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Produits, réactifs et polymères  

AA Acide acétique  

AO Acide orange II 

BCA  Acide bicinchoninique  

BMP-2 Protéine morphogénétique osseuse 2  

BZ1S Sels de sodium de l’acide 2-formylbenzènesulofnique  

BZ2S Sels de sodium de l’acide 4-formyl-1,3-benzènedisulfonique  

CaP Phosphate de calcium  

CHT Chitosane  

CHTS Chitosane sulfonique  

CHT1S  Chitosane monosulfonique  

CHT2S Chitosane disulfonique  

DA  Dopamine  

GAG  Glycosaminoglycane  

HA  Hydroxyapatite  

PBS  Tampon phosphate salin  

PCL  Poly (Ꜫ-caprolactone) 

pDA  Polydopamine  

PEO  Poly (oxyde d’éthylène) 

PLA Poly (acide lactique) 

PLGA Poly (acide lactique-co-glycolique) 

SBF Fluide corporel simulé  

THF  Tétrahydrofyrane  

Tris  Tris (hydroxyméthyl) aminoéthane  

 

Appareils et techniques  

ATG Analyse thermogravimétrique  

DVS  Mesure dynamique de soprtion d’eau   

EDS  Spectroscopie à rayon X à dispersion d’énergie  

1H-RMN Résonance magnétique nucléaire du proton  

IRTF  Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 

MEB  Microscopie électronique à balayage  
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Anti-Xa  Anti facteur X activé  

DD Degré de désacétylation  

DM Dispositif médical  

DMI  Dispositif médical implantable  

DS Degré de substitution  

FDA  « Food and Drug Administration »  
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Le vieillissement de la population, les maladies héréditaires et les traumatismes peuvent 

générer une altération des organes ou des tissus comme les os, les vaisseaux et la peau, ce qui 

pose un sérieux problème de santé publique. Pour cette raison, elle a été définie comme étant 

un axe de Recherche prioritaire dans le cadre du Groupement De Recherche (GDR) « réparer 

l’humain ». Afin de pallier à ce problème, des dispositifs médicaux et des biomatériaux, 

notamment des prothèses (vasculaires, de hanche, pour hernie), des substituts osseux ou des 

scaffolds pour la régénération des tissus, ont été développés. Ils ont pour but de renforcer, de 

régénérer et de remplacer un tissu, un organe ou une fonction devenue défectueuse. Ces 

biomatériaux peuvent être composés de divers matériaux, allant des polymères biostables (PP, 

PET) ou biodégradables (PLA, collagène, polysaccharides), d’origine synthétique ou naturelle, 

des céramiques (hydroxyapatite, phosphate tricalcique, verres bioactifs) jusqu’aux métaux 

(alliages CoCr, NiTiNOL).     

Actuellement, la recherche tend à développer des biomatériaux de troisième génération, 

dits « bioactifs », qui sont capables d’interagir avec les tissus vivants, avec lesquels ils seront 

mis en contact en vue d’accélérer le processus de guérison et d’améliorer l’intégration de 

l’implant via, par exemple, la libération de principes actifs, le contrôle de l’adhésion cellulaire 

ou la présence de signaux pour la croissance cellulaire. Pour cela, le développement des 

biomatériaux fonctionnalisés a conduit à l’adoption d’un cahier des charges bien strict, 

notamment en termes de sécurité et d’efficacité pour répondre aux exigences essentielles 

spécifiques de la directive 93/42/CEE. En outre, le dispositif qui est mis en place doit favoriser 

l’adhésion, la migration et la prolifération cellulaire et inhiber en même temps le développement 

des cellules à caractère pathologique, en particulier les cellules cancéreuses.  

Afin de répondre au mieux à ce cahier des charges, plusieurs stratégies sont développées. 

Parmi les solutions des plus efficaces, le développement de supports nanostructurés et 

biomimétiques, notamment des hydrogels et des nanofibres, est favorisé en raison de leur 

structure qui mime celle de la matrice extracellulaire, permettant ainsi d’améliorer la 

biointégration du biomatériau au sein de son environnement hôte. 

 Une technique attrayante, à laquelle la recherche académique et industrielle attache un 

grand intérêt, consiste en l’électrofilage de différents types de matériaux, principalement les 

polymères, sous forme de textiles. En effet, l’electrospinning permet d’élaborer des nanofibres 

à partir d’une solution de polymères par simple application d’un haut champ électrique entre 

l’aiguille et le collecteur. Une large gamme de polymères biocompatibles, biostables et/ ou 
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biorésorbables peut être électrofilable. De plus, les supports nanofibreux obtenus se 

caractérisent par une surface spécifique élevée, par une forte porosité avec des pores 

interconnectés de taille modulable et par une structure qui est très similaire à celle de la matrice 

extracellulaire. Les nanofibres présentent ainsi un grand potentiel pour des multiples 

applications biomédicales en tant que systèmes de libération de principes actifs ou en tant que 

« scaffolds » pour l’ingénierie tissulaire ou pour la médecine régénérative. 

Dans le cadre de cette thèse, un intérêt particulier sera porté aux nanofibres de chitosane. 

Le chitosane est un polysaccharide d’origine naturelle très connu en raison de ses propriétés 

biologiques (la biocompatibilité, l’hémocompatibilité, l’activité antibactérienne, pro-

cicatrisation). En outre, depuis l’émergence de l’électrospinning dans les années 2000, de 

nombreuses applications des nanofibres de chitosane ont vu le jour, à savoir les traitements de 

plaies (pansements) ou les « scaffolds » pour la médecine régénérative. Toutefois, la présence 

des groupements fonctionnels dans la structure chimique du chitosane permet d’explorer 

différentes modifications chimiques afin d’améliorer ses propriétés biologiques ou de lui en 

conférer des nouvelles. 

Depuis 2013, l’electrospinning est une thématique émergente au sein de notre laboratoire 

UMET, et en particulier l’équipe « Ingénierie des Systèmes Polymères ». Effectuée en 

collaboration avec l’INSERM – unité U1008, cette thèse a pour objectif d’élaborer des 

membranes de nanofibres de chitosane à propriétés originales et innovantes, plus 

spécifiquement ostéoinductrices ou anticoagulantes dans le but de répondre aux deux 

problématiques qui sont respectivement liées au remodelage osseux et vasculaire.  

Les problématiques osseuses sont très fréquentes en chirurgie dentaire, maxillofaciale et 

orthopédique, suite à des traumatismes osseux ou à des maladies tels que l’ostéoporose ou le 

cancer. Les solutions cliniques actuelles consistent, le plus souvent, en l’utilisation de substituts 

osseux à base d’hydroxyapatite sous forme de granules ou de blocs ou d’éponges à base de 

collagène, par exemple lorsque la greffe autologue n’est pas possible. Toutefois, ces solutions 

ne sont pas entièrement satisfaisantes à cause de leurs propriétés physicochimiques, mécaniques 

et/ ou biologiques.  

Les membranes nanofibreuses présentent ainsi un grand potentiel pour une utilisation dans 

le domaine de l’ingénierie tissulaire osseuse, dont le principal challenge est de fabriquer des 

substituts osseux qui soient capables d’induire la régénération de l’os. Les propriétés de surface 
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jouent un rôle primordial dans la régulation du comportement cellulaire, la différentiation 

ostéogénique et dans la biominéralisation.       

Le premier objectif de cette thèse est d’élaborer des supports nanofibreux qui possèdent 

des propriétés ostéoinductrices. Pour ce faire, les nanofibres seront, dans un premier temps, 

formées par electrospinning à partir du chitosane. Un traitement de surface sera ensuite appliqué 

afin d’obtenir les propriétés désirées, à savoir la capacité du biomatériau à induire la 

biominéralisation. Pour ce faire, une stratégie simple sera choisie pour ces travaux de recherche. 

Elle consiste en le dépôt d’un revêtement de polydopamine à la surface des nanofibres par 

immersion des supports dans une solution de dopamine.   

Par ailleurs, certains dispositifs implantables, notamment les endoprothèses et les stents, 

seront destinés à être en contact avec le sang, pouvant provoquer un phénomène de thrombose. 

La thrombose est une des principales causes des troubles thromboemboliques dont des millions 

de personnes souffrent à travers le monde. Pour cette raison, les solutions cliniques actuelles 

s’orientent vers l’utilisation d’agents anticoagulants, le plus souvent l’héparine qui fait partie 

des glycosaminoglycanes. Même si leur efficacité est incontestée, ces médicaments présentent 

malgré tout plusieurs effets indésirables et leur activité anticoagulante est limitée dans le temps 

en raison de leur solubilité.  

Pour pallier à ces problèmes, la recherche s’oriente vers, d’une part, la fonctionnalisation 

des biomatériaux avec des agents anticoagulants, afin de bénéficier d’une activité thérapeutique 

locale via une libération contrôlée des principes actifs et, d’autre part, la fabrication des 

dispositifs à partir de polymères « heparin-like ». Ces polymères sont le plus souvent, 

préalablement modifiés par greffage des fonctions sulfates et/ ou carboxyliques qui sont 

responsables de l’activité antithrombotique.  

 Dans notre étude, le chitosane, un polysaccharide qui possède une structure similaire à 

celle des glycosaminoglycanes, sera modifié chimiquement, en greffant des groupements 

sulfonates dans le but de lui conférer la propriété antithrombotique désirée. Pour ce faire, une 

méthode publiée par notre équipe qui consiste en une réaction d’amination réductive sera 

utilisée. Ces dérivés de chitosane seront par la suite électrofilés. 

En conséquence, cette thèse sera répartie en quatre parties :  

La première sera consacrée à l’étude bibliographique qui nous placera dans le contexte. 

Nous allons pour cela nous intéresser en premier lieu au procédé de l’electrospinning et aux 
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propriétés et applications des nanofibres dans le domaine biomédical. Puis, le chitosane, ses 

propriétés et les applications des nanofibres à base de chitosane seront détaillés.  Enfin, et sur 

la base des données précédentes, les deux problématiques qui seront développées dans cette 

thèse seront présentées. Dans le dernier chapitre, il sera question de la sulfonation du chitosane 

et des différents biomatériaux antithrombotiques.  

  La deuxième partie comportera trois chapitres. Le premier consistera en un état de l’art 

sur la place des nanofibres de chitosane et leur fonctionnalisation au sein de l’ingénierie 

tissulaire osseuse. Le deuxième chapitre traitera de l’élaboration des nanofibres de chitosane à 

propriétés ostéoinductrices, en listant les réactifs et les produits utilisés, de même que les 

techniques et les méthodes employées dans ce travail. Le dernier chapitre sera consacré à 

l’étude de fonctionnalisation des supports avec la polydopamine et à l’évaluation de leur 

capacité à induire la régénération osseuse.  

La troisième partiesera également composée de trois chapitres. Une étude bibliographique 

sur les différents biomatériaux antithrombotiques et la sulfonation du chitosane sera développée 

dans un premier chapitre. Le deuxième sera consacré à l’élaboration des nanofibres à partir de 

chitosane sulfoné à propriétés antithrombotiques. La liste des réactifs, des produits, du matériel 

et des techniques de caractérisation sera ainsi détaillée. La synthèse des chitosanes sulfonés et 

l’évaluation de leur activité biologique et les conditions optimales d’électrofilage seront 

investiguées dans un troisième chapitre.  

Pour terminer, dans la quatrième partie, nous présenterons la position de la membrane 

nanofibreuse au regard de la réglementation européenne.  
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Les textiles techniques représentent une part importante du marché mondial des textiles et 

sont en constante évolution en termes de technologies, d’applications, d’innovation ou de 

performance des produits. Ce marché devrait continuer à croître entre 2018 et 2026 de l’ordre 

de 3,5% par an1.  

Le « textile technique » couvre plusieurs secteurs, comme l’agriculture, le sport, 

l’automobile et le secteur médical. Selon « Research and Markets », d’ici 2022, le marché des 

textiles biomédicaux devrait atteindre 14,50 milliards de dollars contre 11 milliards en 2017, 

avec un taux annuel moyen de croissance de l’ordre de 5,7%, entre 2017 et 20222. Cette 

évolution du marché peut être attribuée à l’utilisation croissante de textiles médicaux dans des 

applications implantables ou non. Elle est également due à la population vieillissante, 

l’évolution des modes de vie (surpoids, maladies chroniques) ou encore à la menace accrue des 

nouveaux virus et de souches bactériennes qui induisent un besoin plus important de nouvelles 

stratégies de traitement3,4. En effet, grâce à leurs multiples propriétés, les matériaux textiles 

sont considérés comme des candidats de choix, capables de répondre au mieux aux besoins des 

patients et des cliniciens. 

Les biomatériaux textiles sont très utilisés, dans le domaine médical, surtout dans trois 

secteurs , à savoir les dispositifs de diagnostic et de surveillance (électrode et brassard pour 

tensiomètre, pacemakers), ceux de protection et d’hygiène (les linges hospitaliers jetables ou 

réutilisables, les systèmes de filtration) et ceux de soin et de thérapie5. Ces derniers, considérés 

comme des dispositifs médicaux d’un point de vue réglementaire, sont utilisés pour le soin des 

blessures ou pour la conception de prothèses de renforcement ou de remplacement de tissus qui 

ont été endommagés. On retrouve dans cette catégorie, les dispositifs médicaux implantables et 

non implantables (cf. Figure 1).  

Les dispositifs textiles non-implantables à usage externe sont souvent destinés à être en 

contact avec la peau, comme pour les soins des plaies (pansements), les bandages, le plâtre, les 

vêtements sous pression ou pour les ceintures orthopédiques6. En revanche, les dispositifs 

textiles sont dits implantables, selon l’annexe II de la directive 93/42/CEE lorsqu’ils sont 

totalement introduits, chirurgicalement ou médicalement, dans le corps humain et sont destinés 

à y demeurer après l’intervention7. Ils comprennent les prothèses pour différents types de 

chirurgie, comme pour les prothèses orthopédiques, les pacemakers (dispositif médical 

implantable actif), les stents cardiovasculaires et les prothèses neurales. 
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Figure 1. Les différents types de textiles médicaux et leur utilisation dans le domaine biomédical, 

(a) Masque de protection, MEDICOM8 ; (b) Couvre-tête, MEDICOM9 ; (c) Champ opératoire, 

PRAXISDIENST10; (d) Tensiomètre, BEURER11 ; (e) Lecteur de glycémie sanguine, BEURER12 ; 

(f) Thermomètre, BEURER13 ; g) Minerve, THUASNE14 ; (h) Bande extensible, URGO15, (i) 

Pansement, URGO16 ; (j) Fil de suture, PÉTERS SURGICAL17 ; (k) Lentilles de contact, 

COOPERVISION18 ; (l) Renforcement pour Hernie inguinale, COUSIN BIOTECH19 

Pour ces raisons, les textiles médicaux sont appelés à se conformer à un cahier des charges, 

dont la teneur varie selon les applications visées tel qu’un caractère non allergène, non irritant, 

biostable ou biorésorbable, bactériostatique ou bactéricide, biocompatible, etc. Par ailleurs, les 

textiles évoluent de nos jours de façon à ce qu’ils assurent des interactions entre le dispositif 

médical et son environnement hôte ; ils participent activement à la cicatrisation, supportent la 

régénération des tissus (l’os, la peau), activent ou inhibent la thrombose, etc. On parle alors de 

textiles dits « bioactifs ».  

Différentes technologies de filage, exemples la voie fondue, la voie humide ou encore 

l’electrospinning, exploitées pour la formation de textiles, possédent des fonctionnalités très 

spécifiques20. Ces textiles médicaux sont généralement des produits à base de polymères.  

Dans cette étude, nous nous intéresserons plus particulièrement au procédé 

d’electrospinning, une technique qui est en plein essor pour la fabrication de membranes de 

nanofibres dans le domaine biomédical. L’historique, le procédé, l’influence des différents 

paramètres et les matériaux qui peuvent être utilisés seront traités dans la section suivante.  
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 Electrospinning pour applications biomédicales  

 Historique  

La technique de l’electrospinning est considérée comme la seule qui permette de produire 

des fibres continues à l’échelle nanométrique. L’idée d’utiliser un fort potentiel électrique pour 

induire la formation de gouttelettes liquides remonte à plus de 100 ans21–25 (cf. Figure 2). 

 
Figure 2. Chronologie de l’historique de l’electrospinning26,27 

 L’electrospinning a été découvert en 1897 par Raleigh28 et breveté par Morton en 190024 

et Cooley en 190222. Seulement, cette technique n’a pas été adoptée industriellement, à cause 

des difficultés rencontrées lors de l’évaporation du solvant et la collecte des nanofibres pendant 

le processus, et de la compétition à laquelle elle a été confrontée avec les processus d’étirage 

mécanique qui permet de former des fibres de polymères.  

En 1934, Formhals a décrit ce procédé d’electrospinning dans un brevet ; ce qui a suscité 

plus d’intérêt pour cette méthode. Formhals a rapporté le filage des fibres d’acétate de cellulose 

entre deux électrodes de polarité opposée29. L’une des deux électrodes a été placée au niveau 

de la solution et l’autre sur le collecteur. Après quoi, Formhals a affiné sa première approche 

dans son second brevet qui traitait de la variation de la distance entre l’aiguille et le collecteur 

pour augmenter le temps d’évaporation du solvant30.  
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Au cours des années 1960, des études ont été menées par Taylor au sujet du processus de 

formation du jet. Il a étudié la transformation de la goutte de solution de polymère en cône après 

application d’un champ électrique. Ainsi, la forme conique formée quand les forces électriques 

surmontent la tension de surface de la solution a été appelée plus tard, « cône de Taylor »31,32. 

Au cours des années suivantes, la recherche a été orientée vers la caractérisation des nanofibres 

électrofilées et la compréhension des relations qui existent entre les différents paramètres du 

procédé et la morphologie des fibres33.  

Au début des années 1990, plusieurs groupes de recherche ont ravivé l’intérêt pour 

l’electrospinning. Reneker et ses pairs ont prouvé le potentiel de cette technique dans le 

domaine de la nanotechnologie, puisque les fibres obtenues possèdent des diamètres à l’échelle 

nanométrique34–36. Par ailleurs , une grande variété de polymères a pu être utilisée d’une façon 

rentable ; ce qui a permis le recours à l’electropsinning dans les laboratoires de recherche37,38.  

Pour cela, la technique, qui a été appelée « filage électrostatique », s’appelle désormais 

l’« électrofilage » ou « electrospinning ». Elle est aujourd’hui largement employée dans la 

littérature en tant que technique viable pour la production de fibres ultrafines à partir d’une 

solution de polymère ou de polymère à l’état fondu (melt electrospinning), via l’application 

d’un champ électrique. Le nombre de publications issues des laboratoires de recherche, des 

Instituts de recherches et d’entreprises, qui est en constante augmentation (2 publications en 

2000 contre 4300 en 2017), met en évidence l’intérêt croissant pour cette technique39 (cf. Figure 

3).  

 
Figure 3. Nombre de publications liées au procédé electrospinning, source : Scopus, mots-clés: 

electrospinning ou electrospun, rapporté le 13 Mai 2018 
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 Description du procédé 

Plusieurs études ont été effectuées pour mieux comprendre le processus de formation du 

jet, à partir de la solution de polymère ou, plus rarement, à partir du polymère fondu35,40–43.  

Quatre composants majeurs sont nécessaires pour cette technique, à savoir un générateur 

pour produire le champ électrique, une pompe à seringue, un tube capillaire comportant une 

aiguille et un collecteur (cf. Figure 4). Une solution de polymère est introduite dans une 

seringue et est transférée jusqu’à l’aiguille grâce à une pompe à seringue qui permet de contrôler 

également le débit. L’aiguille peut être, soit reliée directement à la seringue, soit branchée à un 

tube capillaire connecté à la seringue. Un haut voltage est appliqué causant la déformation et 

l’étirement de la goutte de solution de polymère sous forme d’un cône. 

 
Figure 4. Représentation schématique du procédé electrospinning44 

Sous l’effet de la tension, la gouttelette de la solution de polymère à la sortie de l’aiguille 

devient statiquement chargée et les charges induites sont uniformément réparties à la surface. 

Cette accumulation de charges peut causer une protrusion, donnant ainsi à la goutte une forme 

conique appelée « cône de Taylor ». Lors de l’augmentation du champ électrique, les forces 

électrostatiques répulsives surmontent la tension de surface et le jet chargé est éjecté du cône 

de Taylor quand une valeur critique est atteinte. Le comportement du jet peut être réparti en 

trois phases : le cône de Taylor, le jet droit et le jet instable sous forme de fouet45. Par la suite, 

cette instabilité est de plus en plus importante lorsque les fibres se dirigent vers le collecteur 

(« whipping »). Cette action contribue à l’étirage des fibres et l’évaporation du solvant. Ainsi, 

un dépôt aléatoire de nanofibres sur le collecteur est formé. Le procédé d’electrospinning et les 

différentes étapes de formation du jet et des fibres sont illustrés dans la Figure 5 ci-dessous.  
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Figure 5. Représentation schématique du processus electrospinning étape-par-étape46 

 Influence des différents paramètres 

Le contrôle de la morphologie des nanofibres et de la structure de la membrane peut 

s’opérer à travers le réglage des paramètres de solution, en paramètres du procédé et en 

paramètres environnementaux28,32,47.  

I.3.1. Paramètres de solution 

Les paramètres de solution, particulièrement la concentration, la masse molaire du 

polymère, la viscosité, la conductivité et la tension de surface sont les plus décisifs.  

La viscosité de la solution dépend de sa concentration. A faible concentration, un mélange 

de fibres et de billes (en anglais « beads ») est obtenu, car la viscosité est faible et la tension de 

surface de la solution est élevée48. De leur côté, Beachley et al. ont montré que le diamètre des 

fibres augmentaient avec l’augmentation de la concentration du polymère, mais que 

l’uniformité des fibres diminuait à forte concentration. En effet, trois régimes de concentration 

ont été identifiés par Colby et al. en mesurant la viscosité en fonction de la concentration d’un 

polymère en solution; dilué, semi-dilué et concentré49. Le système semi-dilué peut être lui-

même différentié en semi-dilué non enchevêtré et semi-dilué enchevêtré, qui sont délimités par 

une concentration d’enchevêtrement (Ce), la concentration minimale nécessaire pour permettre 

l’électrofilage de la solution de polymère (cf. Figure 6). Ainsi, l’obtention d’une concentration 

optimale est nécessaire pour la formation de nanofibres50–53. 
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Figure 6. Influence de la concentration et de l’enchevêtrement moléculaire du polymère sur la 

morphologie des nanofibres obtenues par electrospinning54 

La masse molaire est un autre paramètre important. L’augmentation de la masse molaire 

induit l’augmentation de l’enchevêtrement des chaînes du polymère provoquant l’augmentation 

de la viscosité 55,56. Jacobs et al. ont prouvé qu’ à concentration fixe, l’utilisation du poly (oxyde 

d’éthylène) (PEO) à masse molaire faible (3 x 105 g. mol-1) et plus élevée (9 x 105 g. mol-1), 

entraîne, respectivement, la formation de billes et de fibres ayant des diamètres très larges57.   

Une tension de surface élevée nécessite d’appliquer un voltage plus élevé pour produire 

des fibres52. Il a été rapporté par Persano et al. que la réduction de la tension de surface contribue 

à la formation de nanofibres sans billes38, mais qu’une faible tension de surface n’est pas 

toujours adaptée pour les conditions optimales d’electrospinning58,59. En outre, dans le cas des 

solvants organiques très volatiles, il est impossible d’obtenir des nanofibres car l’évaporation 

du solvant est trop rapide ; ce qui engendre le « séchage » de la solution au niveau de l’aiguille 

et donc son colmatage. Pour y remédier, il est nécessaire de saturer l’atmosphère de la chambre 

où se situe l’appareillage par des vapeurs de solvant.  

Le solvant, le type de polymère ainsi que la présence de sels, ont également un impact sur 

la conductivité de la solution. Une solution dont la conductivité est élevée permet l’obtention 

de nanofibres ayant un diamètre faible. Casasola et al. ont étudié l’effet de plusieurs solvants 

sur l’electrospinning du PLA et ont montré que l’utilisation d’acétone permet d’obtenir des 

nanofibres grâce à sa forte conductivité et à sa faible tension de surface. A l’inverse, des billes 

et très peu de fibres ont été obtenues lorsque des solvants 1,4-dioxane et tétrahydrofurane 

(THF), ayant une faible conductivité et une forte tension de surface, sont utilisés60. Lorsque la 

conductivité est faible, très peu de charges sont présentes à la surface de la goutte ; ce qui 

empêche le cône de se former. L’ajout de sels permettrait d’augmenter la conductivité et la 
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densité de charges de la solution61. En effet, Zhong et al. ont mis en évidence que l’ajout de sels 

(1 wt%) dans une solution de poly (acide D, L-lactique) (PDLLA) permet d’obtenir des fibres 

uniformes et sans billes mais que la morphologie des fibres dépend de la nature des sels ajoutés. 

L’utilisation de sels NaCl a permis l’obtention de fibres de diamètre moyen de l’ordre de 210 

nm, alors que l’ajout de KH2PO4, à la même concentration, a donné des fibres de diamètre 

beaucoup plus élevé (1000 nm)62.   

I.3.2. Paramètres du procédé 

Des paramètres du procédé influent également sur la structure et la morphologie des 

nanofibres, parmi lesquels on peut citer le voltage, le débit d’injection de la solution et la 

distance entre l’aiguille et le collecteur63.  

Le voltage est un facteur crucial pour l’élaboration de nanofibres. Afin de former un jet à 

partir de la solution de polymère, il est nécessaire que le voltage atteigne une valeur critique, 

un potentiel plus élevé que la tension de surface à l’interface solution/ environnement38. Cette 

valeur critique varie d’un polymère à un autre. Quand la concentration ou la viscosité augmente, 

un champ électrique plus fort devient nécessaire pour surmonter la tension de surface et les 

forces viscoélastiques pour l’étirement des fibres. Une augmentation du voltage au-delà de la 

valeur critique entraîne la formation de gouttes ou de fibres contenant des billes, car la taille du 

cône de Taylor diminue et le jet est éjecté rapidement laissant parfois très peu de temps au 

solvant de s’évaporer52. En revanche, un voltage relativement faible est non favorable à la 

formation du cône de Taylor induisant un dépôt de gouttes sur le collecteur48,62. Par exemple, 

Deitzel et al. ont montré que l’augmentation du voltage appliqué entraîne la formation de billes 

à partir d’une solution de PEO48. Des résultats similaires ont été obtenus par Zong et al. qui ont 

étudié la morphologie des membranes de poly (acide lactique) (PLA) en fonction du voltage 

appliqué. A 20 kV, des membranes de fibres contenant peu de billes ont été obtenues. A 25 kV, 

le volume de la goutte est devenu plus petit et le cône de Taylor asymétrique engendrant la 

formation de fibres ayant plus de billes de diamètre moyen plus faible que celles obtenues à 20 

kV. En augmentant le voltage (30 kV), le cône de Taylor a disparu et le nombre de billes 

sphériques a augmenté62. Ainsi, le voltage a un effet sur le diamètre des fibres, mais 

l’importance d’impact varie en fonction de la concentration de la solution et de la distance entre 

l’aiguille et le collecteur64. 

La distance entre l’aiguille et le collecteur est un autre facteur à prendre en considération 

pour contrôler les diamètres et la morphologie des fibres mais qui n’a pas autant d’impact que 
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les autres paramètres traités auparavant65,66. Si la distance est très faible ou très grande, il y’a 

formation de gouttes67. Ainsi, une distance minimale est requise pour permettre l’évaporation 

du solvant avant d’atteindre le collecteur, de même qu’une distance maximale car le champ 

électrique faiblit avec l’augmentation de la distance. 

Le débit est un paramètre important car il influe sur la vitesse du jet. Plusieurs études ont 

mis en évidence la relation qui existe entre le débit, la morphologie et la taille des fibres68. Un 

faible débit est privilégié parce que, de cette manière, le solvant a le temps de s’évaporer et des 

fibres fines, possédant un minimum de défauts, sont obtenues62. Un débit élevé engendre la 

formation de billes, vu que le solvant ne s’évapore pas totalement28,69.   

