparticules de PLGA déterminé par 
mesure de l’intensité d’émission de fluorescence. Valeurs d’intensité d’émission de fluorescence à 600 nm 
(λexc = 575 nm) des différents surnageants (S1, S2 et S3) issus de la synthèse des NPe*. L’intensité d’émission de 
fluorescence obtenue pour les surnageants issus de la synthèse des NP a été retranchée à celle des NPe*. Le 
calcul de la quantité d’AMG* a été effectuée à partir de la gamme étalon effectuée sur l’AMG*. Le pourcentage 
d’AMG* a été calculé par rapport à la quantité initialement introduite pour préparer les NPe*. 

 

 Le taux d’encapsulation d’AMG au sein de nanoparticules de PLGA est donc de69,7%. Cela signifie 

que 17 µg d’AMG sont contenus dans 1 mg de NPe.  

 

 Mesure de l’activité de l’AMG non encapsulée 

La quantification de l’AMG encapsulée au sein des nanoparticules peut également s’effectuer 

indirectement par mesure de l’activité de cette enzyme. En effet, l’AMG est une enzyme capable 

d’hydrolyser les liaisons glucosidiques α-(1,4) de l’amidon par ses extrémités non réductrices 

conduisant à la formation de glucose. L’activité enzymatique de l’AMG est connue pour ses 

conditions optimales d’activité (environ 70 U/mg à pH 4,8 et à 60°C). Il a donc fallut dans un premier 

temps, déterminer l’activité de l’AMG dans nos conditions d’étude (37°C et pH 7,4). Pour cela, 

1,26 µg d’AMG a été introduit dans 1 mL de solution d’amidon à 0,5% (m/v), préparé en tampon 

Hepes et incubé à 37°C. A des temps prédéterminés (t = 0, 3, 6, 9 et 12 min), une solution d’acide 
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trichloroacétique (TCA) a été ajoutée permettant de stopper la réaction d’hydrolyse de l’amidon par 

précipitation de l’AMG. L’AMG précipitée et l’amidon résiduel sont éliminés par centrifugation. La 

quantité de glucose produit est ensuite mesurée à l’aide du kit glucose fourni par Sigma, et la 

cinétique de production de glucose par l’AMG a été tracée (Figure 49). 

 

Figure 49 : Cinétique de production de glucose par l’AMG. 1,26 µg d’AMG a été incubé avec 1 mL d’amidon à 
0,5% (m/v) préparé dans un tampon Hepes. A t = 0, 3, 6, 9 et 12 min, du TCA a été ajouté pour stopper la 
réaction. La quantité de glucose produit, déterminée à l’aide d’un kit Sigma, a été tracée en fonction du temps. 
L’expérience a été effectuée 3 fois. Les valeurs expérimentales ont été ajustées à l’équation d’une droite.  

 

Cette cinétique de production de glucose permet le calcul de l’activité de l’AMG. Ce calcul a été 

effectué de la manière suivante : 
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L’activité de l’AMG à 37°C et à pH 7,4 est donc de 15,2 U/mg. Cette activité servira de référence et 

permettra de déterminer une quantité d’AMG présente dans un échantillon.  

La quantité d’AMG non encapsulée dans les nanoparticules a été déterminée par mesure de l’activité 

de l’AMG contenue dans le surnageant S1 issu de la synthèse des NPe. La mesure d’activité a été 

effectuée comme décrit précédemment. La cinétique de production de glucose produit par les 

surnageants S1 pour les NP et NPe a ensuite été tracée (Figure 50). 

 

Figure 50 : Cinétique de production du glucose par l’AMG non encapsulée contenue dans les surnageants S1. 
200 µL de surnageant S1 issu de la synthèse des NP ou des NPe ont été incubés à 37°C avec de l’amidon à 
0,5% (m/v) (Vtotal = 1 mL) préparé dans une solution d’Hepes 10 mM, pH 7,4. A t = 0, 4, 8 et 12 min, du TCA a 
été ajouté pour stopper la réaction. La quantité de glucose produit, déterminée à l’aide d’un kit Sigma, a été 
tracée en fonction du temps. Les valeurs expérimentales obtenues pour les NPe ont été ajustées à l’équation 
d’une droite. L’expérience a été effectuée en triplicat. 

 

A partir de ces résultats, l’activité du surnageant liée à la présence d’AMG a été calculée comme 

décrit précédemment. Cette activité permet de revenir à une quantité d’AMG présente dans le 

surnageant et donc à la quantité d’AMG encapsulée dans les nanoparticules. Les différentes valeurs 

obtenues sont présentées dans le tableau ci-dessous :  
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 NPe 

Activité (U/mL) 0,051 ± 0,001  

Quantité d’AMG dans 
le surnageant S1 (mg) 

0,36 ± 0,01 

% d’AMG dans 
le surnageant S1 

28,8 ± 0,67 

Taux d’encapsulation (%) 71,2 ± 1,67 

Tableau 13 : Taux d’encapsulation déterminé par mesure de l’activité de l’AMG non encapsulée dans les NPe. 
Les valeurs d’activité du surnageant S1 ont été calculées à partir de la cinétique de production de glucose. Le 
calcul de la quantité d’AMG dans le surnageant a été effectué à partir de l’activité de référence. Le pourcentage 
d’AMG présente dans le surnageant a été calculé par rapport à la masse initiale introduite d’AMG pour 
préparer les NPe. 

 

Dans le cas des NP, la valeur d’activité obtenue est nulle. Dans le surnageant S1 issu de la synthèse 

des NPe, 360 ± 10 µg d’AMG ont été détectés dans le surnageant ce qui correspond à 28,8 ± 0,67% 

de la quantité totale d’AMG introduite lors de la synthèse des nanoparticules. Le taux 

d’encapsulation est donc de 71,2 ± 1,67%. Cela signifie que 18 µg d’AMG sont contenus dans 1 mg 

de NPe. 

 

La détermination directe de la quantité d’AMG encapsulée par dissolution des nanoparticules de 

PLGA n’a pas été possible à cause de la faible sensibilité des techniques de dosages protéiques 

disponibles et du traitement chimique trop drastique pour le maintien de l’intégrité de l’AMG. La 

quantification de l’AMG encapsulée s’est donc faite indirectement par détermination de la quantité 

d’AMG non encapsulée, présente dans les surnageants issus des étapes de lavage du protocole de 

synthèse. Pour cela, deux techniques ont été utilisées : l’une basée sur la mesure de l’intensité de 

l’émission de fluorescence de l’AMG marquée à l’AlexaFluor568 et l’autre sur la mesure de son 

activité enzymatique. Ces deux techniques ont permis de déterminer le taux d’encapsulation des 

nanoparticules produites par la technique de double émulsion. Les valeurs obtenues par ces deux 

techniques sont présentées dans le tableau ci-dessous : 
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Taux d’encapsulation (%) 

Analyse par fluorescence 69,7 

Mesure d’activité 71,2 

Moyenne des deux méthodes 70,5 ± 1,1 

Tableau 14 : Taux d’encapsulation de l’AMG contenue dans des nanoparticules de PLGA déterminé par deux 
techniques d’analyse différentes. Les valeurs ont été obtenues par deux techniques différentes : analyse de 
l’intensité d’émission de fluorescence et mesure de l’activité des surnageants issus des étapes de lavage lors de 
la synthèse des nanoparticules.  

 

La valeur moyenne du taux d’encapsulation est donc de 70,5%, ce qui signifie que 17,5 µg d’AMG 

sont contenus dans 1 mg de NPe. 

 

Des nanoparticules de PLGA contenant de l’AMG ont été produites par la technique 

de double émulsion avec un rendement de synthèse d’environ 50%. A l’issue de cette 

synthèse, environ 70% de l’AMG a été encapsulée dans les NPe correspondant à 

17,5 µg d’AMG contenus dans 1 mg de NPe.  

 

I.2. Caractérisation physico-chimique et biochimique des 

nanoparticules 

La détermination des propriétés physico-chimiques et biochimiques des nanoparticules préparées 

par la technique de double émulsion a été effectuée, permettant notamment de déterminer leur 

taille, leur charge ainsi que la répartition de l’AMG au niveau des nanoparticules. 

 

I.2.1. Analyse de la morphologie et mise en évidence du 

système cœur-coquille 

La morphologie des nanoparticules produites par le protocole de synthèse décrit précédemment a 

été observée par microscopie électronique à balayage (MEB). Le principe de cette technique repose 
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sur le balayage de la surface d’un échantillon par un faisceau d’électrons incidents d’une dizaine de 

kilovolts. La détection des électrons émis permet ensuite la formation d’une image.  

Pour observer les nanoparticules en MEB, les échantillons ont été dilués à 1 µg/mL dans l’eau, séchés 

puis métallisés par une fine couche d’or (quelques nanomètres). Les nanoparticules, contenant ou 

non de l’AMG (NP et NPe), ont ensuite été observées (Figure 51).  

 

Figure 51 : Etude de la morphologie des nanoparticules de PLGA vides ou contenant de l’AMG par MEB. (a) et 
(c) : images des nanoparticules vides (NP) ; (b) et (d) : images des nanoparticules contenant de l’AMG (NPe). 
L’analyse a été effectuée à 20 kV. 

 

Les nanoparticules contenant ou non de l’AMG présentent une morphologie similaire et sphérique. 

(Figure 51.a et b). La légère modification de la forme sphérique observée sur les Figure 51.c et d est 

due à la tension et au grossissement utilisés. En effet, l’augmentation du grossissement à la tension 

de 20 kV conduit à une augmentation de la focalisation du faisceau d’électrons et à l’augmentation 

locale de la température, entraînant une déformation progressive des nanoparticules. Cette 

modification de la morphologie des nanoparticules indique qu’elles sont sensibles au faisceau 

d’électrons à la tension utilisée et à un grossissement trop élevé. Ces observations permettent de 

conclure que les nanoparticules produites par la technique de double émulsion sont sphériques et 

que l’encapsulation de l’AMG ne modifie pas la morphologie de ces nanoparticules. 
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La microscopie électronique à balayage a également permis de mettre en évidence le système 

cœur-coquille des nanoparticules produites par une technique de double émulsion. Dans ce cas, les 

nanoparticules ont été déposées sous forme lyophilisée sur une pastille de carbone puis métallisées à 

l’or. Des nanoparticules dont la coque a été brisée ont pu être observées au MEB (Figure 52).   

 

Figure 52 : Mise en évidence du système cœur-coquille des nanoparticules de PLGA par MEB. La flèche 
indique une nanoparticule brisée. L’analyse a été effectuée à 20 kV. 

 

A partir des différentes images de MEB obtenues présentant des nanoparticules brisées, les 

proportions entre l’épaisseur de la coque et le cœur ont pu être déterminées. Ainsi, l’épaisseur de la 

coque de nanoparticules brisées a été mesurée et rapportée à la taille totale de la nanoparticule, 

permettant d’obtenir un ratio défini de la manière suivante :   

𝑅𝑎𝑡𝑖𝑜 (%) =  
é𝑝𝑎𝑖𝑠𝑠𝑒𝑢𝑟 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑐𝑜𝑞𝑢𝑒 × 2

𝑡𝑎𝑖𝑙𝑙𝑒 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑛𝑎𝑛𝑜𝑝𝑎𝑟𝑡𝑖𝑐𝑢𝑙𝑒
  

 

A titre d’exemple, trois mesures sont présentées dans le tableau ci-dessous : 
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 Epaisseur (nm) Diamètre (nm) Ratio (%) 

Mesure n°1 96 401 47,9 

Mesure n°2 70 393 35,6 

Mesure n°3 67 315 42,5 

Moyenne 77,7 ± 15,9 369,7 ± 47,5 42,0 ±6,2 

Tableau 15 : Ratios entre l’épaisseur de la coque et la taille de nanoparticules observées au MEB. 

 

Le ratio entre l’épaisseur de la coque et la taille des nanoparticules est de 42,0 ± 6,2 %, ce qui signifie  

que l’épaisseur de la coque représente environ 40% du diamètre total de la nanoparticule. Le 

diamètre du cœur de celle-ci correspondrait donc à 60% du diamètre total. Le volume du cœur et de 

la coquille des nanoparticules correspondent respectivement à 22% et 78% du volume total des 

nanoparticules. Les différentes valeurs obtenues sont explicitées et schématisées dans la Figure 53. 

 

Figure 53 : Répartition entre le cœur et la coquille des nanoparticules de PLGA produites par la technique de 
double émulsion. 

 

Les informations obtenues en MEB indiquent qu’à l’issue du protocole synthèse par la technique 

water-in-oil-in-water décrit précédemment, des nanoparticules sphériques sont obtenues avec un 

système cœur-coquille. Cette caractéristique indique que les nanoparticules peuvent servir de 

réservoir pour l’encapsulation de molécules. 

 



Chapitre 3 : Résultats et discussion 

125 

I.2.2. Détermination de la taille et de l’indice de polydispersité 

La détermination de la taille et de l’indice de polydispersité des nanoparticules préparées par la 

technique de double émulsion a été réalisée à partir de deux techniques différentes : la diffusion 

dynamique de la lumière (DLS) et la microscopie électronique à balayage (MEB).  

La DLS permet d’obtenir une mesure de la taille et une information sur la distribution de la taille de 

particules dans le domaine submicronique. Pour des systèmes présentant une distribution 

granulométrique, la taille des particules obtenue est une valeur moyenne pondérée. Dans la suite de 

cette étude, le diamètre hydrodynamique moyen des particules, correspondant au double du rayon 

hydrodynamique moyen, obtenu par DLS et exprimé par rapport à une intensité, sera présenté sous 

la forme d’une taille moyenne nommée Z et sera exprimée en nanomètre.  

Pour effectuer les mesures de DLS, une concentration en nanoparticules de 100 µg/mL diluées dans 

un tampon Hepes a été choisie. Cette concentration a été retenue afin d’utiliser un minimum de 

nanoparticules sans perdre leur signal. La distribution de taille des nanoparticules contenant ou non 

de l’AMG et mesurée par DLS met en avant une distribution monomodale en taille (Figure 54). En 

effet, la distribution de taille des nanoparticules vides (NP) exprimée en pourcentage d’intensité se 

superpose à celle des nanoparticules contenant l’AMG (NPe). Cela indique donc que l’encapsulation 

de l’AMG et ses paramètres intrinsèques (taille, structure, etc), n’affecteraient pas les paramètres de 

taille de ces nanoparticules.  

 

Figure 54 : Distribution de taille en intensité des nanoparticules déterminée par DLS. Les nanoparticules ont 
été diluées à 100 µg/mL dans un tampon Hepes et la mesure a été effectuée à 37°C. La distribution des NP est 
présentée en trait continu rouge et celle des NPe en trait continu vert. 

 

A partir des fonctions d’autocorrélation et des distributions de taille exprimées en pourcentage 

d’intensité obtenues par le logiciel Zetasizer Software, le diamètre hydrodynamique moyen Z est 
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obtenu pour les nanoparticules contenant ou non de l’AMG (Tableau 16). Le diamètre 

hydrodynamique moyen des nanoparticules (NP et NPe) est du même ordre de grandeur, aux 

alentours de 300 nm. L’encapsulation de l’AMG ne semble donc pas modifier la taille des 

nanoparticules. L’indice de polydispersité (PDI) de l’échantillon a également été déterminé (Tableau 

16). Il est calculé à partir des fonctions d’autocorrélation et est sans unité. D’après la norme ISO 

22412:2008 intitulée « Particle size analysis – Dynamic light scattering (DLS) », un échantillon 

présentant un PDI inférieur à 0,1 est considéré comme monodisperse. Il est important de noter que 

cet indice ne tient pas compte des échantillons pouvant contenir deux populations de particules 

monodisperses. Concernant les nanoparticules préparées par la technique de double émulsion, aussi 

bien pour les NP que pour les NPe, le PDI est de l’ordre de 0,1. Par considération des écart-types, les 

NP et les NPe forment donc deux populations pseudo-monodisperses de nanoparticules d’environ 

300 nm. 

 
Diamètre hydrodynamique, Z (nm) Indice de polydispersité, PDI  

NP 304,7 ± 18,0 0,097 ± 0,033 

NPe 309,0 ± 12,5 0,091 ± 0,023 

Tableau 16 : Diamètre hydrodynamique moyen (Z) et indice de polydispersité (PDI) des nanoparticules 
déterminés par DLS. Les mesures ont été effectuées à 37°C à partir de solutions de nanoparticules à 100 µg/mL 
préparées dans un tampon Hepes. Les valeurs correspondent à la moyenne de trois mesures obtenues à partir 
de trois lots de nanoparticules issus de trois synthèses différentes. 