I.3.3. Paramètres environnementaux 

Les conditions environnementales, telles que la température et l’humidité relative, peuvent 

avoir aussi un effet sur la morphologie et sur le diamètre des nanofibres70–72. Une augmentation 

de la température provoque la diminution de la viscosité de la solution ; ce qui entraîne la 

formation de nanofibres plus fines. En outre, une humidité relative faible accélère l’évaporation 

lorsque l’eau est utilisée comme solvant ; sinon la condensation d’eau sur les nanofibres en 

solvant organique peut provoquer une porosité. Des fibres ayant un diamètre important sont 

alors obtenues. De plus, la température et l’humidité relative ont une influence sur la 

morphologie des nanofibres. En effet, Putti et al. ont mis en évidence la présence de nanopores 

sphériques à la surface des nanofibres de poly (ε-caprolactone) (PCL) au fur et à mesure de 

l’augmentation de la température et/ ou de l’humidité relative73.  

En conclusion, afin d’obtenir la morphologie des nanofibres désirées, il faut contrôler 

plusieurs paramètres qui sont dépendants les uns des autres. Ces différents paramètres et leurs 

effets sur la morphologie des fibres sont résumés dans le Tableau 1 ci-après.  
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Tableau 1. Les différents paramètres d'electrospinning et leurs effets sur la morphologie des 

nanofibres28 

Paramètres  Effets sur la morphologie des nanofibres  Références  

Paramètres de solution 

Concentration  Diamètre des fibres augmente quand concentration 

augmente  

74 

Viscosité  Diamètre des fibres augmente quand la viscosité 

augmente 

75 

Masse molaire  La présence de billes et de gouttes diminue quand la 

masse molaire augmente 

76 

Conductivité  Diamètre des fibres diminue quand conductivité 

augmente   

56 

Tension de 

surface  

Augmentation de tension de surface entraîne l'instabilité 

des jets 

69 

Paramètres du procédé 

Voltage Diamètre des fibres diminue quand voltage augmente 74 

Débit Diamètre des fibres diminue quand débit diminue 66 

Distance 

aiguille-

collecteur 

Génération de billes quand distance très grande ou très 

faible 

77 

Paramètres environnementaux 

Humidité 

relative 

Génération de nanopores sphériques quand augmentation 

de l’humidité  

78 

Température  Diamètre des fibres diminue quand température augmente  79 

 Propriétés des nanofibres et leurs applications biomédicales 

Les nanofibres sont considérées comme étant des matériaux fibreux solides dont le 

diamètre est égal ou inférieur à 1 µm. Comme il a été indiqué précédemment, elles peuvent être 

générées à partir de plusieurs types de polymères ; ce qui permet de moduler leurs propriétés 

physiques, chimiques, mécaniques ou biologiques. De ce fait, les nanofibres peuvent être 

utilisées dans de nombreuses applications industrielles, notamment dans les semi-

conducteurs80, dans la purification des eaux81 ou dans la filtration d’air82, et plus spécifiquement 

dans le domaine biomédical.  

La recherche actuelle est orientée vers l’utilisation de matrices à base de nanofibres pour 

mimer la matrice extracellulaire (MEC) native présente dans les tissus tels que les os, les 
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ligaments, la peau et les tissus vasculaires. Les nanofibres obtenues après electrospinning sont 

caractérisées par une surface spécifique élevée et une forte porosité avec des pores 

interconnectés de taille modulable, une structure similaire à celle de la MEC. Ainsi, les matrices 

de nanofibres constituent des candidates de choix en tant que supports susceptibles de favoriser 

l’adhésion, la migration et l’infiltration cellulaire. En outre, les membranes peuvent être 

fonctionnalisées afin d’améliorer leurs propriétés biologiques et d’élargir leur champ 

d’application. A titre d’exemple, la présence des facteurs de croissance (BMP, FGF) à la surface 

des nanofibres favorise la régénération osseuse83, et la présence des cytokines réduit la réponse 

inflammatoire de l’hôte84.  

Pour ces raisons les matrices nanofibreuses ont été d’un grand intérêt pour différentes 

applications biomédicales, comme l’ingénierie tissulaire, la libération de principes actifs, le 

traitement des plaies (pansements), etc. (cf. Figure 7). 

 
Figure 7. Les applications biomédicales des nanofibres85 

I.4.1. Systèmes de libération de principes actifs  

La libération contrôlée des principes actifs par des matrices de nanofibres à base de 

polymères biocompatibles, et le plus souvent biodégradables, est abondamment étudiée. Grâce 

à leur architecture poreuse et à leur surface spécifique, les membranes nanofibreuses sont des 

candidates de choix pour cette finalité (cf. Figure 8). En effet, plus la surface spécifique est 

élevée et plus la vitesse de diffusion du principe actif est importante86. Selon le matériau utilisé, 

la libération peut être modulée. En outre, l’incorporation des principes actifs au sein des 

matrices permettrait de bénéficier d’une activité thérapeutique locale et d’éviter des 

administrations médicamenteuses par voie orale ou intraveineuse. Dans la littérature, une 

grande variété de principes actifs a été incorporée dans des membranes à base de nanofibres, y 

compris les médicaments lipophiles et hydrophiles. Ghaebi Panah et al. ont étudié 
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l’electrospinning des nanotubes de verres bioactifs/ polyvinylpyrrolidone qui ont été chargés 

en ibuprofène afin d’élaborer des vecteurs mésoporeux pour la libération de principes actifs87. 

Une étude a été effectuée sur le revêtement de stents avec des nanofibres bioabsorbables de 

PLGA pour la libération prolongée et contrôlée de rosuvastatine et de paclitaxel (27 et 70 jours, 

respectivement)88. En outre, des nanofibres électrofilées de PDLLA chargées en méfoxine ont 

montré une libération totale du principe actif en 24h avec une libération importante après 3h à 

cause de la présence des molécules de méfoxine à la surface des nanofibres62.  

 
Figure 8. a) schéma d’une nanofibre chargée en principe actif et sa libération b) Stent 

œsophagien fonctionnalisé avec des nanofibres de PLGA chargées en principes actifs89 

I.4.2. Traitement des plaies (pansements)  

Les pansements sont très utilisés au quotidien pour le soin des plaies suite à une blessure 

ou après un acte chirurgical. Le pansement doit respecter un cahier des charges spécifique à 

chaque niveau de la guérison (cf. HAS - Les pansements : indications et utilisations 

recommandées90). Entre autres, il doit être hémostatique et perméable aux gaz, hydraté, capable 

d’absorber l’exsudat en excès, agir comme une barrière antibactérienne et protéger contre 

l’infection91. Les membranes à base de nanofibres sont utilisées en tant que pansements grâce 

à leur architecture micro- et nano-fibreuse et à leurs propriétés morphologiques92–95. Il est 

parfois nécessaire d’incorporer des agents antibactériens, telles que des nanoparticules d’argent, 

pour améliorer le processus de guérison96 (cf. Figure 9).  

 
Figure 9. Méthode de préparation de nanofibres de chitosane contenant des nanoparticules 

d'argent96 

I.4.3. Prothèses 

Les nanofibres sont également explorées pour la conception de dispositifs médicaux 

implantables. Elles peuvent être utilisées, soit en tant que matériaux nanofibreux pour fabriquer 

des prothèses comme les prothèses vasculaires (cf. Figure 10), soit en tant que revêtement des 
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prothèses pour améliorer leur intégration tissulaire63,97. Des prothèses tubulaires à base de 

nanofibres de copolymères Ꜫ-caprolactame – hexaméthylènediaminadipate ont été préparées 

par Popryadukhin et al. Ces dispositifs médicaux ont donné des résultats biologiques in vivo 

excellents puisqu’une absence de sténose a été observée au bout de 14 mois d’implantation chez 

les rats au niveau de l’aorte abdominale (cf. Figure 10)98. En outre, il a été démontré que le 

revêtement nanofibreux peut prévenir l’infection des prothèses articulaires99. Ashbaugh et al. 

ont élaboré un revêtement de prothèses orthopédiques dont l’efficacité antibactérienne permet 

la prévention d’une infection associée à la formation d’un biofilm au niveau de l’implant 

orthopédique. Ce revêtement est constitué de nanofibres de PLGA incorporées dans un film de 

PCL afin de co-délivrer localement des antibiotiques à la surface de l’implant100.  

 
Figure 10. Exemple de prothèse vasculaire à base de nanofibres98 

I.4.4. Ingénierie tissulaire  

L’ingénierie tissulaire est un domaine pluridisciplinaire qui combine les principes de 

l’ingénierie et de la biologie. Elle vise à développer des substituts biologiques biomimétiques 

dans le but de restaurer, de maintenir ou d’améliorer la fonction d’un tissu ou d’un organe lésé 

(os, cartilage, peau, vaisseaux sanguins, muscles). Les scaffolds sont associés à des facteurs de 

croissance et/ ou de cellules (triade de l’ingénierie tissulaire). L’electrospinning permet 

d’obtenir des matrices de nanofibres poreuses, bi- ou tri-dimensionnelles et dont la structure 

mime celle de la MEC. Par conséquent, ces supports nanofibreux constituent des candidats de 

choix pour être utilisés en ingénierie tissulaire101. De plus, en variant les paramètres, tels que le 

choix du matériau, l’orientation des fibres, la porosité ou la modification de surface, les 

propriétés biologiques des membranes de nanofibres sont modulées. En effet, l’adhésion, la 

prolifération et l’infiltration cellulaire dépendent de l’architecture des supports. Les cellules qui 

adhèrent aux matrices microscopiques s’aplatissent et s’étendent comme si elles sont cultivées 

sur des surfaces planes. Quant aux matrices nanostructurées, elles offrent une plus grande 

surface spécifique pour l’absorption des protéines et présentent donc plus de sites d’attachement 

cellulaire (cf. Figure 11)102.  



PREMIERE PARTIE. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

26 

 

 
Figure 11. Représentation schématique de l’adhésion et la migration cellulaire en fonction de 

l’architecture du « scaffold » 

La recherche actuelle s’oriente vers la fabrication de supports à partir de polymères 

biocompatibles et biodégradables pour permettre la formation du tissu néoformé et la 

dégradation simultanée du dispositif. L’ingénierie tissulaire est appliquée pour la restauration 

des nerfs, des cellules cardiaques, de l’os ou de la peau (cf. Figure 12). 

 
Figure 12. Schéma des différents domaines de l'ingénierie tissulaire103 

 Polymères utilisés en electrospinning  

Plusieurs polymères ont été utilisés pour élaborer des nanofibres par 

electrospinning43,101,104–106. Ils sont différents en termes de nature chimique, de propriétés 

mécaniques, de biocompatibilité et de biorésorbabilité. Quelques exemples de polymères 

synthétiques et naturels parmi les plus utilisés, seront présentés dans cette section107–109. 

I.5.1. Polymères synthétiques 

Les polymères synthétiques, plus spécifiquement les biodégradables, présentent un grand 

intérêt dans le domaine de l’electrospinning. Par exemple, poly (acide lactique), poly (acide 
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lactique-co-glycolique), poly (caprolactone) ou encore poly (oxyde d’éthylène), ont été 

largement étudiés dans la littérature pour former des nanofibres synthétiques.  

Le poly (acide lactique) (PLA) est un polyester biosourcé issu par exemple de l’amidon 

de maïs. Il s’agit d’un polymère hydrophobe, biodégradable et biocompatible et qui, en raison 

de ses propriétés mécaniques, est largement utilisé dans le domaine de l’ingénierie tissulaire110. 

Selon la masse molaire et l’isomérie, le PLA se dégrade entre les six mois et les deux ans qui 

suivent son implantation dans le corps humain111. Le PLA peut être électrofilé à partir de sa 

solution dans des solvants organiques, tels que le dichlorométhane et le chloroforme112. Afin 

de moduler ses propriétés, notamment sa vitesse de dégradation, des copolymères PLA-PEG-

PLA ont été élaborés113.   

Le poly (acide lactique-co-glycolique) (PLGA) est un polyester biodégradable 

synthétique114,115 qui a été approuvé par la FDA (Food and drug administration). Il possède des 

propriétés mécaniques modulables en fonction de sa composition et fait partie des matériaux 

biodégradables les plus utilisés116. Stachewicz et al. ont préparé des membranes de nanofibres 

de PLGA qui favorisent l’adhésion et la prolifération des ostéoblastes pour une application 

éventuelle en régénération osseuse117. Toutefois, le PLGA est hydrophobe et possède peu de 

groupements bioactifs, ce qui limite leur interaction avec des cellules spécifiques118,119. De plus, 

ses produits de dégradation induisent une diminution locale du pH120.  

La poly (Ꜫ-caprolactone) (PCL) est un polyester hydrophobe, biocompatible et 

biorésorbable très utilisé pour des applications biomédicales, tel que le soin des plaies121,122. 

Elle est fortement cristalline ; ce qui permet de lui conférer des propriétés mécaniques stables 

et un taux de dégradation faible, de l’ordre d’une année voire de deux ans, via l’hydrolyse de 

ses groupements esters123. Elle est soluble dans des solvants organiques, notamment dans le 

chloroforme, le tetrahydrofurane ou le N,N-diméthylformamide pour produire des 

nanofibres124. La PCL est fréquemment mélangée ou fonctionnalisée avec d’autres polymères 

afin d’améliorer ses propriétés et donc d’élargir son champ d’application125. En effet, des 

membranes de nanofibres de PCL/ chitosane quaternaire122 et des membranes de PCL/ 

nanotubes de carbone fonctionnalisées avec du chitosane (CHT)124 ont été élaborées pour, 

respectivement, le traitement des plaies et des propriétés antibactériennes.  

Le poly (oxyde d’éthylène) (PEO) est un des polymères synthétiques des plus étudiés dans 

la littérature pour des applications biomédicales, en raison de ses bonnes propriétés biologiques, 

et a été approuvé par la FDA et par plusieurs organismes de réglementation des médicaments. 
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Le PEO est un polyéther soluble dans l’eau ; ce qui permet son électrofilage à partir de solutions 

aqueuses126. Toutefois, sa solubilité dans l’eau rend le matériau instable dans des 

environnements biologiques. Pour cette raison, le PEO est souvent associé, soit à d’autres 

polymères synthétiques127,128, soit à des polymères naturels129–131. Wang et al. ont élaboré des 

membranes à base de nanofibres de PEO/ PDLLA chargées en rapamycine, un principe actif 

antiprolifératif, pour le traitement du glioblastome127.  

I.5.2. Polymères naturels 

 Les polymères naturels les plus utilisés en electrospinning peuvent être classés en deux 

grandes catégories : les protéines (collagène, gélatine, fibroïne de soie) et les polysaccharides 

(cellulose et ses dérivés, chitine, chitosane).  

Le Collagène est la protéine la plus abondante chez l’animal, qui se présente sous 

différentes formes (I, II et III) dans les tissus conjonctifs. Il assure l’intégrité structurelle et la 

résistance mécanique de la MEC. Le collagène est fortement employé pour des applications 

biomédicales grâce à ses propriétés biologiques, notamment sa non toxicité, sa 

biocompatibilité, sa biodégradabilité, sa non immunogénicité, sa faible antigénicité, sa forte 

affinité avec l’eau et sa faible réponse inflammatoire132,133. Des nanofibres de collagène ont été 

élaborées par Rho et al. et ont montré une application potentielle en tant que pansements ou 

« scaffolds » pour l’ingénierie tissulaire134.  

La Gélatine est quant à elle obtenue à partir de l’hydrolyse partielle du collagène. La 

gélatine possède des propriétés mécaniques similaires à celles du collagène mais son coût est 

beaucoup plus faible. Toutefois, la gélatine présente l’avantage d’être soluble dans l’eau à des 

températures supérieures à 37°C, mais gélifie à température ambiante. Ainsi, elle est souvent 

dissoute dans des solvants organiques135 (hexafluoroisopropanol, trifluoroéthanol) ou acides136 

(acide formique, acide acétique) pour préparer des nanofibres par electrospinning. Elle doit être 

réticulée pour qu’elle soit stable dans des environnements aqueux. Dias et al. ont étudié la 

réticulation in situ des membranes nanofibreuses à base de gélatine avec 1,4-Bis(oxiran-2-

ylmethoxy) butane et ont démontré leur potentiel pour la régénération de la peau137. De leur 

côté, Tonda-Turo et al. ont utilisé γ-glycidoxypropyltrimethoxysilane afin de réticuler les 

nanofibres de gélatine et d’améliorer leur stabilité dans des environnements aqueux138.  

La cellulose est le polysaccharide naturel le plus abondant et a été longtemps employée 

pour élaborer des pansements139. Elle est composée de longues chaines de polymère qui 

consistent en l’enchaînement de monomères de D-glucose liés entre eux par des liaisons β-
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(1→4). La cellulose est fortement cristalline et est soluble dans des solvants très peu volatiles, 

tel que N-oxyde de N-méthylmorpholine140. L’élaboration de nanofibres de la cellulose via 

l’electrospinning est donc très difficile. Afin de surmonter ces difficultés, les recherches ont été 

orientées vers la fabrication de nanofibres à partir de dérivés de cellulose, en utilisant l’eau ou 

le mélange eau : éthanol (1:1) comme solvants. Aydogdu et al. ont préparé des membranes de 

nanofibres homogènes à partir du mélange hydroxypropylméthylcellulose et PEO pour des 

applications en emballage alimentaire141, ou encore l’electrospinning des dérivés 

carboxyméthylcellulose et méthylcellulose qui a été étudié par Frenot et al.142. Son et al. ont 

élaboré des nanofibres d’acétate de cellulose qui ont été par la suite désacétylées pour récupérer 

la forme native de la cellulose143.  

La chitine, qui constitue le polysaccharide le plus abondant après la cellulose, est extraite 

des exosquelettes des crustacés, tels que les crabes, les crevettes, les insectes, ou d’autres 

arthropodes. La chitine est un polymère à longue chaine contenant des unités répétitives de N-

acétylglucosamine liées entre elles par des liaisons β-(1→4). Le degré d’acétylation (DA) est 

supérieur à 50%. Elle a été très utilisée pour plusieurs applications biomédicales et industrielles, 

en tant que fils chirurgicaux, comme système de libération des médicaments ou d’adsorption 

des colorants, etc144–147. La chitine peut être dissoute dans l’hexafluoroisopropanol afin de 

produire des nanofibres. Cependant, l’utilisation de solvants toxiques représente un 

désavantage. La désacétylation de la chitine conduit à l’obtention du chitosane qui sera traité 

dans le prochain chapitre.  

 Conclusion 

L’electrospinning constitue un procédé simple de mise en œuvre des polymères permettant 

à partir de solutions de polymères ou, plus rarement, de polymères à l’état fondu l’élaboration 

de membranes de micro- ou nano- fibres sous l’application d’un haut voltage. La membrane de 

nanofibres est caractérisée par une porosité modulable par une interconnectivité spatiale qui 

facilite la communication cellulaire et par une grande surface spécifique qui permet 

d’incorporer des molécules bioactives. Grâce à ces avantages, les nanofibres électrofilées ont 

été très explorées dans différents domaines biomédicaux, telles que l’ingénierie tissulaire et la 

libération de principes actifs.  

En outre, une grande variété de polymères synthétiques et naturels peut être utilisée pour 

former des nanofibres à différentes propriétés. Contrairement aux polymères synthétiques, les 

polymères d’origine naturelle présentent une meilleure biocompatibilité et une faible 
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immunogénicité. Ils présentent l’avantage d’être similaires aux substances macromoléculaires 

qui sont présentes dans le corps humain. Ainsi, l’environnement biologique est capable de 

reconnaître et d’interagir avec les polymères naturels, ce qui favorise leur intégration. Ces 

derniers sont, par conséquent, des candidats de choix pour des applications biomédicales en 

raison de leurs propriétés intrinsèques.  

Dans ce contexte, nous nous intéresserons plus spécifiquement au chitosane, un polymère 

naturel, qui sera présenté et dont la structure et les propriétés physicochimiques et biologiques 

seront détaillées dans le prochain chapitre. Les applications du chitosane sous forme de 

nanofibres seront également discutées.  

 Electrospinning du chitosane 

II.1.  Généralités sur le chitosane  

II.1.1. Définition, structure du chitosane 

Le chitosane (CHT) est un polysaccharide linéaire constitué de deux unités répétitives ; 2-

amino-2-désoxy-β-D-glucopyranose (D-glucosamine) et 2-acétamido-désoxy-β-D-

glucopyranose (N-acétyl-D-glucosamine), liées entre elles par des liaisons β-(1→4) (cf. Figure 

13)148. En raison de sa structure proche de celle de l’acide hyaluronique, le chitosane est souvent 

apparenté à la famille des glycosaminoglycanes (GAG) ; des polysaccharides présents dans la 

MEC des tissus conjonctifs des mammifères149.  

 
Figure 13. Structure chimique du chitosane (x<y) et de la chitine (x>y) 

II.1.2. Sources du chitosane  

 Le chitosane peut être produit industriellement à partir de la chitine150. Les deux polymères 

possèdent la même structure chimique, mais diffèrent par leur masse molaire et le degré 

d’acétylation (DA). Le DA correspondant au pourcentage d’unités acétylées (D-glucosamine) 

par rapport au nombre d’unités totales (D-glucosamine + N-acétyl-D-glucosamine). La chitine 
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possède un DA supérieur à 50% alors que celui du chitosane est inférieur à 50%151. Néanmoins, 

cette valeur peut être variable en fonction de la source. 

 Ainsi, afin de produire le chitosane, une désacétylation de la chitine, qui a subi au préalable 

plusieurs traitements de purification, est nécessaire. Pour ce faire, soit un traitement 

enzymatique par l’intermédiaire de chitine-désacétylases152, soit un traitement chimique est 

appliqué153. La désacétylation chimique consiste en le traitement de la chitine avec des 

groupements hydroxydes à des températures élevées (généralement T > 80°C). La 

désacétylation peut se produire très rapidement (~ 2 heures) si la concentration en NaOH est 

très élevée (50 - 60%) et si la température est comprise entre 130 °C et 150 °C. Cependant, dans 

des conditions plus drastiques, la masse molaire du chitosane peut diminuer.  Le traitement 

chimique est préféré en raison de son coût inférieur et de sa pertinence pour une production de 

masse154. Le chitosane peut être considéré comme étant la forme N-désacétylée de la chitine, 

même si la désacétylation est rarement totale155. 

Le chitosane peut également être extrait et purifié à partir de sources fongiques alimentaires 

ou biotechnologiques, telles que Agaricus bisporus et Aspergillus niger156.  

II.2. Propriétés du chitosane  

II.2.1. Solubilité du chitosane  

Plusieurs facteurs, y compris le DA, la masse molaire et la source, sont à prendre en compte 

car ils influencent les propriétés physicochimiques du CHT, notamment sa solubilité.  

La solubilité du CHT à pH acide est possible grâce à la protonation de ses fonctions amines 

libres. Dans un milieu aqueux acide, il devient un polyélectrolyte cationique157 et donc soluble 

en raison des répulsions électrostatiques entre les fonctions amines et des interactions 

hydrogène avec l’eau. Son insolubilité à pH neutre et basique est due à la présence de 

nombreuses liaisons hydrogène entre les fonctions hydroxyle, amine, acétamide et éther.  

En augmentant le pH au-delà de 6,5, la déprotonation des fonctions amine provoque la 

précipitation du CHT. Sorlier et al. ont montré sur une gamme de DA comprise entre 5 et 89% 

que le pKa0 intrinsèque du CHT augmentait avec le DA ( pKa0 ~ 6,5 pour les DA < 25% et 

pKa0 >6,8 pour les DA > 60%)158. Pour expliquer ce phénomène, les auteurs avancent que 

l’hydrophobie apportée par les motifs acétylés augmente le caractère cationique des 

groupements ammonium. De ce fait, la basicité des fonctions amines croit avec le DA, 

augmentant donc leur caractère cationique autour du pH neutre. Cependant les unités acétylées 
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apportent un caractère hydrophobe au chitosane, contrebalançant l’effet précédent159. Il est 

cependant nécessaire de préciser que la dissolution à pH neutre et basique ne peut pas être 

directe. La solvatation des chaines étant toujours liée à la protonation des fonctions amines, il 

est impossible de solubiliser directement un chitosane de DA 50-60% dans des solutions neutres 

ou basiques. Une pré-étape de dissolution en milieu acide est donc nécessaire afin de protoner 

les fonctions amines. Le pH peut être par la suite ajusté par ajout d’une base sans provoquer la 

précipitation du chitosane dans le cas du chitosane de haut DA et/ou de faible masse molaire.   

Il est impératif de prendre en compte la masse molaire du chitosane car elle joue un rôle 

important dans la solubilité du chitosane. En effet, plusieurs études montrent qu’une 

augmentation de la masse molaire entraîne la diminution de la solutibilité du chitosane159,162–

165. Le chitosane possède une forte viscosité dans les milieux acides et se comporte 

généralement comme un matériau pseudo-plastique, en raison de sa haute masse molaire et sa 

structure linéaire non ramifiée148.  

II.2.2. Propriétés biologiques du chitosane 

II.2.2.1. Biocompatibilité  

La non-toxicité du chitosane a été étudiée et prouvée dans la littérature. Plusieurs 

évaluations cliniques réalisées n’ont pas montré de réaction inflammatoire ou allergique, à la 

suite d’une implantation ou d’une injection du chitosane dans le corps humain148,166–170. Les 

doses létales 50 (DL50) ont été déterminées chez le rat à 15 g/Kg et à 0,3 g/Kg pour, 

respectivement, la voie orale et la voie intra-péritonéale. Chez la souris, la DL50 a été évaluée 

à 16 g/Kg (valeur supérieure à celle du saccharose de 12 g/Kg) par voie orale et à 10 g/Kg et 

5,2 g/Kg pour des administrations respectives en sous-cutanée et intra-péritonéale171.     

La cytocompatibilité du chitosane a été prouvée par de nombreuses études, notamment vis-

à-vis des chondrocytes172, des ostéoblastes173,174, des kératinocytes175,176, des fibroblastes177,178 

et des cellules de Schwann179. Néanmoins, elle dépend des paramètres du chitosane, notamment 

la mase molaire et le DA. En effet, Rami et al. ont démontré que la cytocompatibilité des 

hydrogels à base de chitosane vis-à-vis des cellules souches mésenchymateuses augmentait 

avec la diminution du DA180.  

Il est important de noter qu’il est préférable d’évaluer la biocompatibilité du dispositif 

médical lui-même, plutôt que des matériaux qui le constituent. En effet, selon la forme physique 
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(hydrogel, film, nanofibres, nanoparticules), la fonctionnalité du dispositif et les conditions 

d’implantation, le biomatériau peut présenter des propriétés et une bioactivité différentes.  

II.2.2.2. Biodégradabilité  

 La biodégradabilité d’un dispositif médical est une propriété fondamentale car elle affecte 

les performances à long terme du biomatériau et la réponse du tissu hôte. Le chitosane est 

biodégradable, en raison de son squelette glycosidique hydrolysable, via principalement des 

phénomènes enzymatiques. Les principaux acteurs chez l’Homme sont les lysozymes et les 

chitinases181–183. Cependant, la dégradation des portions désacétylées, dont le mécanisme est 

peu connu, est plus lente malgré l’intervention suspecte des agents oxydants naturellement 

produits par l’organisme comme le monoxyde d’azote184.  Les oligosaccharides, produits lors 

de la dégradation du chitosane, sont par la suite métabolisés par l’organisme148,185. 

Le taux de dégradation dépend notamment du DA. En effet, un chitosane de faible DA 

présente une vitesse de dégradation, in vivo, plus lente pouvant atteindre plusieurs mois180.  