 

Cependant, les valeurs de diamètre hydrodynamique ainsi que la distribution de taille (exprimée en 

pourcentage d’intensité) sont à nuancer si ces valeurs doivent être comparées avec d’autres 

techniques d’analyse de taille, telles que la microscopie électronique à balayage. En effet, un biais 

lors de l’analyse de la mesure peut apparaître. La diffusion de la lumière est sensible à la taille de la 

particule qui la diffuse : plus la particule sera grosse, plus la lumière sera diffusée. Ainsi, dans le cas 

d’une solution contenant deux populations de nanoparticules en proportions équivalentes (la 

première de 5 nm de rayon et la deuxième de 50 nm de rayon), lorsque la distribution en taille est 

exprimée en nombre deux pics équivalents (répartition 1 : 1) sont obtenus (Figure 55.a). Cependant, 

si cette distribution en nombre est convertie en volume, la répartition des deux pics sera de 1 : 1000 

(le volume est proportionnel à r3) (Figure 55.b). Enfin, par conversion en intensité, cette répartition 

sera de 1 : 1 000 000 (l’intensité est proportionnelle à r6) (Figure 55.c). 
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Figure 55 : Distribution de taille de deux populations distinctes de nanoparticules. La distribution de la taille 
peut être exprimée en nombre (a), en volume (b) et en intensité (c). 

 

Afin de comparer les résultats obtenus en DLS avec des résultats obtenus par d’autres techniques 

telles que le MEB, la distribution en taille des nanoparticules sera exprimée en nombre (Figure 56).  

 

Figure 56 : Distribution de taille en nombre des nanoparticules déterminée par DLS. Les nanoparticules ont 
été diluées à 100 µg/mL dans un tampon Hepes et la mesure a été effectuée à 37°C. La distribution des NP est 
présentée en trait continu rouge et celle des NPe en trait continu vert. 

 

La distribution de taille des NP et NPe exprimée en nombre met en évidence un déplacement du 

maximum du pic vers les plus petites tailles. Ces résultats indiquent donc qu’un plus grand nombre 

de nanoparticules ont un diamètre inférieur à 300 nm.  

La taille des nanoparticules a également été déterminée par MEB.  
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Pour déterminer par MEB la taille des nanoparticules produites par la technique de double émulsion, 

les nanoparticules ont été diluées à 1 µg/mL dans l’eau, séchées, métallisées à l’or puis observées 

comme décrit précédemment. A l’aide du logiciel d’analyse d’images ImageJ, la taille des 

nanoparticules a pu être mesurée (Tableau 17) :  

 
Diamètre moyen (nm) 

NP 224,3 ± 45,1 

NPe 232,1 ± 53,8 

Tableau 17 : Diamètre moyen des nanoparticules de PLGA déterminé par MEB. Les valeurs correspondent à la 
moyenne de mesures effectuées sur environ 200 nanoparticules. 

 

La taille des nanoparticules mesurée par MEB est d’environ 230 nm. Ces valeurs semblent cohérentes 

avec ce qui a été observé en DLS et qui indiquait que la taille des nanoparticules était inférieure à 

300 nm. La distribution de taille exprimée en nombre a été également été déterminée par MEB et à 

l’aide du logiciel d’analyse d’image ImageJ (Figure 57). 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre 3 : Résultats et discussion 

129 

 

 

Figure 57 : Distribution de taille en nombre des nanoparticules déterminée par MEB. Environ 200 
nanoparticules ont été mesurées pour (a) les NP et (b) les NPe. En insert, des images de MEB correspondant 
respectivement aux NP et aux NPe sont présentées ; la barre d’échelle est de 5 µm.  

 

Ces résultats indiquent que les nanoparticules sont réparties de manière homogène en taille au sein 

de l’échantillon. En effet, une seule population monodisperse de nanoparticules a été observée. De 

plus, la distribution de taille obtenue pour les NP est similaire à celle obtenue pour les NPe. 

Les observations au MEB et à la DLS ont mis en évidence que les nanoparticules présentent une 

répartition homogène en taille et qu’elles ne sont pas sous forme agrégée. Ces résultats confirment 

donc que l’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA ne modifie ni la taille et ni la 

distribution de taille de ces nanoparticules.  
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I.2.3. Etude de la charge des nanoparticules  

La charge des nanoparticules préparées par la technique de double émulsion a été déterminée par 

mesure du potentiel zêta. Le potentiel zêta représente la charge, ou potentiel électrostatique, qu’une 

particule acquiert une fois mise en solution. L’analyse de la valeur absolue du potentiel zêta donne 

des informations concernant la stabilité du système. En effet, si des particules ont une valeur de 

potentiel zêta élevée en valeur absolue, ces particules, fortement chargées auront tendance à se 

repousser. Au contraire, si des particules ont une valeur du potentiel zêta proche de zéro, elles 

auront tendance à se rapprocher et à s’agréger. Il est souvent considéré qu’une suspension de 

particules ayant un potentiel zêta inférieur à |10 mV| est instable, alors qu’une valeur supérieure à 

|30 mV| leur confèrera en général une bonne stabilité. 

Divers paramètres peuvent influencer la mesure du potentiel zêta, tels que le pH et la conductivité. Il 

est donc important d’associer une mesure de potentiel zêta aux composants de la solution utilisée 

pour diluer les nanoparticules. Dans le cadre de cette étude, une solution d’Hepes 10 mM pH 7,4 a 

été utilisée et les mesures ont été effectuées à 37°C. 

Le potentiel zêta des nanoparticules contenant l’AMG (NPe) ainsi que celui des nanoparticules 

témoin (NP) a été mesuré (Tableau 18).  

 
Potentiel zêta (mV) 

NP - 2,24 ± 0,25 

NPe - 3,95 ± 0,19 

Tableau 18 : Potentiel zêta des nanoparticules produites par la technique de double émulsion. Les NP et les 
NPe ont été diluées à 100 µg/mL dans un tampon Hepes. Les mesures ont été effectuées à 37°C. Les valeurs 
correspondent à la moyenne de valeurs obtenues à partir de trois lots de nanoparticules issus de trois 
synthèses différentes.  

 

La charge des NP et des NPe est respectivement de - 2,24 mV et - 3,95 mV. La charge des NPe est 

donc plus faible que celle des NP. Cette différence de charge pourrait s’expliquer par la présence 

d’AMG en surface des NPe car, à pH 7,4 l’AMG est plutôt chargée négativement (pHi   ̴ 4,5). 

Cependant, la charge des nanoparticules (NP et NPe) reste faible et est de l’ordre de - 3 mV : elles 

sont donc proches de la neutralité. De plus, la distribution du potentiel zêta des nanoparticules 

produites par la technique de double émulsion indique que les nanoparticules ont une distribution 

monomodale d’un point de vue de leur charge (Figure 58).  
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Figure 58 : Distribution du potentiel zêta des nanoparticules. Les nanoparticules ont été diluées à 100 µg/mL 
dans un tampon Hepes, et les mesures ont été effectuées à 37°C. La distribution des NP est présentée en trait 
continu rouge et celle des NPe en trait continu vert. 

 

Ces mesures de potentiel zêta indiquent donc que l’encapsulation de l’AMG au sein de 

nanoparticules de PLGA, préparées par la technique de double émulsion, modifie légèrement la 

charge des nanoparticules mais que les NP et NPe reste proche de la neutralité dans la solution 

d’étude. Comme expliqué précédemment, une suspension de particules ayant un potentiel zêta 

inférieur à |10 mV| est souvent considérée comme instable. Ces nanoparticules pourraient donc 

avoir tendance à s’agréger au cours du temps. Il sera donc intéressant d’observer par la suite la 

stabilité de ces nanoparticules. 

 

I.2.4. Répartition de l’AMG au sein des nanoparticules 

Les nanoparticules de PLGA préparées par la technique de double émulsion se présentent sous la 

forme d’un système composé d’un cœur correspondant à 22% du volume total des nanoparticules et 

d’une coquille représentant 78% de celui-ci. Lors de la préparation des nanoparticules, l’AMG est 

introduite dans la phase aqueuse alors que le PLGA est introduit dans la phase organique. Au cours 

des étapes de sonication, l’AMG peut soit rester dans la phase aqueuse soit diffuser dans la phase 

organique partiellement ou dans sa totalité. Différentes hypothèses peuvent alors être émises 

concernant la répartition de l’AMG dans les nanoparticules (Figure 59). 
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Figure 59 : Hypothèses émises concernant la répartition de l’AMG dans les nanoparticules. 

 

La première hypothèse consiste à dire que toute l’AMG se situe dans le cœur liquide/aqueux de la 

nanoparticule. Ceci indiquerait que lors de la synthèse des nanoparticules, l’enzyme n’aurait pas 

diffusé de la phase aqueuse vers la phase organique. La deuxième hypothèse est basée sur le fait que 

l’AMG pourrait diffuser complètement dans la phase organique. Dans ce cas, l’intégralité de l’AMG se 

trouverait piégée dans la coque de PLGA. La troisième hypothèse est une hypothèse hybride où une 

partie de l’AMG aurait diffusé dans la phase organique et l’autre partie serait restée dans la phase 

aqueuse. Cette diffusion partielle de l’enzyme conduirait à la formation d’une nanoparticule qui 

contiendrait une partie de l’AMG en son cœur et l’autre dans la coque de PLGA, pouvant également 

être accessible de la surface des nanoparticules.  

Pour mettre en évidence l’AMG accessible depuis la surface des NPe, un dosage BCA a été utilisé 

comme décrit précédemment. Pour effectuer ce test, une gamme étalon a tout d’abord été 

effectuée à partir de solutions d’AMG préparées à différentes concentration (Figure 60). 
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Figure 60 : Gamme étalon d’AMG déterminée par dosage BCA. Différentes quantités d’AMG sont utilisées : 
0, 10, 20, 30, 40, 50, 60 et 70 µg. Le dosage BCA est effectué et l’absorbance obtenue à 562 nm est tracée en 
fonction de la quantité d’AMG contenue dans la solution échantillon. Les valeurs expérimentales ont été 
ajustées à l’équation d’une droite. 

 

Une solution contenant soit des NP soit des NPe à 75 mg/mL a été dosée par le test BCA. Les 

résultats obtenus sont présentés dans le tableau ci-dessous : 

 NPe 

 Lot 1 Lot 2 Lot 3 

Absorbance à 562 nm 0,180 0,290 0,294 

Quantité d’AMG contenue 
dans l’échantillon (µg) 

12,7 21,8 22,6 

% d’AMG par rapport à la 
quantité totale encapsulée 

14,4 24,7 25,7 

% d’AMG à la surface des 
nanoparticules 

21,6 ± 6,6 

Tableau 19 : Pourcentage d’AMG accessible de la surface des NPe. La quantité d’AMG détectée dans 
l’échantillon a été mesurée par un test BCA sur 50 µL de solution de nanoparticules à 75 mg/mL. L’absorbance 
à 562 nm a été relevée et la quantité d’AMG déterminée à partir de la gamme étalon. Le pourcentage d’AMG a 
été exprimé en fonction de la quantité totale d’AMG encapsulée. La valeur moyenne obtenue est 
représentative des valeurs de trois lots de nanoparticules issus de trois synthèses différentes. 

 

A partir de la gamme étalon effectuée sur l’AMG, il a été possible de déterminer la quantité d’AMG 

accessible de la surface des NPe. En émettant l’hypothèse que les réactifs du dosage BCA n’aient pas 

diffusé au sein des nanoparticules, 21,6% de l’AMG encapsulée lors de la synthèse des NPe serait 
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accessible depuis la surface. Cela indique donc qu’au maximum 20% de l’AMG encapsulée est 

directement disponible à la fin de la synthèse des nanoparticules. De plus, cela correspondrait à 

3,5 µg d’AMG/mg NPe disponibles après synthèse pour hydrolyser de l’amidon et produire du 

glucose. Ces résultats sont en accord avec les mesures du potentiel zêta des nanoparticules, où la 

différence de charge entre les NP et les NPe avait été attribuée à la possible présence d’AMG en 

surface des NPe. 

 

La caractérisation des nanoparticules a permis une meilleure compréhension de leurs 

propriétés physico-chimiques et biochimiques. En effet, les nanoparticules obtenues 

par la technique de double émulsion présentent un diamètre d’environ 250 - 300 nm, 

forment une population monodisperse de nanoparticules sphériques et non chargées. 

Ces nanoparticules sont formées d’un système cœur -coquille qui leur permet de servir 

de réservoir lors de l’encapsulation de l’AMG. Il a également été mis en évidence que 

le volume du cœur ne représente que 22% du volume total des nanoparticules. De 

plus, environ 20% de l’AMG encapsulée serait disponible depuis la surface des NPe 

permettant une disponibilité immédiate de l’AMG pour produi re du glucose à l’issue 

de la synthèse des NPe.  

 

I.3.  Optimisation des nanoparticules produites par la technique 

de double émulsion 

Afin d’améliorer le rendement de synthèse ou de modifier certaines caractéristiques physico-

chimiques des nanoparticules telles que la taille, les conditions expérimentales utilisées lors de la 

synthèse peuvent être modifiés. De plus, pour une utilisation in vivo, il est nécessaire d’obtenir des 

nanoparticules stériles. Il est alors nécessaire d’adapter le protocole mis en place afin de limiter les 

éventuelles contaminations biologiques. 

 



Chapitre 3 : Résultats et discussion 

135 

I.3.1. Influence des paramètres expérimentaux sur les 

caractéristiques physico-chimiques et le rendement de 

synthèse des nanoparticules 

L’influence du temps de sonication et du temps de centrifugation sur la taille et le rendement de 

synthèse des nanoparticules a été étudiée afin d’obtenir des nanoparticules de plus petites tailles, 

pouvant servir à d’autres applications où des nanoparticules de taille inférieure à 100 nm seraient 

nécessaires, mais également pour augmenter le rendement de synthèse.  

 

a. Modification du temps de sonication 

Au cours de la préparation des nanoparticules par la technique de double émulsion, 2 étapes 

successives de sonication sont nécessaires pour permettre la formation d’un cœur aqueux et d’une 

coque polymérique. Des études précédentes ont montré que l’énergie libérée par la sonication 

pouvait influencer la taille des nanoparticules. En effet, plus l’intensité de la sonication est élevée, 

plus la taille des gouttelettes formées lors de la formation des émulsions, et donc la taille des 

nanoparticules, sera faible167. 

L’intensité des deux étapes de sonication a donc été modifiée en jouant sur le temps de sonication 

(plus le temps de sonication est long, plus l’intensité sera élevée). Les temps de sonication choisis 

sont les suivants : 5 s, 10 s, 15 s et 20 s ; le temps de sonication de référence correspondant à 10 s. 

Les temps utilisés sont identiques pour les deux étapes de sonication. 

Dans un premier temps, l’influence de la variation du temps de sonication sur le rendement de 

synthèse a été étudiée. Les résultats obtenus sont présentés dans le tableau ci-dessous :  

 
Temps de sonication  

 
5 s 10 s 15 s 20 s 

Rendement (%) 52,8 51,3 53,4 53,7 

Tableau 20 : Rendements de synthèse obtenus suite à la modification du temps des étapes de sonication du 
protocole de synthèse des nanoparticules de PLGA.  

 

Quel que soit le temps de sonication utilisé, le rendement de synthèse reste inchangé et est de 

l’ordre de 53%. Le temps de sonication n’a donc aucune influence sur le rendement de synthèse. 
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Ensuite, le diamètre hydrodynamique moyen Z ainsi que l’indice de polydispersité de ces 

nanoparticules ont été déterminés par DLS. Les conditions expérimentales de mesure sont identiques 

à celles utilisées précédemment et les valeurs obtenues sont présentées dans le tableau ci-dessous : 

 
Temps de sonication  

 
5 s 10 s 15 s 20 s 

Diamètre hydrodynamique, 
Z (nm) 

311,6 309,0 305,2 300,5 

Indice de polydispersité, 
PDI 

0,105 0,091 0,088 0,085 

Tableau 21 : Influence du temps de sonication sur le diamètre hydrodynamique moyen (Z) et l’indice de 
polydispersité (PDI) des nanoparticules de PLGA. Les mesures ont été effectuées à 37°C à partir de solutions 
de nanoparticules à 100 µg/mL préparées dans un tampon Hepes. 

 

Ces valeurs semblent indiquer une diminution de la taille moyenne des nanoparticules à mesure que 

le temps de sonication augmente. Une tendance identique est observée pour l’indice de 

polydispersité indiquant une augmentation du caractère monodisperse de ces nanoparticules. Ces 

résultats sont donc en accord avec la littérature. Cependant, les temps de sonication utilisés ne 

permettent pas une diminution significative de la taille des nanoparticules.  

Dans cette étude, le temps de sonication le plus élevé est de 20 s. Il serait donc intéressant 

d’augmenter ce temps de sonication pour savoir si la taille des particules continue à diminuer. 

Cependant, même si les étapes de sonication sont effectuées dans la glace, l’augmentation locale de 

la température pourrait avoir une influence sur les caractéristiques des nanoparticules. Tout d’abord, 

les nanoparticules de PLGA sont sensibles à la chaleur. En effet, la température de transition vitreuse 

du PLGA 50/50 est d’environ 40°C, ce qui indique qu’au-delà de cette température, les 

nanoparticules seront plus sensibles à leur environnement et à la déformation. Cette sensibilité a 

d’ailleurs été observée lors des expériences de MEB lorsque les nanoparticules sont visualisées à une 

tension élevée (20 kV) puisqu’elles semblent se déformer sous l’effet du faisceau d’électrons et 

perdre leur aspect sphérique. De plus, la molécule encapsulée dans les nanoparticules est une 

enzyme qui est donc sensible à la chaleur. L’augmentation du temps de sonication pourrait alors 

induire une diminution de son activité enzymatique.  
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b. Modification du temps de centrifugation 

Afin d’utiliser les nanoparticules de PLGA contenant l’AMG dans une application biomédicale à des 

fins cliniques et industrielles, le temps et le rendement de synthèse doivent être optimisés. Il est 

donc important de produire une grande quantité de nanoparticules dans un temps le plus court 

possible. Pour cela, l’influence du temps de centrifugation lors des étapes de lavage utilisées après 

évaporation du dichlorométhane a été étudiée. Ces étapes permettent d’éliminer les molécules 

n’ayant pas contribué à la formation des nanoparticules, qui resteront dans le surnageant, et de 

collecter les nanoparticules dans le culot. Si des nanoparticules restent en solution après la 

centrifugation, cela conduit à une perte de nanoparticules et donc à une diminution du rendement. 

Le temps de centrifugation a donc été augmenté pour améliorer le rendement. Pour cela, différents 

temps de centrifugation ont été choisis: 8 min, 16 min, 32 min et 48 min ; le temps de centrifugation 

de référence correspondant à 8 min. Les temps utilisés pour les trois étapes de centrifugation sont 

identiques. 

Les rendements de synthèse des nanoparticules produites par modification du temps de 

centrifugation ont été calculés comme décrit précédemment et sont présentés dans le tableau 

ci-dessous :  

 
Temps de centrifugation  

 
8 min 16 min 32 min 48 min 

Rendement (%) 51,3 61,7 73,0 78,0 

Tableau 22 : Rendements de synthèse obtenus suite à la modification du temps de centrifugation des étapes 
de lavages lors de la synthèse des nanoparticules. 

 

Les résultats obtenus indiquent que plus le temps de centrifugation augmente, plus le rendement 

augmente, passant de 51,3% à un rendement de 78,0% pour des temps de centrifugation respectifs 

de 8 min et de 48 min. Ceci indique qu’avec un temps de centrifugation court, et notamment celui 

utilisé pour le protocole de synthèse de référence, un grand nombre de nanoparticules reste dans le 

surnageant et sont éliminées. Il semble donc intéressant d’augmenter le temps de centrifugation, 

néanmoins il est nécessaire de vérifier que cette modification du protocole de synthèse n’influence 

pas les propriétés physico-chimiques des nanoparticules. 

Le diamètre hydrodynamique et l’indice de polydispersité de ces nanoparticules ont donc été 

déterminés par DLS, et sont présentés dans le tableau ci-dessous :  



Chapitre 3 : Résultats et discussion 

138 

 
Temps de centrifugation  

 
8 min 16 min 32 min 48 min 

Diamètre hydrodynamique, 
Z (nm) 

309,0 299,8 282,4 267,1 

Indice de polydispersité, 
PDI 

0,091 0,099 0,113 0,131 

Tableau 23 : Influence du temps de centrifugation sur le diamètre hydrodynamique moyen (Z) et l’indice de 
polydispersité (PDI) des nanoparticules. Les mesures ont été effectuées à 37°C à partir de solution de 
nanoparticules à 100 µg/mL préparées dans un tampon Hepes. 

 

Les résultats montrent que plus le temps de centrifugation augmente, plus le diamètre 

hydrodynamique moyen des nanoparticules diminue, passant d’une taille de 309 nm pour un temps 

de centrifugation de 8 min à une taille de 267,1 nm pour un temps de centrifugation de 48 min. De 

plus, l’augmentation du temps de centrifugation entraîne une augmentation de l’indice de 

polydispersité, qui dépasse même la valeur seuil de 0,1 pour les temps 32 min et 48 min. Ceci indique 

que la population de nanoparticules récupérées est polydisperse et cette polydispersité est 

probablement due au fait qu’un allongement du temps de centrifugation permettrait la 

sédimentation de nanoparticules de plus petite taille. 

Il serait intéressant d’effectuer les étapes de lavages avec un temps de centrifugation de 8 min, de 

collecter le surnageant et d’effectuer une deuxième étape de centrifugation de 48 min sur ce 

surnageant. Ce protocole pourrait permettre d’isoler deux populations monodisperses de 

nanoparticules de taille différente. 

 

L’influence de certains paramètres expérimentaux sur les caractéristiques physico-chimiques a été 

investiguée. L’augmentation du temps de sonication semble permettre la production de 

nanoparticules de plus petite taille, mais cet effet reste à confirmer en allongeant le temps de 

sonication. L’augmentation du temps de centrifugation a quant à lui permis d’augmenter le 

rendement de synthèse des nanoparticules. Cependant, l’augmentation du temps de centrifugation 

conduit à la modification des caractéristiques des nanoparticules. En effet, le PDI augmente et la 

taille moyenne des nanoparticules diminue indiquant qu’un plus grand nombre de nanoparticules de 

petite taille a été récupéré. 
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I.3.2. Préparation de nanoparticules stériles  

L’implantation in vivo d’un hydrogel contenant des nanoparticules de PLGA, dans lesquelles l’AMG a 

été encapsulée, a été envisagée dans le cadre du projet de recherche ANR. Dans ce contexte, 

l’utilisation de nanoparticules stériles est donc obligatoire. De ce fait, le protocole de synthèse 

présenté précédemment a été optimisé pour obtenir des nanoparticules stériles. La stérilité des 

nanoparticules produites à l’issue de cette synthèse a ensuite été vérifiée. 

 

a. Protocole de synthèse  

Afin d’obtenir des nanoparticules stériles, le protocole de synthèse décrit précédemment a dû être 

optimisé pour réduire le risque de contamination. 

Dans un premier temps, l’ensemble des solutions et matériels servant à la synthèse des 

nanoparticules ont été stérilisés par filtration ou autoclavage, à l’exception des solutions de PVA 

(solution trop visqueuse pour être filtrée) et de PLGA (présence de DCM). La synthèse des 

nanoparticules s’effectue ensuite sous une hotte à flux laminaire. Néanmoins certaines étapes ne 

peuvent pas être réalisées dans ces conditions de stérilité et sont donc exposées à de possibles 

contaminations extérieures, à savoir les étapes où le dichlorométhane est présent (de la dissolution 

du PLGA à l’évaporation du DCM) et l’étape de lyophilisation.  

Il est donc nécessaire de vérifier par des tests de stérilité que les nanoparticules produites grâce à ce 

protocole ne présentent pas de trace de contaminations par des micro-organismes.  

b. Tests de stérilité  

Pour effectuer les tests de stérilité, deux milieux de culture riches et non sélectifs ont été utilisés : le 

bouillon Tryptic Soy (TS) et le bouillon Lysogeny Broth (LB). La présence de dextrose (glucose) dans le 

milieu TS en fait un milieu plus riche que le milieu LB. Ces deux milieux sont couramment utilisés en 

microbiologie pour l’amplification et la culture de bactéries aérobies et anaérobies facultatives 

courantes, telles qu’Escherichia coli, et des levures. Les nanoparticules synthétisées en conditions 

stériles, NP et NPe, sont incubées dans les deux milieux de culture en condition liquide à 25°C et 37°C 

pour une durée de 14 jours. Cette étape de culture en condition liquide permet l’amplification des 

bactéries et une culture sur des temps longs comparé à la culture en condition solide. La 

température 37°C a été choisie car elle permet le développement de nombreuses bactéries. La 

température 25°C a quant à elle été choisie pour favoriser le développement des levures. L’utilisation 
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de deux milieux de culture ainsi que de deux températures permet à un plus grand nombre de 

microorganismes de se développer et donc d’obtenir un large spectre de contamination possible. 

Un témoin négatif (milieu de culture seul) et un témoin positif (ajout de NPe non préparées en 

conditions stériles) sont également testés. A l’issue de cette incubation, une fraction de ces 

échantillons est étalée sur les milieux solides (géloses) correspondants (géloses LB et TS) et incubés à 

25°C et 37°C pendant 7 jours. Cette étape, habituellement utilisée pour l’isolement des bactéries, 

permet une meilleure observation de la contamination. En effet, les nanoparticules présentes dans 

les milieux de culture liquides rendent le milieu opaque, ne permettant pas de distinguer les 

échantillons contaminés des échantillons non contaminés. A la fin de l’incubation, les géloses sont 

analysées (Tableau 24). 

 
LB TS Absence de contamination - 

 25°C 37°C 25°C 37°C 

 

Témoin négatif - - - - 

Témoin positif + + + + Présence de contamination + 

NP - - - - 

 

NPe - - - - 
Tableau 24 : Tests de stérilité des NP et des NPe issues de la synthèse optimisée pour la production de 
nanoparticules stériles. + correspond à un échantillon contaminé ; - correspond à un échantillon non 
contaminé. Géloses obtenues à la fin du test de stérilité présentant un échantillon non contaminé et un 
échantillon contaminé. 

 

Les résultats obtenus montrent que le témoin négatif ne présente pas de trace de contaminations 

alors que le témoin positif met bien en évidence la présence d’une contamination, et ce quel que soit 

le milieu de culture et la température utilisés. De plus, aucune contamination n’est visible sur les 

géloses correspondant aux échantillons NP et NPe préparés en conditions stériles. Le protocole de 

synthèse optimisé semble donc être adapté pour produire des nanoparticules stériles qui pourront 

être utilisées dans un hydrogel implanté in vivo.  

Il est cependant nécessaire de préciser que, pour une utilisation en phase clinique, selon la norme 

ISO 11137-2:2013 concernant la stérilisation des produits de santé, une étape de stérilisation 
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supplémentaire sera tout de même nécessaire. Une technique envisageable serait la stérilisation aux 

rayons gamma. En effet, il a été montré que ce type de stérilisation ne modifie pas de manière 

significative la structure de nanoparticules de PLGA contenant une biomolécule206. Cependant, les 

radiations gamma peuvent conduire à la dégradation de protéines207 et pourrait donc réduire la 

bioactivité de l’AMG contenue dans les nanoparticules. Il faudrait donc au préalable pouvoir étudier 

l’effet de ce type de stérilisation sur l’activité de l’AMG, sous forme libre ou encapsulée. 

 

II. Stabilité et activité des nanoparticules de PLGA en solution et au sein 

d’un hydrogel 

L’hydrogel de fibrine est un biomatériau souvent utilisé en ingénierie tissulaire du fait de sa 

biocompatibilité et biodégradabilité. A une concentration de 18 mg/mL en fibrinogène, cet hydrogel 

a également mis en avant sa capacité à favoriser l’adhérence, l’étalement, la prolifération de cellules 

souches mésenchymateuses humaines (hCSM) ainsi que l’expression in vitro de phosphatase alcaline 

osseuse, un marqueur de la formation osseuse3. Cependant, il a été mis en évidence que la mort 

massive des hCSMs post-implantation serait due à la présence d’un environnement ischémique 

(faible apport en oxygène et en nutriments) présent au site d’implantation. Dans ce type 

d’environnement reproduit in vitro (pO2 < 0,1%), il a été démontré que l’apport de glucose permet 

d’augmenter de manière significative la survie de hCSMs. Ces résultats ont également été confirmés 

in vivo. Dans le cadre du projet de recherche financé par l’ANR, cet hydrogel de fibrine a donc été 

enrichi en amidon pour créer un réservoir de glucose. Le glucose est produit par hydrolyse 

enzymatique de l’amidon par l’AMG. Cet hydrogel a pour objectif d’apporter de manière continue du 

glucose sur une durée de 1 mois. 

 

II.1. L’hydrogel de fibrine-amidon  

La fibrine est un biopolymère qui se forme suite au clivage du fibrinogène par la thrombine lors de la 

dernière étape de la cicatrisation, permettant la formation d’un réseau tridimensionnel de fibrine. 

L’incorporation d’amidon au sein d’un hydrogel de fibrine et son influence sur les propriétés 

structurales et viscoélastiques de l’hydrogel ont été étudiées. 
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II.1.1. Préparation et manipulation des hydrogels 

La formation des hydrogels à base de fibrine et d’amidon s’effectue tout d’abord par mélange des 

précurseurs en solution, puis par incubation à 37°C pendant 1h pour l’étape de polymérisation. 

Pour cela, les hydrogels sont préparés dans un tampon Hepes et les concentrations finales en sodium 

et calcium sont respectivement de 150 mM en chlorure de sodium (NaCl) et 20 mM en chlorure de 

calcium (CaCl2). A cette solution est ajouté l’amidon, préalablement chauffé à 90°C pendant 2h, a une 

concentration finale de 2% (m/v). Ce mélange est laissé à refroidir à température ambiante pendant 

quelques minutes avant l’ajout des protéines afin d’éviter leur agrégation. Une fois le mélange 

refroidi, le fibrinogène humain (HFb) est ajouté à une concentration finale de 18 mg/mL. Enfin, 

0,72 U/mL de thrombine humaine (HTb) sont ajoutés pour permettre le clivage du HFb. L’ensemble 

des précurseurs en solution est déposé sur des pastilles de Téflon® et incubé à 37°C pendant 1h pour 

polymérisation. Après ce temps de polymérisation, les hydrogels obtenus sont démoulés facilement 

des pastilles et peuvent ainsi être utilisés pour effectuer différents types d’analyses (Figure 61). 

 

Figure 61 : Schéma présentant la synthèse des hydrogels de fibrine-amidon. 

 

Dans certains cas, de l’AMG peut être ajoutée à la formulation des hydrogels et cet ajout s’effectue 

avant l’ajout de l’HTb. Sous forme libre, l’AMG est ajoutée à une concentration finale de 35 µg/mL, 

permettant d’obtenir un hydrogel de fibrine-amidon-AMG. Sous la forme encapsulée (NPe), l’AMG 
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est ajoutée à 2 mg/mL en concentration finale, correspondant à une concentration de 35 µg/mL 

d’AMG libre. Cette deuxième formulation permet d’obtenir un hydrogel de fibrine-amidon-NPe.  

Les gels obtenus sont autosupportés, résistants à la déformation et opaques quel que soit la 

formulation utilisée (fibrine, fibrine-amidon, fibrine-amidon-AMG et fibrine-amidon-NPe) (Figure 62). 

 

Figure 62 : Hydrogels de fibrine-amidon-NPe synthétisés sur pastille de Téflon®. (a) avant démoulage de la 
pastille et (b) après démoulage. 

 

Les hydrogels ainsi formés sont facilement manipulables. Ceci peut être un avantage dans le cadre 

d’une utilisation clinique, lors de la manipulation du matériau par un chirurgien.  

 

II.1.2. Propriétés mécaniques et structure des hydrogels 

Les gels se comportent comme des solides viscoélastiques et peuvent être caractérisés par rhéologie. 

Cette technique consiste en l’étude du comportement de matériaux soumis à une contrainte ou une 

déformation. Les modules viscoélastiques de l’hydrogel peuvent ainsi être déterminés : G’ 

correspond au module de stockage ou également appelé module élastique, G’’ est le module de 

perte ou module visqueux. Lorsque G’ est inférieur à G’’, l’échantillon est sous forme liquide et quand 

G’ est supérieur à G’’, l’échantillon est sous forme gélifiée. Le point de gel est atteint au moment où 

G’ est égal à G’’, correspondant à la transition sol-gel de l’échantillon. Pour déterminer ces 

paramètres, l’ensemble des précurseurs en solution (HFb, HTb, amidon, AMG ou NPe) est placé sous 

le rhéomètre puis la mesure des paramètres G’ et G’’ est effectuée à 37°C avec une déformation 

imposée de 1% appliquée à une fréquence de 1Hz (Figure 63). 

a b
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Figure 63 : Evolution des propriétés viscoélastiques des hydrogels mesurées par rhéologie. Evolution au cours 
du temps du module de stockage (G’) et du module de perte (G’’) des hydrogels de fibrine, fibrine-amidon, 
fibrine-amidon-AMG et fibrine-amidon-NPe avec les concentrations suivantes : fibrine 18 mg/mL, amidon 2% 
(m/v), AMG 2 µg/mL, NPe 1 mg/mL. Les mesures ont été effectuées par cisaillement à une fréquence de 1 Hz et 
une déformation de 1%, à 37°C. Les modules des formulations HFb-amidon 2%, HFb-amidon 2%-AMG et HFb-
amidon 2%-NPe se superposent. 

 

Ces différentes formulations mettent en avant un temps de gel inférieur à 1 min. Une estimation plus 

précise n’est pas possible dans ces conditions expérimentales car 1 min correspond au plus petit 

temps mesurable lors de la mise en place de la mesure des propriétés viscoélastiques de ces 

matériaux.  

Les modules de stockage G’ et de perte G’’ sont déterminés à 1h, temps pour lequel les valeurs 

atteignent un équilibre et correspondant au temps de polymérisation utilisé pour la préparation des 

hydrogels. Les valeurs obtenues sont présentées dans le tableau ci-dessous : 

 
G’ (Pa) G’’ (Pa) 

Fibrine 5850 155 

Fibrine-amidon  1520 55 

Fibrine-amidon-AMG  1190 64 

Fibrine-amidon-NPe  1490 73 

Tableau 25 : Propriétés viscoélastiques des hydrogels obtenues par rhéologie. Valeurs du module de stockage 
(G’) et du module de perte (G’’) des hydrogels de fibrine, fibrine-amidon, fibrine-amidon-AMG et fibrine-
amidon-NPe, obtenus après 1h de gélification. 
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Pour les différentes formulations d’hydrogels, la valeur du module de stockage G’ est supérieure à 

1000 Pa, ce qui est cohérent avec le caractère autosupporté et manipulable des matériaux. La valeur 

de G’ de ces différents matériaux est comprise entre 1 et 6 kPa, correspondant aux caractéristiques 

d’un gel mou (G’   ̴103 Pa). En comparaison, une émulsion présente un module élastique d’environ 

10-3 Pa et un polymère solide d’environ 109 Pa. 