II.2.2.3. Propriété antimicrobienne 

L’une des propriétés qui confèrent au chitosane un grand intérêt en vue d’une application 

médicale est son activité antibactérienne et antifongique vis-à-vis d’un large spectre de bactéries 

et de champignons. Il a été démontré que le chitosane inhibe la croissance de nombreux types 

de champignons , de levures et de bactéries, y compris Candida albicans186,187, Escherichia 

coli188,189, Pseudomonas aeruginosa190,191, Staphylococcus aureus192,193, Streptococcus 

pyogenes194,195 et Enterococcus faecalis196–198. Le mécanisme d’action repose sur le caractère 

cationique du chitosane. Les charges positives des unités glucosamines (-NH2), qui se trouvent 

protonés (-NH3
+) en solution, interagissent avec la surface de la membrane externe des bactéries 

chargée négativement. Ces interactions entrainent la perméabilité de la paroi cellulaire 

bactérienne diminuant ainsi la stabilité osmotique, la lyse de la membrane et éventuellement la 

fuite des éléments intra-bactériens199. 

L’activité antimicrobienne peut être influencée par différents paramètres, parmi lesquels le 

pH, la masse molaire et le DA. Un chitosane de faible masse molaire peut traverser plus 

facilement la paroi bactérienne et donc inhiber la synthèse des ARNm (Acide ribonucléique 

messager)200. La diminution du DA favorise l’activité antibactérienne201. 
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II.2.3. Applications biomédicales du chitosane  

Outre les propriétés biologiques précédemment citées, les groupements fonctionnels 

présents dans le chitosane lui permettent de bénéficier de propriétés biologiques intrinsèques 

supplémentaires, à savoir l’hémostase, l’antioxydation et l’activité cicatrisante202. De ce fait, en 

raison de ses multiples applications, un grand intérêt est porté au chitosane en tant que support 

pour la libération de principes actifs203 ou encore pour la cicatrisation des plaies204. De plus, le 

chitosane a été utilisé comme composant actif dans plusieurs pansements produits aux Etats-

Unis, comme Chito-Seal®, Tegasorb®,Syvek Patch® et ChitoFlex205–207.  

II.3. Nanofibres de chitosane  

II.3.1. Elaboration des nanofibres de chitosane  

Le chitosane est soluble dans de nombreux acides, y compris l’acide acétique (AA) et 

l’acide trifluoracétique (TFA). En milieu aqueux acide, il devient un polyélectrolyte cationique 

à cause de la protonation des groupements amine. Seulement, la viscosité de ces solutions est 

élevée en raison des fortes liaisons hydrogène présentes entre les chaines du polymère, rendant 

de ce fait le processus d’electrospinning très difficile. De plus, la présence d’interactions 

répulsives intramoléculaires entre les groupements ammonium provoquant l’extension des 

macromolécules qui est défavorable aux enchevêtrements nécessite l’application d’un voltage 

élevé. Ainsi, il est souvent nécessaire d’additionner un autre polymère qui favorise les 

enchevêtrements et qui facilite l’électrofilage.  

Toutefois, très peu d’études ont rapporté l’electrospinning du chitosane seul. Des 

membranes à base de nanofibres ont été préparées avec succès à partir du chitosane seul208,209. 

Ohkawa et al. ont étudié l’impact du solvant et de la concentration de la solution sur la 

morphologie des nanofibres obtenues208. Ils ont démontré que l’utilisation du TFA comme 

solvant est nécessaire pour obtenir des nanofibres car les groupements amine du chitosane 

peuvent former des sels avec le TFA ; ce qui permet de détruire les interactions entre les 

molécules de chitosane et de faciliter ainsi le procédé d’électrofilage210. De plus, il a été observé 

que l’utilisation du dichlorométhane (DCM), en association avec le TFA, améliore 

l’homogénéité des nanofibres obtenues. Un autre groupe a également utilisé le TFA pour 

produire des nanofibres de chitosane qui ont été par la suite réticulées avec le glutaraldéhyde 

pour leur stabilisation211. Cependant, l’utilisation des nanofibres obtenues à partir de solutions 

du chitosane solubilisé dans du TFA avec ou sans DCM s’est avérée limitée à cause de la perte 

de la structure fibreuse dans des milieux aqueux basiques ou neutres, sans doute due à la 
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dissolution complète des membranes209. L’utilisation de l’acide acétique comme solvant a été 

également considérée66,212.  

Afin d’améliorer le procédé de l’electrospinning, la recherche s’est orientée vers 

l’incorporation de polymères naturels (collagène, fibroïne de soie) ou synthétiques (PEO, PLA, 

poly (vinyl alcool), poly (vinyl pyrrolidone) dans la solution de chitosane. A titre d’exemple, 

des nanofibres à base de mélange de chitosane et de poly (vinyl alcool) (PVA) ont été élaborées 

car le PVA est facilement électrofilable. De même, plusieurs études se sont intéressées à 

l’utilisation du mélange chitosane/ PEO pour l’élaboration des nanofibres car le PEO est soluble 

dans l’eau. Elles ont décrit que l’augmentation de la proportion du chitosane entraîne la 

diminution du diamètre moyen des fibres. Bhattarai et al. ont montré que l’introduction du PEO 

permet de réduire la viscosité de la solution via des interactions hydrogène avec le CHT et ont 

identifié que le ratio optimal chitosane/ PEO est de 90/10 car la morphologie fibreuse est 

conservée après 7 jours d’immersion dans l’eau213,214.  

II.3.2. Applications biomédicales  

Comme il a été précédemment décrit, les nanofibres obtenues par electrospinning 

présentent de nombreuses caractéristiques qui favorisent leur application dans le domaine 

biomédical.  

Chen et al. ont prouvé l’importance de l’utilisation des nanofibres de chitosane/ collagène 

en tant que dispositif pour le traitement des plaies, puisque la membrane favorise la cicatrisation 

des plaies et induit la migration et la prolifération des cellules215. De leur côté, Jiang et al. ont 

développé des supports nanofibreux à base de poly (éthylène glycol) (PEG)-g-chitosan et de 

PLGA chargés en ibuprofène pour la libération contrôlée du principe actif216. La présence de 

PEG-g-chitosane permet de modérer, d’une manière significative, l’effet « burst » de la 

libération de l’ibuprofène. Par ailleurs, des études ont également démontré l’efficacité des 

nanofibres à base de chitosane pour une utilisation en ingénierie tissulaire osseuse. Parmi 

lesquelles, celle explorée par Bhattarai et al. qui a permis de mettre en évidence la capacité des 

membranes de chitosane/ PEO de favoriser l’adhésion des cellules ostéoblastes humaines et des 

chondrocytes, ainsi que le maintien de la morphologie fibreuse et la viabilité des cellules 

pendant cinq jours213. 



PREMIERE PARTIE. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

36 

 

 Objectifs de la thèse  

Les membranes de nanofibres de chitosane sont explorées en vue d’applications dans un 

grand nombre de domaines. En raison de leurs propriétés biologiques favorables (la non-

toxicité, la biocompatibilité, la biodégradabilité et l’activité antibactérienne), ces nanofibres 

constituent des candidats prometteurs pour l’amélioration de l’adsorption des médicaments, de 

l’immobilisation d’enzymes, de l’adhésion et de la prolifération cellulaire ainsi que pour la 

cicatrisation des plaies et l’ingénierie tissulaire 

A la lumière de toutes ces informations, ce projet, supporté par la Métropole Européenne 

de Lille et l’Université de Lille- Sciences et Technologies, a pour ambition de mettre au point 

deux biomatériaux ; d’une part à base de nanofibres de chitosane biorésorbables à propriétés 

ostéoinductrices, et d’une autre part à base de nanofibres de chitosane sulfoné biorésorbables à 

propriétés antithrombotiques. La valeur ajoutée de ce travail consiste en l’utilisation de 

chitosane de grade médical et sa modification pour moduler ses propriétés intrinsèques et 

diversifier ses applications thérapeutiques sans utiliser de principes actifs.  

En conséquence, les travaux de recherche se répartissent en deux parties (cf. Figure 14) :  

- Dans la première partie, nous aborderons l’élaboration de nanofibres de chitosane à 

propriétés ostéoinductrices.  

 

Tout d’abord, une étude bibliographique décrivant la place des nanofibres de chitosane 

au sein de l’ingénierie tissulaire osseuse et les différentes stratégies de 

fonctionnalisation de surface des biomatériaux sera développée. Ensuite, 

l’electrospinning du chitosane sera traitée en présentant les paramètres optimaux pour 

l’élaboration de nanofibres homogènes. De même, la fonctionnalisation des matrices 

fibreuses par dépôt d’un revêtement de polydopamine sera exploitée en faisant varier le 

temps d’immersion dans la solution de dopamine. Différentes caractérisations 

physicochimiques, qualitatives ou quantitatives, seront étudiées dans le but d’identifier 

les paramètres optimaux de la modification chimique et de mettre en évidence la 

présence de la couche de polydopamine. Enfin, des essais biologiques seront effectués 

pour évaluer la cytocompatibilité et la bioactivité du biomatériau, et plus spécifiquement 

sa capacité à induire le processus de biominéralisation in vitro.     
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- La deuxième partie traitera de l’electrospinning du chitosane sulfoné à propriétés 

antithrombotiques.  

 

Tout d’abord, une étude bibliographique présentant les différents traitements de surface 

antithrombotiques et la sulfonation du chitosane sera développée.     

Ensuite, La synthèse des deux séries des dérivés sulfonés de chitosane (CHT1S et 

CHT2S) en greffant des groupements sulfonate via une réaction d’amination réductrice 

sera développée. Différents ratios molaires des deux agents de sulfonation par rapport 

aux groupements amine libres du chitosane seront exploités. Des caractérisations 

physicochimiques, entre autres, la 1H-RMN, IRTF et l’analyse élémentaire ont été 

étudiées afin de mettre en évidence le greffage des groupements sulfonate et de 

déterminer les degrés de substitution. Puis, des études biologiques seront présentées 

pour vérifier la cytocompatibilité et l’hémocompatibilité des biomatériaux, et en 

particulier l’activité anticoagulante de ces dérivés.  

L’originalité de ce projet réside dans l’élaboration des nanofibres de CHT1S et CHT2S. 

Pour ce faire, une étude d’optimisation des paramètres d’electrospinning sera réalisée.  



PREMIERE PARTIE. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

38 

 

 

Figure 14. Schéma récapitulatif des deux stratégies développées au cours de ce projet 

 



   

39 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

DEUXIEME PARTIE.                                   

NANOFIBRES DE CHITOSANE À PROPRIETES 

OSTEOINDUCTRICES 



 

40 

 

 

 

 

 

 

 



   

41 

 

  

Chapitre I. Etude bibliographique 
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 Le tissu osseux  

 La physiologie de l’os  

L’os est un tissu dynamique et complexe structurellement et fonctionnellement. Le 

squelette humain est composé de plus de 206 os, allant des os longs au niveau des membres, 

des os courts dans les poignets et les chevilles, des os plats dans le sternum et le crâne, aux os 

irréguliers tels que ceux du bassin et des vertèbres. En fonction de sa densité, le tissu osseux 

peut être divisé en deux catégories ; l’os compact (ou cortical) qui, fortement calcifié, 

représente environ 80% du squelette et joue un rôle principalement structurel et protecteur, et 

l’os trabéculaire (ou spongieux) qui, moins fortement calcifié, ne représente que 20% du 

squelette adulte et possède une plus grande surface qui lui permet d’être métaboliquement 

actif217.  

De par sa structure et ses fonctions, le tissu osseux possède quatre fonctions (i) une 

fonction protectrice : les os protègent les organes vitaux, comme le système nerveux central 

qui est protégé par la boîte crânienne et les vertèbres ; (ii) une fonction biomécanique : le tissu 

osseux est un des plus résistants de l’organisme, il est capable de supporter l’effet de la 

pesanteur et de résister aux contraintes mécaniques extérieures et aux forces de contractions 

musculaires ; (iii) une fonction hématopoïétique : les os renferment dans leur espace 

médullaire la moelle hématopoïétique qui contient, au voisinage des cellules osseuses, des 

cellules souches qui sont à l’origine de trois lignées de globules du sang (globules rouges, 

globules blancs et plaquettes) ; (iv) une fonction métabolique : le tissu osseux est un tissu 

dynamique qui, en étant constamment remodelé sous l’effet des pressions mécaniques, entraîne 

la libération ou le stockage de sels minéraux et assure ainsi le maintien de l’équilibre 

phosphocalcique.   

Comme tous les organes du corps, le tissu osseux a une organisation hiérarchique de 

l’échelle macroscopique jusqu’aux composantes nanostructurées (cf. Figure 15). Il est composé 

de cellules et de matrice extracellulaire (MEC) qui comprend, principalement, des fibres de 

collagène de type I et qui est calcifiée de manière homogène par des cristaux minéraux 

(phosphate de calcium ou CaP) bien dispersés. Ainsi, l’os peut être considéré comme un 

matériau composite hybride. La structure nanocomposite (fibres de collagène résistantes et 

flexibles renforcées par hydroxyapatite, HA) fait partie intégrante de la résistance à la 

compression requise et de la haute ténacité à la rupture de l’os. En effet, la phase organique lui 
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confère flexibilité et résilience, tandis que la phase inorganique lui attribue dureté et rigidité. 

La synergie de ces deux phases contribue grandement aux propriétés structurelles uniques du 

tissu osseux. 

 
Figure 15. Organisation hiérarchique de l'échelle macroscopique à nanoscopique218 

En outre, la matrice organique est composée de plus de 200 types de protéines matricielles 

non collagéniques, telles que des glycoprotéines, des protéoglycanes, des ostéonectines, des 

ostéocalcines, des sialoprotéines, ainsi que des facteurs de croissance qui contribuent à 

l’abondance des signaux dans l’environnement extracellulaire. Par conséquent, la phase 

organique peut être divisée en plusieurs groupes de biomolécules ; des signaux, des protéines 

structurales, des molécules médiatrices d’adhésion cellulaire, etc.  

Le tissu osseux contient également quatre types de cellules219–221 ; (1) les ostéoblastes : 

des cellules ostéoformatrices mononuclées, cubiques, situées à la surface externe et interne du 

tissu osseux en croissance ; (2) les ostéocytes : des ostéoblastes différentiés, incapables de se 

diviser et qui sont entièrement entourés par la MEC osseuse minéralisée ; (3) les cellules 

bordantes : des ostéoblastes « au repos », susceptibles, s’ils sont sollicités, de redevenir des 

ostéoblastes actifs et (4) les ostéoclastes : cellules ostéorésorbantes, très volumineuses, 

plurinuclées, hautement mobiles, capables de se déplacer à la surface des travées osseuses d’un 

site de résorption à un autre (cf. Figure 16). Les cellules ostéoformatrices dérivent des cellules 

souches mésenchymateuses ou stromales, alors que les cellules ostéorésorbantes dérivent de la 

lignée hématopoïétique contenant les cellules sanguines et immunitaires, dont la lignée 

monocyte-macrophage. Ainsi, malgré son aspect inerte, l’os est un organe très dynamique qui 

est continuellement résorbé par les ostéoclastes et néoformé par les ostéoblastes222–224.  
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Figure 16. Représentation schématique des différents types de cellules osseuses225 

 Le remodelage osseux  

Le remodelage osseux est un processus très complexe par lequel l’ancien os est remplacé 

par un nouvel os226. Ce renouvellement se présente sous forme d’un cycle qui passe par 

plusieurs phases (cf. Figure 17). Ce processus se produit grâce aux actions coordonnées des 

ostéoclastes, des ostéoblastes et des ostéocytes qui forment ensemble une structure définie, 

appelée unité multicellulaire de base (en anglais « Basal Multicellular Unit », BMU). 

Le remodelage est initié par une étape d’activation des cellules bordantes qui recouvrent 

une surface osseuse inactive. Ces cellules s’activent et, tout en se rétractant, dégradent la couche 

collagénique sous-jacente grâce aux facteurs ostéorésorbants (hormone parathyroïdienne, 

vitamine D3). Par conséquent, elles attirent les préostéoblastes sur la matrice osseuse par 

chimiotactisme. Par la suite, des ostéoclastes actifs, qui adhèrent à la surface osseuse, ont été 

formés par fusion des préostéoblastes ; c’est la phase de résorption. Cette étape a une durée de 

1 à 3 semaines. La phase d’inversion correspond au remplacement des ostéoclastes, morts par 

apoptose, par des cellules mononuclées de type macrophagiques, qui sont responsables du dépôt 

d’une ligne cémentante (membrane non minéralisée ou substance pré-osseuse) comblant ainsi 

la lacune. Après quoi, le recrutement des ostéoblastes dans cette lacune qu’ils comblent 

intervient, en apposant le tissu ostéoïde, une nouvelle matrice organique, qui sera minéralisé ; 

c’est la phase de formation. La production de la matrice osseuse est stimulée par de nombreuses 

hormones, telles que les œstrogènes, les androgènes et la vitamine D. La minéralisation 

secondaire est parachevée et les minéraux sont accumulés dans la matrice durant la phase de 

quiescence.   

Plusieurs facteurs, exogènes et endogènes (facteurs hormonaux, locaux et contraintes 

mécaniques), interviennent au cours du renouvellement du tissu osseux afin de moduler 
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l’activité cellulaire. Un cycle de remodelage dure environ 4 mois chez l’adulte ; la phase de 

formation étant plus longue que celle de la résorption.  

Le remodelage osseux est nécessaire car il constitue un mécanisme d’adaptation du 

squelette à son environnement mécanique. Ce qui réduit le risque de fracture et permet de 

répondre à des besoins métaboliques, comme la régulation du métabolisme phosphocalcique et  

l’homéostasie227.  

 
Figure 17. Schéma du remodelage osseux228 

Néanmoins, dans le cas où le tissu osseux est défectueux, le remodelage osseux peut durer 

de nombreuses années avant que la guérison complète ne soit atteinte. De ce fait, il est souvent 

nécessaire d’intervenir de façon chirurgicale afin d’accélérer le processus.    

 Les besoins cliniques   

Les lésions osseuses qui concernent principalement une population de plus en plus âgée, 

de même que les maladies dégénératives ou les traumatismes de l’os, compromettent assez 

significativement la qualité de vie. La greffe osseuse constitue la seconde forme d’intervention 

après la greffe vasculaire. Plus de 500 000 greffes osseuses sont effectuées chaque année aux 

Etats-Unis et plus de 2,2 millions dans le monde. Toutes ont pour objectif de réparer ou de 

remplacer les défauts osseux en chirurgie orthopédique, neurochirurgienne et cranio-

maxillofaciale229.  

Les solutions actuelles de reconstruction osseuse privilégient l’apport des tissus osseux 

autologues, non vascularisés230 ou vascularisés231. En terme de régénération osseuse, la greffe 

osseuse autologue est considérée comme le « gold standard » puisqu’elle répond à l’ensemble 

des caractéristiques qui sont nécessaires à la reconstruction osseuse, à savoir l’ostéoinduction, 

l’ostéoconduction, l’ostéogenèse et la compatibilité immunitaire232. Malgré tout, le recours à 

ces techniques n’est pas sans limites, en raison de la quantité limitée des réserves osseuses 

mobilisables et de la morbidité du site donneur233. Pour cette raison, l’allogreffe a été proposée 
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comme une alternative aux autogreffes. Son utilisation est toutefois limitée, à cause du risque, 

inhérent, de transmission de pathologies infectieuses qu’elle peut présenter.  

Les solutions actuelles de prise en charge des patients souffrant de pathologies osseuses 

nécessitent le développement de nouvelles technologies pour la reconstruction du tissu osseux. 

Grâce aux avancées récentes dans le domaine de la biologie cellulaire et de la Science des 

matériaux, des substituts osseux artificiels, capables de remplacer ou de réparer les tissus osseux 

défectueux, sont développés dans le but de remplacer les greffes osseuses actuelles d’origine 

biologique. Ces biomatériaux sont au centre de la nouvelle technologie, appelée ingénierie 

tissulaire osseuse.  

  L’ingénierie tissulaire osseuse  

L’ingénierie tissulaire osseuse (ITO) a trouvé sa place au cours des années 90 et a connu 

au fil des ans une croissance exponentielle comme en témoigne l’histogramme ci-après qui 

recense les travaux publiés par an sur l’ITO dans la Figure 18. Ce domaine est pluridisciplinaire 

et fait appel à des experts en médecine clinique, en génie mécanique, en science des matériaux 

et en génétique234. 

 
Figure 18. Nombre de publications en fonction des années. Données obtenues à partir de Scopus, 

le 27 juin 2018. Mot clé: « Bone tissue engineering ».  

L’ITO repose sur la combinaison de trois éléments ; un « scaffold » (un support à base de 

biomatériau d’origine synthétique ou naturelle, biodégradable ou non) qui sera particulièrement 

détaillé dans la suite de l’étude bibliographique, des signaux et des cellules réparatrices235–239. 

On parle alors de triade de l’ITO (cf. Figure 19).  
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Figure 19. Schéma (a) du concept et des étapes240 (b) de la triade de l’ingénierie tissulaire 

Le « scaffold » est un support physique, et éventuellement bioactif, dont le but est de 

fournir un environnement tridimensionnel pour que les cellules et les molécules biologiques 

puissent s’y développer et régénérer les tissus. Dans le cas des os, les matériaux devraient, de 

préférence, être ostéoinducteurs (stimulation du développement de la lignée cellulaire 

ostéoblastique à partir de cellules pluripotentes, primitives ou indifférenciées et induction de 

l’ostéogenèse), ostéoconducteurs (propriété passive à recevoir la repousse osseuse, par invasion 

vasculaire et cellulaire) et permettre l’ostéointégration (interactions structurelles et 

fonctionnelles entre l’os vivant et la surface de l’implant)233,241,242. Ainsi, le « scaffold » idéal 

doit respecter un certain cahier des charges (cf. Tableau 2).  
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Tableau 2. Le cahier des charges d'un substitut osseux 

Propriétés Description  

Biocompatible  Capable de remplir une fonction spécifique avec une réponse appropriée de 

l’organisme vivant hôte 

Poreux  Infiltration des cellules et des nutriments et diffusion de l’oxygène 

Favorise l’adhésion et la prolifération cellulaire 

Création d’un réseau vasculaire tridimensionnel 

La porosité idéale est de 90%. 

La taille de pores idéale pour un tissu osseux en croissance est de 200 – 350 

µm mais diminution des propriétés mécaniques 

Biodégradable  Se résorbe en laissant place au nouveau tissu osseux 

Pas de chirurgie invasive supplémentaire pour le retrait de l’implant  

Les produits de dégradation sont non-toxiques et facilement excrétés par les 

voies métaboliques  

Propriétés 

mécaniques  

Stable pour la manipulation chirurgicale  

Capables de résister aux forces exercées par le corps 

Similaires à celles de l’os d’accueil  

Stérilisable  La stérilisation ne doit pas altérer les propriétés et la morphologie du 

biomatériau 

 La plupart des biomatériaux développés au cours des deux dernières décennies se compose 

soit de céramiques bioactives (hydroxyapatite, β-phosphate tricalcique, phosphate de calcium 

biphasique)243–248, de verres bioactifs249–252, de polymères253–255 naturels256–258 ou 

synthétiques259,260 soit de composites260–267 (mélange de plusieurs types de matériaux). En 

fonction de la taille du site défectueux (grands ou petits défauts osseux), des dispositifs de 

morphologies variables ont été élaborés allant des hydrogels injectables268–272, des films273–275, 

des membranes de nanofibres105,256,276,277, de micro-278–280 ou nano-sphères281–283 jusqu’aux 

éponges284–287. Nous pouvons également citer comme exemples de dispositifs médicaux mis 

sur le marché, l’éponge InFUSE™ développée par Medtronic288 ou encore le céramique en β-

phosphate tricalcique Cerasorb M par Curasan AG289.  En raison de la présence de plusieurs 

composants à l’échelle nanométrique dans la MEC, les supports à structure nanofibreuse 

biomimétiques favoriseraient la régénération osseuse.  

De nombreuses techniques, telles que la séparation de phase290,291, l’autoassemblage292,293 

et la lyophilisation294–296, ont été utilisées pour produire des « scaffolds » tridimensionnels 

poreux. Cependant, elles présentent plusieurs inconvénients puisqu’elles nécessitent 

l’utilisation de solvants organiques dont les traces résiduelles peuvent persister au sein des 

« scaffolds » et la maîtrise parfaite des conditions de lyophilisation. L’electrospinning est une 
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des méthodes utilisées pour la préparation des nanofibres et constitue un nouveau domaine 

émergent en matière de production des supports pour l’ITO.  

 Les nanofibres pour l’ingénierie tissulaire osseuse : état de l’art   

Comme il a été décrit précédemment, il est très important de développer des substituts 

osseux qui miment la MEC d’un point de vue morphologie et propriétés mécaniques. 

L’electrospinning est une technique de plus en plus populaire dans le domaine de ITO 

puisqu’elle permet d’élaborer des nanofibres dont la structure est très similaire à celle de la 

MEC, comme peut le témoigner l’histogramme présenté dans la Figure 20. Cette similitude 

offre aux cellules un environnement familier, favorisant ainsi leur adhésion et leur 

différenciation.  

 
Figure 20. Nombre de publications liées aux nanofibres pour des applications en ingénierie 

tissulaire osseuse, source : Scopus, mots-clés : Nanofibers or nanofibres and bone tissue 

engineering   

En outre, l’optimisation des paramètres de la solution et du procédé permet de moduler la 

morphologie des nanofibres, à savoir la taille des diamètres des fibres et des pores. L’orientation 

des fibres peut être également modifiée, en fonction du collecteur utilisé. Un collecteur « plat » 

donne des fibres avec une orientation aléatoire, tandis qu’un collecteur rotatif avec une vitesse 

de rotation élevée donne lieu à des fibres alignées297. Il a été prouvé par la littérature que la 

réponse cellulaire dépend de la morphologie de la surface des biomatériaux. En effet, il a été 

démontré par Dalby et al. que l’adhésion et la différenciation des ostéoblastes sont favorisées 

lorsque les nanofibres présentent une orientation aléatoire298. Lorsque les nanofibres sont 

alignées, les cellules adhèrent et prolifèrent le long des fibres. En revanche, la porosité du 

support est plus importante pour des nanofibres aléatoires ; ce qui permet la migration des 
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cellules au sein du biomatériau (cf. Figure 21)117. Les « scaffolds » à base de nanofibres 

représentent donc des candidats de choix pour l’ITO, grâce à leurs propriétés intrinsèques.  

 
Figure 21. Illustrations, par imagerie 3D, du comportement cellulaire en fonction de 

l’orientation des nanofibres ; à gauche les nanofibres ont une orientation aléatoire, à droite les 

nanofibres sont alignées117 

Les polymères étudiés pour l’élaboration des nanofibres à cet effet peuvent être divisés en 

deux catégories, les polymères synthétiques et naturels.  

III.1. Nanofibres à base de polymères synthétiques  

De nombreux polymères synthétiques, le plus souvent biodégradables, ont été utilisés pour 

former des nanofibres pour une application en ITO299–308.  A titre d’exemple, Yoshimoto et al. 

ont préparé des matrices nanofibreuses microporeuses à base de PCL et ont évalué le 

comportement des cellules souches mésenchymateuses, dérivées de la moelle osseuse309. Les 

résultats ont révélé que les cellules ont bien adhéré à la surface du biomatériau, ont proliféré et 

ont migré au sein du support ; ce qui a permis la production de la MEC en une semaine. A partir 

de 4 semaines de culture, la biominéralisation du support et la présence du collagène de type I 

sont observées. Jiang et al. ont développé des supports nanofibreux de PLGA -hydroxyapatite 

(HA) chargés en simvastatine et ont démontré que ces matrices favorisent la prolifération et la 

différenciation ostéogénique des cellules ostéoblastes MC3C3-E3 après 14 jours de culture in 

vitro310.  

III.2. Nanofibres à base de polymères naturels  

Les polymères naturels, utilisés pour développer des supports nanofibreux en ITO, peuvent 

être classés en deux catégories, les protéines (collagène, fibroïne de soie, gélatine) et les 

polysaccharides (chitosane, alginate).  

Le collagène est souvent utilisé en combinaison avec d’autres types de matériaux, que ce 

soit des polymères synthétiques (PCL, PLA)311–315, ou des céramiques (hydroxyapatite, β-
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phosphate tricalcique)316–321. Jin et al. ont élaboré des fibres à base de fibroïne de soie avec un 

diamètre moyen de 700 ± 50 nm et ont prouvé que ces matrices favorisent l’adhésion, la 

prolifération et la migration des cellules stromales de la moelle osseuse, in vitro322. Quant à 

Chia-Cherng et al., ils ont étudié la formation de composites nanofibreux à base d’alginate, de 

chitosane, de collagène et d’hydroxyapatite par electrospinning et ont démontré que ce 

dispositif permet l’infiltration et la croissance cellulaire, réduisant ainsi sa désintégration, 

comparé au support qui est uniquement constitué de collagène conventionnel323.   

Dans le cadre de cette étude, nous nous intéresserons plus particulièrement aux nanofibres 

à base du chitosane dont les propriétés et les avantages en vue d’une utilisation en ITO seront 

discutés dans la prochaine section.  

 Les nanofibres de chitosane pour l’ingénierie tissulaire osseuse  

Le chitosane présente une structure similaire à celle des glycosaminoglycanes, un des 

constituants majeurs de la MEC42,324. Des études ont rapporté que le chitosane améliore 

l’adhésion, la prolifération et la différenciation des ostéoblastes ainsi que la minéralisation325–

329. Bien que le chitosane ait fait ses preuves et soit très utilisé en ITO, son utilisation sous 

forme de nanofibres élaborées par electrospinning reste peu explorée.  

Les avantages des nanofibres de chitosane au regard de leurs propriétés (la 

biocompatibilité, la biodégradabilité et l’adhésion et la prolifération cellulaire) seront discutées 

dans les sections suivantes.  

IV.1. Propriétés mécaniques 

Les propriétés mécaniques des tissus osseux varient en fonction de leur nature. Un os 

cortical possède un module d’Young et une résistance à la compression de 15-20 GPa et 100-

200 MPa, alors que l’os trabéculaire se situe respectivement entre 0,1-2 GPa et 2-20 MPa330. 

Pour cette raison, il est important de considérer les propriétés mécaniques du substitut osseux 

en fonction de l’application visée. Il a été démontré que les nanofibres électrofilées sont 

résistantes aux forces mécaniques appliquées lors du remodelage osseux331,332.  

Le chitosane possède une résistance mécanique qui peut être renforcée par ajout de 

polymères et/ ou de céramiques tout en conservant son activité ostéogénique. Schiffman et al. 

ont montré que des nanofibres de chitosane de masse molaire moyenne possèdent un module 

d’Young de l’ordre de 0,15 ± 0,04 GPa211. Frohbergh et al. ont développé des matrices 
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nanofibreuses à base de chitosane contenant des nanoparticules d’hydroxyapatite qui ont été 

réticulées avec la génipine333. La moyenne des diamètres des fibres a augmenté de 227 ± 154 

nm jusqu’à 335 ± 119 nm après l’étape de réticulation. Ces nanofibres composites ont montré 

un module d’Young de l’ordre de 142 ± 13 MPa, qui est similaire à celui au périoste naturel 

(une membrane conjonctive et fibreuse qui constitue l’enveloppe de l’os). Ils ont mis en 

évidence que ces supports ont facilité la prolifération, la différenciation et la maturation des 

cellules ostéoblastes.  

IV.2. Biodégradabilité  

La biodégradation implique la scission des liaisons dans les chaînes polymères via un 

mécanisme hydrolytique ou enzymatique (lysozyme). Les produits issus de la dégradation 

doivent posséder deux propriétés primordiales, à savoir la non-toxicité et la non-

immunogénicité. Ils doivent également être de petites tailles afin d’être dissous dans les fluides 

corporels et être ainsi éliminés par l’organisme334,335. Le taux de dégradation est également un 

paramètre important à prendre un compte, parce qu’il est nécessaire que la vitesse de 

dégradation concorde avec la vitesse de formation du tissu cible. Pour une régénération 

qualitative et quantitative du tissu osseux, l’espace généré par la dégradation doit contribuer au 

dépôt de la matrice et donc à la reconstruction du tissu hôte.  

La dégradation contrôlée et la nature biocompatible du chitosane favorisent son utilisation 

comme membrane qui est susceptible de servir comme barrière pour la régénération osseuse 

guidée (ROG)336. Norowski et al. ont élaboré des nanofibres de chitosane réticulées à la 

génipine qui favorisent la croissance et la prolifération des cellules ostéoblastiques et ontmontré 

que la réticulation permet de prolonger la durée de dégradation.  

IV.3. Biocompatibilité  

Les interactions biomatériau–cellules jouent un rôle primordial dans l’intégration du 

dispositif médical dans son environnement hôte. Ces interactions peuvent être régulées grâce 

aux propriétés de surface du matériau, telles que la structure et la composition chimique, la 

rugosité et l’énergie de surface337. Une des exigences que le biomatériau doit respecter est la 

biocompatibilité. Un dispositif médical biocompatible peut être capable d’interagir avec les 

cellules hôtes sans produire d’effets indésirables. 

Des études récentes ont démontré le potentiel des nanofibres de chitosane pour l’ITO et 

l’affinité des cellules osseuses avec les « scaffolds » nanofibreux105,329,338–342.  Des nanofibres 
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de PCL et de chitosane ont été préparées et ont montré que le chitosane favorise l’adhésion et 

la prolifération des cellules ostéoblastes MC3C3-E3, le dépôt de calcium, l’activité des 

phosphatases alcalines et l’expression de l’ostéopontine343. Bhattarai et al. ont démontré la 

capacité des nanofibres à base de chitosane et de PEO à améliorer la fixation et la viabilité des 

cellules ostéoblastiques humaines213. De la même manière, Toskas et al. ont développé des 

nanofibres hybrides à base de chitosane, de PEO et de silice qui ont  contribué à l’adhésion et 

à la prolifération des cellules osseuses. En outre, il a été prouvé que l’ajout de l’hydroxyapatite 

au sein des nanofibres favorisait la prolifération cellulaire et l’activité des phosphatases 

alcalines344.  

IV.4. Adhésion et prolifération cellulaire 

La surface du biomatériau doit être capable de promouvoir l’adhésion des cellules pour 

permettre leur prolifération et leur différenciation. Les structures nanofibreuses facilitent la 

fixation des ostéoblastes et de chondrocytes, et maintiennent la morphologie et la viabilité 

cellulaire dans le temps. En effet, des nanofibres de chitosane et de PEO préparées par 

electrospinning, favorisent l’adhésion des cellules, notamment les ostéoblastes, sans entraver 

leur morphologie et leur structure213,345. De plus, il a été démontré que la porosité et la 

morphologie des pores des nanofibres de PVA/ chitosane améliorent la migration des cellules 

et la vascularisation. Elles ont également permis le passage des nutriments entre les cellules, 

favorisant ainsi la prolifération cellulaire346. 

La bioactivité du biomatériau peut être modulée par l’adsorption des protéines. Une étude 

menée par Zhang et al. a décrit comment l’adsorption des protéines, telles que la fibronectine 

et la vitronectine, sur les nanofibres à base du chitosane et d’hydroxyapatite peut faciliter 

l’interaction avec les intégrines. Shalumon et al. ont étudié l’effet de l’ajout du verre bioactif et 

d’hydroxyapatite, à l’échelle nanométrique, sur la bioactivité des nanofibres de chitosane et de 

PCL pour une application en ingénierie tissulaire parodontale347. Ils ont démontré que 

l’incorporation des deux composants permet d’augmenter l’adsorption protéique et l’activité 

des phosphatases alcalines.     

 Fonctionnalisation des biomatériaux 

Les interactions entre la surface du biomatériau et les cellules sont cruciales pour la 

régénération des tissus. Une fois le biomatériau implanté dans son environnement hôte, un 

enchaînement d’évènements cellulaires et matriciels complexes et fortement interdépendants a 
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lieu à l’interface. Par conséquent, les propriétés de surface, telles que la rugosité, la porosité et 

la composition chimique, constituent des facteurs importants qu’il faut prendre en compte. La 

recherche s’est orientée vers la modification de surface des substituts osseux pour mieux 

répondre aux exigences de la régénération osseuse348,349.  

De nombreux revêtements (organiques ou inorganiques) ont été étudiés afin d’induire la 

formation du tissu osseux à l’interface biomatériau – environnement hôte339,350–354. A titre 

d’exemples, une étude menée par Li et al. consistait en la fonctionnalisation de fibres 

composites à base de soie/ PEO et d’hydroxyapatite avec les facteurs de croissance BMP-2 qui 

ont promu la différenciation des cellules souches mésenchymateuses dérivées de la moelle 

osseuse humaine351. Schuessele et al. ont étudié l’immobilisation des protéines BMP-2 en 

comparant l’utilisation des aminobiphosphates pamidronate et alendronate (agents chélateurs 

du Ca) avec la technique de silanisation. Ils ont expliqué qu’après fonctionnalisation, l’activité 

de la phosphatase alcaline était 2,5 fois plus élevée355. Le chargement des « scaffolds » en 

antibiotiques a également été exploré dans le but de prévenir les infections préopératoires qui 

pourraient altérer la régénération du tissu356.   

La fonctionnalisation des biomatériaux a été très étudiée dans la littérature, en vue 

d’améliorer les propriétés mécaniques des supports, l’adhésion et la prolifération cellulaire, de 

favoriser l’adsorption des protéines et la minéralisation357. Dans le cadre de cette étude, nous 

nous intéresserons plus particulièrement à la biominéralisation.  

La biominéralisation est un processus régulé par lequel les organismes vivants produisent 

des minéraux. Elle constitue une exigence essentielle pour le développement squelettique 

normal du tissu osseux. Par conséquent, des études ont été menées afin d’améliorer les 

interactions à l’interface entre l’apatite et le substitut osseux. La fonctionnalisation de surface 

est considérée comme une méthode efficace pour améliorer son activité biologique, en 

particulier pour favoriser la croissance de la phase apatitique CaP (le plus souvent de 

l’hydroxyapatite) à la surface et au sein de la matrice osseuse. Ceci permettrait de promouvoir 

l’adhésion, la prolifération et la différenciation des cellules osseuses, et donc de stimuler la 

formation de l’os et la régénération du tissu osseux naturel.  

Les différentes méthodes de fonctionnalisation qui ont été développées pour induire le 

phénomène de biominéralisation seront discutées ci-après.  
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V.1. Incorporation de charges  

Les oligo-éléments tels que le magnésium et le zinc, présentent d’excellentes activités 

biologiques lors de la régénération osseuse. Par exemple, les ions Mg2+ peuvent influer 

indirectement le métabolisme des minéraux en activant la phosphatase alcaline358,359. Il a été 

démontré qu’une déficience en Mg2+ peut restreindre la prolifération des ostéoblastes entraînant 

une diminution de la densité osseuse360. Il est de même des cations Zn2+ qui sont capables de 

promouvoir la formation du « nouveau » tissu osseux361. Par conséquent, des études sur 

l’incorporation de ces ions ont été effectuées afin d’optimiser l’ostéointégration et 

l’ostéoinduction362–367. A titre d’exemples, Cabrejos-Azama et al. ont synthétisé des ciments de 

phosphate de calcium dopés avec du magnésium afin d’évaluer l’effet du magnésium sur la 

réponse des cellules ostéoblastes. Ils ont ainsi prouvé que l’incorporation du magnésium permet 

d’améliorer la prolifération cellulaire, la biominéralisation et la régénération osseuse in vitro et 

in vivo368. Pour leur part, Cai et al. ont étudié l’incorporation simultanée du magnésium et du 

fluor dans l’hydroxyapatite qui est déposée sous forme de revêtement sur des support en titane 

via un procédé sol-gel369. Les résultats qu’ils ont obtenus montrent que le fluor permet une 

meilleure incorporation du magnésium dans la structure cristalline de l’hydroxyapatite et que 

le magnésium rend les revêtements bioactifs, ce qui favorise la régénération de l’os.  

V.2. Traitement par plasma 

La fonctionnalisation par traitements plasma est une méthode simple et efficace ; elle 

permet de fixer des groupements fonctionnels, tels que des fonctions amines, hydroxyles et 

carboxyles à la surface du dispositif sans altérer la structure chimique globale des 

polymères357,370,371. Venugopal et al. ont développé des nanofibres de PCL et d’hydroxyapatite 

modifiées via un traitement par plasma sous oxygène dans le but d’introduire des groupements 

hydroxyle372. Ils ont démontré que les surfaces traitées améliorent significativement la 

prolifération des cellules osseuses et la minéralisation du support. Les nodules minéraux formés 

par les ostéoblastes sont similaires à l’apatite de l’os naturel. De même, Sanker et al. ont formé 

des fibres de PCL, à l’échelle micro- et nano-métrique, soumises à un traitement par plasma 

d’azote et d’argon à basse pression371. Les résultats obtenus ont prouvé que les supports fibreux 

sont devenus polaires après la fixation des groupements polaires favorisant ainsi la 

biominéralisation et l’ostéoconduction du support fibreux. Toutefois, cette technique présente 

plusieurs inconvénients, à savoir l’hétérogénéité des espèces réactives générées par le plasma, 
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la puissance et le temps du traitement qui peuvent altérer les propriétés mécaniques et la 

morphologie du biomatériau accélérant sa dégradation.     

V.3. Fonctionnalisation chimique 

De nombreuses modifications chimiques des substituts osseux ont été étudiées dans le but 

de favoriser le phénomène de biominéralisation. Parmi lesquelles, la sulfonation373,374, la 

phosphorylation375,376 et l’hydrolyse377–380 de la surface.  Il a été prouvé que les groupements 

acide carboxylique377,381–383, hydroxyles377,384, sulfonates374 et phosphates375,385 peuvent 

interagir avec les cations Ca2+ et donc amorcer la nucléation des cristaux d’apatite. Des études 

menées par Liao et al. ont mis en évidence la formation de la couche minérale sur les supports 

nanofibreux de PLGA  qui est due à la présence des groupements carboxyle et carbonyle dans 

le PLGA386.      

Des acides aminés et des peptides ont été greffés à la surface des scaffolds387–390. Rautaray 

et al. se sont intéressés à la précipitation de l’hydroxyapatite en présence des nanoparticules 

d’or fonctionnalisées avec de l’acide aspartique. Ils ont observé que la présence du revêtement 

favorise la formation de la phase minérale grâce aux interactions entre les groupements acide 

carboxylique présents dans l’acide aspartique et les cations Ca2+391. De plus, les acides aminés 

chargés, notamment l’acide aspartique, l’acide glutamique et l’arginine, ont démontré, en plus 

de la minéralisation, leur capacité à favoriser l’adsorption des protéines et la prolifération des 

ostéoblastes392–394.  

En outre, l’utilisation de bisphosphonates a été rapportée dans la littérature pour améliorer 

la biominéralisation du dispositif et la régénération du tissu osseux395–397. Un hydrogel hybride 

injectable à base d’acide hyaluronique a été synthétisé par Yang et al. Ils ont mis en évidence 

que la minéralisation est facilitée grâce aux interactions entre les résidus bisphosphonates et les 

ions Ca2+ constituant le point de départ de la phase de nucléation398. Cependant, l’usage clinique 

répandu et prolongé des bisphosphonates a donné lieu à des rapports d’expertise décrivant des 

effets indésirables, rares mais graves, notamment l’ostéonécrose maxillaire et les fractures 

atypiques sous-trochantériennes ou dyaphysaires du fémur399.  

Par conséquent, des stratégies plus simples, efficaces et douces ont été développées, parmi 

lesquelles une stratégie bio-inspirée qui consiste en la fonctionnalisation des biomatériaux avec 

la polydopamine. Il sera plus spécifiquement question de cette stratégie, dont le principe et les 

propriétés biologiques seront discutés, plus loin dans cette étude.     
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 Fonctionnalisation de surfaces avec la polydopamine  

VI.1. Source et mécanismes de préparation de la polydopamine   

En 1981, Waite et Tanzer ont identifié que les groupements catéchol étaient responsables 

de l’adhérence polyvalente des moules au bois et aux pierres, malgré les conditions humides et 

les contraintes mécaniques de l’eau400. Des études approfondies ont été par la suite effectuées 

afin d’identifier les protéines responsables des propriétés adhésives des moules et leur mode 

d’action. Il a été considéré que l’acide aminé 3,4-dihydroxyphenyl-L-alanine (DOPA) était 

l’élément principal requis pour cette adhérence (cf. Figure 22)401,402. Ces protéines se trouvent 

dans les filaments qui sont produits par la glande de byssus, située à la base du « pied » de la 

moule, Mytillus edulis. Le DOPA est le précurseur de la dopamine qui polymérise dans des 

conditions alcalines pour former la polydopamine (pDA)403.  

 
Figure 22. Représentation schématique de la localisation et de la proportion de DOPA contenue 

dans les protéines adhésives sécrétées par les moules404,405 

Ensuite, Messersmith et al. ont démontré pour la première fois l’autopolymérisation des 

catécholamines de la dopamine dans des conditions basiques pour former la pDA in situ à partir 

d’une solution tamponnée de dopamine à pH 8,5405. Lorsqu’un substrat est immergé dans la 

solution, un film de pDA est alors déposé in situ à la surface (cf. Figure 23). L’épaisseur du 

film de pDA greffé peut être modulable en faisant varier le temps d’immersion dans la solution 

de dopamine. Néanmoins, une épaisseur maximale de 50 nm ne peut être dépassée après 24 

heures de traitement dans ces conditions405. Afin de pallier à ce problème et augmenter 

l’épaisseur du film, il est possible de faire varier la concentration initiale en dopamine406, la 

température407 ou d’utiliser un oxydant autre que l’oxygène408. Il a été démontré que cette 

approche permet de fonctionnaliser une large gamme de matériaux, y compris les surfaces 

hydrophobes403,409.  
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Figure 23. Réseau de polydopamine développé par Messersmith et al.405 

La fonctionnalisation des dispositifs médicaux avec la pDA s’est révélée être une méthode 

de revêtement de surface simple et réalisable en une seule étape405. Toutefois, le mécanisme 

conduisant à la formation de la polydopamine reste relativement complexe en raison notamment 

de la génération de nombreux intermédiaires réactionnels. En effet, le réseau de pDA est 

probablement formé via des réactions de type addition de Michaël et/ ou la formation de bases 

de Schiff qui impliquent les groupements quinone de la dopamine oxydée et ses fonctions 

amines primaires410–412. Jusqu’à présent, la structure exacte de pDA fait encore défaut dans la 

littérature mais certaines propositions sont discutées par différentes études (cf. Figure 24).  

Herlinger et al. ont rapporté que l’oxydation de la dopamine, suite à une voie de réaction à 

plusieurs étapes, conduit au dopaminochrome (composé 10 de la Figure 24) qui peut auto-

polymériser et produire des polymères avec des groupements catéchol libres disponibles pour 

d’autres réactions chimiques (composés 11 et 12 de la Figure 24)413. Ces fonctions catéchols 

sont responsables de la forte adhésion du réseau polymère sur diverses surfaces organiques et 

inorganiques414–418.    
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Figure 24. Mécanisme réactionnel de la formation de la pDA (11 et 12) par auto-polymérisation 

de la DA (2) par l’intermédiaire du dopaminochrome (10)413.  

Une autre étude menée par Dreyer et al. a proposé une structure différente dans laquelle 

les espèces sont reliées entre elles via des interactions supramoléculaires de type liaisons 

hydrogène, interaction π-π et des complexes à transfert de charges (cf. Figure 25)419. 

 
Figure 25. Structure de la polydopamine formée de dérivés indoles qui se sont auto-assemblés 

via des interactions supramoléculaires419  

Quant à Hong et al., ils ont mis en évidence la présence de trimères composés de deux 

unités de dopamine et d’une unité 5,6-dihydroxyindole, qui s’auto-assemblent pour former des 

complexes stables emprisonnés au sein du réseau réticulé de polydopamine (cf. Figure 26)420. 

Ils ont également prouvé que ces trimères peuvent induire une cytotoxicité partielle du film de 

polydopamine.  
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Figure 26. Synthèse de la polydopamine selon Hong et al.420  

Le film de polydopamine présente ainsi diverses fonctions réactives dans sa structure qui 

ont été largement exploitées pour la fonctionnalisation des biomatériaux et qui ont montré 

d’excellentes propriétés biologiques.   

VI.2. Propriétés biologiques de la polydopamine   

Depuis sa découverte, la pDA a suscité un grand intérêt dans plusieurs domaines de la 

nanomédecine, allant des biosenseurs jusqu’à l’ingénierie tissulaire et aux prothèses à libération 

des principes actifs421–425 (cf. Figure 27). La pDA possède en effet plusieurs propriétés 

biologiques, notamment la biocompatibilité426–428 et la capacité à induire 

l’endothélialisation429,430.   

Dans cette étude, nous nous sommes plus spécifiquement intéressées aux propriétés 

biologiques de la polydopamine en vue d’une utilisation en ingénierie tissulaire osseuse, 

notamment l’adhésion et la prolifération des cellules, l’ostéodifférenciation et la 

biominéralisation qui sera particulièrement discutée ci-après.    



DEUXIEME PARTIE. NANOFIBRES DE CHITOSANE A PROPRIETES 

OSTEOINDUCTRICES  

 

62 

 

 
Figure 27. Schéma récapitulatif des applications biomédicales de la polydopamine 

VI.2.1. Fixation des biomolécules 

Les fonctions catéchols présentes dans la structure chimique de la pDA permettent aux 

nucléophiles, tels que les amines, les thiols ou encore les imidazoles, de se conjuguer de manière 

covalente. Ainsi, les revêtements de pDA présentent des affinités avec de nombreuses 

biomolécules actives, notamment les peptides et les facteurs de croissance osseux, sans altérer 

leur activité405,431. Ko et al. ont étudié le greffage de peptides dérivés du facteur 

morphogénétique osseux 2 (BMP-2) sur des films de PLGA fonctionnalisés avec la 

polydopamine. Ils ont mis en évidence la capacité de ces matériaux de réguler la différenciation 

ostéogénique et la minéralisation in vitro et in vivo des cellules souches adipeuses humaines 

(hADSC)432 (cf. Figure 28). De même, Cho et al. ont décrit l’immobilisation des facteurs de 

croissance BMP-2 à la surface des nanofibres de PCL  recouvertes de pDA afin d’améliorer la 

régénération osseuse in vivo433. Le greffage des phosphatases alcalines sur des surfaces en titane 

ou en PTFE a également été traité par Nijhuis et al434.  

Pour conclure et en comparaison avec les techniques traditionnelles, le greffage assisté par 

la pDA améliore significativement les performances d’ancrage des biomolécules435.        
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Figure 28. Illustration schématique des étapes de greffage des peptides432 

VI.2.2. Adhésion cellulaire   

Plusieurs études ont prouvé que les revêtements de pDA favorisent l’adhésion, la 

prolifération et la différenciation ostéogénique in vitro de différents types de cellules352,436,437. 

Rim et al. ont fonctionnalisé des fibres électrofilées de poly (L-lactide) avec la pDA afin de 

moduler la différenciation des cellules souches mésenchymateuses humaines (hMSC). Ils ont 

révélé que le revêtement de pDA a induit la fixation et la prolifération cellulaire, ainsi que la 

différenciation ostéogénique via la régulation de l’expression du gêne ostéogénique et de 

l’activité enzymatique de la phosphatase alcaline352. De leur côté, Wu et al. ont développé une 

méthode d’autoassemblage dans le but de préparer des biocéramiques fonctionnalisées avec des 

nanocomposites de phosphate de calcium/ pDA. Ceci a permis de stimuler l’adhésion et la 

prolifération des cellules stromales de la moelle osseuse humaine (hBMSC) et l’activité de la 

phosphatase alkaline436.  

VI.2.3. Régénération osseuse in vivo  

Selon la littérature, le revêtement de pDA permet d’améliorer la bioactivtié des substituts 

osseux dans un environnement in vivo. Lee et al. ont implanté des fibres électrofilées alignées 

ou aléatoires, fonctionnalisées avec la pDA,  dans un modèle de souris possédant un défaut au 

niveau de la calotte crânienne438. Ils ont démontré que les zones de régénération osseuse étaient 

plus nombreuses dans le cas de fibres alignées et fonctionnalisées. L’alignement des fibres a 

contribué à l’orientation des cellules hMSC et la pDA a amélioré la bioactivité du biomatériau. 

Cette synergie a contribué à la régénération osseuse in vivo438. Une autre étude a été réalisée 
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par Hong et al. au cours de laquelle des substituts de PLA ont été modifiés par un revêtement 

de pDA. Ils ont mis en évidence la réduction de la toxicité in vivo du biomatériau implantable 

ou injectable grâce à la présence des nanocouches biocompatibles de pDA à la surface427.  

VI.2.4. Biominéralisation  

Il a été rapporté que la pDA peut être également utilisée pour promouvoir la 

biominéralisation des surfaces des substituts osseux. Comme indiqué auparavant, l’os est 

majoritairement constitué de collagène et de nanocristaux d’hydroxyapatite. Ainsi, la capacité 

des substituts osseux à induire la biominéralisation in vivo, c’est-à-dire la cristallisation de 

nano-hydroxyapatite, est primordiale afin d’assurer la régénération du tissu osseux439.  

Ryu et al. ont introduit une voie de biominéralisation universelle, capable de former des 

cristaux d’hydroxyapatite à la surface de divers matériaux, y compris les céramiques, les 

métaux nobles, les semi-conducteurs et les polymères synthétiques440. Ils ont mis en évidence 

que les groupements catécholamine, présents dans la pDA, étaient responsables de l’adhésion 

et de la nucléation de l’hydroxyapatite en présence d’ions Ca2+ à l’interface. Après incubation 

pendant deux semaines dans un « fluide corporel simulé » (« Simulated body fluid » (SBF)), 

l’implant métallique à base de titane fonctionnalisé a été entièrement recouvert et de façon 

uniforme de minéraux de phosphate de calcium (CaP), contrairement au biomatériau vierge (cf. 

Figure 29).    
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Figure 29. Formation de cristaux de phosphate de calcium facilitée par le revêtement de 

polydopamine (a) Schéma de formation des cristaux minéraux (b) Les images obtenues par 

microscopie électronique à balayage montrant les effets du revêtement de pDA sur la formation 

des cristaux CaP après incubation su substrat dans le fluide corporel simulé pendant 2 et 14 

jours440 

La solution SBF est riche en ions calcium Ca2+ et phosphate PO4
3- dont la concentration 

est similaire à celle du plasma sanguin, à température et pH physiologiques. Introduite pour la 

première fois par Kokubo et al. pour évaluer les changements de surface d’une biocéramique 

bioactive441, elle est très utilisée comme méthode de caractérisation in vitro pour étudier la 

formation de la couche d’apatite à la surface des implants et pour ainsi prédire leur bioactivité 

osseuse in vivo442,443.  

La Figure 30 ci-après schématise le mécanisme de formation des cristaux CaP. 

Globalement, les ions Ca2+ présents dans la solution SBF vont interagir avec les groupements 

catéchol entraînant la chélation des ions Ca2+. Les interactions électrostatiques entre les ions 

Ca2+ et PO4
3- vont ensuite induire la formation d’apatite. Afin de totalement biominéraliser la 

surface du biomatériau, il est nécessaire d’immerger le substrat dans le SBF pendant au moins 

7 jours. C’est ainsi que Hu et al. ont étudié l’incorporation de nanocristaux d’hydroxyapatite 

dans la solution afin d’accélérer le processus et d’augmenter le nombre des cristaux à la 

surface439.  
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Figure 30. Représentation schématique du mécanisme de formation des cristaux CaP sur des 

composites biorésorbables de cellulose dans une solution SBF contenant des nanocristaux 

d’hydroxyapatite439 

Une autre étude menée par Liu et al. montre l’évolution d’un biomatériau à base de ciment 

de CaP dans le SBF en variant le temps d’immersion pendant 14 jours444. Le biomatériau est 

principalement constitué de α-phosphate de tricalcium et de phosphate dicalcium dihydraté. Les 

résultats obtenus ont montré que la pDA a favorisé la conversion des deux constituants en 

hydroxyapatite durant les premiers jours d’immersion (jusqu’à 7 jours), mais a inhibé cette 

conversion pour un temps d’immersion supérieur à 10 jours. La pDA a ainsi accéléré la 

minéralisation et a permis de former une couche d’hydroxyapatite à l’échelle nanométrique444.    