A partir de ces valeurs de module de stockage, la taille de maille du réseau de fibrine peut être 

calculée grâce à la formule suivante : 

𝐺′ =  
𝑘𝐵𝑇

𝜉3      ⬄     𝜉 =  √
𝑘𝐵𝑇

𝐺′

𝟑
     -      G’ : module de stockage en Pa 

- kB : constante de Boltzmann (1,38 x 10-23J.K-1) 

- T : température en Kelvin (310 K soit 37°C) 

- 𝛏 : taille de la maille du réseau en m3 

La taille de maille moyenne pour les différentes formulations de matériaux est comprise entre 9 et 

15 nm et est donc d’environ 10 nm.  

L’hydrogel de fibrine présente une valeur de G’ d’environ 6 kPa et une valeur de 155 Pa pour G’’. 

Lorsque de l’amidon est ajouté à la composition du matériau, la valeur du module de stockage et 

celle du module de perte diminuent de manière significative indiquant une diminution des propriétés 

viscoélastiques des matériaux à base d’amidon. Cette diminution des propriétés viscoélastiques 

pourrait conduire à une hétérogénéité au sein de l’hydrogel. Il est donc intéressant d’étudier la 

structure interne du matériau et la répartition de l’amidon dans le réseau de fibrine. Il est également 

important de noter que l’introduction de l’AMG sous forme libre ou encapsulée (NPe) ne modifie pas 

les propriétés viscoélastiques du matériau fibrine-amidon.  

Afin de visualiser la structure interne des matériaux, le réseau protéique de fibrine a été marqué par 

greffage d’un fluorophore : l’AlexaFluor568. Le marquage a été effectué post-synthèse pour ne pas 

perturber la formation du réseau de fibrine. Les hydrogels de fibrine et de fibrine-amidon ont ensuite 

été observés en microscopie confocale (Figure 64). 
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Figure 64 : Observation en microscopie confocale d’un hydrogel de fibrine avec ou sans amidon. Les 
hydrogels de (a) fibrine et de (b) fibrine-amidon 2% (m/v) ont été marqués à l’AlexaFluor568 post-synthèse puis 
observés au microscope confocal avec un grossissement x400. Le laser utilisé est un laser DPSS à 561 nm. La 
barre d’échelle est de 50 µm. 

 

L’observation au microscope confocal de la structure de l’hydrogel de fibrine (Figure 64.a) met en 

évidence la formation d’un réseau régulier de fibres denses et homogènes. Au contraire, dans le cas 

de l’hydrogel de fibrine-amidon (Figure 64.b), l’ajout d’amidon induit une hétérogénéité du matériau 

avec apparition de zones noires, non protéiques réparties dans le réseau qui modifie la structure 

globale de l’hydrogel. Ces observations sont en accord avec les résultats obtenus précédemment par 

rhéologie.  

Les zones noires observées au sein de l’hydrogel devraient correspondre aux zones où de l’amidon 

est présent. Néanmoins, malgré de nombreux essais de marquage de l’amidon avec des colorants 

spécifiques des polysaccharides (fushine, concanavaline A et lugol), la présence d’amidon au sein de 

l’hydrogel n’a pas pu être mise en évidence. L’hypothèse a donc été émise que les zones non 

marquées par l’AlexaFluor568 correspondent à des amas d’amidon.  

La sensibilité de la microscopie confocale ne permet pas de déterminer la taille de maille du réseau 

de fibrine. La taille des amas d’amidon peut quant à elle être déterminée et est de 5 à 40 µm. 
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II.1.3. Fuite des précurseurs et produit d’hydrolyse de l’amidon 

au sein d’hydrogels à base de fibrine 

Le glucose est un élément essentiel à la survie des hCSMs dans un environnement hypoxique. L’idée 

première du projet de recherche ANR a été d’inclure du glucose dans la préparation de l’hydrogel de 

fibrine, ce qui rendrait le glucose directement disponible pour les hCSMs. Cependant, le glucose est 

une petite molécule d’environ 1 nm de diamètre et la maille du réseau de fibrine est d’environ 

10 nm. Il pourrait donc diffuser rapidement vers l’extérieur de l’hydrogel se rendant indisponible 

pour les cellules. Des modèles mathématiques ont alors été élaborés permettant de justifier 

l’utilisation d’amidon comme viscosigène. En effet, l’amidon a un rôle double. Il sert de réservoir de 

glucose au sein de l’hydrogel de fibrine et il doit également servir à augmenter la viscosité interne du 

matériau pour ralentir la fuite du glucose. Ces modèles mathématiques ont alors été étudiés 

expérimentalement.  

 

a. Etude de la fuite du glucose 

La diffusion de molécules de glucose au sein d’un hydrogel de fibrine ou de fibrine-amidon a été 

étudiée. Pour cela, des hydrogels de fibrine contenant du glucose à 20 mg/mL avec ou sans amidon à 

2 ou 4% (m/v) ont été préparés. L’ajout d’amidon devrait permettre d’augmenter la viscosité interne 

de l’hydrogel et ainsi permettre de réduire la fuite du glucose. La cinétique de libération du glucose 

au sein de ces différents hydrogels est présentée ci-dessous (Figure 65). 
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Figure 65 : Cinétique de diffusion du glucose à partir d’hydrogels à base de fibrine. Des hydrogels de 200 µL 
de fibrine ou fibrine-amidon ont été préparés contenant du glucose à 20 mg/mL (fibrine à 18 mg/mL et amidon 
à 2 ou 4% (m/v)). Les hydrogels sont placés dans 2 mL de tampon Hepes et 200 µL du surnageant sont prélevés 
puis remplacés à différents temps pour effectuer le dosage du glucose. L’expérience a été effectuée en triplicat 
et les écart-types sont représentés par les barres d’erreur. 

 

Les résultats obtenus montrent qu’en moins d’une heure, la totalité du glucose introduit lors de la 

préparation de l’hydrogel de fibrine a diffusé hors du matériau, ce qui est en accord avec les modèles 

mathématiques mis au point précédemment. La même cinétique de diffusion est observée au sein 

des hydrogels de fibrine contenant de l’amidon à 2 ou 4%. Pourtant, les modèles mathématiques 

indiquaient que la présence d’amidon permettrait de réduire de plusieurs heures la fuite du glucose 

grâce à ses propriétés viscosigènes. Dans les cas des hydrogels de fibrine contenant de l’amidon, les 

valeurs de glucose libéré hors des matériaux sont supérieures à 100%. Cette valeur pourrait être due 

à du glucose présent dans la solution d’amidon, glucose qui serait par la suite libéré lors de cette 

expérience. L’erreur pourrait également être induite par l’introduction d’une solution concentrée de 

glucose (400 mg/mL) dans la formulation des hydrogels.  

L’apport de glucose en solution directement au sein d’un hydrogel n’est donc pas une bonne 

alternative pour une libération contrôlée sur des temps longs. L’amidon peut néanmoins être utilisé 

comme source de glucose via une hydrolyse par une enzyme spécifique : l’AMG. En effet, l’AMG est 

une exo-amylase qui catalyse principalement l’hydrolyse des liaisons glucosidiques α-(1,4) 

successivement à partir des extrémités non réductrices de l’amidon, libérant ainsi du glucose, ce qui 

permettrait la production de glucose in situ. 
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b. Etude de la fuite de l’AMG 

L’AMG est une enzyme qui présente un diamètre environ dix fois supérieur à celui d’une molécule de 

glucose (10 nm de diamètre). Elle devrait donc diffuser plus lentement hors du matériau.  

Afin de pouvoir suivre la diffusion de l’AMG hors de l’hydrogel, de l’AMG marquée à l’AlexaFluor568 

(AMG*) a été introduite dans la composition des hydrogels, à une concentration de 35 µg/mL. La 

quantité maximale d’AMG* pouvant être libérée hors du matériau a été déterminée préalablement 

par hydrolyse complète du réseau de fibrine par une protéase : la trypsine. Pour cela, les hydrogels 

sont incubés dans une solution de trypsine, pendant 1h à 37°C et l’intensité d’émission de 

fluorescence est mesurée à 600 nm (λexc = 575 nm) pour permettre la quantification de l’AMG*. Il a 

par ailleurs été vérifié par mesure d’activité et par électrophorèse SDS-PAGE que la trypsine ne 

dégrade pas l’AMG*. La quantité maximale d’AMG* pouvant être libérée d’un hydrogel de 200 µL est 

de 7 µg.   

Des hydrogels de fibrine-AMG*, fibrine-amidon 2%-AMG* et fibrine-amidon 4%-AMG* ont ensuite 

été incubés en tampon Hepes pour suivre la cinétique de libération de l’enzyme marquée. Pour cela, 

l’intensité d’émission de fluorescence du surnageant est mesurée à 600 nm (λexc = 575 nm) à des 

temps prédéterminés (Figure 66).  

 

Figure 66 : Cinétique de diffusion de l’AMG* à partir d’hydrogels à base de fibrine. Des hydrogels de 200 µL 
de fibrine ou fibrine-amidon ont été préparés contenant de l’AMG* à 35 µg/mL (fibrine à 18 mg/mL et amidon 
à 2 ou 4% (m/v)). Les hydrogels sont placés dans 2 mL de tampon Hepes et 200 µL du surnageant sont prélevés 
à différents temps, la fluorescence mesurée à 600 nm (λexc = 575 nm) et l’échantillon replacé dans le 
surnageant. L’expérience a été effectuée en triplicat et les écarts types associés sont affichés. La valeur 100% 
correspond à la quantité maximale d’AMG* pouvant être libérée des hydrogels. 
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Les résultats obtenus indiquent qu’au bout d’une heure, environ 80% de l’AMG* contenue dans 

l’hydrogel de fibrine a diffusé hors du matériau. L’ajout d’amidon à 2% ou 4% dans la composition de 

l’hydrogel permet de réduire la fuite de l’AMG* à 60% et 50% respectivement. La diffusion de l’AMG 

hors du réseau de fibrine, dont la taille de la maille est d’environ 10 nm, est donc plus lente que celle 

du glucose.  

De plus, l’ajout d’amidon abaisse la cinétique de diffusion de l’AMG hors de l’hydrogel en 

augmentant la viscosité interne du matériau. Ceci est en accord avec les modèles mathématiques mis 

au point précédemment. Toutefois, la diffusion de l’AMG observée de façon expérimentale est plus 

rapide que celle prédite par les modèles mathématiques et semble encore trop rapide pour 

permettre une hydrolyse progressive de l’amidon, et donc une libération de glucose sur des temps 

longs. L’encapsulation de l’AMG dans des nanoparticules de PLGA d’environ 250 - 300 nm pourrait 

alors permettre de ralentir sa libération et donc d’augmenter sa biodisponibilité dans le temps.   

 

c. Suivi de la fuite des nanoparticules 

Les nanoparticules de PLGA contenant l’AMG et synthétisées par la technique de double émulsion,  

présentent un diamètre d’environ 250 nm. Leur taille est donc 25 fois supérieure à celle de l’AMG et 

leur diffusion hors des hydrogels à base de fibrine devrait être plus lente comparé à ce qui a été 

précédemment observé pour l’AMG libre. Les modèles mathématiques mettaient en avant qu’au 

sein d’un hydrogel de fibrine ou fibrine-amidon, les nanoparticules ne diffusaient quasiment pas hors 

du matériau. 

Pour suivre la diffusion des nanoparticules hors de l’hydrogel, du 9,10-diphénylanthrancène a été 

introduit dans la phase organique lors de la préparation des nanoparticules. Le 9,10-

diphénylanthrancène est un fluorophore hydrophobe qui est piégé dans la coque de PLGA 

conduisant à la production de NPe fluorescentes (NPediϕ). Ces NPediϕ peuvent être détectées par 

mesure de l’intensité d’émission de fluorescence à 411 nm (λexc = 376 nm). La quantité maximale de 

NPediϕ qui peut être libérée hors de l’hydrogel a été déterminée comme décrit précédemment, par 

hydrolyse complète du réseau de fibrine par la trypsine.  

Des hydrogels de fibrine-NPediϕ, fibrine-amidon 2%-NPediϕ et fibrine-amidon 4%-NPediϕ ont ensuite 

été incubés en tampon Hepes afin de suivre la cinétique de libération de ces nanoparticules. Pour 

cela, l’intensité d’émission de fluorescence du surnageant est mesurée à 411 nm (λexc = 376 nm) à 

des temps prédéterminés (Figure 67).  
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Figure 67 : Cinétique de diffusion des NPe
diϕ

 à partir des hydrogels. Des hydrogels de 200 µL de fibrine ou 
fibrine-amidon ont été préparés contenant des NPe

diϕ
 à 2 mg/mL (fibrine à 18 mg/mL et amidon à 2 ou 

4% (m/v)). Les matériaux sont placés dans 2 mL de tampon Hepes et 200 µL du surnageant sont prélevés à 
différents temps, la fluorescence mesurée à 411 nm (λexc = 376 nm) et l’échantillon replacé dans le flacon. 
L’expérience a été effectuée en triplicat et les écart-types sont représentés par les barres d’erreur. La valeur 
100% correspond à la quantité maximale de NPe

diϕ
 pouvant être libérée des hydrogels. 

 

Dans le cas de l’hydrogel de fibrine, l’intensité d’émission de fluorescence mesurée dans les 

surnageants est très faible (inférieur à 3%) ce qui prouve que les NPediϕ ne diffusent quasiment pas 

hors de l’hydrogel. Ceci est en accord avec les modèles mathématiques.  

Lorsque de l’amidon 2% est ajouté à la composition de l’hydrogel de fibrine, au bout d’une heure 

environ 10% des NPediϕ ont fui hors du matériau et environ 30% au bout de 6h. Cette tendance est 

accentuée avec de l’amidon 4% puisque 20% des NPediϕ ont fui hors de l’hydrogel en 1h et 40% en 

6h. L’ajout d’amidon dans la formulation de l’hydrogel ne permet donc pas de réduire la fuite des 

NPediϕ comparée à un gel de fibrine, mais au contraire, favorise la fuite des NPediϕ hors du matériau.   

La détermination des propriétés viscoélastiques du matériau ainsi que l’observation de celui-ci en 

microscopie confocale a mis en évidence que l’incorporation d’amidon au sein de l’hydrogel de 

fibrine perturbe la formation du réseau tridimensionnel de fibrine, créant une importante 

hétérogénéité au sein de l’hydrogel. L’hydrolyse de l’amidon par les NPediϕ pourrait conduire à un 

hydrogel plus lâche, permettant une diffusion plus rapide des NPediϕ hors du matériau comparée à 

celle observée pour un hydrogel de fibrine. Ainsi plus il y a d’amidon dans l’hydrogel, plus 

l’hétérogénéité est élevée et plus l’hydrolyse de l’amidon serait importante, conduisant à une fuite 

plus importante des NPediϕ hors de l’hydrogel de fibrine-amidon.  
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Néanmoins, plus de 60% des NPediϕ présentes dans l’hydrogel de fibrine-amidon 2% sont retenues 

dans le matériau à 6h, ce qui correspond à une quantité d’AMG trois fois plus importante que 

lorsqu’elle est introduite sous forme libre pour la même formulation de matériau (4,2 µg d’AMG sous 

forme encapsulée contre 1,4 µg d’AMG sous forme libre dans un hydrogel de 200 µL). 

L’encapsulation de l’AMG dans des nanoparticules de PLGA permet donc d’augmenter de manière 

significative la quantité d’AMG disponible au sein de l’hydrogel.  

 

La quantité d’AMG sous forme encapsulée retenue dans l’hydrogel de fibrine -amidon 

est supérieure à celle de l’AMG sous forme libre. Ce résultat fait des NPe un outil 

intéressant pour augmenter et maitriser la biodisponibilité de l’AMG dans l’hydrogel, 

sans modifier les propriétés de celui -ci. De plus, l’encapsulation de l’AMG au sein de 

nanoparticules permettrait la production et la libération continue de glucose au sein 

de l’hydrogel. 

 

II.2. Etude de la stabilité des nanoparticules 

L’hydrogel de fibrine-amidon contenant de l’AMG encapsulée dans des nanoparticules de PLGA a été 

développé pour permettre la libération de glucose sur des temps longs, idéalement sur une période 

d’un mois. Il est donc important de connaître la stabilité des nanoparticules sur cette période de 

temps pour pouvoir prédire leur comportement en solution et en hydrogel. 

 

II.2.1. Suivi du comportement des nanoparticules en solution 

La stabilité des nanoparticules de PLGA contenant l’AMG a tout d’abord été étudiée en solution. 