Il a été en outre montré que la pDA permet non seulement de biominéraliser les substituts 

osseux mais aussi d’améliorer leurs propriétés mécaniques. Xie et al. ont étudié la 

fonctionnalisation des fibres de PCL avec la pDA pour réguler la minéralisation et d’améliorer 

ainsi les propriétés mécaniques445. Ils ont montré que la morphologie, la taille des cristaux et 

l’épaisseur de la couche apatitique pouvaient être contrôlées en ajustant la composition de la 

solution minéralisée, les propriétés de surface et la durée de biominéralisation. De plus, ils ont 

expliqué comment les fibres obtenues possédaient une forte rigidité, une résistance à la traction 

et une ténacité, qui sont très similaires à celles du tissu osseux (cf. Figure 31). La couche 

minérale a significativement amélioré les propriétés mécaniques des fibres. 
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Figure 31. (a) Images MEB des nanofibres de PCL enduites de pDA pendant 4h et minéralisées 

dans une solution de 10 x SBF contenant 0,01M (A,C) ou 0,04 M (B, D) à 37°C pendant 24 h (b) 

Les courbes contrainte-déformation des différents échantillons fibreux445 

 Conclusion  

L’ingénierie tissulaire osseuse est considérée comme susceptible de constituer une 

approche alternative efficace aux méthodes de greffes « traditionnelles ». Elle fait appel à 

l’élaboration des « scaffolds » biomimétiques dans le but de favoriser la régénération du tissu 

osseux. Parmi les techniques utilisées pour la fabrication des substituts osseux, 

l’électrospinning représente une méthode de choix car elle permet de préparer, en toute 

simplicité, des structures fibreuses à l’échelle nanométrique. Ceci permet un excellent contrôle 

spatial de l’architecture, y compris la modulation de la taille des pores, de la géométrie et de 

l’interconnectivité. Les matrices de nanofibres ainsi obtenues sont caractérisées par une forte 

porosité, par une grande surface spécifique et par une structure très similaire à celle de la matrice 

extracellulaire. Ceci permet de promouvoir les interactions dispositif médical – environnement 

biologique hôte et donc la formation du « nouveau » tissu osseux. Les nanofibres de chitosane 

ont été explorées pour des applications en ingénierie tissulaire osseuse en raison des propriétés 

physicochimiques et biologiques du chitosane.  

Différentes méthodes de fonctionnalisation des substituts osseux ont été étudiées afin 

d’améliorer leur bioactivité, notamment l’adsorption des facteurs de croissance en vue de 

favoriser l’adhésion et la prolifération des cellules osseuses.  

Dans le cadre de cette thèse, il nous est apparu original de modifier chimiquement la surface 

des nanofibres à base de chitosane avec la polydopamine, une méthode de fonctionnalisation 

simple et efficace, dans l’optique d’induire le phénomène de biominéralisation du support et 

donc de lui attribuer des propriétés ostéoinductrices et d’améliorer sa biointégration. Pour ce 

faire, nous avons appliqué le protocole décrit par Messersmith et al.405 et nous nous sommes 
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basés sur les travaux de recherche de Ryu et al.440. Ces derniers ont fonctionnalisé des supports 

en titane avec la polydopamine et ont mis en évidence leur capacité à induire la nucléation de 

l’hydroxyapatite à leur surface. Nous avons donc adapté cette stratégie sur des nanofibres de 

chitosane.  
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Chapitre II. Produits, matériels et techniques de 
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 Elaboration de nanofibres par electrospinning à partir du chitosane  

 Les polymères utilisés  

I.1.1. Le chitosane 

Le CHT utilisé pour cette étude provient de la société WISapple (batch n° WA1603121). 

Il est extrait des champignons et présente un DD de 98,26%. Sa masse molaire est estimée par 

le fournisseur à 200 000 g.mol-1. Afin de vérifier la concordance des résultats, le DD a été 

mesuré par IR et par 1H-RMN. Les deux protocoles sont détaillés en Annexe 1.  

Les résultats obtenus par IRTF donnent un DD de 98,35 ± 0,85 et ceux obtenus par 1H-

RMN donnent un DD de 96,26 ± 0,58.  

De même, la masse molaire du CHT a été déterminée par viscosimétrie capillaire à l’aide 

d’un viscosimètre SCHOTT AVS 360 à une température de 20 °C en utilisant un capillaire de 

diamètre 53 mm (cf. Annexe 2). Une solution mère de CHT a été préparée à une concentration 

massique mère de C0 = 10 g.L-1 par solubilisation dans un solvant composé d’acide acétique et 

d’acétate de sodium (0,3 M et 0,2 M respectivement). Puis, des dilutions ont été réalisées 

(C1=C0/2 ; C2=2C0/5 ; C3=C0/3 et C4=2C0/7). Pour chaque solution, quatre points de mesure du 

temps d’écoulement sont effectués.   

La relation de Mark-Houwink a permis de déterminer la masse viscosimétrique des 

polymères suivant l’équation :  

𝑀𝑣 = √
[𝜂]

𝐾

𝛼

 

Avec α et k les paramètres prédéterminés par Rinaudo et al. pour des chitosans de degré d’acétylation 

de 2% et dans les conditions opératoires précédemment décrites (α=0,76 et K=82.10-5 dL.g-1)453.  

Les différents résultats obtenus sont comparés à ceux fournis par la société WISaple dans 

le Tableau 3 ci-dessous.  

Tableau 3. Données fournies par la société WISaple et les résultats expérimentaux obtenus 

concernant le CHT étudié. La Mv a été déterminée par viscosimétrie capillaire et le DD par IRTF 

et 1H-RMN  

  CHT (batch n° WA1603121) 

Données fournisseur DD (%) 98,26 

Mv (g.mol-1) 200 000 

Expérimental  DD (%) 98,35 (IRTF); 96,27 (1H-RMN) 

Mv (g.mol-1) 96 400  
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I.1.2. Le poly (oxyde d’éthylène)  

Le poly (oxyde d’éthylène) (PEO) a été ajouté au CHT pour faciliter son électrofilage. De 

plus, il est biocompatible.  

Pour cette étude, le PEO, provenant de la société Sigma Aldrich, a été associé au CHT afin 

de faciliter son electrospinning. Ses caractéristiques sont résumées dans le Tableau 4.   

Tableau 4. Les caractéristiques du PEO 

Produit  Poly (oxyde d’éthylène)  

Abréviation  PEO 

N° CAS  25322-68-3 

Masse molaire (g.mol-1) 900 000 

Structure  

 
  

 Electrospinning  

I.2.1. Préparation de la solution  

Le CHT et le PEO en poudre ont été pesés dans les proportions massiques de CHT/PEO 

90/10 dans un pilulier en verre, puis ont été dissouts dans de l’acide acétique à 90% (v/v). La 

concentration massique en CHT/PEO de la solution a été fixée à 3,3 wt%. La solution est laissée 

sous agitation mécanique à 300 tr.min-1 pendant 12 heures, jusqu’à dissolution complète des 

deux polymères. Une solution limpide de couleur jaunâtre a été obtenue.  

I.2.2. Dispositif d’electrospinning du laboratoire  

Le dispositif d’electrospinning utilisé pour cette étude a été fabriqué au sein du laboratoire 

UMET (cf. Figure 32). Il est constitué d’un générateur (1) (tension maximale de 25 kV) et d’un 

pousse seringue (Fisher Scientific). L’aiguille (21 jauge, TERUMO) (5) est fixée sur un support 

en téflon (4) relié au pôle positif (2) pouvant effectuer des allers-retours sur une largeur fixée. 

Le tout est fixé à une potence (3) qui permet de contrôler la distance requise entre l’aiguille et 

le collecteur.  Les nanofibres obtenues sont collectées sur un cylindre rotatif (6) tournant à une 

vitesse de rotation maximale de 300 tr.min-1 et relié au pôle négatif. L’appareil est piloté par un 

ordinateur. Enfin, un thermomètre et un hygromètre (7) est positionné à l’intérieur de la cabine 

afin de contrôler la température et ajuster l’humidité relative (HR).  
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Figure 32. Photographie d'un des dispositifs d'electrospinning disponibles au laboratoire UMET 

I.2.3. Conditions d’electrospinning  

La solution de CHT/ PEO est introduite dans une seringue de 5 mL puis placée sur le 

pousse-seringue. La solution est alors conduite à travers une tubulure en polyéthylène de 

diamètre interne 1 mm (VYGON) jusqu’à l’aiguille. Un voltage de haute tension est appliqué 

et provoque la formation d’un jet qui s’étire et les nanofibres se déposent sur le collecteur rotatif. 

Les conditions environnementales au sein de la cabine sont fixées à T=21°C ± 2°C et à 

HR=33% ± 2 %. L’HR est contrôlée en ajoutant des cristallisoirs contenant du gel de silice et 

éventuellement des blocs de glace lorsque l’HR est très élevée. Les paramètres optimaux utilisés 

pour l’electrospinning du CHT/PEO sont regroupés dans le Tableau 5.  

Tableau 5. Les paramètres optimaux d'electrospinning afin d'obtenir des nanofibres de 

CHT/PEO 

Paramètres du procédé  Nanofibres CHT/PEO  

Voltage (kV)  12-15  

Débit (mL.h-1) 0,3 

Distance (cm)  20 

Diamètre interne de l’aiguille (mm) 0,8 

Vitesse du collecteur rotatif (tr.min-1) 150 

Vitesse du chariot (mm.s-1) 12 

 Réticulation thermique  

Afin de rendre les nanofibres insolubles dans les environnements aqueux, les membranes 

de nanofibres à base de CHT/PEO ont été réticulées par traitement thermique. Les membranes 
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ont été placées dans une étuve sous-vide, afin d’éliminer toutes traces de solvant, et 

thermostatée à 140 °C pendant 4h.  

  Fonctionnalisation des nanofibres par la polydopamine  

Un revêtement de polydopamine (pDA) a été déposé à la surface des nanofibres 

précédemment élaborées par electrospinning. Pour ce faire, des membranes découpées sous 

forme de disque de diamètre 11 mm ont été immergées dans une solution tampon de dopamine 

préparée en solubilisant du chlorhydrate de dopamine dans le tampon tris (hydroxyméthyl) 

aminométhane (Tris) (10 mM) à une concentration de 2 mg.mL-1. Le pH de la solution est 

ensuite ajusté à 8,5. La couleur de la solution vire au marron foncé/ noir due à la réaction de 

« polymérisation oxydante » qui conduit à la pDA en présence d’oxygène (cf. Figure 33). 

 
Figure 33. Le mécanisme de formation de la polydopamine via la polymérisation par oxydation 

spontanée de la dopamine  

La fonctionnalisation des supports par la pDA s’opère par une méthode simple 

d’immersion dans la solution de dopamine à température ambiante, sous agitation mécanique 

et à l’air libre pour favoriser l’oxydation de la dopamine. Différents temps de trempage ont été 

étudiés (2h, 4h, 8h, 12h, 24h, 72h, 96h et 120h) (cf. Figure 34). La solution de dopamine a été 

renouvelée toutes les 24 h. Les membranes ont été fixées sur des cadres en téflon de 4 x 4 cm 

afin de les maintenir et éviter leur repliement dans la solution (cf. Figure 34b). Après 

modification des surfaces, les membranes sont abondamment rincées à l’eau distillée suivi de 

trois passages au bain ultrasons afin d’éliminer le surplus de pDA, puis sont séchées à l’air 

libre.   
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Figure 34. a) Illustration du procédé de traitement des membranes des nanofibres de CHT par 

la pDA b) Photographie du support (en haut) et du montage avant (en bas à gauche) et après (en 

bas à droite) immersion dans la solution de dopamine  

  Caractérisations du support  

III.1. Caractérisations physicochimiques  

III.1.1. Microscopie électronique à balayage (MEB)  

La morphologie des nanofibres a été étudiée à l’aide d’un microscope électronique à 

balayage (MEB, Higuchi S-4700SEM FEG) qui opère sous une tension de 5 kV et une intensité 

de 10 µA. Une couche conductrice de carbone (200 Å) ou de chrome (100 Å) a été déposée au 

préalable à la surface des membranes.  

La mesure des diamètres des nanofibres et de leur distribution a été effectuée à l’aide du 

logiciel ImageJ en sélectionnant une cinquantaine de fibres de façon aléatoire.  

III.1.2. Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF) 

Un spectromètre Perkin Elmer (Spectrum One) équipé du logiciel Spectrum a été utilisé 

pour effectuer les spectres infrarouges en mode ATR (Réflexion totale atténuée). Les spectres 

ont été récupérés après 16 scans entre 650 et 4000 cm-1 avec une résolution de 4 cm-1. 

III.1.3. Analyse thermogravimétrique (ATG)  

L’analyse par ATG des membranes a été effectuée grâce à un appareil TGA Q50 (TA 

Instruments) à partir de la température ambiante jusqu’à 700 °C avec une vitesse de chauffage 

de 10 °C par minute. Les échantillons ont été placés dans un creuset en platine sous flux d’azote 

(balance 10 mL.min-1, four 90 mL.min-1).  
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III.1.4. Quantification colorimétrique des groupements amine  

La quantification des groupements amine, présents à la surface des nanofibres et qui 

proviennent à la fois du CHT et de la pDA, a été réalisée en effectuant un dosage colorimétrique 

par les sels de sodium d’orange II (acide orange II, AO, MM de 350,32 g.mol-1, ≥ 85%, Sigma 

Aldrich™). L’AO est un colorant orange chargé négativement capable d’interagir, en milieu 

acide, avec des fonctions amines chargées positivement.  Une représentation schématique du 

dosage est donnée dans la Figure 35.  

 
Figure 35. a) Formule chimique du sel de sodium orange II, b) représentation schématique de la 

quantification des fonctions amines primaires libres par échange d’ions 

Une solution aqueuse d’AO à 2,5.10-2 mol.L-1 a été préparée dans l’eau ultrapure et son pH 

a été ajusté à 3 par ajout d’une solution d’HCl à 0,5 mol.L-1. Chaque échantillon (11 mm de 

diamètre) a été imprégné dans 10 mL de cette solution, sous agitation orbitale de 70 tr.min-1 à 

température ambiante pendant une nuit à l’abri de la lumière. Les échantillons ont été ensuite 

rincés à trois reprises pendant 5 minutes, sous agitation orbitale, dans trois fois 20 mL d’eau 

ultrapure ajustée à pH 3 avec une solution d’HCl à 0,5 mol.L-1 afin d’éliminer l’excès d’AO. 

La désorption de l’AO est réalisée par immersion des échantillons dans 10 mL d’eau ultrapure 

dont le pH a été ajusté à pH 12 avec du NaOH à 0,5 mol.L-1 pendant une nuit à température 

ambiante et sous agitation orbitale de 70 tr.min-1 à l’abri de la lumière. Puis, la lecture de 

l’absorbance est effectuée à 485 nm après avoir ajusté le pH des différentes solutions à pH 3 

par ajout d'1 mL de solution d’HCl à 0,1 mol.L-1.  
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Une courbe d’étalonnage a été préalablement réalisée à partir d’une solution mère d’AO à 

25 mM afin de déterminer la quantité totale de groupements amine selon la formule suivante :  

𝐹𝑜𝑛𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛𝑠 − 𝑁𝐻2 (𝑚𝑚𝑜𝑙. 𝑐𝑚−2) =

𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑒 × 𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 (𝐿)
𝑐𝑜𝑒𝑓𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒𝑛𝑡 𝑑′𝑒𝑥𝑡𝑖𝑛𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑚𝑜𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 (𝑐𝑚−1. 𝑚𝑀−1)

𝑠𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒 (𝑐𝑚2)
 

Où le coefficient d’extinction molaire a été déterminé à partir de la courbe d’étalonnage                                           

(ɛ = 19,755 L.mmol-1.cm-1) 

III.1.5. Dosage colorimétrique des groupements catécholamine  

Les groupements catécholamines ont été quantifiés grâce au dosage colorimétrique par 

l’acide bicinchoninique (BCA). Ce dosage est très utilisé pour déterminer les concentrations 

des protéines. Il repose principalement sur deux réactions. Tout d’abord, les liaisons peptidiques 

dans la protéine réduisent les ions Cu2+ du sulfate de cuivre (II) en Cu+. Deux molécules de 

BCA chélatent avec chaque ion Cu+ formant un complexe de couleur pourpre qui absorbe 

fortement la lumière à une longueur d’onde de 562 nm (cf. Figure 36). Bien que cette méthode 

soit appliquée aux protéines, il a été démontré qu’elle peut être transposée pour la quantification 

des groupements catécholamine433,455,456.    

Pour ce faire, un kit de dosage micro-BCA (Micro BCA Protein Assay Kit, Thermo 

Scientific), qui contient trois solutions différentes MA, MB et MC, a été utilisé. Cette méthode 

utilise le BCA comme réactif de détection des ions Cu+1 qui résultent de la réduction des ions 

Cu+2 par les groupements catécholamines. Un produit de couleur pourpre est formé lors de la 

chélation de deux molécules de BCA avec un ion Cu+1. 

 
Figure 36. Principe du dosage des protéines par le BCA (λmax=562 nm) 
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a. Préparation des étalons  

Une solution de métabolites de catécholamine (5de concentration massique 1 mg.mL-1 

(acide 5-hydroxyindole-3-acétique, acide homovanillique et acide (±)-vanilmandélique) 

Catecholamine Metabolites Mix Solution, Sigma Aldrich) a été utilisée pour préparer la gamme 

étalon (cf. Tableau 6). L’eau ultrapure a été utilisée comme solvant.  

Tableau 6. Préparation de la gamme étalon (ɛ = 18,84 L.mol-1.cm-1) 

Flacon  Volume du diluent 
(µL) 

Volume (µL) et source 
de la solution mère  

Concentration 
finale (µg.mL-1) 

A 0 150 1000 
B 500 500 500 
C 600 400 de B 200 
D 500 500 de C 100 
E 600 400 de D 40 
F 500 500 de E 20 
G 500 500 de F 10 
H 500 500 de G 5 
I 500 500 de H 2,5 
J 600 400 de I 1 
K 500 500 de J 0,5 
L 150 0 0 

b. Préparation du réactif micro-BCA 

Tout d’abord, le volume total du réactif BCA nécessaire a été déterminé selon l’équation :  

Volume total de BCA = (nombre de standards + nombre d’échantillons) × (nombre de réplicats) 

× (volume de BCA nécessaire pour chaque produit)  

Puis, le réactif BCA a été préparé en mixant les trois solutions disponibles dans le kit en 

respectant ce ratio MA/MB/MC, 25/24/1. Le flacon contenant ce mélange est protégé de la 

lumière par du papier aluminium.   

c. Procédure expérimentale  

 Trois réplicas de 150 µL de chaque solution étalon ont été ajoutés dans des puits d’une 

microplaque à 96 puits. Les différentes membranes ont été découpées au préalable sous forme 

de disque de 6 mm de diamètre à l’emporte-pièce. Chaque disque a été introduit dans un puit 

de la microplaque (n=3). Par la suite, 150 µL du réactif BCA a été additionné dans chaque puit 

contenant les étalons ou les échantillons. La plaque multipuits a été agitée grâce à une plaque 

d’agitation orbitale pendant 30 secondes, puis a été placée dans un incubateur à 37°C à l’abri 

de la lumière. Après 2h d’incubation, la plaque multipuits est récupérée et les absorbances ont 
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été mesurées à température ambiante à 562 nm grâce à un lecteur de plaque (MULTISKAN FC, 

Thermo Scientific).  

III.1.6. Mesure dynamique de sorption d’eau     

La capacité d’absorption d’eau (ou de désorption) des membranes a été mise en évidence 

par gravimétrie à l’aide d’une DVS (« Dynamic Vapor Sorption ») (Q5000SA, TA 

Instruments). Cet appareil permet de contrôler l’humidité relative dans laquelle est placé 

l’échantillon entre 0% et 98%, la température d’analyse pouvant varier entre 5°C et 85°C.  

Les analyses ont été réalisées sur des membranes de nanofibres d’environ 5 mg. 

L’échantillon est tout d’abord désséché (HR=0%, T=60%) pendant 3h, puis placé à 37°C. l’HR 

est augmentée par pas de 5% jusuqu’à 95%, puis rebaissée à 0%. La condition de stabilité à 

chaque étape correspond à une variation de masse inférieure à 0,01% pendant 5 min. la mesure 

n’est fiable que si cette condition est atteinte avant les 3h, ce qui a été vérifié pour tous les 

paliers.  

III.1.7. Etude de dégradation des membranes 

Les membranes de nanofibres ont été soumises à une étude de dégradation en batch dans 

un milieu alcalin (pH 7,4) à savoir le tampon phosphate salin (PBS, « phosphate buffered 

saline »). Des rectangles 1cm x 3cm ont été découpés et introduits individuellement dans 20 

mL de PBS sous une agitation de 100 tr.min-1 sur un banc oscillant thermostaté à 37°C 

(Thermoshake, Gerhardt, les essart-le-Roi, France). Au temps choisi, l’échantillon a été 

récupéré du milieu, rincé à l’eau distillée afin d’éliminer les traces de sels, séché à 60°C pendant 

30 minutes puis pesé pour suivre l’évolution de masse au cours du temps. Les résultats donnés 

sont la moyenne d’un triplicata. La perte de masse (PM), exprimée en pourcentage, est calculée 

selon l’équation ci-dessous.  

𝑃𝑀 (%) =
𝑀0 − 𝑀𝑡

𝑀𝑖
𝑥100 

Où Mo est la masse initiale de l’échantillon (avant immersion dans le PBS) et Mt la masse de 

l’échantillon après un temps t de dégradation 

III.2. Evaluation biologique  

Les caractérisations biologiques sont réalisées au sein de l’Unité INSERM U1008 : 

« Médicaments et biomatériaux à libération prolongée : mécanismes et optimisation » de 

l’Université de Lille.  
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Des lignées de cellules ostéoblastes (MC3T3-E1) ont été cultivées dans le Milieu Essentiel 

Minimum de Eagle (αMEM, Gibco®, LifeTechnology) contenant 50 µg/mL de gentamicine 

(Panpharma), 250 µg/mL de fungizone (Gibso BRL) et 10% de Sérum de Veau Fœtal (SVF, 

Eurobio), dans un incubateur (Binder) à 37°C avec un taux en CO2 de 5% et en HR de 100%.  

III.2.1. Cytotoxicité (méthode d’extraction) 

Les cellules ont été par la suite repiquées dans une plaque de 96 puits à une densité de 4000 

cellules par puits en triplicata et placées dans un incubateur (Binder) à 37°C avec un taux en 

CO2 de 5% et en humidité relative de 100% pendant 24 heures. Pendant ce temps, 40 mg de 

chaque échantillon ont été ajoutés dans des tubes Eppendorf contenant 1 mL du milieu de 

culture et ont été incubés à 37°C sous agitation orbitale de 80 rpm pendant 24 heures. Après 

quoi, le milieu de culture cellulaire a été remplacé par le milieu d’exraction qui a été 

préalablement filtré grâce à des filtres stériles de 0,22 µm.  

Après 24 heures d’incubation, la viabilité cellulaire a été évaluée par dosage calorimétrique 

en utilisant le AlamarBlue™ (Interchim, Montluçon, France) comme indicateur de la fonction 

métabolique cellulaire552. Pour ce faire, le milieu de culture a été extrait de chaque puits et a été 

remplacé par 200 µL de milieu de culture contenant 10% (v/v) de AlamarBlue™. Après 2 

heures d’incubation, 150 µL du surnageant ont été transférés dans une plaque opaque à 96 puits. 

Enfin, l’intensité de la fluorescence a été mesurée à l’aide d’un fluoromètre (Twinkle LB970, 

Berthold Technology, Bad Wildbad, Allemagne) à une longueur d’onde d’excitation de 560 nm 

et une longueur d’onde d’émission de 590 nm.  

III.2.2. Prolifération cellulaire (méthode directe) 

Après réticulation des membranes de nanofibres, des pastilles de 11 mm de diamètre ont 

été découpées. Avant la mise en contact avec les cellules, un lavage à l’éthanol pur a été réalisé 

afin de décontaminer la surface des membranes pendant 1 min, puis trois rinçages dans une 

solution HBSS (Hank’s Balanced salt solution) stérile de 15 min et un lavage dans un milieu 

de culture pendant 24 h pour stabiliser les nanofibres. Ces pastilles ont été ensuite placées dans 

des plaques de culture à 48 puits (Falcon®, VWR, France) en triplicata (comparativement au 

témoin TCPS (100%)). Les cellules ont été ensemencées (10 000 cellules.cm-2) sur les pastilles 

et cultivées pendant 3 jours sans renouvellement du milieu de culture. Enfin, la viabilité 

cellulaire a été évaluée par dosage fluorimétrique en utilisant le AlamarBleu™ (Interchim, 

Montluçon, France), qui est un indicateur d’oxydoréduction et produit un changement 

colorimétrique et un signal fluorescent en réponse de l’activité métabolique cellulaire. Pour 
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cela, le milieu de culture est remplacé par 500 µL du milieu MEM contenant 10% (v/v) de 

AlamarBleu™. Après 2 heures d’incubation à 37°C, 150 µL du surnageant est transféré dans 

une plaque de 96 puits. L’intensité de la fluorescence est mesurée à l’aide d’un fluoromètre 

(Twinkle LB970, Berthold Technology, Bad Wildbad, Allemagne) à une longueur d’onde 

d’excitation de 560 nm et une longueur d’onde d’émission de 590 nm. 

III.3. Biominéralisation in vitro 

La biominéralisation in vitro permet de mettre en évidence la capacité des biomatériaux à 

induire le dépôt d’une phase apatitique (CaP) voire de l’hydroxyapatite (HA) in vitro dans des 

conditions physiologiques. Pour ce faire, chaque échantillon a été immergé dans une solution 

1,5×SBF (la concentration est 1,5 fois plus élevée que la solution SBF) (cf. Page 59).  

a. Préparation de la solution 1,5×SBF 

La solution 1,5×SBF a été préparée selon la méthode introduite par kokubo457.  Pour 1 L 

de solution, 750 mL d’eau ultrapure ont été introduits dans un bécher de 1L et mise sous 

agitation mécanique. La température a été maintenue à 36,5°C. Les réactifs donnés dans le 

Tableau 7 ci-après, ont été ajoutés l’un après l’autre (le réactif doit être complètement dissout 

avant d’ajouter le suivant), dans l’ordre donné dans le tableau. Le réactif 9 doit être introduit 

dans la solution petit à petit (à chaque fois <1g) afin d’éviter une augmentation rapide du pH 

entraînant la précipitation de la solution. Une fois tous les réactifs ajoutés (1-9), le pH a été 

ajusté à 7,25 par ajout d’une solution de HCl à 1 mol.L-1. Par la suite, la solution a été transféré 

dans une fiole jaugée de 1L et le volume a été ajusté jusqu’à atteindre un volume de 1L de 

solution.  

Afin de stériliser la solution, celle-ci a été filtrée sous PSM (Les postes de sécurité 

microbiologiques) grâce des filtres à seringue de 0,2 µm de taille de pores (cellulose régénérée, 

VWR, France), dans une bouteille en verre stérile. La solution est conservée à 4°C.  

b. Préparation des échantillons    

Les membranes de nanofibres ont été découpées au préalable en échantillons de 3 x 3cm et 

« désinfectées » à l’éthanol pur, puis ont été introduites dans différents flacons stériles (un 

échantillon par flacon) en triplicata. 50 mL de solution 1,5×SBF a été introduite dans chaque 

flacon dans des conditions stériles. Enfin, les échantillons sont incubés à 37°C et agités à 80 

rpm pendant 7 jours. La solution 1,5×SBF est renouvelée tous les 2 jours afin, entre-autres, 

d’éviter une contamination microbienne.  
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Tableau 7. Quantité des réactifs pour la préparation de la solution 1,5×SBF 

Ordre Réactif Vtotal = 1000mL 

0 Eau ultra-pure  750 mL  

1 NaCl 11,994 g 

2 NaHCO3 0,525 g 

3 KCl 0,336 g 

4 K2HPO4.3H2O 0,342 g 

5 MgCl2.6H2O 0,458 g 

6 HCl 1M 60 mL 

7 CaCl2 0,417 g 

8 Na2SO4 0,107 g 

9 (CH2OH)3CNH2 9,086 g 

10 HCL 1M Ajuster le pH  

La biominéralisation des échantillons a été caractérisée par la MEB et par spectroscopie à 

rayons X à dispersion d’énergie (EDS), ainsi que par IRTF et diffractométrie de rayons X 

(DRX) afin d’identifier le type de cristaux CaP formés.  

II.3.1. Diffractométrie de rayons X 

La diffraction de rayons X permet de mesurer l’évolution de la composition et de la cristal-

lisation des phases formées après traitement thermique par analyse des paramètres de maille du 

réseau cristallin. Les phases d’HAp, de ß-TCP et de CaO peuvent être quantifiées, ce qui permet 

de mesurer le ratio Ca/P pour des poudres déficitaires (Ca/P<1,667) ou excédentaires en 

calcium (Ca/P>1,667) par rapport à l’HAp stœchiométrique. Cette méthode rapide et fiable a 

été proposée pour pallier les limites de l’analyse élémentaire 

Des courbes d’étalonnage sont réalisées à partir d’échantillons aux proportions de phases 

connues, puis sont associées aux pics d’intensité relative 18% de l’HAp (2θ = 28,96°) et 100% 

du ß-TCP (2θ = 31,03). Les proportions des phases peuvent alors être déduites par le calcul des 

rapports d’intensité. Cette méthode est désormais préconisée par la norme AFNOR 2008 : NF 

ISO 13779-3 

Les phases cristallines et la pureté du produit ont été évaluées par diffraction de rayons X 

(X’Pert Pro MRD®, PANalytical). Les diffractogrammes ont été obtenus dans le domaine de 5 

à 70° (pas 0,02°, temps de comptage 120 s), avec un détecteur (X’Celelerator®, PNAalyti-cal) 

muni d’une fente anti-divergence 0,5° et 1° et d’un masque de 10 mm). 
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Afin d’identifier la phase minérale, Les échantillons de CHT-PDA 2j-Sbf 7j ont été 

introduits dans un creuset en alumine puis calcinés à 1000°C sous air pendant une heure. 

La poudre calcinée a été déposée sur une lame de verre pour être analysée par DRX. 
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Chapitre III. Résultats et discussion 
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 Elaboration et caractérisation de nanofibres à base de chitosane  

Afin de développer des supports à base de nanofibres de CHT par electrospinning, il est 

nécessaire dans un premier lieu d’étudier les paramètres de solution et du procédé 

d’électrofilage du CHT. Pour ce faire, l’étude d’optimisation, précédemment effectuée par Dr. 

Safa Ouerghemmi au cours de ses travaux de thèse458 en variant le ratio acide acétique (AA) / 

eau (utilisé comme solvant) et le ratio CHT/PEO, a servi de base à notre étude.  

Les paramètres de solution et du procédé d’electrospinning du mélange CHT/ PEO de 

rapport massique 90/10 sont donnés dans le Tableau 8. La température et l’humidité relative 

ont été respectivement fixées à 20 ± 3°C et à 35 ± 5% (en dehors de ces conditions 

hygrométriques, des membranes contenant des billes sont obtenues).    

Tableau 8. Les paramètres de solution et du procédé d'electrospinning utilisé pour l’élaboration 

des nanofibres de CHT/ PEO. L’humidité relative et la température sont respectivement fixées à 

35 ± 3% et 23 ± 2°C 

 Rapport massique 
(w/w) 

AA/H2O 
(v/v) 

Concentration 
CHT/PEO % 
(m/v) 

Voltage (kV)  Débit 
(mL.h-1) 

Distance 
(cm) 

CHT/ PEO  90/10 90 3,3 12-15 0,5 20 

Une observation au MEB a prouvé la présence de nanofibres rectilignes et uniformes. Les 

diamètres des nanofibres ont montré une faible polydispersité puisque le diamètre moyen est 

de l’ordre de 247 ± 36 nm (cf. Figures 37a et 37b). Ainsi, ces paramètres ont été utilisés pour 

l’élaboration de tous les supports développés dans cette étude.   

Les nanofibres obtenues à partir du mélange CHT-PEO sont très peu stables dans un milieu 

aqueux. En effet, les membranes ont été immergées dans une solution de PBS à pH 7,4 et on 

remarque d’après la Figure 37c que les nanofibres gonflent jusqu’à la disparition totale de 

l’architecture fibreuse et poreuse. Après séchage, celles-ci sont déformées et la membrane 

devient cassante.  

Une étape de réticulation est par conséquent indispensable afin de stabiliser les nanofibres 

en milieux aqueux. Dans la littérature, différents procédés de réticulation des nanofibres de 

CHT ont été décrits, notamment la réticulation à la génipine459 et au glutaraldéhyde460. 

Néanmoins, ces méthodes peuvent présenter plusieurs inconvénients à cause de la toxicité du 

glutaraldéhyde et de la présence de génipine qui n’a pas réagi. De ce fait, une étape de rinçage 

est nécessaire. Dans notre cas, un traitement thermique, en effectuant un recuit à 140°C pendant 
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4h dans une étuve sous-vide afin d’éliminer les traces de solvant, a été choisi. La température 

et le temps de recuit ont été fixés suite à une optimisation effectuée lors des travaux d’une thèse 

précédente développée par Dr. Safa Ouerghemmi458. Les images MEB obtenues révèlent que 

le traitement thermique a un effet sur la stabilité des nanofibres dans un environnement aqueux 

(cf. Figure 37d). En effet, contrairement à l’image 37c, la membrane réticulée qui a été 

immergée dans une solution de PBS à pH 7,4 a préservé sa morphologie fibreuse (pas de 

phénomène de gonflement). 

 
Figure 37. Clichés MEB des nanofibres de CHT/ PEO avec un rapport massique de 90/10, a) 

avant ×5k ; b) ×15k ; c) après immersion dans la solution PBS à pH 7,4 (x5k) et d) réticulées à 

140°C pendant 4h après immersion dans le PBS (x5k) 

Afin d’approfondir notre étude, la prise en eau des échantillons recuits (4h sous vide à 

140°C) a été comparée à celle des échantillons non recuits, à T=37°C, selon le protocole décrit 

dans la partie expérimentale (cf. page 73). Les courbes de sorption et de désorption sont 

reportées sur la Figure 38. Que ce soit pour les échantillons recuits ou pas, on remarque que la 

courbe de désorption est similaire à celle de sorption, avec un écart qui n’est pas significatif. 

Le comportement des échantillons en humidité croissante ou décroissante peut donc être 

considéré comme identique.  

Nous remarquons également, que la capacité d’absorption des membranes est pratiquement 

linéaire jusqu’à RH 85%   et atteint environ 0,2 g d’eau/ g d’échantillon, puis augmente de 

façon exponentielle entre RH 80% et 95% pour atteindre 0,45 g d’eau/ g d’échantillon. Le 

comportement des échantillons recuits est le même que celui des échantillons non recuits, ce 
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qui montre que le traitement thermique lors du recuit ne modifie pas l’hydrophilie des 

membranes. De plus, d’après les clichés MEB obtenus avant et après l’absorption/ desorption 

d’eau, nous remarquons que les échantillons ont préservé leur morphologie fibreuse.  

 
Figure 38. Isothermes DVS des membranes réticulées et non réticulées 

 Fonctionnalisation des nanofibres de chitosane avec la polydopamine 

La fonctionnalisation des nanofibres est mise en évidence tout d’abord par le changement 

de couleur des membranes (cf. Figure 39). En effet, la membrane non fonctionnalisée noircit 

avec le temps d’immersion dans la solution de dopamine.  

 
Figure 39. Evolution de la couleur des membranes en fonction du temps d’immersion dans la 

solution de dopamine 

L’impact de la fonctionnalisation sur la morphologie des nanofibres est observé par MEB 

(cf. Figure 40B). Nous remarquons que les membranes ont conservé leur morphologie fibreuse 

et poreuse après immersion dans la solution de dopamine avec une augmentation du diamètre 

moyen des fibres avec le temps de fonctionnalisation, ce qui confirme l’enrobage des fibres par 

la pDA (cf. Figure 40A). Peu de particules de pDA sont observées pour un temps d’immersion 

inférieur ou égal à 72h (cf. Figures 40B.b., 40B.c, 40B.d, 40B.e, 40B.f et 40B.g). En revanche, 
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nous constatons la présence d’agrégats de pDA à la surface des membranes après 96 heures de 

fonctionnalisation (cf. Figures 40B.h et 40B.i). Ces résultats sont en accord avec les travaux 

obtenus par Shin et al. qui ont étudié la modification chimique des nanofibres de PCL par la 

pDA461 et qui ont montré que la morphologie de surface est dépendante de la concentration de 

la solution de dopamine. En effet, les nanofibres immergées dans une solution de dopamine à 

2 mg.mL-1 contiennent très peu de particules de pDA alors qu’une concentration de                       

20 mg.mL-1 fournit des nanofibres avec une plus grande quantité de particules de pDA sous 

forme d’agrégats. Ce comportement s’explique par le fait que la dopamine polymérise à la 

surface des nanofibres en formant une fine couche de pDA, et que des apports plus élevés en 

dopamine conduisent à à la formation de nanoparticules de pDA qui s’aggrègent sur les 

nanofibres.     

Par conséquent, un temps d’immersion inférieur ou égal à 72h a été privilégié.  
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Figure 40. A. Photographies des membranes avant et après fonctionnalisation, B. Images MEB 

(x10k) des nanofibres de CHT-PEO a) non fonctionnalisées et fonctionnalisées avec la 

polydopamine pendant b) 2h, c) 4h, d) 6h, e) 24h, f) 48h, g) 72h, h) 96h et i) 120h. Les diamètres 

moyens sont indiqués sur les figures respectives. Les flèches jaunes indiquent les particules de 

polydopamine présentes à la surface des nanofibres  

 Caractérisations physicochimiques des supports  

III.1. Spectroscopie à infrarouge à transformée de Fourier (IRTF)  

La nature chimique de surface des nanofibres de CHT-PEO non fonctionnalisées (NFs 

CHT) et fonctionnalisées avec la pDA (NFs pDA) a été analysée par IRTF en mode réflexion 

totale atténuée (ATR). Les spectres obtenus sont représentés dans la Figure 41. La pDA sous 

forme de nanoparticules (pDA poudre) a été utilisée afin de mettre en évidence les pics 

caractéristiques de la pDA. Celles-ci ont été obtenues en préparant une solution de dopamine 

dans les mêmes conditions que précédemment. L’agitation mécanique est maintenue pendant 
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24 heures, puis la solution est filtrée afin de récupérer les nanoparticules de pDA sous forme 

d’aggrégats.   

 
Figure 41. Les spectres IRTF-ATR des nanofibres avant (NFs CHT) et après fonctionnalisation 

avec la polydopamine (NFs pDA) et les nanoparticules de polydopamine 

Le spectre des nanofibres de CHT montre des bandes caractéristiques telles que les bandes 

à 1652 cm-1 et 1584 cm-1 associées, respectivement, à l’élongation des liaisons C=O des 

fonctions amides et à la déformation N-H des amines primaires. La bande observée à               

1370 cm-1 correspond à la déformation asymétrique de la liaison C-H des méthyles du 

groupement acétamide, celles à 1062 et 1028 cm-1 sont associées à l’élongation des C-O. et à 

890 cm-1 correspondant aux C-O-C des polysaccharides et à la vibration des liaisons 

glycosidiques. 

En observant le spectre des nanofibres fonctionnalisées avec la polydopamine, nous 

remarquons que de nouveaux pics sont apparus. En effet, comparé au spectre des nanofibres de 

CHT, nous constatons l’apparition de pics à 1598 et 1428 cm-1 assignés au chevauchement des 

vibrations de résonance C=C du cycle aromatique, et un pic à 1520 cm-1 relatif aux vibrations 

C=N confirmant la présence de groupements indoles, qu’on retrouve dans le spectre IRTF de 

des nanoparticules de la pDA462–464. Un pic peut également être observé à 1718 cm-1 

correspondant aux groupements quinone constitutives du film de pDA. En outre, une 

diminution de l’intensité des pics caractéristiques du CHT, notamment ceux à 1652 cm-1 et à 

1062 cm-1 est observée. De ce fait, ces résultats confirment la présence de la couche de 

polydopamine à la surface des nanofibres de CHT réticulées.  
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III.2. Analyse thermogravimétrique 

Les nanofibres de CHT non fonctionnalisées et fonctionnalisées avec la pDA, ainsi que la pDA 

en poudre, ont été analysées par ATG. Les thermogrammes sont présentés dans la Figure 42.           

 
Figure 42. Thermogrammes des NFs CHT, NFs pDA, et de la polydopamine en poudre obtenues 

entre 25°C et 700 °C 

Le thermogramme des nanofibres de CHT présente une première perte de masse entre 25°C 

et 90°C qui correspond à la perte d’eau absorbée par la membrane. La deuxième perte de masse 

qui débute à 200°C correspond à la dégradation du CHT et du PEO ; les deux constituants des 

nanofibres. A partir de 320°C, une troisième perte de masse attribuée à la dégradation d’un 

résidu « charbonné » est observée.      

La pDA présente une perte de masse en une seule étape entre 25°C et 80°C, qui est due à 

la déshydratation de la poudre puis se dégrade entre 200°C et 600°C.  

Les nanofibres ayant un revêtement de polydopamine (NFs pDA) montrent une perte de 

masse entre 25 et 50°C attribuée à l’évaporation d’eau et une deuxième perte de masse entre 

200°C et 500°C qui est la conséquence de la dégradation des trois produits la constituant (PEO, 

CHT et pDA). Ces résultats révèlent que les deux membranes présentent des profils de perte de 

masse similaires et que les nanofibres fonctionnalisées montrent un décalage du à la 

décomposition de la pDA qui se produit à une température supérieure à celle du CHT. En outre, 

nous remarquons que la dégradation de l’échantillon est totale (absence de résidu).  
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III.3. Quantification des groupements amine  

L’influence du temps d’imprégnation (de 2h à 120h) sur la quantité des fonctions amines 

présentes sur la surface des échantillons a été mise en évidence par un dosage à l’Acide Orange 

II à 485 nm (cf. Figure 43). 

 
Figure 43. Quantification des groupements amine sur les NFs CHT et les NFs pDA avec différents 

temps d'immersion dans la polydopamine allant de 2h jusqu'à 120h (n=3) 

Une quantité de 2 µmol.cm-2 de fonctions amines est mesurée pour les nanofibres de CHT 

non modifiées. En ce qui concerne les nanofibres fonctionnalisées avec la pDA, nous 

constatons, comme attendu, que la quantité des groupements amine augmente avec le temps 

d’immersion dans la solution de dopamine. Après 2h d’imprégnation, la quantité de fonctions 

amines est de 2,3 µmol.cm-2 puis atteint 4,6 µmol.cm-2 après 72h d’immersion ; ce qui indique 

un taux important de recouvrement en pDA. En revanche, une modification de la surface 

pendant plus de trois jours provoque une diminution de la quantité d’amines libres présentes à 

la surface des nanofibres. Cette réduction de la quantité des groupements amine est en accord 

avec l’observation au MEB (cf. Figure 40B) puisque la présence d’agrégats de polydopamine 

au sein des nanofibres peut compromettre la disponibilité des amines libres à la surface des 

fibres.  

Il est intéressant de noter que ces valeurs sont très élevées comparées à celles qui sont 

obtenues par Kang et al. sur des supports métalliques en titane et en acier inoxydable465. En 

effet, pour une fonctionnalisation de 24h, dans les mêmes conditions, ils ont obtenu une quantité 

de groupements amine d’environ 1,875 nmol.cm-2 pour le support en titane et de 3,125 nmol.cm-

2 pour le support en acier inoxydable. Cette étude montre donc l’impact de la nature du support 

sur la fonctionnalisation avec la polydopamine. Par conséquent, les valeurs très élevées 
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obtenues au cours de notre étude peuvent être attribuées à la surface spécifique qui caractérise 

nos « scaffolds ».    

III.4. Quantification des groupements catécholamine  

La quantité des fonctions catécholamines présente à la surface des nanofibres a été évaluée 

via le test colorimétrique micro-BCA. Les résultats sont représentés dans la Figure 44 ci-

dessous.  

 
Figure 44. Quantification des groupements catéchol sur les NFs CHT et les NFs pDA avec 

différents temps d'immersion dans la polydopamine allant de 2h jusqu'à 120h (n=2) via la 

méthode micro-BCA 

Tout d’abord, nous remarquons que, comme attendu, la quantité de groupements catéchol 

est quasiment nulle pour les nanofibres de CHT. Puis, nous constatons que la quantité de 

polydopamine présente à la surface des nanofibres dépend fortement du temps d’immersion 

dans la solution de dopamine. En effet, la quantité des fonctions catéchols croît de 0,048 

µmol.cm-2 jusqu’à atteindre 0,131 µmol.cm-2 pour des temps d’imprégnation respectifs de 2h et 

72h. Néanmoins, nous observons une diminution non significative pour des temps d’immersion 

supérieurs à 72h, probablement due à la présence d’amas de polydopamine au sein de la matrice 

nanofibreuse. Ces observations sont en concordance avec les résultats obtenus par MEB et par 

la quantification des groupements amine. Plusieurs études ont rapporté que l’épaisseur de la 

couche de polydopamine augmentait avec le temps d’imprégnation des échantillons dans la 

solution de dopamine. Shin et al. par exemple ont montré que la quantité de polydopamine croît 

de 6,6 à 23,5 µg. mg-1 pour des temps d’immersion allant de 10 minutes à 60 minutes461.   
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III.5. Absorption dynamique de vapeur d’eau 

L’effet du revêtement de polydopamine sur la capacité d’absorption de l’eau des nanofibres 

est évalué par DVS à 37°C (cf. Figure 45). 

 
Figure 45. Isothermes d’absorption de vapeur d’eau des nanofibres de CHT non fonctionnalisées 

et fonctionnalisées avec la pDA 

Nous remarquons, dans un premier temps, que les courbes de désorption sont toujours 

situées au-dessus de la courbe de sorption, avec une hystérésis relativement faible. Dans un 

second temps, nous constatons que la capacité d’adsorption d‘eau varie de façon linéaire jusqu’à 

80% de HR, puis de façon exponentielle jusqu’à atteindre 95% de HR, pour les deux types 

d’échantillon. A 80% de HR, les nanofibres non modifiées et fonctionnalisées montrent 

respectivement une teneur en humidité d’environ 0,235 et 0,230 g d’eau/ g d’échantillon (gains 

de poids respectifs de 24% et 23%). Les deux membranes atteignent respectivement 0,460 et 

0,322 g d’eau/ g d’échantillon (gains de poids respectifs de 46% et 32%) lorsque HR est de 

95%. Pour des HR comprises entre 0 et 80%, les deux échantillons présentent deux profils 

d’adsorption d’eau similaires. En revanche, au-delà de 80%, la teneur en humidité des 

nanofibres de CHT devient supérieure à celle des nanofibres fonctionnalisées par la pDA. Par 

conséquent, la fonctionnalisation des nanofibres engendre une diminution de leur hydrophilie.   

III.6. Test de dégradation 

La Figure 46A présente les profils de dégradation des échantillons dans le PBS à 37°C.  
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Figure 46. A. Suivi de dégradation des NFs CHT et NFs pDA (n=3) en fonction du temps dans le 

PBS à 37°C, B. Images MEB des échantillons après 2 h et 5 j de dégradation 

Tout d’abord, nous constatons que les deux profils présentent une première phase jusqu’à 

un jour de dégradation où la dégradation est rapide, puis une deuxième phase plus lente. Nous 

remarquons qu’à 1 jour, il y’a une perte de masse importante de 8% et 2% pour les NFs CHT 

et NFs pDA, respectivement. Puis, les jours suivants, la cinétique de dégradation est ralentie 

puisqu’on atteint au bout de 10 jours une perte de masse respective de 10% et 6%. Nous 

pouvons donc conclure que le revêtement de polydopamine permet de stabiliser et de ralentir 

la dégradation des nanofibres. Ces résultats sont d’ailleurs confirmés à travers une observation 

au MEB (cf. Figure 46B). Cette dernière révèle un phénomène de gonflement pour les 

nanofibres de chitosane apparaissant dès le début de la dégradation (2 heures). Alors que la 

morphologie fibreuse et poreuse est conservée pour les nanofibres modifiées qui ont perdu leur 

caractère rectiligne.  

Il serait par ailleurs intéressant d’étudier la dégradation des membranes en présence de 

lysozyme qui est une protéine qui intervient dans la dégradation du CHT dans l’organisme des 

animaux. 

III.7. Conclusion  

Des nanofibres à base de chitosane ont été élaborées par electrospinning à partir d’un 

mélange CHT-PEO, réticulées par traitement thermique, puis fonctionnalisées avec un 

revêtement de polydopamine afin d’induire la cristallisation des phosphates de calcium. 

L’influence du temps d’immersion des échantillons dans la solution de dopamine a été étudiée 

par plusieurs techniques de caractérisation, notamment les deux techniques quantitatives ; à 

savoir le dosage des groupements amine par l’acide orange II et la quantification indirecte des 

groupements catéchol via le test micro-BCA. Ces techniques ont montré que la quantité de 
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polydopamine augmente avec le temps d’imprégnation dans la solution de dopamine pour une 

fonctionnalisation inférieure ou égale à 72h. Pour un temps d’immersion supérieur à 72h, une 

légère diminution a été observée en raison de la présence d’agrégats de particules de 

polydopamine. Ces résultats étaient en accord avec les observations effectuées au microscope 

électronique à balayage.  

En outre, la présence d’une couche de polydopamine a été démontrée par spectroscopie 

infrarouge à transformée de Fourier dont les spectres obtenus ont révélé la présence des pics 

caractéristiques de la polydopamine.  

Enfin, il a été montré que l’étape de modification de la surface des nanofibres n’a pas 

d’impact significatif sur leur dégradation pyrolytique et diminue la capacité du biomatériau à 

absorber l’eau. La polydopamine contribue à la stabilisation des nanofibres en milieu aqueux 

et ralentit leur dégradation.  

A la suite des caractérisations physicochimiques, des tests biologiques ont été effectués 

afin de s’assurer de la cytocompatibilité des membranes avant de démontrer leur capacité de 

biominéraliser.     

 Cytocompatibilité des supports  

Les dispositifs à base de nanofibres de CHT-PEO fonctionnalisés sont destinés à être 

implantés au niveau d’un défaut osseux et favoriser l’ostéoinduction. Il est donc important 

qu’ils soient cytocompatibles.  

De ce fait, la prolifération cellulaire sur des nanofibres de CHT et CHT fonctionnalisées 

avec la polydopamine a été évaluée sur des cellules ostéoblastes MC3T3-E1 par contact direct 

(ISO 10993-5). Les résultats obtenus sont présentés sous forme d’histogramme dans la Figure 

47.  
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Figure 47. La viabilité des cellules MC3T3-E1 sur des membranes avant et après 

fonctionnalisation avec la pDA par contact direct (n=3). Le témoin TCPS correspond au fond de 

la boîte de culture cellulaire en polystyrène 

Dans un premier temps, nous constatons que le temps d’immersion des échantillons dans 

la solution de dopamine a un impact sur la viabilité cellulaire. En effet, une prolongation du 

temps d’imprégnation des membranes entraîne une diminution de la viabilité cellulaire. Les 

nanofibres immergées dans une solution de dopamine pendant 2h montrent une viabilité 

cellulaire de 70 % qui diminue lorsque le temps de fonctionnalisation augmente, avec une chute 

significative au-delà de 24h d’immersion (8%). Par conséquent, la membrane de nanofibres 

immergée pendant 2h dans la solution de dopamine a été sélectionnée. 

Dans un second temps, nous remarquons que les nanofibres de chitosane non modifiées 

présentent seulement 59% de viabilité cellulaire. Ce résultat est surprenant, puisque le chitosane 

est connu pour ses propriétés biologiques et il a été prouvé dans la littérature que la topographie 

nanofibreuse obtenue par electrospinning favorisait l’adhésion et la prolifération 

cellulaire468,469. Nous avons donc approfondi notre étude à ce sujet, en évaluant l’effet du 

traitement thermique. Pour ce faire, un traitement thermique allant de 90°C jusqu’à 140°C a été 

appliqué sur la poudre de chitosane ; après quoi la viabilité cellulaire a été étudiée par la 

méthode d’extraction. Les résultats obtenus sont représentés dans la Figure 48.  
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Figure 48. La viabilité cellulaire des poudres de CHT chauffées à des températures allant de 90 

jusqu’à 140°C (n=3). Le témoin TCPS correspond au fond de la boîte de culture cellulaire en 

polystyrène et des cellules MC3T3-E1 

  Ces résultats prouvent que tous les échantillons présentent une viabilité cellulaire 

supérieure au seuil de cytotoxicité, à savoir 70%. Néanmoins, une diminution progressive de la 

viabilité cellulaire avec l’augmentation de la température de chauffe peut être observée. Ceci 

signifie qu’un traitement thermique à haute température peut provoquer une cytotoxicité. Cette 

baisse de viabilité cellulaire provoquée par le traitement thermique peut provenir de la 

dégradation des dérivés de sucres constituant le chitosane (réactions d’oxydation) 

En conclusion, il serait intéressant d’approfondir cette étude sur des nanofibres de CHT 

chauffées à différentes températures afin de déterminer la température et le temps de recuit 

optimaux afin de trouver un compris entre la stabilité des nanofibres et la cytocompatibilité. 

 Etude des propriétés ostéoinductrices des nanofibres  

La capacité du biomatériau à induire la formation des cristaux de phosphate de calcium 

(CaP) a été évaluée in vitro en immergeant les échantillons dans une solution de 1,5×SBF 

pendant 7 jours et en renouvelant la solution tous les deux jours. Différentes caractérisations 

physicochimiques ont été menées dans le but de mettre en évidence la présence des cristaux 

CaP et d’identifier leur composition.  

V.1. Microscopie électronique à balayage (MEB) 

Les images obtenues par MEB sont données dans la Figure 49A ci-après. Nous remarquons 

que suite à l’imprégnation dans la solution 1,5×SBF, la surface des nanofibres, fonctionnalisées 

préalablement avec la pDA pendant 2 heures, est recouverte d’agglomérats de CaP sous form 
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sphérique443 d’environ 7 µm de diamètre (cf. Figure 49A.a). En revanche, la membrane de CHT 

non modifiée ne présente aucune particule à sa surface après une incubation pendant 7 jours 

(cf. Figure 49A.b). Cette étude permet donc de prouver que le revêtement de pDA est 

indispensable pour induire la nucléation des cristaux CaP.  

En outre, une étude évaluant le temps nécessaire d’immersion dans la solution 1,5×SBF 

pour induire la biominéralisation a été menée. Les échantillons ont été fonctionnalisés avec la 

polydopamine puis biominéralisés in vitro dans la solution 1,5×SBF pendant 1 à 7 j. Nous 

observons sur les clichés obtenus par MEB la présence de la phase minérale à partir de 6 jours 

d’immersion dans la solution (cf. Figure 49B).  

Pour compléter cette étude, la microanalyse par spectroscopie de dispersion d’énergie 

(EDS) a été effectuée afin d’identifier les éléments atomiques qui sont présents à la surface du 

dispositif (cf. Figure 49C). Cette analyse cartographique démontre la présence de deux pics 

prédominants correspondant au calcium et au phosphore dont le ratio Ca / P, calculé à partir des 

abondances relatives de chaque atome, est de l’ordre de 1,76. Cette valeur est proche de celle 

de l’HA dont le ratio Ca/P théorique est de 1,67. Néanmoins, cette étude est semi-quantitative 

et ne nous permet pas d’affirmer la présence d’hydroxyapatite à l’état pur.   
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Figure 49. A. Images MEB obtenues après biominéralisation pendant 7 jours des nanofibres (a) 

sans revêtement de polydopamine (x5k), b) fonctionnalisées avec la polydopamine pendant 2h 

(x200), B. Clichés MEB des nanofibres de CHT fonctionnalisées avec la pDA puis biominéralisées 

pendant 1 à 7 j (x5k), C. analyse de surface des membranes après immersion dans la solution 

1,5×SBF par spectre EDS  

V.2. Analyse thermogravimétrique (ATG) 

Les nanofibres fonctionnalisées par la pDA puis biominéralisées ont été analysées par ATG 

(cf. Figure 50).  