Leurs propriétés physico-chimiques (taille, organisation et morphologie) ont été déterminées à 

différents temps. Cette étude a été effectuée sur une solution de NPe à 2 mg/mL préparées dans un 

tampon Hepes puis incubées à 37°C sur une période de 2 mois. 
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a. Evolution de la morphologie des nanoparticules en solution 

La dégradation et l’agrégation de nanoparticules polymériques peuvent entrainer un changement de 

leur morphologie. L’évolution de la morphologie des nanoparticules en solution a donc été suivie au 

microscope électronique à balayage (MEB) sur une durée de 52 jours. Pour cela, les NPe ont été 

diluées à 1 µg/mL dans l’eau, déposées sur une pastille de carbone, séchées puis métallisées à l’or 

pour être observées après différents temps d’incubation (Figure 68).  

 

Figure 68 : Evolution de la morphologie des NPe observée en microscopie électronique à balayage. Les 
images représentent les NPe après différents temps d’incubation à 37°C en tampon Hepes : (a) 0, (b) 7, (c) 14, 
(d) 21, (e) 28 et (f) 52 jours. La barre d’échelle est de 3 µm, et celle en insert est de 1 µm. L’analyse a été 
effectuée à 20 kV. 
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Les résultats de MEB montrent que les nanoparticules s’agrègent dès 7 jours d’incubation (agrégats 

de quelques micromètres). La taille des agrégats ne semble pas augmenter au cours du temps mais 

leur nombre semble augmenter à mesure que le temps d’incubation augmente. Cette agrégation est 

en accord avec la neutralité des nanoparticules qui indiquait qu’elles pouvaient être sensibles à 

l’agrégation. De plus, les nanoparticules perdent progressivement leur forme sphérique et se 

déforment au cours du temps, adoptant une morphologie plus allongée. Cette différence de 

morphologie est très visible sur la Figure 68.f, correspondant à 2 mois d’incubation, où peu de 

nanoparticules ont maintenu une morphologie sphérique. De plus, la différence de morphologie 

observée n’est pas seulement due à l’agrégation des nanoparticules. En effet, la perte de la forme 

sphérique des nanoparticules est également visible sur des nanoparticules isolées. Ces observations 

indiqueraient donc que la dégradation et l’agrégation progressive des nanoparticules induiraient une 

déformation de celles-ci.  

 

b. Evolution de la taille et de la répartition des nanoparticules en solution 

La détermination de la taille et de l’organisation des NPe après incubation dans un tampon Hepes a 

été réalisée à différents temps à partir de trois méthodes différentes : la technique de diffusion 

dynamique de la lumière (DLS), la microscopie confocale et la microscopie électronique à 

balayage (MEB).  

Pour effectuer les mesures de DLS, les nanoparticules ont été diluées à 100 µg/mL dans un tampon 

Hepes. Le diamètre hydrodynamique et l’indice de polydispersité ont ensuite été déterminés à 37°C 

aux différents temps de l’étude et sont présentés dans le tableau ci-dessous : 

 Temps en jours 

 0 7 14 21 28 52 

Diamètre hydrodynamique 
moyen, Z (nm) 

297 290 755 5485 2730 4850 

Indice de polydispersité, 
PDI 

0,056 0,066 0,682 1 1 1 

Tableau 26 : Evolution en solution du diamètre hydrodynamique moyen (Z) et de l’indice de polydispersité 
(PDI) des nanoparticules au cours du temps. Les mesures ont été effectuées à 37°C à partir de solution de 
nanoparticules à 100 µg/mL préparées dans un tampon Hepes. 
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Les résultats obtenus par DLS indiquent qu’à J0 et J7, les NPe représentent une population 

monodisperse (PDI < 0,1) de nanoparticules d’environ 300 nm de diamètre possédant une 

distribution monomodale en taille, comme décrit précédemment. Après 14 jours d’incubation, le 

diamètre hydrodynamique moyen des nanoparticules augmente à 755 nm et le PDI passe à 0,68, 

indiquant la formation d’une population polydisperse. L’augmentation de la taille et du PDI peuvent 

s’expliquer par l’agrégation des nanoparticules en solution, augmentant la polydispersité de 

l’échantillon. A J21, J28 et J52, le diamètre hydrodynamique moyen est compris entre 2700 et 

5500 nm et l’indice de polydispersité plafonne à 1. La valeur du diamètre hydrodynamique n’est pas 

indicative de la taille réelle des nanoparticules mais plutôt de la taille moyenne des agrégats présents 

en solution en raison de la forte polydispersité de ces échantillons. Ces résultats de DLS indiquent 

qu’entre 7 et 14 jours, les nanoparticules s’agrègent et que cette agrégation se caractérise par une 

augmentation progressive du diamètre hydrodynamique moyen et du PDI. Ceci est cohérent avec les 

résultats obtenus par MEB, même si dans ce cas une agrégation semble visible dès 7 jours.  

Pour confirmer l’agrégation des nanoparticules en solution, des nanoparticules dont la coque a été 

marquée par du 9,10-diphénylanthracène (NPediϕ) ont été utilisées comme décrit précédemment. 

Ces nanoparticules ont ensuite été observées au microscope confocal après différents temps 

d’incubation à une concentration de 2 mg/mL (Figure 69).   
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Figure 69 : Observation en microscopie confocale des NPe
diϕ

 en solution à différents temps d’incubation. Les 
NPe ont été marqués au diphénylanthracène puis observées au microscope confocal à un grossissement x400, 
par dépôt d’une solution de nanoparticules à 2 mg/mL à différents temps d’incubation : (a) 0, (b) 7, (c) 14, (d) 
21, (e) 28 et (f) 52 jours. Une diode à 405 nm a été utilisée, et la barre d’échelle est de 50 µm.  

 

Les observations au microscope confocal mettent en évidence qu’à J0, les nanoparticules semblent 

monodisperses et de taille nanométrique. Après 7 jours d’incubation, de petits agrégats de 

nanoparticules de quelques micromètres à une dizaine de micromètres apparaissent. Après 14, 21 et 

28 jours d’incubation à 37°C, la taille de ces agrégats augmente allant jusqu’à atteindre 40 µm pour 

certains. Après 2 mois d’incubation, de gros agrégats sont toujours présents mais ils semblent moins 

nombreux, indiquant que ces agrégats pourraient s’être dégradés. L’apparition de ces agrégats dès J7 

est cohérente avec les observations effectuées par MEB. 

A partir des images obtenues par MEB (Figure 68), la taille moyenne de nanoparticules isolées et 

agrégées a été mesurée à J0, J28 et J52 à l’aide du logiciel d’analyse d’images ImageJ et est présentée 

dans le tableau ci-dessous : 
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 Temps en jours 

 0 28 52 

Diamètre des NPe 232,1 ± 53,8 208,3 ± 52,6 171,1 ± 29,8 

Tableau 27 : Evolution du diamètre des nanoparticules observées par MEB. Environ 100 nanoparticules ont 
été mesurées sur les images de MEB présentées précédemment. 

 

Les résultats obtenus mettent en évidence une diminution du diamètre des nanoparticules. En effet, 

entre J0 et J52, les nanoparticules ont leur diamètre qui a diminué d’environ 60 nm, correspondant à 

une perte moyenne d’environ 25% de leur taille. Cette diminution de taille peut correspondre à 

l’érosion progressive des nanoparticules et donc à leur dégradation. 

 

L’étude de la stabilité des nanoparticules en solution effectuée par DLS, microscopie confocale et 

MEB a permis de mettre en évidence que les NPs ont tendance à s’agréger dès 7 à 14 jours 

d’incubation, et qu’une forte agrégation est observée à partir de 14 jours. Cette agrégation se traduit 

par une augmentation de l’indice de polydispersité et conduit à l’augmentation du diamètre 

hydrodynamique moyen de l’échantillon. Ce phénomène d’agrégation observé est en accord avec les 

mesures de potentiel zêta effectuées précédemment. En effet, les nanoparticules ne présentent pas 

de charge apparente dans la solution d’étude. Elles auront donc tendance à s’agréger puisqu’aucune 

répulsion n’existe entre les nanoparticules. Il a également été observé que la taille des 

nanoparticules isolées ou contenues dans les agrégats diminue d’environ 25% après 52 jours 

d’incubation, correspondant à une érosion progressive des nanoparticules, ce qui indiquerait qu’elles 

commencent à se dégrader. De plus, la morphologie de ces nanoparticules évolue au cours du temps 

passant d’une forme sphérique à une forme allongée, confirmant ainsi la dégradation progressive 

des nanoparticules en solution. Cependant, ces résultats indiquent que la dégradation complète des 

nanoparticules de PLGA contenant l’AMG nécessiterait plus de 2 mois. 

 

II.2.2. Etude du comportement des nanoparticules contenues 

dans des hydrogels 

Dans le cadre du projet de recherche ANR, les nanoparticules sont utilisées au sein d’un hydrogel de 

fibrine enrichi en amidon et doivent permettre la production et la libération de glucose afin 
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d’améliorer la survie des hCSMs. Pour cela, l’étude de la stabilité des NPe au sein d’hydrogels a été 

effectuée sur des hydrogels de fibrine (18 mg/mL) et des hydrogels de fibrine-amidon 2% (m/v) 

contenant des NPe à 2 mg/mL sur 14 jours. Ce temps correspond à celui qui a été utilisé pour 

effectuer la preuve de concept de la biofonctionnalité du biomatériau in vitro et in vivo. 

 

a. Suivi de l’organisation des nanoparticules au sein d’hydrogels 

La répartition des nanoparticules au sein des hydrogels a été observée grâce à l’utilisation des NP et 

des NPe dont la coque a été marquée par du 9,10-diphénylanthracène (NPdiϕ et NPediϕ) comme décrit 

précédemment. Le réseau protéique de fibrine a été marqué post-synthèse à l’AlexaFluor568 comme 

décrit précédemment et les hydrogels ont ensuite été observés en microscopie confocale.  

La stabilité du réseau de fibrine dans les hydrogels de fibrine et fibrine-amidon a tout d’abord été 

étudiée (Figure 70). 

 

Figure 70 : Stabilité des hydrogels de fibrine et fibrine-amidon observée en microscopie confocale. Les 
hydrogels de fibrine (18 mg/mL) et fibrine-amidon 2% (m/v) ont été marqués à l’AlexaFluor568 post-synthèse 
puis observés au microscope confocal à différents temps avec un grossissement de x400. Le laser utilisé est un 
laser DPSS à 561 nm, la barre d’échelle est de 50 µm. 
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Comme observé précédemment, l’hydrogel de fibrine est composé d’un réseau régulier de fibres 

denses et homogènes. L’ajout d’amidon dans la formulation du matériau induit une hétérogénéité et 

l’apparition de blocs non protéiques répartis de manière hétérogène dans le réseau. Néanmoins 

après 7 ou 14 jours d’incubation en tampon Hepes contenant 150 mM de NaCl et 20 mM de CaCl2 

(tampon Hepes et sels), la structure de ces réseaux reste identique, indiquant que ces réseaux ainsi 

que le marquage fluorescent sont stables au cours du temps.  

La stabilité des nanoparticules au sein des hydrogels a ensuite été étudiée, en commençant par 

l’hydrogel de fibrine (Figure 71).  

 

Figure 71 : Stabilité des nanoparticules au sein de l’hydrogel de fibrine observée en microscopie confocale. 
Les hydrogels de fibrine (18 mg/mL) contenant des NP

diϕ
 et des NPe

diϕ
 à 2 mg/mL ont été marqués post-

synthèse à l’AlexaFluor568 puis observés au microscope confocal à différents temps avec un grossissement de 
x400. Pour le marquage à l’AlexaFluor568, le laser utilisé est un laser DPSS à 561 nm, pour les NP

diϕ
 et les 

NPe
diϕ

, une diode à 405 nm a été utilisée. La barre d’échelle est de 50 µm. 

 

Ces résultats montrent qu’à J1, les nanoparticules (NPdiϕ et NPediϕ) forment une population 

monodisperse et sont réparties de manière homogène au sein de l’hydrogel. A partir de 7 jours 

d’incubation à 37°C, des agrégats de nanoparticules de quelques micromètres apparaissent au sein 

du réseau de fibrine, comme observé précédemment lors de l’étude de la stabilité des 

nanoparticules en solution. Cependant, la taille des agrégats n’augmente pas à J14 contrairement à 
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ce qui a été observé lors de l’étude en solution. L’hydrogel de fibrine, pourrait donc servir de barrière 

physique entre les nanoparticules/agrégats et ainsi éviter d’augmenter l’agrégation des 

nanoparticules au cours du temps. Cette analyse est valable aussi bien pour les NPdiϕ que pour les 

NPediϕ, indiquant que l’encapsulation de l’AMG dans des nanoparticules de PLGA ne modifie pas leur 

comportement au sein d’un hydrogel de fibrine.  

La répartition des NPdiϕ et des NPediϕ a ensuite été étudiée au sein de l’hydrogel de fibrine-amidon 

(Figure 72). 

 

Figure 72 : Stabilité des nanoparticules au sein de l’hydrogel de fibrine-amidon observée en microscopie 
confocale. Les hydrogels de fibrine-amidon (respectivement 18 mg/mL et 2% (m/v)) contenant des NP

diϕ
 et des 

NPe
diϕ

 à 2 mg/mL ont été marqués post-synthèse à l’AlexaFluor568 puis observés au microscope confocal à 
différents temps avec un grossissement de x400. Pour le marquage à l’AlexaFluor568, le laser utilisé est un 
laser DPSS à 561 nm, pour les NP

diϕ
 et NPe

diϕ
, une diode à 405 nm a été utilisée. La barre d’échelle est de 

50 µm. 

 

Les observations de microscopie confocale indiquent qu’à J1, les nanoparticules (NPdiϕ et NPediϕ) sont 

réparties de façon homogène au sein de l’hydrogel de fibrine-amidon, aussi bien dans le réseau de 

fibrine que dans les amas d’amidon. Après 7 jours d’incubation, des agrégats de quelques 

micromètres sont observés et la taille de ses agrégats n’augmente pas à J14, comme observé dans un 

hydrogel de fibrine. La présence d’amidon dans la formulation de l’hydrogel ne semble donc pas 
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modifier le profil d’agrégation des nanoparticules au cours du temps. Il est important de noter que la 

microscopie confocale ne permet pas une analyse fine de la taille des agrégats.  

Ces résultats obtenus semblent être identiques pour les NPdiϕ et les NPediϕ démontrant que 

l’encapsulation de l’AMG ne semblerait pas affecter l’agrégation de ces nanoparticules. Pourtant 

l’AMG devrait permettre l’hydrolyse de l’amidon pouvant conduire à une modification de la structure 

interne de l’hydrogel après quelques jours. Cette hydrolyse permettrait alors l’obtention d’un réseau 

plus lâche et une plus grande possibilité de diffusion des agrégats dans l’hydrogel. Ces résultats 

pourraient peut-être s’expliquer par une faible hydrolyse de l’amidon présent au sein de l’hydrogel 

après 14 jours d’incubation. 

 

b. Suivi de la morphologie des nanoparticules contenues dans des 

hydrogels 

L’étude morphologique des nanoparticules effectuée en solution a permis de mettre en évidence une 

évolution progressive d’une forme sphérique vers une forme allongée. Il est donc intéressant de 

déterminer si ce changement morphologique peut également être observé lorsque les 

nanoparticules sont contenues dans un hydrogel.  

Pour cela, des hydrogels de fibrine et fibrine-amidon contenant des NPe ont été préparés puis 

dégradés par incubation de l’hydrogel dans une solution de trypsine. Les échantillons sont ensuite 

dilués dans l’eau, déposés sur une pastille de carbone, séchés, puis métallisés à l’or pour être 

observés au MEB (Figure 73). 
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Figure 73 : Evolution de la morphologie des NPe ayant été contenues dans des hydrogels, observée en 
microscopie électronique à balayage. Les images représentent les NPe ayant été contenues dans des hydrogels 
de fibrine ou fibrine-amidon après différents temps d’incubation à 37°C. La barre d’échelle est de 3 µm. 
L’analyse a été effectuée à 20 kV.  

 

Le protocole expérimental mis en place permet bien d’observer au MEB les nanoparticules contenues 

initialement dans les hydrogels de fibrine et de fibrine-amidon. Cependant, les nanoparticules 

semblent recouvertes, modifiant leur morphologie. Cette différence est sûrement due à la présence 

de protéines (fibrine et trypsine) dans l’échantillon, qui pourrait former une couche protéique autour 

des nanoparticules.  

Il est tout de même important d’observer que des différences sont visibles entre les nanoparticules 

contenues dans l’hydrogel de fibrine et celles contenues dans l’hydrogel de fibrine-amidon. Il 

semblerait que les NPe contenues dans l’hydrogel de fibrine s’agrègent dès 7 jours d’incubation, 

alors que celles contenues dans l’hydrogel de fibrine-amidon semble s’agréger à partir de 14 jours. 
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Cette différence pourrait s’expliquer par la différence de quantité de NPe présentes au sein de 

l’hydrogel. En effet, d’après ces observations de MEB, les nanoparticules contenues dans l’hydrogel 

de fibrine-amidon semblent moins nombreuses que celles contenues dans l’hydrogel de fibrine. Ceci 

semble logique puisqu’il a été montré précédemment que dans hydrogel de fibrine, la quasi-totalité 

des nanoparticules restent piégées au sein du réseau, alors qu’en présence d’amidon, 40% des 

nanoparticules ont été libérées de l’hydrogel au bout de 6h.  