DEUXIEME PARTIE. NANOFIBRES DE CHITOSANE A PROPRIETES 

OSTEOINDUCTRICES  

 

103 

 

 
Figure 50. Thermogrammes des nanofibres avant et après immersion dans la solution 1,5×SBF 

pendant 7 jours   

Le thermogramme des nanofibres recouvertes de pDA montre une dégradation complète à 

600°C. en revanche, les nanofibres obtenues après biominéralisation présentent une première 

perte de masse entre 25°C et 90°C qui correspond à la perte d’eau. La deuxième perte de masse 

qui débute à 200 °C correspond à la dégradation des constituants ; le CHT, le PEO et la pDA 

(cf. Figure 50). A 600°C, la perte de masse se stabilise et atteint un plateau d’environ 16% qui 

correspond au résidu minéral. Cette étude confirme la présence d’une phase minérale à la 

surface du dispositif après immersion dans la solution 1,5×SBF (cf. Figure 49A.b).   

V.3. Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF)  

La structure chimique de la surface des nanofibres après immersion dans la solution 

1,5×SBF a été analysée par IRTF en mode réflexion totale. Une poudre d’HA a été également 

analysée afin de mettre en évidence les pics caractéristiques. Les spectres sont présentés dans 

la Figure 51. Les nanofibres contenant les cristaux CaP montrent une diminution de l’intensité 

des pics relatifs au CHT et à la pDA (entre 1250 et 1700 cm-1) et une apparition d’un pic étroit 

aux alentours de 1000 cm-1 que nous retrouvons dans le spectre de l’HA en poudre et qui 

correspond aux vibrations d’élongation des P-O443. Ces résultats nous permettent d’émettre 

l’hypothèse que les cristaux formés au sein des matrices à base des nanofibres correspondent 

aux cristaux d’HA.   
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Figure 51. Les spectres IRTF-ATR des nanofibres modifiées avec la pDA pendant 2h après 

immersion dans la solution 1,5×SBF et la poudre d’hydroxyapatite  

Pour conclure, ces résultats ont montré que le revêtement de pDA induit la 

biominéralisation du dispositif dans une solution 1,5×SBF, et permettent d’avancer l’hypothèse 

que les minéraux CaP formés à la surface des nanofibres correspondent aux cristaux d’HA. 

Néanmoins, cette hypothèse doit être confirmée par des études supplémentaires, notamment par 

diffractométrie de rayons X (DRX). 

V.4. Diffractométrie des rayons X (DRX)  

La Figure 52 représente les différents diffractogrammes obtenus à partir des nanofibres de 

CHT fonctionnalisées avec la pDA (rouge) et biominéralisées avant (bleu) et après (vert) 

calcination. Nous observons la présence d’un pic à 2Ɵ=20° correspond au chitosane constituant 

principal de la matrice des nanofibres. L’épaulement observé à 2Ɵ=28° est attribué au PEO.  

En outre, les diffractogrammes des nanofibres biominéralisées avant calcination (courbe 

en bleu) montrent un léger épaulement à 2Ɵ=32° témoignant la présence d’une phase apatitique. 

Les membranes obtenues après calcination montrent la présence d’une phase cristalline 

caractérisitique des phosphates de calcium. Le spectre du résidu calciné présente une 

superposition des pics d’hydroxyapatite (majoritaires) ainsi que d’autres phosphates de calcium 

tels que la Whitlockite et les phosphate de magnésium et calcium (minoritaires) (cf. Annexe 3 

page 214). Ainsi, une phase apatitique constituée principalement d’hydroxyapatite a été 

obtenue.  
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Figure 52. Diffractogrammes (en haut) des nanofibres de CHT modifiées par la pDA (rouge), des 

nanofibres biominéralisées pendant 7j (bleu) et du résidu de la calcination de la membrane 

biominéralisée (vert), (en bas) de l’hydroxyapatite pure 
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 Conclusion  

 Dans un premier temps, nous avons élaboré des nanofibres de CHT par electrospinning à 

partir d’un mélange CHT-PEO afin de faciliter l’électrofilage du CHT. Ces membranes ont par 

la suite été réticulées via un traitement thermique pour les rendre stables dans des 

environnements aqueux et pour préserver leur morphologie fibreuse lors de la 

fonctionnalisation avec la pDA et la biominéralisation.  

Dans un second temps, les supports précédemment élaborés ont été fonctionnalisés par 

dépôt d’un revêtement de pDA. La pDA a permis de stabiliser les nanofibres en milieu aqueux 

et de ralentir leur dégradation. Nous avons démontré que des nanofibres contenant très peu de 

particules de pDA sont obtenues pour un temps d’imprégnation dans la solution de dopamine 

inférieur ou égal à 72 heures et qu’au-delà de 72 heures, les matrices ont montré la présence de 

nombreuses nanoparticules de pDA sous forme d’agrégats qui ont présenté une cytotoxicité. La 

membrane fonctionnalisée pendant 2 heures a montré la meilleure viabilité cellulaire.  

 Enfin, une étude de biominéralisation in vitro a prouvé l’importance de ce revêtement de 

pDA pour induire la formation de cristaux CaP au sein du support et donc la biominéralisation 

du biomatériau. Une étude DRX a mis en évidence la présence d’une phase cristalline de 

phosphate de calcium. Cependant, des tests supplémentaires sont encore nécessaires, comme 

l’identification des cristaux de phosphate de calcium formés et l’évaluation biologique in vivo.  
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Les pathologies cardiovasculaires constituent la principale cause de mortalité dans les pays 

occidentaux et présentent un véritable problème de santé publique. Selon les statistiques, en 

2013, plus de 17,3 millions de personnes sont décédées à la suite des pathologies 

cardiovasculaires ; ce qui représente un décès sur quatre dans le monde. Ce nombre devrait 

atteindre les 23,6 millions d’ici 2030470.  

Le plus souvent, leur traitement est chirurgical et consiste à remplacer le vaisseau lésé par 

des substituts biologiques vasculaires. Toutefois, ces substituts biologiques (autogreffes 

veineuses et artérielles qui représentent le « gold standard ») ne répondent pas tout à fait aux 

attentes des chirurgiens en raison de leur disponibilité limitée et de la morbidité du site donneur. 

Afin de remédier à ces problèmes, des substituts synthétiques ont été développés. Leur 

utilisation accrue au fil des années, est due au vieillissement de la population, à la prévalence 

croissante de l’obésité, du diabète et de l’arthérosclérose471.  

Pour cela, différents biomatériaux à base de polymères synthétiques ou naturels, de métaux 

ou de céramiques ont été utilisés en tant que dispositifs médicaux pour diverses pathologies 

cardiovasculaires472,473. A titre d’exemple, le premier cœur artificiel CARMAT mis sur le 

marché est composé de plusieurs types de matériaux, parmis lesquels le PTFE, le titane et le 

péricarde de veau. Néanmoins, ces substituts sont encore à l’origine de nombreux échecs 

thérapeutiques en raison de leur hémocompatibilité insuffisante474. Cette limitation est 

susceptible de provoquer des réactions indésirables dont la plus courante est la formation de 

thrombus (principalement constitué de plaquettes, de fibrine et de globules rouges) menant à 

une occlusion des vaisseaux malgré l’utilisation de traitements antiplaquettaires et 

anticoagulants (le plus souvent l’héparine)475. La thrombose (cf. Figure 53) est une cause 

majeure de morbidité et de mortalité476.  

 
Figure 53. Thrombose artérielle (a) et veineuse (b)476 
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Par conséquent, les substituts doivent répondre à un cahier des charges spécifique et 

posséder des propriétés mécaniques et biologiques adaptées, à savoir l’hémocompatibilité et la 

capacité de résister aux contraintes exercées sur les parois vasculaires et de s’adapter aux 

variations de pression sanguine. A ce jour, aucune avancée clinique majeure n’a encore été 

notée, mais cette problématique fait malgré tout l’objet de nombreuses études de recherche.     

L’hémocompatibilité consiste en l’étude de la réponse thrombotique induite par le 

biomatériau en contact avec le sang, y compris l’activation de la cascade de la coagulation, la 

réponse plaquettaire et l’activation du complément. Pour cette raison, il est primordial de 

prendre en compte la bioactivité de la surface du biomatériau lors de l’évaluation de 

l’hémocompatibilité car elle agit comme intermédiaire lors des interactions biomatériau – tissu 

hôte. De nombreuses stratégies, visant à améliorer l’hémocompatibilité, ont été axées sur la 

modification de surface des biomatériaux.  

 Traitements de surface antithrombotiques     

La technique de modification de surface a été identifiée comme une approche efficace qui 

permet d’améliorer et d’assurer l’hémocompatibilité. La thrombogénicité d’un biomatériau va 

dépendre des groupes fonctionnels présents à la surface du support ainsi que de la charge et de 

la morphologie. Plusieurs types de revêtement ont fait l’objet d’études préliminaires, 

notamment la modification à l’oxyde nitrique, le greffage de molécules bioactives et le dépôt 

de divers revêtements organiques. 

 Traitement à l’oxyde nitrique  

La libération de l’oxyde nitrique est une alternative prometteuse pour l’amélioration de 

l’hémocompatibilité de la surface d’un biomatériau. L’oxyde nitrique est produit par les cellules 

endothéliales et est capable d’inhiber l’agrégation et l’activation plaquettaire ainsi que la 

prolifération et la migration des cellules musculaires477,478. Deux classes de molécules capables 

de libérer l’oxyde nitrique, le diazeniumdiolate et le nitrosothiol, ont été identifiées par Kapadia 

et al.479. De ce fait, des études ont été axées sur le greffage de ces molécules480. Gu et al. ont 

prouvé l’immobilisation covalente de la sélénocystamine sur une surface de polyuréthane afin 

de catalyser la libération de l’oxyde nitrique à partir du S-nitrosothiol481. La fixation de la 

sélénocystine chirale sur un film à base d’oxyde de titane et l’influence de la chiralité des acides 

aminés sur la libération de l’oxyde nitrique ont été investiguées. Les résultats ont montré que, 
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même si la quantité de L-sélénocystine immobilisée à la surface est pratiquement identique à 

celle de la D-sélénocystine fixée, la L-sélénocystine génère une plus grande quantité d’oxyde 

nitrique et inhibe significativement l’adhésion et l’activation plaquettaires482. Toutefois, cette 

stratégie nécessite une validation clinique483,484.    

 Immobilisation d’agents thérapeutiques   

Plusieurs approches pharmaceutiques, actives ou passives, ont été exploitées pour lutter 

contre la thrombose. Deux stratégies sont généralement suivies ; le greffage des molécules 

actives à la surface et leur incorporation au sein des dispositifs. La libération locale d’agents 

thérapeutiques permettrait d’augmenter l’efficacité du traitement tout en limitant les pertes et 

la toxicité inhérente à l’administration systémique de ces molécules. Les agents thérapeutiques 

comprennent des protéines, des peptides et des principes actifs d’origine naturelle ou 

synthétique (cf. Tableau 9).  

Tableau 9. Les agents bioactifs utilisés pour la modification de surface des dispositifs 

hémocompatibles    

Agents bioactifs Propriétés  Références  

Inhibiteurs de la coagulation 

Héparine  Polysaccharide sulfaté chargé négativement  

Catalyse l’activité inhibitrice de l’antithrombine III contre 

la thrombine et le FXa 

485,486 

Hirudine  Polypeptide d’Hirudo medicinalis  

Inhibition directe de la thrombine  

487,488 

Argatroban  Dérivé synthétique de la L-arginine  

Inhibition directe de la thrombine  

489 

Benzamidine  Inhibition directe de la thrombine et d’autres facteurs de la 

coagulation  

490,491 

Thrombomoduline Protéine membranaire des cellules endothéliales  

Modifie la spécificité du substrat de la thrombine pour 

l’activation de la protéine anticoagulante C 

492,493 

Inhibiteurs plaquettaires 

Dipyrimadole  Vasodilatateur  

Inhibition plaquettaire  

494,495 

Prostacycline  Inhibition de l’agrégation plaquettaire  496 

Apyrase  Diminution de l’adhésion et l’activation des plaquettes  497 

Abciximab, 

Tirofiban  

Inhibition des plaquettes, bloqueur des récepteurs GPIIb/ 

IIIa 

498 
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I.2.1. Les agents antiplaquettaires  

Les recherches récentes, effectuées sur l’immobilisation d’agents antiplaquettaires, ont 

porté sur les différents stades du métabolisme plaquettaire en ciblant les récepteurs ADP et GP 

IIb/ IIIa) ou les enzymes plaquettaires (cyclooxygénase)499. Aldenhoff et al. ont rapporté le 

dépôt d’un revêtement à base de dipyridamole par des liaisons covalentes sur des prothèses 

vasculaires en polyuréthane494,495. Le dipyridamole, un principe actif non toxique, inhibe 

l’activation et l’agrégation des plaquettes via l’inhibition de la phosphodiestérase cyclique, ce 

qui entraîne la réduction de la dégradation de l’adénosine monophosphate cyclique (AMPc) et 

donc l’augmentation des taux d’AMPc aux dépens de l’ADP. Ainsi, la synthèse du 

thromboxane A2 (TXA2) est inhibée d’une façon irréversible entraînant l’inhibition de 

l’agrégation plaquettaire499. L’ilomédine (Iloprost®), un analogue de synthèse des 

prostaglandines qui inhibe l’agrégation des plaquettes et favorise la vasodilatation, a été utilisé 

en association avec l’hirudine pour fonctionnaliser des prothèses en PTFE500. D’autres agents 

pharmaceutiques, notamment la ticlopidine, qui traitent l’activation et l’agrégation des 

plaquettes par inhibition des récepteurs de l’ADP, ont également été exploités pour la 

modification de la surface des stents501.           

I.2.2. Les agents thrombolytiques  

Les traitements thrombolytiques sont basés sur l’administration de composés recombinants 

tels que l’alteplase, la retéplase ou la teneceplase, ou d’activateurs du plasminogène, notamment 

l’activateur tissulaire du plasminogène (TPA). Le TPA est un agent puissant qui dégrade les 

complexes de fibrine et produit une thrombolyse. Les stratégies qui impliquent l’utilisation du 

TPA visent à mimer l’activation du mécanisme fibrinolytique et la libération du TPA 

immobilisé à la surface502. A titre d’exemple, l’utilisation de surfaces fibrinolytiques qui 

entraînent la dissolution de la fibrine et donc du caillot sanguin est prometteuse pour 

fonctionnaliser des cathéters. Des surfaces à base de lysine sont ainsi exploitées pour la capture 

du TPA plasmatique dans le but d’induire la fibrinolyse (cf. Figure 54)502.  

La libération de TPA à la surface a également été exploitée sur une large gamme de 

dispositifs, allant des tubes de fibro-collagène503, du polyuréthane504 jusqu’aux hydrogels à base 

de poly (éthylène glycol)500. 
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Figure 54. Représentation schématique de la lyse d’un caillot sur une surface fonctionnalisée 

avec la lysine502   

I.2.3. Les agents anticoagulants 

I.2.3.1. Héparine  

L’héparine appartient à la famille des glycosaminoglycanes sulfatés et est utilisée comme 

agent anticoagulant en pratique clinique depuis 1935. Elle se lie à la protéine plasmatique, 

l’antithrombine-III, pour neutraliser la thrombine et le facteur activé (Xa), prévient également 

l’adhésion des plaquettes et améliore la biocompatibilité505. De ce fait, l’héparine a été exploitée 

pour fonctionnaliser la surface des dispositifs médicaux sous de nombreuses formes dans le but 

d’améliorer leur hémocompatibilité in vitro et in vivo506–510. L’héparine a été fixée à la surface 

du lumen d’un dispositif vasculaire à base de fibroïne de soie en utilisant des complexes 

hydroxy-fer comme lieurs afin d’améliorer les propriétés antithrombotiques511. Elle a 

également été immobilisée via des interactions électrostatiques grâce à ses groupements sulfate 

chargés négativement à la surface des prothèses vasculaires512. A titre d’exemple, elle a été 

incorporée dans des hydrogels ou des matrices de polymères qui enrobent les prothèses ou les 

stents vasculaires en vue d’une libération in situ au cours de la dégradation du polymère dans 

l’organisme513,514.  

La fonctionnalisation des surfaces avec l’héparine peut être effectuée par adsorption 

physique ou par des liaisons covalentes515. En raison de la faible stabilité de l’immobilisation 

physique, la stratégie chimique a été avantagée485. Néanmoins, l’héparine liée par covalence 

peut être inactivée par des modifications structurelles dues à des réactions d’immobilisation516. 

De plus, son caractère hydrophile ne permet pas de la fixer directement sur des nombreuses 

surfaces de dispositifs hydrophobes. Ainsi, l’immobilisation de l’héparine est réalisée au moyen 
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d’un bras espaceur (en anglais « spacer »), comme le PEG ou le PEO, rendant la molécule plus 

accessible517–519. La méthode de modification de surface Carmeda BioActive (de Carmeda Inc., 

San Antonio, Texas) et une technique d’immobilisation en « end-point » qui consiste à 

dépolymériser l’extrémité réductrice de la chaine linéaire de l’héparine formant un groupe 

aldéhyde capable d’être conjugué par une amine primaire à la surface de la prothèse ou du stent 

vasculaire fonctionnalisé508. Il existe une autre technologie « BibaHepcoat » (Tyco Healthcare) 

qui a été développée par Medtronic pour la fonctionnalisation des produits de pontage 

cardiopulmonaires et a été commercialisée sous le nom de « Trillium® biosurface ».  Il s’agit 

d’un revêtement de polymères qui contient de l’héparine et dont la structure est très proche des 

caractéristiques critiques de l’endothélium vasculaire, à savoir une surface hydrophile chargée 

négativement qui comporte de l’héparine477,520.  

Toutefois, l’héparine peut avoir des effets secondaires indésirables, comme les 

complications hémorragiques et la thrombocytopénie521. Par conséquent, des composés qui 

miment l’héparine (« heparin-like »), tels que des polymères chargés négativement et/ ou 

modifié chimiquement ont été exploités522–526.     

I.2.3.2. Polymères « Heparin-like » 

Des nombreuses études ont été effectuées pour développer des matériaux anticoagulants 

ou antithrombotiques synthétiques, dont la structure mime celle de l’héparine. La plupart de ces 

matériaux, principalement des polymères, possède des groupements sulfate, sulfamide ou acide 

carboxylique présents sur l’héparine527.  

Une des approches qui permet de préparer des analogues de l’héparine est la synthèse de 

glycopolymères sulfatés. Huang et al. ont développé des glycopolymères synthétiques à base 

de polyurée contenant du glucose, du mannose, de la glucosamine ou du lactose sulfaté en tant 

que groupes pendants528. Les résultats obtenus ont montré que les polymères à base de mannose 

et de lactose présentent les activités anticoagulantes les plus élevées.  

La synthèse de polymères sulfonés a également été exploitée. Divers homopolymères et 

copolymères anioniques ont été préparés soit par polymérisation de monomères anioniques soit 

par sulfonation des groupements hydroxyle après polymérisation. Par exemple, des 

homopolymères de styrène sulfoné insolubles dans l’eau ont été élaborés par sulfonation des 

résines de polystyrène et ont montré une activité anticoagulante529,530. Tang et al. ont étudié la 

sulfonation des membranes de polyéthersulfone, qui a été ensuite mélangée avec du                   
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poly (acrylonitrile-co-acide acrylique-co-vinyl pyrrolidone) pour introduire des groupements 

carboxyle qui ont montré une activité anticoagulante, proche de celle de l’héparine, et une 

inhibition de l’adhésion plaquettaire531.  

En outre, d’après la littérature, les flavonoïdes sulfatés et leurs dérivés, d’origine 

synthétique ou naturelle, possèdent une activité anticoagulante532. Guglielmone et al. ont mis 

en évidence l’activité anticoagulante de la quercétine trisulfatée et tétrasulfatée. Ces derniers 

accélèrent l’inhibition de la thrombine533. De leur côté, Pinto et al. ont mis au point une série 

de conjugués flavonoïdes-saccharides persulfurés et ont prouvé que les 3-O-rutinosides 

inhibent directement le facteur Xa de la cascade de la coagulation et que les 7-O-rutinosides 

inhibent ce facteur à travers l’antithrombine534.   

Divers polysaccharides sulfatés, qui ont montré une activité anticoagulante, résultent de la 

sulfonation des polysaccharides peu ou pas sulfonés, souvent d’origine naturelle. La sulfatation 

du dextrane, un glucane ramifié de dextrose, a été très explorée pour le développement 

d’analogues d’héparine ayant une activité anticoagulante535–538. Le galactomannane a 

également été sulfaté et a présenté une activité anticoagulante en inhibant à la fois le facteur FII 

et le facteur FXa de la cascade de coagulation539,540. Les dérivés sulfonés ou sulfatés du 

chitosane, obtenus après sulfonation, sont largement explorés dans la littérature en raison de 

leur activité anticoagulante.  

Dans le cadre de cette thèse, nous nous intéresserons plus particulièrement à la sulfonation 

du chitosane qui sera détaillée dans la prochaine section.  

 Sulfonation du chitosane 

Comme il a été décrit précédemment, le chitosane est composé de deux unités répétitives ; 

D-glucosamine et N-acétyl-D-glucosamine, liées par des liaisons de type β-(1→4). Sa structure 

chimique possède des groupements amine libres qui lui confèrent un caractère cationique et le 

rend de ce fait soluble dans des solvants aqueux neutres ou acides (pH < 6), en fonction du 

degré de désacétylation, de sa masse molaire et de sa source. De par ses propriétés physico-

chimiques et biologiques, le chitosane a suscité un grand intérêt dans de nombreux domaines, 

en particulier pour des applications biomédicales, tels que la libération des principes actifs ou 

le traitement des plaies. Des modifications chimiques du chitosane ont été explorées dans le but 

d’obtenir des propriétés améliorées ou nouvelles selon la nature des fonctions tout en 
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conservant ses propriétés d’origine afin d’élargir son champ d’application dans le domaine 

biomédical.   

De nombreuses études ont investigué la sulfonation du chitosane. En greffant des 

groupements sulfonate sur les chaînes polymères du chitosane, les dérivés sulfonés possèdent 

une structure proche de celle de l’héparine et devraient donc montrer une activité 

anticoagulante.  

Dans la littérature, de nombreuses équipes se sont intéressées à la fonctionnalisation du 

chitosane par introduction des groupements sulfonate via des réactions de sulfonation. Pour ce 

faire, divers réactifs de sulfonation ont été explorés.  La modification chimique peut se produire 

soit de manière sélective au niveau des groupements amine libres ou des groupements 

hydroxyle (des deux unités du chitosane), soit non sélective. Ainsi, différents dérivés sulfonés 

ont montré des propriétés physicochimiques et biologiques différentes, en fonction de la 

régiosélectivité et du réactif de sulfonation.  

Un état de l’art des différentes stratégies de synthèse des dérivés sulfonés et sulfatés du 

chitosane, en se focalisant plus particulièrement sur la régiosélectivité des réactions, de l’impact 

de la modification chimique sur les propriétés physicochimiques et biologiques et des 

applications biomédicales, a été établi et publié sous forme d’un article de revue dans le journal 

« Carbohydrate Polymers »541. La revue se compose de deux grandes parties ; la première a été 

consacrée à l’étude des différentes stratégies de sulfonation et les propriétés physicochimiques 

des dérivés du chitosane et, la deuxième, à la présentation des propriétés biologiques et les 

applications biomédicales respectives. La Figure 55 représente le résumé graphique de l’article 

de revue.  
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Figure 55. Résumé graphique de l’article de revue541 
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 Conclusion  

De nombreuses stratégies de modification de surface des biomatériaux destinés à être en 

contact avec le sang ont été étudiées dans le but d’améliorer leur hémocompatibilité. Parmi 

lesquelles, la fonctionnalisation avec l’héparine et ses analogues. La recherche actuelle s’est 

orientée vers la sulfonation des polymères, en particulier le chitosane.  

L’article de revue publié au cours de cette thèse met en évidence la diversité des dérivés 

sulfonés du chitosane due à la réactivité des trois sites fonctionnels présents dans les unités 

répétitives du polymère. Plusieurs facteurs (conditions opératoires, origine du chitosane, agents 

de sulfonation) doivent être pris en compte pour plus ou moins contrôler la régiosélectivité et 

le degré de substitution. En comparaison avec le chitosane brut, les dérivés sulfonés présentent 

différentes propriétés physicochimiques particulières dues à leur caractère polyampholytique, 

favorisant par exemple les interactions avec les protéines ou encore avec les plaquettes. Cela 

leur confère diverses propriétés biologiques (anticoagulantes, anticalcifiantes, antivirales, 

antimicrobiennes) qui permet d’étendre leur champ d’application. Selon l’application visée, ces 

polyélectrolytes ont été exploités sous différentes formes, comme des micelles, des films, des 

hydrogels ou des revêtements. 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons synthétisé dans un premier temps des chitosanes 

sulfonés (CHTS) possédant différents degrés de substitution. La synthèse du CHTS a été 

effectuée via une amination réductrice, selon un protocole décrit et publié par notre groupe en 

1995, en utilisant deux réactifs de sulfonation ; les sels de sodium de l’acide 2-

formylbenzènesulfonique (BZ1S) et de l’acide 4-formyl-1,3-benzènedisulfonique (BZ2S), afin 

de fonctionnaliser des textiles enduits de CHT et obtenir ainsi des échangeurs de cations pour  

éliminer des métaux lourds dans les milieux acides542. De même, cette stratégie a été appliquée 

à la solution de chitosane et les dérivés mono- et di-sulfonés, appelés CHT1S et CHT2S 

respectivement, ont été utilisés pour piéger des métaux lourds et des colorants textiles dans des 

milieux aqueux543–547. Dans le cadre des applications environnementales, afin de greffer la 

quantité maximale de groupements sulfonate et d’atteindre la capacité d’échange de cations 

maximale, un excès molaire d’aldéhydes sulfoniques par rapport aux groupements amine du 

CHT a été utilisé. Néanmoins, en ce qui concerne les applications biomédicales, la présence de 

groupements amine primaire libres dans le squelette du CHT lui confère des propriétés 

biologiques bien spécifiques548. De ce fait, le contrôle du taux de modification du CHT en 
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position N- est nécessaire. Ainsi, les conditions de la réaction d’amination réductrice ont été 

contrôlées pour substituer partiellement les groupements amines du CHT avec des groupements 

benzènesulfonates. Pour cela, des rapports variables des deux aldéhydes sulfoniques, BZ1S et 

BZ2S, versus groupements amine du CHT ont été explorés. Différents degrés de substitution et 

taux de soufre ont été obtenus, permettant d’identifier le meilleur compromis entre les 

groupements sulfonate et les groupements amine pour bénéficier de la meilleure activité 

antithrombotique tout en conservant les meilleures propriétés biologiques du CHT.  

Dans un second temps, nous avons mis en forme par electrospinning ces dérivés dans le 

but d’obtenir des membranes nanofibreuses à activité antithrombotique. En effet, des études 

récentes ont exploré l’utilisation des nanofibreuses sous forme de revêtement des stents. Elles 

couvrent entièrement les stents et permettent aux endoprothèses enduites de nanofibres 

d’assurer un écoulement sanguin régulier, permettant ainsi d’atténuer la resténose et la 

progression de la plaque549. Il en a résulté que les nanofibres constituent des candidats 

prometteurs pour une application en tant que matrices susceptibles d’être en contact avec le 

sang.  