De plus, après 14 jours d’incubation, les NPe contenues dans l’hydrogel de fibrine-amidon semblent 

être plus agrégées que celles contenues dans l’hydrogel de fibrine. Cette différence d’agrégation 

peut s’expliquer par le fait que l’ajout d’amidon dans la formulation de l’hydrogel conduit à une 

augmentation de l’hétérogénéité du matériau et que, l’amidon présent au sein de cet hydrogel peut 

être hydrolysé, même partiellement par l’AMG présente dans les NPe, créant de plus grands espaces 

de diffusion pour ces nanoparticules.  

 

L’étude du comportement des nanoparticules d’un point de vue de leur stabilité a 

permis de mettre en évidence que, de par leur neutralité, les nanoparticules ont 

tendance à s’agréger.  

En solution, les nanoparticules s’agrègent vers 7 à 14 jours d’incubation, avec un pic 

d’agrégation atteint après 14 jours. Cette agrégation est caractérisée par une 

augmentation du diamètre hydrodynamique moyen et de l’indice de polydispersité  

des nanoparticules ainsi que par une modification de leur morphologie. Par ailleurs, 

il a été observé par MEB que la taille des nanoparticules isolées ou contenues dans 

les agrégats diminue au cours du temps, indiquant que les nanoparticules se 

dégradent progressivement.  

En hydrogel, les nanoparticules s’agrègent également vers 7 jours d’incubation, mais 

la taille des agrégats ne semble pas augmenter  entre 7 et 14 jours. En effet, il a été 

observé que les agrégats formés au sein des hydrogels semblent plus petits que ceux 

observés en solution, indiquant que le réseau de fibrine pourrait ralentir l’agrég ation 

des nanoparticules observée en solution. Cependant, des différences semblent être 

observées entre les NPe contenues dans l’hydrogel de fibrine et celles contenues dans 

l’hydrogel de fibrine-amidon. En effet, l’agrégation des NPe au sein de l’hydrogel  de 

fibrine-amidon semble plus importante. Cela pourrait s’expliquer par l’hydrolyse de 

l’amidon par les NPe qui conduirait à un réseau plus lâche, permettant aux NPe de 

diffuser plus facilement au sein de l’hydrogel  et ainsi de faciliter leur agrégation .  
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II.3. Production de glucose par l’AMG libre ou encapsulée 

L’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules doit permettre la production de glucose au sein 

d’un hydrogel de fibrine-amidon sur 1 mois. L’étude et la comparaison de la production de glucose 

par l’AMG sous forme libre ou encapsulée est donc un paramètre important à déterminer pour 

mettre en avant l’intérêt de l’utilisation des NPe. 

 

II.3.1. Influence des conditions expérimentales sur l’activité de 

l’AMG  

L’activité d’une enzyme est dépendante de nombreux paramètres tels que la température, le pH ou 

encore le temps de stockage... Il est donc important de vérifier que l’activité de l’AMG n’est pas 

modifiée suite aux étapes nécessaires à son encapsulation et que l’enzyme reste active sur des temps 

longs, permettant ainsi une hydrolyse prolongée de l’amidon.  

 

a. Influence des étapes de sonication sur l’activité de l’AMG 

Pour produire les NPe, deux étapes de sonication de 3 fois 10 s à 30% d’amplitude effectuées dans la 

glace sont nécessaires. L’effet de ces étapes de sonication sur l’activité catalytique de l’AMG a donc 

été étudié.  

Pour cela, l’activité de l’AMG a été mesurée après une étape de sonication (sonication 1) et après 

deux étapes de sonication (sonication 2). Ces différents traitements sont effectués sur une solution 

d’AMG à 600 µg/mL, ce qui correspond  à la concentration d’AMG introduite lors de la synthèse des 

nanoparticules. La cinétique de production de glucose pour les différents échantillons d’AMG est 

présentée en Figure 74. 
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Figure 74 : Cinétiques de production de glucose par l’AMG avec ou sans sonication. 1,2 µg d’AMG ayant subi 
ou non une ou deux étapes de sonication est incubé avec 1 mL d’amidon à 0,5% (m/v) préparé dans un tampon 
Hepes. A t = 0, 3, 6, 9 et 12 min, du TCA a été ajouté. La quantité de glucose produite a été tracée en fonction 
du temps. L’équation des courbes de tendance ainsi que leur coefficient de détermination R² sont affichés dans 
les encadrés.  

 

Les résultats montrent que la cinétique de production de glucose est identique pour l’AMG ayant 

subi ou non des étapes de sonication et l’activité catalytique calculée est de l’ordre de 16 U/mg dans 

tous les cas. La sonication n’a donc aucune influence sur l’activité catalytique de l’enzyme.  

 

b. Détermination de l’activité résiduelle de l’AMG au cours du temps 

L’hydrolyse de l’amidon au sein des hydrogels doit permettre la libération de glucose sur des temps 

longs, allant jusqu’à un mois. Il est donc important de s’assurer que l’AMG reste active sur cette 

période de temps. Pour cela, la cinétique de production de glucose par l’AMG a été déterminée après 

différents temps de stockage à 37°C. La méthode de détermination de l’activité de l’AMG a été 

effectuée comme décrit précédemment par incubation d’une quantité connue d’AMG (1,26 µg) dans 

une solution d’amidon à 0,5% (m/v). La cinétique de production du glucose à différents temps a 

ensuite été tracée (Figure 75). 
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Figure 75 : Evolution des cinétiques de production de glucose par l’AMG stockée à 37°C. 1,26 µg d’AMG a été 
incubé avec 1 mL d’amidon à 0,5% (m/v) préparé dans un tampon Hepes. A t = 0, 3, 6, 9 et 12 min, du TCA a été 
ajouté. La quantité de glucose produit a été déterminée puis tracée en fonction du temps. L’expérience a été 
effectuée 3 fois et les écarts types associés sont affichés. 

 

Ces cinétiques de production de glucose mettent en évidence une production linéaire de glucose par 

l’AMG sur 12 min. Cependant, une diminution de la pente de ces cinétiques est observée au cours du 

temps, montrant une diminution de l’activité de l’AMG à mesure que le temps de stockage 

augmente. A partir de ces cinétiques de production de glucose, l’activité restante, également appelée 

activité résiduelle, a donc été déterminée et tracée en fonction du temps (Figure 76). 

 

Figure 76 : Evolution de l’activité résiduelle de l’AMG au cours du temps à 37°C. Les activités ont été calculées 
à partir des cinétiques de production de glucose présentées précédemment et sont exprimées par rapport à 
l’activité à J0. L’expérience a été effectuée 3 fois et les écart-types sont représentés par les barres d’erreur. Les 
valeurs expérimentales ont été ajustées à l’équation d’une exponentielle décroissante.  
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Après 28 jours d’incubation à 37°C, l’AMG en solution a perdu plus de 90% de son activité. L’activité 

résiduelle d’une enzyme suit une décroissance exponentielle qui peut être exprimée de la manière 

suivante : 

𝐴𝑟(𝑡) = 𝐴0
−𝑘𝑑𝑡 -      Ar(t) : activité résiduelle de l’AMG à un temps t 

- A0 : activité initiale de l’AMG 

- kd : constante de vitesse de dénaturation de l’AMG à 

37°C en jour -1 

- t : temps d’exposition de l’AMG à 37°C en jours 

Dans le cas de l’AMG, l’équation est y = 100e -0,099x. La constante de vitesse de dénaturation de l’AMG 

à 37°C est donc de 0,099 jour -1. A partir de cette constante, le temps de demi-vie (t1/2 exprimé en 

jours) de l’AMG à 37°C peut être calculé de la manière suivante : 

𝑡1
2

=  
ln(2)

𝑘𝑑
 

 

Le temps de demi-vie de l’AMG à 37°C est donc de 7 jours. Cela signifie qu’après 7 jours d’incubation 

à 37°C dans un tampon Hepes, l’AMG a perdu 50% de son activité. L’encapsulation de l’AMG dans les 

nanoparticules de PLGA aurait donc un double intérêt : réduire la diffusion de l’AMG hors des 

hydrogels et protéger l’AMG en empêchant une perte d’activité de l’enzyme.   

 

II.3.2. Suivi de la production de glucose par l’AMG libre ou 

encapsulée en solution 

L’intérêt de l’utilisation des NPe serait de permettre une production progressive de glucose. La 

cinétique de production de glucose de l’AMG encapsulée a été effectuée en solution puis comparée à 

celle de l’AMG sous forme libre. 

L’amidon est un polymère de glucose contenant des liaisons glucosidiques α-(1,4) et α-(1,6), donc si 

l’amidon est hydrolysé totalement, 1 mg d’amidon permet la production de 1 mg de glucose. C’est-à-

dire qu’une solution d’amidon à 20 mg/mL (correspondant à 2% (m/v)) permet au maximum la 

production d’une solution de glucose à 20 mg/mL.  
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L’AMG hydrolyse préférentiellement les liaisons glucosidiques α-(1,4) par les extrémités non 

réductrices libérant une unité de glucose, mais présente également une activité d’hydrolyse des 

liaisons glucosidiques α-(1,6) pour permettre le débranchement de l’amidon qui est beaucoup plus 

lente. La quantité maximale de glucose produite par l’AMG a donc été déterminée 

expérimentalement. De plus, pour vérifier que l’hydrolyse de l’amidon par l’AMG est totale, deux 

autres enzymes ont également été utilisées. L’α-amylase permet l’hydrolyse aléatoire des liaisons 

glucosidiques α-(1,4) et la pullulanase hydrolyse l’amidon au niveau des liaisons glucosidiques 

α-(1,6). L’utilisation de ces deux enzymes associées à l’AMG devrait permettre l’hydrolyse totale de 

l’amidon et ainsi la détermination de la quantité maximale de glucose produite expérimentalement à 

partir d’amidon. 

Pour cela, 20 mg d’amidon préparés dans un tampon Hepes ont été incubés avec un excès d’AMG ou 

avec un excès d’AMG, d’α-amylase et de pullulanase. Ces différentes solutions ont été placées à 

60°C, température optimale d’activité pour ces différentes enzymes, pour une durée de 4 jours pour 

permettre l’hydrolyse totale de l’amidon. La suite du protocole est identique à celui utilisé 

précédemment pour déterminer l’activité de l’AMG. La quantité de glucose produite a été 

déterminée et les valeurs obtenues sont présentées dans le tableau ci-dessous : 

 
AMG seule 

AMG, α-amylase et  
pullulanase 

Quantité de glucose 
produite (mg) 

20,39 18,92 19,52 19,06 19,32 21,51 

Moyenne de glucose  
produit (mg) 

19,61 ± 0,74 19,97 ± 1,36 

% de glucose produit par 
rapport à la valeur théorique  

98,1 ± 3,7 99,8 ± 6,8 

Tableau 28 : Quantités maximales de glucose produit par hydrolyse de l’amidon par l’AMG ou un cocktail 
d’enzymes. De l’AMG ou un cocktail d’enzymes a été incubé à 60°C avec 1 mL d’amidon à 2% (m/v) préparé 
dans un tampon Hepes. Après 4 jours d’incubation à 60°C, du TCA a été ajouté. La quantité de glucose produit a 
été déterminée à l’aide d’un kit glucose. L’expérience a été effectuée trois fois et les valeurs moyennes 
obtenues sont présentées.  

 

La quantité maximale théorique produite par 20 mg d’amidon est de 20 mg de glucose 

correspondant à 100% de glucose produit. D’un point de vue expérimental, lors de l’ajout d’AMG à 

20 mg d’amidon, 19,61 ± 0,74 mg de glucose sont produits soit environ 98% de la quantité maximale 

théorique. Lors de l’ajout d’un cocktail d’enzymes permettant l’hydrolyse complète de l’amidon 

(AMG, α-amylase et pullulanase), 19,97 ± 1,36 mg de glucose sont produits soit environ 99% de la 
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quantité maximale théorique. Cette expérience met en évidence que la présence seule d’AMG dans 

une solution d’amidon permet l’hydrolyse totale de celui-ci sur un temps long. 

Une étude cinétique de la production de glucose par l’AMG sous forme libre et encapsulée a ensuite 

été effectuée. Pour cela, une solution d’amidon à 2% (m/v) a été utilisée. Différentes solutions 

d’AMG (libre ou encapsulée) ont été introduites dans ces solutions d’amidon : 

 des nanoparticules (NP et NPe) à 2 mg/mL, les NP servant ainsi de nanoparticules témoin  

 une solution d’AMG à 35 µg/mL (AMG 1X), correspondant à la même quantité d’AMG 

encapsulée dans des NPe à 2 mg/mL 

 une solution d’AMG à 1,75 µg/mL (AMG 0.05X), correspondant au 1/20 de la quantité d’AMG 

encapsulée dans des NPe à 2 mg/mL  

Ces différents échantillons ont été préparés dans un tampon Hepes et incubés à 37°C pendant 

2 mois. La quantité de glucose a été déterminée comme décrit précédemment et les différentes 

cinétiques de production de glucose ont été obtenues (Figure 77).  

 

Figure 77 : Cinétiques de production de glucose par l’AMG libre ou encapsulée en solution. 2 mg de 
nanoparticules (NP et NPe), 35 µg d’AMG (AMG 1X) ou 1,75 µg d’AMG (AMG 0.05X), ont été incubés avec 1 mL 
d’amidon à 2% (m/v) préparé dans un tampon Hepes à 37°C. A des temps prédéterminés, du TCA a été ajouté. 
La quantité glucose produit a été tracée en fonction du temps. L’expérience a été effectuée en n = 3 pour AMG 
1X et AMG 0.05X et en n = 6 pour NP et NPe (6 lots différents de nanoparticules utilisés). Les écarts types 
associés sont affichés. 

 

Les nanoparticules témoin (NP) ne permettent pas de production de glucose, indiquant que sans 

AMG, aucune molécule de glucose n’est produite par hydrolyse spontanée de l’amidon.  
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L’ajout d’AMG 1X dans une solution d’amidon permet une production importante de glucose dès les 

premiers jours d’incubation. En effet, à J1, plus de 60% de glucose a été produit. Après 7 jours 

d’incubation, la production de glucose par l’AMG 1X est arrivée à un plateau correspondant à la 

quantité maximale de glucose pouvant être produite. L’AMG 1X permet donc une production de 

glucose immédiate et importante mais sur une durée courte (7 jours).  

L’ajout d’AMG 0.05X dans une solution d’amidon permet une production moindre de glucose 

comparée à celle de l’AMG 1X. En effet, après 1 jour d’incubation, l’AMG 0.05X n’a produit que 20% 

de glucose. Cependant, un plateau est atteint à J14 correspondant à environ 60% de la quantité 

maximale de glucose qui peut être produit. Ce résultat met donc en évidence la perte d’activité de 

l’AMG au cours du temps. En effet, même si de l’amidon est encore présent dans la solution, 

l’activité résiduelle de l’AMG n’est pas suffisante pour l’hydrolyser conduisant à une phase plateau 

de production de glucose. 

L’ajout de NPe dans la solution d’amidon permet une production de glucose semblable à celle 

observée pour l’AMG 0.05X dans les premiers jours d’incubation. En effet, après 1 jour d’incubation, 

les NPe ont produit 20% de glucose, et après 14 jours d’incubation, cette quantité représente 60%. 

Cependant, cette quantité continue d’augmenter jusqu’à atteindre, après 1 mois et demi 

d’incubation, une valeur d’environ 80%, valeur à laquelle la production de glucose semble avoir 

atteint un plateau. Ces résultats indiquent que l’ajout d’AMG sous forme encapsulée permet une 

production progressive de glucose sur 1 mois et demi avec une production immédiate de glucose. Les 

nanoparticules contenant l’AMG représentent donc un intérêt comparé à l’AMG sous forme libre. 

L’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA permettrait donc de protéger l’activité 

catalytique de cette enzyme. 

Pour connaître le mécanisme par lequel l’AMG encapsulée est capable d’hydrolyser de l’amidon sur 

des temps plus longs, il serait intéressant de suivre la libération de l’AMG, de quantifier cette AMG 

libérée mais également de déterminer son activité.  

Cette étude en solution a permis de mettre en évidence l’intérêt d’utiliser l’AMG sous forme 

encapsulée plutôt que d’utiliser la forme libre de cette enzyme. L’utilisation des nanoparticules 

permet en effet une production progressive de glucose mais également une production immédiate 

de glucose qui pourra être disponible dès le début pour les hCSMs.   
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II.3.3. Suivi de l’activité de l’AMG libre ou encapsulée au sein 

d’hydrogels à base de fibrine  

Une étude en hydrogel de fibrine-amidon a été effectuée pour déterminer si l’effet positif des NPe 

observé en solution est également visible en hydrogel. Pour cela, différentes formulation d’hydrogels 

de 200 µL ont été préparées comme décrit précédemment : 

 des hydrogels de fibrine (18 mg/mL) et fibrine-amidon 2% (m/v), servant d’hydrogels témoin 

 des hydrogels de fibrine-amidon-NP (2 mg/mL), servant d’hydrogels témoin pour les 

nanoparticules 

 des hydrogels de fibrine-amidon-NPe (2 mg/mL) 

 des hydrogels de fibrine-amidon-AMG (35 µg/mL, AMG 1X), cette quantité d’AMG 

correspond à la quantité d’AMG encapsulée dans des NPe à 2 mg/mL  

 des hydrogels de fibrine-amidon-AMG (1,75 µg/mL, AMG 0.05X), cette quantité d’AMG 

correspond au 1/20 de la quantité d’AMG encapsulée dans des NPe à 2 mg/mL  

Ces différents hydrogels ont été placés dans du tampon Hepes et sels et incubés à 37°C pendant 

1 mois. Le glucose produit peut ainsi diffuser hors du matériau dans le surnageant. La totalité du 

surnageant est prélevée à chaque temps étudié pour mimer un renouvellement total du milieu, 

condition proche du comportement in vivo, et donc forcer la diffusion du glucose hors du matériau. 

La quantité de glucose produit et relargué a été estimée mathématiquement de la manière suivante : 

𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑒𝑠𝑡𝑖𝑚é𝑒(𝑡) =  𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑒𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒 (𝑡) + 𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑒𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒 (𝑡−1) 

 

La quantité de glucose obtenu a ensuite été tracée en cumulatif en fonction du temps d’incubation 

(Figure 78). 
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Figure 78 : Quantité de glucose relargué des hydrogels par l’AMG libre ou encapsulée (prélèvement total). 
Des hydrogels de 200 µL de fibrine (18 mg/mL), fibrine-amidon 2% (m/v) ont été préparés contenant soit des 
nanoparticules (NP et NPe, 2 mg/mL), soit de l’AMG sous forme libre (AMG 1X à 35 µg/mL et AMG 0.05X à 
1,75 µg/mL). Ces hydrogels sont placés dans 2 mL de tampon Hepes et sels. La totalité des surnageants a été 
prélevée pour doser la quantité de glucose produit. Cette quantité a été tracée en fonction du temps. 
L’expérience a été effectuée en n = 3 pour AMG 1X et AMG 0.05X et en n = 6 pour NP et NPe (6 lots différents 
de nanoparticules utilisés). Les cinétiques de relargage obtenues pour les hydrogels de fibrine, fibrine-amidon 
et fibrine-amidon se superposent. Les écarts types associés sont affichés. 

 

Les hydrogels témoin (fibrine, fibrine-amidon et fibrine-amidon-NP) n’induisent pas de production de 

glucose. Ces matériaux témoins indiquent donc qu’en absence d’AMG, l’hydrolyse de l’amidon n’est 

pas possible et ne conduit pas à la production de glucose. 

L’introduction d’AMG 1X dans la composition de l’hydrogel permet une production immédiate de 

glucose correspondant à 80% de la quantité maximale de glucose qui peut être produit au sein de 

l’hydrogel. Cette valeur correspond à la valeur plateau de la production de glucose par l’AMG 1X 

dans ces conditions. L’AMG 1X permet donc une production immédiate et importante de glucose le 

premier jour mais ne permet pas une production progressive de glucose sur plusieurs jours. Ce 

résultat indiquerait que l’AMG a diffusé hors du matériau et que le prélèvement total du surnageant 

a conduit à son élimination complète. 

Lors de l’ajout d’AMG 0.05X dans la formulation de l’hydrogel, une production plus faible de glucose 

est observée (20% de la quantité maximale de glucose qui peut être produit au sein de l’hydrogel), 

mais cette valeur correspond au maximum de la quantité de glucose qui peut être produit par 

l’AMG 0.05X au sein de l’hydrogel de fibrine-amidon. Cette absence de production de glucose après 

1 jour indiquerait également que l’AMG a diffusé complètement hors de l’hydrogel et qu’elle a été 

éliminée lors du prélèvement total du surnageant. 
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La cinétique de production de glucose par les NPe est identique à celle obtenue pour l’AMG 0.05X. En 

effet, les NPe permettent au maximum la production de 20% de la quantité maximale de glucose qui 

peut être produit. Cette valeur n’est pas en accord avec les valeurs obtenues lors de la production de 

glucose par les NPe en solution. Ceci indiquerait que les NPe ont également diffusé complètement 

hors du matériau et qu’elles ont été éliminées lors du prélèvement du surnageant. 

Ces différents résultats indiquent qu’après 1 jour, l’AMG sous forme libre ou encapsulée ne permet 

plus la production de glucose au sein de l’hydrogel de fibrine-amidon. Cependant, les quantités de 

glucose produit sont peut-être faibles et cette condition de prélèvement n’est peut-être pas adaptée 

à cette étude. Une deuxième condition de prélèvement a alors été utilisée. Elle consiste à prélever 

10% du volume du surnageant. Elle permet de mimer un renouvellement partiel du milieu et de 

moins forcer la diffusion du glucose hors du matériau. La quantité de glucose produit et relargué hors 

de l’hydrogel suite au prélèvement de 10% a été estimée mathématiquement de la manière 

suivante : 

𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑒𝑠𝑡𝑖𝑚é𝑒(𝑡) =  𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑒𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒 (𝑡) − 0,90 ×  𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑒𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒 (𝑡−1) 

 

Cette estimation mathématique permet de tenir compte de la dilution du surnageant due au 

prélèvement de 10% effectué. La quantité de glucose obtenue a ensuite été tracée en cumulatif en 

fonction du temps d’incubation (Figure 79). 

 

Figure 79 : Quantité de glucose relargué des hydrogels par l’AMG libre ou encapsulée (prélèvement 10%). 
Des hydrogels de 200 µL de fibrine (18 mg/mL), fibrine-amidon 2% (m/v) ont été préparés contenant soit des 
nanoparticules (NP et NPe, 2 mg/mL), soit de l’AMG sous forme libre (AMG 1X à 35 µg/mL et AMG 0.05X à 
1,75 µg/mL). Les hydrogels sont placés dans 2 mL de tampon Hepes et sels. 10% des surnageants ont été 
prélevés pour doser la quantité de glucose produit. Cette quantité a été tracée en fonction du temps. 
L’expérience a été effectuée en n = 3 pour AMG 1X et AMG 0.05X et en n = 6 pour NP et NPe (6 lots différents 
de nanoparticules utilisés). Les écarts types associés sont affichés. 
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Les hydrogels de fibrine, fibrine-amidon et fibrine-amidon-NP ne permettent pas la production de 

glucose. Les résultats obtenus sur ces matériaux témoins sont identiques à ceux obtenus 

précédemment lors de l’étude de la production de glucose au sein d’hydrogel et par prélèvement 

total du surnageant. 

Lors de l’ajout d’AMG 1X dans la formulation du matériau, une importante production de glucose est 

observée comme précédemment. En effet, après 1 jour d’incubation, environ 80% de la quantité 

maximale de glucose qui peut être produit au sein de l’hydrogel est déjà produit et relargué hors du 

matériau. Après 7 jours d’incubation, un plateau est atteint et correspond au maximum de glucose 

qui peut être produit. L’AMG 1X permet donc une production importante de glucose le premier jour 

mais ne permet pas une production progressive de glucose sur plusieurs jours ou semaines. Ces 

résultats sont identiques à ceux obtenus durant l’étude en solution, indiquant que l’AMG 1X permet 

une production de glucose immédiate mais seulement sur une durée de 7 jours. 

L’utilisation d’AMG 0.05X permet une production moins importante de glucose que lors de 

l’utilisation d’AMG 1X comme observé précédemment. Effectivement, après 1 jour d’incubation, 

l’AMG 0.05X a permis la production d’environ 20% de la quantité maximale de glucose qui peut être 

produit. Cette quantité de glucose produit augmente jusqu’à 7 jours où elle atteint un plateau 

correspondant à environ 35%. L’ajout d’une quantité plus faible d’AMG permet donc de réduire la 

production de glucose mais ne modifie pas la cinétique de production de glucose. 

L’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA (NPe) permet d’obtenir une production de 

glucose similaire à celle observée pour l’AMG 0.05X. En effet, seulement 20% de glucose est produit 

après 1 jour. La production de glucose augmente puis atteint ensuite un plateau correspondant à une 

valeur d’environ 35% à partir de J7 et ce jusqu’à 28 jours. Cette cinétique de production de glucose 

permet de mettre en évidence que, les NPe ne permettent pas une production progressive de 

glucose sur 28 jours en hydrogel. De plus, l’utilisation de NPe ou bien d’AMG sous forme libre à une 

concentration 20 fois plus faible conduit à la production d’une même quantité de glucose. Ce résultat 

est différent de celui obtenu lors de l’étude de la production de glucose par les NPe en solution. 

Différentes hypothèses peuvent être émises concernant ce résultat :  

 les NPe diffusent hors du matériau, diminuant la biodisponibilité de l’AMG au sein de 

l’hydrogel 

 l’AMG libérée des NPe diffuse hors de l’hydrogel, ne permettant plus la production de 

glucose 

 la quantité de glucose produite après 7 jours est si faible qu’elle n’est plus détectable 
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Une étude complémentaire serait donc nécessaire pour une meilleure compréhension de ces 

résultats. En effet, la libération de l’AMG hors des nanoparticules pourrait être suivie pour savoir si 

du glucose peut encore être produit par l’AMG. Il serait également intéressant de suivre le relargage 

des nanoparticules hors de l’hydrogel sur 28 jours pour voir si l’hydrolyse de l’amidon par les NPe 

induit une augmentation de la diffusion des NPe. En effet, la production de glucose par les NPe à 

partir de l’amidon contenu dans l’hydrogel pourrait conduire à la formation de mailles de grande 

taille au sein du réseau de fibrine permettant une diffusion plus importante des NPe hors de 

l’hydrogel. 

De plus, il serait intéressant d’utiliser un autre protocole pour déterminer la quantité de glucose 

produite et relarguée hors de l’hydrogel. L’utilisation d’un hydrogel par temps d’étude serait une 

alternative. En effet, cela permettrait de ne pas forcer la diffusion du glucose ni de le diluer dans le 

surnageant à cause des prélèvements effectués.  

 

L’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA nécessite des étapes de 

sonication qui n’induisent pas de perte d’activité de l’AMG. Cependant, l’utilisation 

d’AMG sur plusieurs semaines induit une perte importante de son activité.  

Lors de l’étude de la production de glucose en solution, il a été mis en évidence que 

l’AMG sous forme libre permettait une production importante et immédiate de 

glucose, mais la production de glucose sur plusieurs jours ou semaines n’a par la 

suite pas été observée. La cinétique de production de glucose par les NPe est 

différente : une production plus faible de glucose a été observée au premier jour 

d’étude, mais les NPe permettent ensuite une production p rogressive de glucose sur 

1 mois et demi. Ce résultat met ainsi en avant l’intérêt d’utiliser l’AMG sous forme 

encapsulée plutôt que sous une forme libre et de l’effet protecteur des 

nanoparticules vis-à-vis de l’activité de l’AMG. Cependant, lors de l’uti lisation des 

NPe au sein des hydrogels de fibrine-amidon, cet effet n’a pas été observé. En effet, 

les NPe permettent une production immédiate de glucose mais cette production 

atteint un plateau dès le septième jour, soulevant ainsi différentes hypothèses (fuite 

des nanoparticules, fuite de l’AMG libérée). Il a par ailleurs été observé qu’une 

quantité d’AMG 20 fois plus faible et sous forme libre permet d’obtenir une cinétique 

de production identique à celle obtenue par les NPe.  
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L’ingénierie tissulaire vise à reproduire les processus biologiques afin de favoriser la réparation de 

fonctions défaillantes. En particulier, il s’agit de mettre en place au niveau tissulaire, cellulaire et 

moléculaire des processus biologiques et physicochimiques favorisant la régénération. L’émergence 

de ce domaine implique le développement de nouveaux matériaux support servant de matrice pour 

permettre aux cellules des tissus spécifiques de se développer. Outre la nécessité de ces 

biomatériaux à favoriser le développement de cellules en contact avec celui-ci, ils doivent présenter 

différentes caractéristiques essentielles, telles que la biocompatibilité, mais ils doivent également 

être capable d’interagir et de créer un dialogue dynamique avec le milieu cellulaire environnant. L’un 

des principaux défis de la science des biomatériaux est donc de contrôler le comportement cellulaire 

à l’échelle du biomatériau. 

 Pour maitriser ces différents paramètres, dans le temps mais aussi l’espace, l’une des possibilités est 

de moduler l’apport des éléments essentiels au devenir des cellules via leur confinement et leur 

délivrance contrôlée. Ainsi, l’encapsulation de molécules bioactives au sein de particules suivi du 

relargage contrôlé du principe actif encapsulé représente une stratégie de choix. Ce système de 

délivrance doit permettre d’effectuer une encapsulation et un relargage efficace de la biomolécule 

en servant de réservoir et de coque protectrice de cette biomolécule. 

C’est ce challenge qu’il a été proposé de relever dans le cadre d’un projet de recherche ANR axé sur 

la survie des cellules souches dans un biomatériau composite pour les grandes pertes de substances 

osseuses. Dans ce projet, un matériau a été développé afin d’améliorer la survie de hCSMs après 

implantation in vivo. Il a été en particulier mis en avant la nécessité de contrôler, au sein de ce 

matériau constitué d’un hydrogel de fibrine enrichi en amidon, l’apport et la production de glucose 

pendant 1 mois.  

Une enzyme spécifique, l’amyloglucosidase (AMG), a été introduite dans l’hydrogel pour permettre 

l’hydrolyse de l’amidon et donc la production de glucose au sein du biomatériau. Cependant, via des 

modèles mathématiques, il a été mis en évidence que l’AMG fuyait hors de l’hydrogel. Ceci a 

d’ailleurs été vérifié et prouvé expérimentalement. Dans ce contexte, l’encapsulation de l’AMG dans 

des nanoparticules s’est imposé comme une alternative intéressante et pertinente pour permettre 

l’apport progressif et contrôlé de glucose au sein de l’hydrogel.  

Des nanoparticules de PLGA contenant l’AMG (NPe) ont donc été développées, optimisées, puis 

étudiées d’un point de vue de leur stabilité et de leur capacité à générer du glucose en solution, mais 

également au sein d’hydrogels. 

Pour produire ces nanoparticules contenant l’AMG, une technique de double émulsion (water-in-oil-

in-water) a été adaptée. Des caractéristiques essentielles comme la capacité à générer des lots 
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reproductibles et homogènes ont été validées. Au sein des nanoparticules produites, la quantité 

d’AMG encapsulée a été déterminée par dosage via deux approches complémentaires, la première 

basée sur l’analyse de la fluorescence de l’AMG marquée non encapsulée, et la deuxième basée sur 

la mesure de l’activité de l’AMG contenue dans les surnageants de centrifugation. Elles ont permis de 

démontrer que le taux de chargement en protéine correspond à 17,5 µg d’AMG par mg de 

nanoparticules. 

Lors de la caractérisation physico-chimique et biochimique de ces nanoparticules, leur observation 

au microscope électronique à balayage (MEB) a permis de mettre en évidence que les particules 

produites sont sphériques et qu’elles sont formées d’un système de type cœur-coquille. La 

démonstration de cette caractéristique permet d’affirmer que ces nanoparticules peuvent servir de 

réservoir et de lieu de stockage pour l’AMG. Il a également été observé que la coque de PLGA 

représente environ 78% du volume de ces nanoparticules. De plus, par l’analyse combinée effectuée 

en MEB et par diffusion dynamique de la lumière (DLS), il a été déterminé que les nanoparticules 

produites par la technique de double émulsion forment une population monodisperse (PDI < 0,1) de 

nanoparticules possédant un diamètre d’environ 250-300 nm. De plus, au cours du protocole 

d’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA, l’enzyme subit différents traitements qui 

malgré tout n’affectent pas les propriétés de ces nanoparticules. Lors de l’étude de la charge, il a été 

mis en avant que les nanoparticules sont proches de la neutralité, mais que l’encapsulation de l’AMG 

induit une diminution de 1,5 mV du potentiel zêta des nanoparticules. Ceci tend à indiquer que de 

l’AMG, chargée négativement au pH étudié, pourrait se situer à la surface des NPe. Pour mettre en 

évidence la présence de cette AMG accessible depuis la surface des NPe, un dosage protéique a été 

effectué sur ces NPe. Il a été mis en évidence qu’au maximum 20% de l’AMG encapsulée dans les 

NPe est disponible depuis l’extérieur des NPe, sans nécessiter de traitement ou de relargage de 

l’enzyme encapsulée. Ce point intéressant permet d’indiquer qu’à l’issue de la synthèse des NPe, une 

fraction de l’AMG "retenue" par les NPe est directement disponible. La potentielle activité 

catalytique de l’AMG encapsulée contenue au cœur du composite ne dépendrait donc pas 

obligatoirement du relargage de celle-ci depuis les nanoparticules dans le milieu environnant. Cette 

caractéristique représente un atout pour envisager l’utilisation potentielle de ce type de système 

dans les matériaux hybrides d’ingénierie tissulaire, systèmes dans lesquels la nanoparticule ne joue 

pas le rôle de système de stockage et de délivrance, mais un rôle de protecteur et de "porteur" de la 

biomolécule d’intérêt 

Une fois les caractéristiques physico-chimiques des nanoparticules fixées, différents paramètres 

expérimentaux ont été modifiés afin de connaître leur influence sur ces caractéristiques. Pour cela, le 

temps de sonication a tout d’abord été modulé. Plus le temps de sonication augmente, plus le 



Conclusion générale et perspectives 

181 

diamètre hydrodynamique moyen Z et le PDI des nanoparticules diminuent, ce qui indique que 

l’augmentation du temps de sonication permet la formation d’une population de nanoparticules de 

plus en plus petites et de plus en plus monodisperse. Afin d’augmenter le rendement de synthèse 

des nanoparticules, le temps de centrifugation a aussi été modifié lors de la préparation des 

nanoparticules. Par augmentation de la durée de centrifugation de 8 min à 48 min, le rendement de 

synthèse a pu être augmenté de manière significative en passant d’environ 50% à 78%. Cependant, 

l’étude de la taille et de la polydispersité de ces nanoparticules a mis en évidence que plus le temps 

de centrifugation est important, plus le diamètre Z diminue et le PDI augmente. Ceci indique qu’un 

plus grand nombre de nanoparticules de petite taille sont récoltées lors de l’augmentation du temps 

de centrifugation mais en créant une population de nanoparticules de plus en plus polydisperse. La 

synthèse des nanoparticules a également été optimisée afin de produire des nanoparticules stériles 

qui pourront être utilisées dans l’hydrogel composite puis implanté in vivo. Des tests de stérilité ont 

été effectués permettant de confirmer que ce protocole optimisé est adapté à la production de 

nanoparticules stériles. 

Durant l’étude des propriétés viscoélastiques des hydrogels à base de fibrine, il a été mis en évidence 

que l’incorporation des nanoparticules dans la formulation de l’hydrogel n’induisait pas de 

modification des propriétés viscoélastiques du matériau. Cependant, la présence d’amidon dans 

l’hydrogel diminue significativement ses propriétés pouvant créer une hétérogénéité au sein de 

l’hydrogel. Ce résultat a été confirmé lors de l’observation de la structure interne du matériau où des 

zones non protéiques ont été observées, correspondant à des amas d’amidon de quelques 

micromètres à quelques dizaines de micromètres. Malgré cette hétérogénéité, des modèles 

mathématiques ont mis en évidence l’importance de l’ajout d’amidon dans la formulation de 

l’hydrogel, où l’augmentation de la viscosité interne du matériau permet de réduire la fuite du 

glucose. L’étude expérimentale de ces modèles a mis en avant que, quel que soit la concentration en 

amidon, la totalité du glucose introduit fuit hors du matériau en moins d'une heure. L'AMG quant à 

elle fuit plus lentement, mais après 6 heures d'incubation, une fuite correspondant tout de même à 

environ 80 % de la quantité d'AMG contenue initialement dans l'hydrogel de fibrine-amidon est 

observée. En revanche, plus de 60% des NPe contenues dans cet hydrogel sont retenues après le 

même temps d’incubation. Ce résultat indique donc qu’après 6h d’incubation, la quantité d’AMG 

sous forme encapsulée est trois fois plus élevée que celle sous forme libre, augmentant de manière 

significative la quantité d’AMG présente au sein de l’hydrogel fibrine-amidon. 

Durant l'étude de la stabilité des nanoparticules en solution, il a été observé que les nanoparticules 

commencent à s'agréger entre 7 et 14 jours d'incubation, et une importante agrégation est observée 

après 14 jours. Cette agrégation se caractérise par une augmentation du diamètre hydrodynamique 
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moyen et du PDI des nanoparticules ainsi qu’à un changement progressif de leur morphologie sur 

2 mois (passage d’une forme sphérique à une forme allongée). Cependant, il a été observé que la 

taille des nanoparticules isolées ou contenues dans les agrégats diminue au cours du temps, 

indiquant une érosion progressive des nanoparticules. Ces résultats sont en accord avec la neutralité 

des nanoparticules et leur sensibilité à l’agrégation. Lorsque ces nanoparticules sont contenues dans 

un hydrogel, elles s’agrègent également dès 7 à 14 jours d’incubation. Cependant, l’hydrolyse de 

l’amidon par les NPe semble faciliter l’agrégation de ces nanoparticules. En effet, la taille des 

agrégats contenus au sein de l’hydrogel de fibrine ne semble pas augmenter, contrairement à ceux 

contenus dans l’hydrogel de fibrine-amidon. Il a également été observé que les agrégats formés dans 

les hydrogels semblent plus petits que ceux observés en solution. Ceci pourrait indiquer que la 

présence du réseau de fibrine ralentirait voire stopperait l’agrégation des nanoparticules.  

Enfin, l’objectif principal de l’encapsulation de l’AMG dans les nanoparticules de PLGA est de 

permettre un apport progressif de glucose au sein du biomatériau. Il a tout d’abord été vérifié que 

les étapes de sonication lors de la préparation des nanoparticules n’induisent pas de perte d’activité 

de l’AMG. Toutefois, il a été observé qu’une action prolongée de l’AMG en solution conduit à une 

perte de plus de 90% de son activité après 28 jours à 37°C, limitant sa possible action sur des temps 

longs. Lors de l’étude de la cinétique de production du glucose en solution, l’AMG sous forme libre a 

permis une production importante et immédiate de glucose dès le premier jour d’incubation, sans 

permettre une production progressive de glucose. Par contre, les NPe ont permis une production 

trois fois plus faible de glucose au premier jour d’incubation, mais cette étape est suivie par une 

production progressive de glucose sur 2 mois. Ce résultat met donc en évidence l’intérêt de 

l’utilisation de l’AMG sous forme encapsulée et de l’effet protecteur que peut apporter les 

nanoparticules vis-à-vis de l’activité de l’AMG. Cependant, lors de l’utilisation de ces NPe au sein de 

l’hydrogel de fibrine-amidon, une production immédiate de glucose est observée correspondant à 

celle produite en solution après 7 jours d’incubation. Une fois ce temps d’incubation atteint, une 

absence de production de glucose est observée. Différentes hypothèses ont alors été émises pouvant 

expliquer cet arrêt de production de glucose : soit une fuite des nanoparticules hors de l’hydrogel, 

soit une fuite de l’AMG libérée des NPe. Par ailleurs, il a été observé qu’une quantité d’AMG 20 fois 

plus faible et sous forme libre permet d’obtenir une cinétique de production de glucose identique à 

celle des NPe. 

 

Les différents résultats obtenus soulèvent donc de nouvelles questions. 
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Comment se comportent les nanoparticules d’un point de vue de leur stabilité sur des temps longs 

en hydrogel ?  

L’étude de la stabilité des nanoparticules en hydrogel n’a été effectuée que sur une durée de 

14 jours. Il serait donc intéressant d’étudier la stabilité de ces nanoparticules au sein du biomatériau 

mais pendant des périodes allant de 1 à 2 mois. Ces résultats pourraient confirmer ou infirmer 

l’hypothèse selon laquelle le réseau de fibrine permet de ralentir le phénomène d’agrégation des 

nanoparticules. De plus, en conditions d’applications cliniques, des hCSMs seront présentes et 

actives au sein de l’hydrogel modifiant les conditions environnementales. Le réseau de fibrine va 

tendre à disparaître, et des enzymes et autres facteurs cellulaires vont être produits localement. Ces 

différentes modifications environnementales vont ainsi très certainement impacter le devenir des 

nanoparticules. Au cours de ces travaux, à travers de premières études où a été analysée la stabilité 

des NPe en présence de milieux conditionnés, l’importance et l’impact potentiel de ces modifications 

physico-chimiques du microenvironnement local des nanoparticules ont été appréhendés. Les 

résultats préliminaires laissent suggérer que le devenir des nanoparticules, en particulier dans le 

temps, serait sensiblement différent en milieu contenant des facteurs produits par les cellules qu’en 

milieu tamponné simple. La cinétique de dégradation pourrait être favorisée conduisant un 

phénomène de fusion-déformation. Mais ces premiers résultats se doivent d’être reproduits et 

validés, en particulier pour éliminer tout risque de mauvaise interprétation due à des problèmes de 

contamination et de variation de composition des milieux conditionnés. Ce résultat est prometteur, 

mais ces analyses nécessitent donc d’être approfondies.  

Pourquoi la production de glucose par les NPe en hydrogel stagne après 7 jours d’incubation ?  

Une cinétique de production progressive de glucose par les NPe avait été observée lors de l’étude en 

solution sur 2 mois mais cet effet n’a pas été visible lors l’étude en hydrogel. Différentes hypothèses 

ont été émises pour expliquer ce résultat. Les nanoparticules pourraient fuir hors du matériau 

conduisant à la diminution de la biodisponibilité de l’AMG. En effet, il a été mis en évidence lors de 

l’étude de diffusion des NPe que, malgré leur taille, ces nanoparticules pouvaient fuir hors de 

l’hydrogel. Des expériences supplémentaires seraient alors nécessaires pour étudier la fuite des 

nanoparticules pendant 1 mois. La deuxième hypothèse est basée sur la fuite de l’AMG, 

préalablement libérée des NPe contenues dans le biomatériau. En effet, les NPe sont conçues pour 

libérer de l’AMG. Or, il a été mis en évidence que l’AMG diffuse rapidement hors de l’hydrogel de 

fibrine-amidon. Une fois l’AMG libérée des nanoparticules, celle-ci pourrait alors diffuser rapidement 

hors du matériau, conduisant à un arrêt de la production in situ de glucose. Une étude de la cinétique 

de libération de l’AMG des nanoparticules permettrait d’expliquer cette absence de production 
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progressive de glucose par les NPe. De plus, il serait intéressant de savoir si l’AMG libérée maintient 

son activité, permettant de confirmer l’effet protecteur des nanoparticules sur l’activité de l’AMG. 

Une fois ces différents comportements expliqués, est-il possible d’optimiser et de contrôler ces 

comportements ?  

Lors de l’étude de la stabilité de nanoparticules, il a été observé que 2 mois ne suffisent pas à la 

dégradation complète des nanoparticules. Il serait donc intéressant de les optimiser afin de réduire 

ce temps de dégradation, par exemple en changeant la longueur de chaîne du PLGA. Ceci étant, 

comme décrit plus haut, il semblerait aussi qu’en milieux complexes, et en particulier en milieux 

conditionnés, le devenir des nanoparticules de PLGA serait également modulable. De plus, 

initialement, la taille nanométrique des particules était aussi l’une des caractéristiques essentielles. 

Cependant, il a été mis en avant que, dans l’hydrogel de fibrine-amidon, ces nanoparticules diffusent 

en partie hors du matériau ce qui entraine une perte de celles-ci et de fait compromet leur efficacité. 

Il pourrait donc aussi être envisagé, pour limiter la fuite des nanoparticules, de produire des 

particules de taille plus grande que celles utilisées dans cette étude. Des systèmes micrométriques 

et/ou de type microémulsion pourraient être proposés pour encapsuler l’AMG. 

Quel est finalement le gain à utiliser l’AMG sous forme encapsulée sur la survie des hCSMs ?  

Une étude préliminaire in vitro et in vivo concernant l’efficacité des NPe a été effectuée au sein du 

laboratoire B2OA (Laboratoire de Bioingénierie et de Bioimagerie OstéoArticulaire), partenaire du 

projet de recherche sur l’amélioration de la survie des cellules souches dans un biomatériau hydrogel 

composite implanté (Figure 80).   

 

Figure 80 : Mesures (A) in vitro et (B) in vivo du signal de bioluminescence (BLI) émis par les hCSMs
Luc

 
vivantes. In vitro, les hCSMs

Luc
 (hCSMs transfectées par le gène de la luciférase) sont cultivées au sein de 

différentes formulations d’hydrogels dans une station hypoxique (pO2 < 0,1%) à 37°C pendant 7 jours. In vivo, 
les différentes formulations d’hydrogels sont implantées en site ectopique chez la souris nude pendant 14 
jours, et le signal de BLI est mesuré directement sur la souris vivante. 
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Que ce soit in vitro (après 7 jours au sein d’hydrogels) ou encore in vivo (après 14 jours post-

implantation dans des hydrogels), en absence de glucose, la viabilité des hCSMsLuc est extrêmement 

faible et correspond à celle de l’hydrogel de fibrine seul. Par contre, cette viabilité est augmentée par 

un apport de glucose, que cet apport soit effectué suite à l’hydrolyse de l’amidon par de l’AMG sous 

forme libre ou sous forme encapsulée. Alors qu’à 7 jours l’action de l’AMG apportée par les NPe 

semble plus faible que celle de l’AMG libre ; à 14 jours, la tendance semble inversée. Ceci est 

intéressant car dans l’absolue, il est essentiel que l’activité cellulaire soit plutôt progressive et 

augmente au cours du temps. Le retard à 7 jours n’est donc pas compromettant, au contraire. En 

revanche, le bénéfice de l’apport de l’AMG sous forme encapsulée, semblant favoriser l’amélioration 

de la survie des hCSMs implantées dans l’hydrogel de fibrine-amidon après 14 jours, est lui plutôt 

prometteur. Une meilleure compréhension de la cinétique de libération de l’AMG encapsulée dans 

les NPe, ainsi que la stabilité de ces NPe en conditions d’application clinique au sein d’hydrogels 

apparait donc nécessaire afin de mieux comprendre leur effet réel et avantage sur la survie des 

hCSMs implantées. 
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Résumé 

En ingénierie tissulaire, la survie in vivo de cellules souches implantées au sein d’un biomatériau est 
limitée par les conditions d’un environnement ischémique qui se caractérise par un déficit en 
oxygène et en nutriments. Récemment, dans le cadre d’un projet de recherche dédié au 
développement d’un hydrogel composite à base de fibrine, biomatériau conçu pour améliorer la 
survie de cellules souches post-implantation, il a été mis en évidence la nécessité de contrôler dans le 
temps et l’espace la disponibilité du glucose au sein de ce matériau. Cet apport in situ de glucose est 
réalisé par dégradation contrôlée de l’amidon, un polymère de glucose. Cette production est assurée 
par action enzymatique d’un catalyseur spécifique de l’hydrolyse de l’amidon, l’amyloglucosidase 
(AMG).  

Toutefois, il convient de maitriser différents paramètres tels que la fuite de l’AMG en dehors de 
l’hydrogel ou encore sa perte d’activité au cours du temps. Dans ce contexte, l’encapsulation de 
l’AMG dans des nanoparticules d’un polymère biodégradable et biocompatible, ici l’acide 
poly(lactique-co-glycolique) (PLGA), devrait permettre le contrôle des paramètres susmentionnés.  

Des nanoparticules de type core-shell contenant l’AMG (NPe) ont été synthétisés par l’adaptation 
d’un protocole de  double émulsion (water-oil-water). Différentes méthodes ont été développées 
pour déterminer les propriétés physico-chimiques et biochimiques des nanoparticules produites. Le 
protocole de synthèse a été optimisé afin de produire des nanoparticules reproductibles et stériles 
utilisables dans des hydrogels implantables in vivo.  

Le cahier des charges de l’hydrogel enrichi en amidon et en NPe impose un apport continu du 
glucose pendant 1 mois. La stabilité des nanoparticules a été étudiée en solution et dans les 
hydrogels. La production de glucose grâce à ces NPe a été investiguée en solution et en hydrogel 
mettant en avant l’intérêt de ces nanoparticules au sein du dispositif.  

Mots clefs : nanoparticules, PLGA, double émulsion, production progressive de glucose, hydrogel. 

Abstract 

In tissue engineering, the in vivo survival of stem cells located within a biomaterial is limited by an 
ischemic environment characterized by a low supply of oxygen and nutrients. Recent studies on fibrin 
based hydrogels (designed to improve stem cells survival after implantation) have highlighted the 
need to control the spatiotemporal availability of glucose within a biomaterial scaffold. Glucose 
release occurs through the degradation of starch, a glucose polymer, at a rate controlled by the 
action of the enzyme amyloglucosidase (AMG), a specific catalyst for the hydrolysis of starch.  

In order to eventually be of clinical impact, critical parameters must be tuned, such as the AMG 
leakage outside the hydrogel and its loss of activity over time. In this context, AMG encapsulation 
within nanoparticles of a biodegradable and biocompatible polymer, here poly(lactic-co-glycolic acid) 
(PLGA), is a promising means toward controlling the above parameters. 

The AMG-containing core-shell type nanoparticles (NPe) were synthesized by an adaptation of the 
double emulsion technique (water-oil-water). Different methods have been developed to determine 
the physicochemical and biochemical properties of the resulting nanoparticles. The synthesis was 
optimized to produce sterile and reproducible nanoparticles appropriate for in vivo implantable 
hydrogels.  

Nanoparticle stability and glucose release were investigated in solution and in hydrogels. A key 
specification of the hydrogel system, enriched in starch and NPe, is the continuous supply of glucose 
over 1 month. Glucose production was observed to meet this specification, highlighting the potential 
advantages of this approach. 

Keywords: nanoparticles, PLGA, double emulsion, progressive production of glucose, hydrogel. 