Enfin, et à notre connaissance, il n’existe encore à ce jour aucune étude qui a traité de 

l’electrospinning du chitosane sulfoné à propriété anticoagulantes intrinsèques.   
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 Synthèse des dérivés sulfonés du CHT  

Le CHT utilisé pour cette étude est de grade biomédical et provient de la société WISapple 

(batch n° WA1603121). Il est extrait des champignons et présente un DD de 98,26%. Les sels 

de sodium de l’acide 2-formylbenzènsulfonique (BZ1S) et l’acide 4-formyl-1,3-

benzènedisulfonique (BZ2S), de même que l’agent réducteur cyanoborohydrure de sodium 

(NaBH3CN) proviennent de « Aldrich Chemicals » et ont été utilisés sans passer par une étape 

de purification supplémentaire (cf. Tableau 10). 

Tableau 10. Caractéristiques et structures des réactifs utilisés pour la synthèse des deux dérivés 

du CHT, mono- et di-sulfoné 

Produits  Sels de sodium de 

l’acide 2-

formylbenzènsulfonique 

Sels de disodium de 

l’acide 4-formyl-1,3-

benzènedisulfonique 

cyanoborohydrure de 

sodium 

Abréviations  BZ1S BZ2S NaBH3CN 

N° CAS 1008-72-6 207291-88-1 25895-60-7 

Masse 

molaire  

208,17 g.mol-1 310,21 g.mol-1 62,84 g.mol-1 

Formule  

 

 

 

La synthèse des deux CHT sulfonés, mono- (CHT1S) et di-sulfoné (CHT2S), a été 

effectuée via une réaction d’amination réductrice par utilisation respective des sels de sodium 

de l’acide 2-formylbenzènsulfonique (BZ1S) et de l’acide 4-formyl-1,3-benzènedisulfonique 

(BZ2S) (cf. Figure 56). La méthode a été auparavant décrite par Martel et al.542.   

Pour ce faire, 5 g de CHT ont été dissouts dans 500 mL d’une solution aqueuse d’acide 

acétique à 1% v/v, qui a été diluée par la suite avec 450 mL de méthanol. Les réactifs BZ1S et 

BZ2S ont été dissouts, d’abord, dans 50 mL d’eau puis ajoutés dans la solution précédente. La 

quantité de BZ1S et BZ2S introduite a été déterminée en se basant sur le ratio molaire (R) des 

aldéhydes sulfoniques versus les groupements amine libres présents dans le squelette du CHT 

(6,1 mmol de fonctions amine pour 1 g de CHT) (le tableau qui indique les masses utilisées des 

différents réactifs est présente dans l’Annexe 4). Deux séries de CHT sulfonés, appelés CHT1S 
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et CHT2S, ont été obtenues. Différents ratios molaires (R) (0,25 ; 0,5 ; 0,75 ; 1 ;1.5 et 2) ont été 

étudiés pour chaque série. 3 minutes après l’ajout de BZ1S ou BZ2S, la viscosité de la solution 

a significativement diminué et un précipité blanc est apparu. 5 minutes plus tard, 3 g de l’agent 

réducteur NaBH3CN ont été ajoutés sous forte agitation mécanique maintenue pendant une 

heure. La suspension ainsi obtenue a été introduite dans des poches de dialyse (SpectraPor 12-

14 kDa, diamètre 50 mm). La dialyse a été maintenue pendant 5 jours en renouvelant l’eau 

distillée deux fois par jour. Enfin, les échantillons purifiés ont été lyophilisés et des poudres de 

couleur blanc cassé ont été récupérées. 

 
Figure 56. Schéma réactionnel entre le CHT et le BZ1S ou BZ2S via une amination réductrice en 

présence du NaBH3CN. Les unités x, y, y’ et z correspondent, respectivement, aux proportions 

relatives en unités acétyl glucosamine (x=0.0174), glucosamine libres avant (y=0.9826) et après 

réaction et aux glucosamines substituées par les groupes benzyl sulfonates. Z correspond donc 

au degré de substitution (DS). 

Pour plus de clarté, la nomenclature CHT1S-1 ou CHT2S-1 a été utilisée pour les lots issus 

du rapport molaire R=1, et ceci a été étendu à toutes les valeurs de R (cf. Tableau 11).  
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Tableau 11. Nomenclature des séries CHT1S et CHT2S en fonction de R 

 R = 0,25 R = 0,5 R = 0,75 R = 1 R = 1,5 R = 2 

CHT1S CHT1S-0,25 CHT1S-0,5 CHT1S-0,75 CHT1S-1 CHT1S-1,5 CHT1S-2 

CHT2S CHT2S-0,25 CHT2S-0,5 CHT2S-0,75 CHT2S-1 CHT2S-1,5 CHT2S-2 

 Techniques de caractérisation des dérivés CHT1S et CHT2S 

II.1.  Caractérisations physicochimiques 

II.1.1. Analyse élémentaire 

L’analyse élémentaire du carbone, de l’hydrogène, de l’azote, et du soufre des deux séries 

CHT1S et CHT2S a été effectuée au Service central d’analyse (SCA) USR59, CNRS, 

Vernaison France. Le pourcentage du soufre (%S) expérimental déterminé par analyse 

élémentaire a été converti en degrés de substitution (0 < DS < 0,9826) qui est défini comme 

étant le ratio molaire des unités répétitives du CS substituées avec les groupements aryle 

sulfonique (la proportion des fonctions amines libres avant réaction a été substituées, unité z 

dans la Figure 56). Deux relations théoriques entre DS et %S ont été établies (dont la figure a 

été placée en Annexe 5) :  

𝑃𝑜𝑢𝑟 𝑪𝑯𝑻𝟏𝑺 ∶  𝑫𝑺 = (5,3 × 10−3 × (%𝑆)2) + (4,33 × 10−2 × (%𝑆))      (𝐄𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧𝟏) 

𝑃𝑜𝑢𝑟 𝑪𝑯𝑻𝟐𝑺 ∶    𝑫𝑺 = (2,9. 10−3. (%𝑆)2) + (1,62. 10−2. (%𝑆))       (𝐄𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧𝟐) 

Sachant que les masses molaires des unités ; glucosamine acétylée, glucosamine et glucosamine substituée 

par le BZ1S ou BZ2S sont respectivement de 203 g.mol-1, 161 g.mol-1, 339 g.mol-1 et 455 g.mol-1, et que la 

valeur de %S est exprimée en pourcentage massique. Le CHT utilisé possède un DD de 98%   

Ainsi, à partir de la composition en soufre déterminée par analyse élémentaire de nos 

chitosanes sulfonés, le calcul des valeurs expérimentales de DS et des groupements sulfonate 

(en mmol.g-1) a été rendu possible. 

II.1.2.  1H-RMN 

Les spectres 1H-RMN ont été réalisés par spectromètre à 300 MHz (Bruker AC300). 9 g 

de CHT1S et CHT2S ont été dissouts dans 1 mL d’une solution de NaOD à 0,01M dans le D2O. 

Toutes les mesures ont été effectuées à 20°C. Une analyse complète des spectres 13C-RMN et 

1H-RMN des deux séries mono- et di-sulfonés a été investiguée dans une étude antérieure545,546.  

Les spectres 1H-RMN enregistrés ont permis de calculer les DS des CHT1S et CHT2S à 

partir des mesures, d’une part, d’intégrales des protons H2 et H2’ (cf. Figure 59) présents 

respectivement dans les unités répétitives glucosamine non substituées et substituées et, d’autre 
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part, de l’intégrale des protons aromatiques du benzyle mono- et di-sulfonate observée entre 7 

et 8 ppm. 

Comme pour l’analyse élémentaire, le calcul de DS a été établi à partir de deux équations 

relatives à chaque série de CHT dans lesquelles 0,98 correspond au DD du CHT (98%):  

𝑃𝑜𝑢𝑟 𝑪𝑯𝑻𝟏𝑺 ∶ 𝑫𝑺 =

(𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐻𝑎𝑟𝑜𝑚)
4

(𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐻2 + 𝐻2′)
 ×  0,98    (𝐄𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧𝟏)  

𝑃𝑜𝑢𝑟 𝑪𝑯𝑻𝟐𝑺 ∶ 𝑫𝑺 =

(𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐻𝑎𝑟𝑜𝑚)
3

(𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐻2 + 𝐻2′)
 ×  0,98    (𝐄𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧𝟐)  

II.1.3. Spectroscopie infrarouge 

Un spectromètre Perkin Elmer (Spectrum One), équipé du logiciel Spectrum, a été utilisé 

pour effectuer les analyses infrarouges en mode ATR (Réflexion totale atténuée). Les spectres 

ont été réalisés à partir de 16 scans entre 650 à 4000 cm-1 avec une résolution de 4 cm-1.  

II.1.4. Spectroscopie UV-visible 

100 mg de CHT1S et CHT2S ont été dissouts dans 50 mL de NaOH à 0,05M.  3 mL de 

chaque échantillon ont été transférés dans une cellule en quartz de 10 mm et analysée à 

température ambiante entre 250 et 300 nm en utilisant un spectrophotomètre UV-visible 

(Shimadzu UV-1800).  

II.1.5. Potentiel zêta  

Le potentiel zêta a été évalué grâce à un zêtamètre (Zetasizer nano Zs Model, Malvern). 

Les mesures ont été effectuées à différents pH, allant de 4 à 11. Les échantillons CHT1S et 

CHT2S ont été solubilisés dans NaOH (0,05M) à une concentration de 2mg.mL-1. Puis, une 

solution d’HCl (0,1M) a été ajoutée afin d’ajuster le pH.  Dans un même temps, une solution 

de CHT non substitué a été également préparée en le solubilisant, à 2mg.mL-1, dans une solution 

aqueuse d’acide acétique à 0,1% (v/v), dont le pH a été ajusté par ajout de NaOH (0,05M). 

II.1.6. Domaine de solubilité en fonction du pH  

Les échantillons ont été préparés selon le protocole précédent, suivi pour l’étude du 

potentiel zêta. Le spectrophotomètre UV-Visible (UV-1800, Shimadzu France) a été utilisé 

pour mesurer la transmittance à chaque pH permettant de mettre en évidence les transitions 

solubles-insolubles des dérivés CHTS.   
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II.1.7. Mesure de viscosité dynamique  

Les viscosités dynamiques des solutions ont été mesurées à l’aide d’un rhéomètre (Anton 

Paar MCR301) équipé d’un accessoire plan/plan de diamètre 25 mm (PP25) à 25 °C et à une 

vitesse de cisaillement allant de 1 s-1 à 1000 s-1. Pour l’ensemble des produits analysés, nous 

avons constaté un comportement similaire, à savoir une droite légèrement descendante. Cela 

traduit un comportement non newtonien. De ce fait, toutes les mesures ont été comparées en se 

plaçant à la vitesse de 500 s-1.     

II.2. Caractérisations biologiques  

Les caractérisations biologiques sont réalisées au sein de l’Unité U1008 : « Médicaments 

et biomatériaux à libération prolongée : Mécanismes et optimisation » à l’Université de Lille, 

avec la participation du Dr. Alexandre Ung du service Hémostase du CHRU-Lille.  

II.2.1. Cytotoxicité par méthode d’extraction 

Le protocole expérimental de l’évaluation de la cytotoxicité des échantillons par la méthode 

d’extraction suivi a été décrit dans la partie précédente (cf. page 74) 

II.2.2. Etude d’hémocompatibilité  

L’hémocompatibilité des polymères CHT1S et CHT2S a été évaluée en étudiant dans un 

premier temps leurs propriétés hémolytiques afin de s’assurer qu’ils ne détruisent pas les 

globules rouges et qu’ils peuvent être utilisés pour des applications destinées à être en contact 

avec le sang et, dans un second temps, leurs propriétés anticoagulantes.  

II.2.2.1. Test d’hémolyse  

Une représentation schématique du test d’hémolyse est donnée dans la Figure 57. 5 mg de 

CHT1S et CHT2S ont été introduits dans un 1 mL de sang complet, prélevé d’un donneur 

adulte. Une solution de carbonate de sodium (0,01%) a été utilisée comme contrôle positif 

(100% de lyse) et une solution de NaCl à 0,9% (w/v) a été utilisée comme contrôle négatif (0% 

de lyse). Les échantillons ont été incubés à 37°C pendant 2 heures sous agitation à 80 tr.min-1 

et centrifugés à 2500 g pendant 10 minutes. Ensuite, le surnageant a été analysé par 

spectroscopie UV-Vis à 540 nm pour mesurer sa densité optique (OD). Le pourcentage 

d’hémolyse a été déterminé selon l’équation :  
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𝑯é𝒎𝒐𝒍𝒚𝒔𝒆 (%) =  
𝑂𝐷 (é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛) − 𝑂𝐷 (𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟ô𝑙𝑒 𝑛é𝑔𝑎𝑡𝑖𝑓)

𝑂𝐷 (𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟ô𝑙𝑒 𝑝𝑜𝑠𝑖𝑡𝑖𝑓) − 𝑂𝐷 (𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟ô𝑙𝑒 𝑛é𝑔𝑎𝑡𝑖𝑓)
 

D’après la norme ATM F756-00 (2000), le matériau est considéré comme hémolytique 

lorsque IH% > 5%, faiblement hémolytique quand 2% < IH% < 5% et non hémolytique lorsque 

IH% < 2% (IH : indice hémolytique)553. 

 
Figure 57. Représentation schématique du test d'hémolyse 

II.2.2.2. Test de coagulation  

L’activité anticoagulante des CHT1S et CHT2S a été évaluée par trois tests classiques de 

coagulation : le TCA (temps de céphaline activée), le TP (temps de prothrombine) et l’anti-

facteur Xa (anti-Xa). Le test TCA représente les voies, intrinsèque et commune, et le test TP 

est un indicateur de l’activation ou non de la voie extrinsèque et de la voie commune. Tous 

deux évaluent la formation de caillots de fibrine. En revanche, le facteur Xa accélère la 

transformation de la prothrombine (Facteur II) en thrombine qui, elle-même, transforme le 

fibrinogène en fibrine responsable de la formation du caillot sanguin. Cette mesure d’activité 

est souvent utilisée pour la surveillance biologique des traitements par héparine ou par d’autres 

agents antithrombotiques (cf. Figure 58).  
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Figure 58. Schéma de la cascade de coagulation sanguine 

Le sang humain utilisé a été prélevé chez des volontaires adultes dans des tubes citratés. 

Deux études ont été effectuées ; l’une consistait à comparer l’activité anticoagulante entre les 

deux séries CHT1S et CHT2S à une concentration fixe (1 mg.mL-1) et l’autre permettait 

d’évaluer l’effet de la concentration (0,05 ; 0,1 ; 0,2 ; 0,4 et 1 mg.mL-1) sur l’activité 

anticoagulante de CHT1S-2 et CHT2S-2. Pour les deux études, les échantillons ont été 

comparés avec l’héparine sodique à 5000 UI.mL-1 (SANOFI, Paris, France) comme contrôle 

positif, et du sang complet citraté seul en tant que contrôle négatif.  

Toutes les suspensions (sang complet contenant les poudres CHT1S et CHT2S) ont été 

incubées à 37°C pendant 30 minutes avec une agitation orbitale de 80 rpm, puis centrifugées à 

2500g pendant 15 minutes à 14°C afin de collecter le plasma pauvre en plaquettes qui est par 

la suite utilisé pour l’évaluation de l’activité anticoagulante des échantillons (cf. Figure 59).  
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Figure 59. Représentation schématique de la méthode de préparation des échantillons 

pour l'évaluation de l'activité anticoagulante 

Le test TCA : 50µL de chaque plasma pauvre en plaquettes (PPP) ont été incubés à 37°C 

pendant 1 minute, puis 50 µL du réactif TCA (TriniCLOT™ aPTT HS, Tcoag®) ont été ajoutés. 

Ces solutions ont été incubées à 37°C pendant 5 minutes. Après quoi, 100 µL de CaCl2 (0,025 

mol.mL-1) ont été additionnés et le temps de coagulation a été mesuré. 

Le test TP : 100µL de PPP ont été incubés à 37°C pendant 2 minutes. Ensuite, 200 µL du 

réactif thromboplastine tissulaire (NEOPLATINE® R, Diagnostica Stago, Inc., France), pré-

incubés à 37°C pendant 10 minutes, ont été ajoutés et le temps de coagulation a été enregistré.  

Le test anti-Xa : le protocole indiqué par le fabricant (HYPHEN BioMed, France) a été 

suivi. Brièvement, Le facteur Xa humain (2,4 nkat.mL-1) et antithrombine III humaine (0,17 

U.mL-1) ont été ajoutés à 100 µL de ppp préalablement chauffés. Les mélanges ainsi obtenus 

ont été incubés pendant 2 minutes à 37°C. Afin de mesurer l’activité du facteur Xa résiduel, le 

substrat chromogène spécifique SXa-11 a été ajouté. L’augmentation de l’absorbance à 405 nm 

par minute a été enregistrée. L’activité anticoagulante a été reportée en équivalents de 

l’héparine thérapeutique en convertissant le temps de coagulation en plasma hépariné (UI.mL-

1) et en utilisant une courbe d’étalonnage d’héparine standard.  

 Elaboration de nanofibres par electrospinning   

Les deux polymères, CHT1S-2 et CHT2S-2, ont été sélectionnés pour élaborer des 

membranes de nanofibres par electrospinning. Pour ce faire, deux solutions de CHT1S-2 et 

CHT2S-2 ont été préparées à 4,4% (w/v) et 3,7% (w/v), respectivement, en utilisant NaOH 

(0,05M) comme solvant. Afin de faciliter l’électrofilage, le PEO a été ajouté dans les solutions 
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à CHT1S-2 ou CHT2S-2/ PEO 80/20 (w/w). Les différents paramètres du procédé (cf. Page 

16) ont été étudiés en variant paramètre par paramètre afin d’identifier les conditions optimales 

pour l’obtention de nanofibres « homogènes » de CHT1S-2 et CHT2S-2.  
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Chapitre III. Résultats et discussion 
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 Synthèse et caractérisations des chitosanes sulfoniques 

La voie de modification chimique du CHT adoptée consiste à greffer des aldéhydes 

benzyliques sulfonés sur ses unités glucosamines. Pour ce faire, le CHT a réagi avec le sel de 

sodium de l’acide 2-formylbenzène suffonique (BZ1S) ou le sel de disodium de l’acide 4-

formyl-1,3-benzène disulfonique (BZ2S) en présence de NaBH3CN dans le but d’obtenir un N-

benzyl CS mono- ou di-sulfoné (CHT1S et CHT2S) (cf. Figure 59). Différents CHT mono-et 

di-sulfonés ont été synthétisés en faisant varier le rapport molaire (R) entre les deux composés 

aldéhydiques sulfonés (BZ1S et BZ2S) et les unités de répétition glucosamines présentes dans 

le CHT (R=2 ; 1,5 ; 1 ; 0,75 ; 0,5 et 0,25). Ces dérivés ont été caractérisés via diverses 

techniques qualitatives ou quantitatives : la 1H-RMN, l’analyse élémentaire, l’IRTF, l’étude de 

solubilité et la mesure du potentiel zêta en fonction du pH.   

 Résonance magnétique nucléaire du proton (1H-RMN)  

Dans une précédente publication, des études RMN approfondies du proton et du carbone 

des composés CHT1S et CHT2S similaires obtenus uniquement à partir d’un rapport R = 4 ont 

été rapportées et ont permis d’identifier les signaux observés sur les spectres et de les attribuer 

aux protons correspondants545,546. Grâce à cette étude, nous avons pu mettre en évidence que le 

degré de substitution (DS) des dérivés sulfoniques pourrait être calculé à partir du rapport des 

intégrations des signaux des protons aromatiques situés entre 7 et 8,5 ppm versus ceux des 

protons situés en position 2 des unités répétitives de glucosamine libre et substituée, à savoir 

H2 et H2’, respectivement, à environ 2,5 ppm. Les spectres 1H-RMN des deux dérivés 

sulfoniques CHT2S-2 et CHT1S-2 sont représentés dans la Figure 60.      
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Figure 60. Les spectres 1H-RMN des dérivés sulfoniques CHT1S-2, CHT2S-2 et du CHT 

(300MHz dans NaOD 0,01M)  

La présence des signaux aromatiques entre 7 et 8,5 ppm dans les deux spectres confirme le 

greffage des groupements aryl sulfonate sur le squelette du CHT. Les DS obtenus à partir des 

différents ratios molaires (0,25< R< 2) ont été calculés et présentés, ainsi que les valeurs 

d’intégration, dans le Tableau 12 ci-dessous. Puis, à partir de ce tableau, les valeurs obtenues 

ont été tracées en fonction de R et les courbes de tendance sont données dans la Figure 61. Ces 

résultats montrent une augmentation significative du DS lorsque R augmente de 0,25 à 1, puis 
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une légère élévation menant à un plateau est observée pour des R supérieures à 1, atteignant les 

valeurs de 0,71 et 0,5 pour les CHT1S et CHT2S, respectivement.  

Tableau 12. Valeurs des intégrales des signaux aromatiques et des protons situés sur la 

position 2 des unités 

 
R 

CHT1S CHT2S 

Aire Haromatiques  Aire H2 + H2’ DS Aire Haromatiques  Aire H2 + H2’  DS 

0,25 

1 (4H) 

1,08 0,23 

1 (3H) 

1,2917 0,254 
0,5 0,6099 0,4 1,1485 0,285 
0,75 0,4246 0,58 0,8224 0,398 
1 0,3998 0,61 0,7114 0,460 
1,5 0,3527 0,7 0,6805 0,481 
2 0,3467 0,71 0,6582 0,498 

 

 
Figure 61.  DS des dérivés CHT1S et CHT2S en fonction du rapport molaire (R) mesuré par RMN 

 Analyse élémentaire  

Les proportions massiques atomiques en C, N, H et S de chaque polymère ont été 

déterminées par l’analyse élémentaire et ont été rapportées dans le Tableau 13. Les résultats 

montrent que la teneur en soufre des dérivés CHT1S et CHT2S augmente progressivement avec 

l’augmentation du R jusqu’à R=1, puis se stabilise lorsque R>1, contrairement au carbone, à 

l’hydrogène et à l’azote. Ceci est confirmé par la Figure 62 obtenue à partir de la conversion 

du %S en DS par l’intermédiaire des deux équations (1) et (2) décrites dans la partie 

expérimentale. Le DS atteint les valeurs de 0,69 et 0,45 pour les CHT1S et CHT2S, 

respectivement.  
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Tableau 13. Pourcentages massiques des éléments C, H, N et S présents dans le CHT et les deux 

séries CHT1S et CHT2S déterminés par analyse élémentaire. Les valeurs calculées des degrés de 

substitution (DS) et teneur en groupements sulfonate (SO3
-) sont exprimées en mmol.g-1  

  R C% H% N% S% DS SO3- 

(mmol/g) %S 

CHT 0 40,19 7,121 7,55    -    -    - 

CHT1S 0,25 36,44 6,192 5,89 3,236 0,196 1,10 

  0,5 35,42 5,955 5,2 5,499 0,398 1,72 

  0,75 35,04 5,77 4,74 6,989 0,562 2,18 

  1 34,53 5,988 4,55 7,436 0,615 2,32 

  1,5 33,97 5,493 4,22 7,901 0,673 2,47 

  2 33,22 5,439 4,12 7,981 0,683 2,49 

CHT2S 0,25 39,76 6,596 6,19 5,82 0,193 1,82 

  0,5 41,05 6,161 5,21 6,733 0,241 2,10 

  0,75 41,46 5,853 4,61 8,499 0,347 2,66 

  1 41,69 5,819 4,4 9,369 0,406 2,93 

  1,5 41,88 5,79 4,26 9,908 0,445 3,10 

  2 42,03 5,781 4,19 10,097 0,459 3,16 

 

 
Figure 62. Les courbes des degrés de substitution et la teneur en SO3

- des dérivés sulfonés en 

fonction du ratio molaire R, calculés à partir des relations empiriques (partie expérimentale) 

Ces résultats sont en accord avec les valeurs calculées par 1H-RMN (DS=0,71 et 0,51 

respectivement) et révèlent que, bien que la valeur maximale de DS soit inférieure, les 

copolymères CHT2S contiennent plus de groupements sulfonate que les CHT1S, en raison de 

la présence de deux groupements sulfonate par groupement benzyle.  
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Ainsi, la 1H-RMN et l’analyse élémentaire sont deux méthodes de caractérisation 

quantitatives et fiables, qui prouvent que ; i) la composition des deux séries CHT1S et CHT2S 

peut être contrôlée par le rapport R, plus particulièrement pour 0<R<1 ; ii) des dérivés CHT1S 

et CHT2S ayant respectivement des teneurs en soufre de 7,98% et 10,1% et des valeurs DS 

atteignant 0,69 et 0,46 lorsque R=2.  

 Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (ATR-IRTF) 

Les spectres obtenus à partir du CHT, CHT2S2, CHT1S2 ainsi que les deux agents de 

sulfonation BZ1S et BZ2S sont représentés dans la Figure 63 suivante. 

Le spectre du chitosane montre des bandes caractéristiques, notamment une bande large à 

3000-3600 cm-1 correspondant à l’élongation des liaisons O-H des groupements hydroxyle, ou 

encore des bandes à 1640 cm-1 et à 1572 cm-1 associées, respectivement, à l’élongation de la 

liaison C=O des fonctions amides et à la déformation N-H des amines primaires. La bande 

observée à 1366 cm-1 correspondant à la déformation asymétrique de la liaison C-H des 

méthyles du groupement acétamide et celles à 1053 cm-1 et 887 cm-1 sont associées à 

l’élongation des C-O et C-O-C des polysaccharides et la vibration des liaisons glycosidiques. 

En observant les spectres des dérivés CHT1S et CHT2S, nous remarquons la diminution 

de l’intensité de la bande à 1572 cm-1 relative à la liaison N-H des amines primaires et 

l’apparition respective d’un nouveau pic à 1563 cm-1 et 1549 cm-1, comparé à celui du CHT. 

En outre, les bandes observées à 1688 cm-1 dans les spectres des deux réactifs de sulfonation 

BZ1S et BZ2S et relatives aux groupements aldéhyde, disparaissent sur les spectres des deux 

dérivés. Ces résultats révèlent que la conversion des groupements amine primaire en amine 

secondaire a bien eu lieu ; ce qui confirme la réaction d’amination réductive entre les 

groupements amines primaires du CHT et les aldéhydes sulfoniques BZ1S ou BZ2S.  

De plus, l’apparition de nouveaux pics dans les spectres du CHT1S et CHT2S, en 

particulier à 1145 cm-1 relatif à l’élongation des groupements sulfonate, à 1012 cm-1 

correspondant à l’élongation symétrique des O=S=O, et entre 1170 cm-1 et 1092 cm-1 associé à 

la vibration des noyaux aromatiques, confirme la présence des groupements sulfonate. Les 

groupements benzyliques sont mis en évidence par les bandes caractéristiques à 759 cm-1 et 699 

cm-1 pour le CHT1S-2 et à 683 cm-1 pour le CHT2S-2 qui correspondent aux vibrations de 

déformation des C-H présents dans les groupements aromatiques.        
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Figure 63. Les spectres FTIR-ATR du CHT, les réactifs aryl mono- (BZ1S) et di-sulfonés (BZ2S), 

CHT1S-2 et CHT2S-2 
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 Spectroscopie UV 

L’analyse par spectroscopie UV nous a permis de caractériser le greffage des groupements 

benzyles sur le squelette du CHT. Les spectres UV obtenus sont représentés dans la Figure 64a. 

 
Figure 64. a) Courbes de l'absorbance des CHT1S et CHT2S en fonction du ratio R et b) Courbes 

de l'absorbance de la série CHT1S à λ = 266 nm et de la série CHT2S à λ = 269 nm en fonction 

du ratio R 

Les spectres UV des produits sulfoniques ont révélé la présence de bandes d’absorption 

supplémentaires, comparé au CHT, à 260 nm, 266 nm et 273 nm pour la série des CHT1S et à 

263 nm, 269 nm et 277 nm pour la série des CHT2S. Ces bandes spécifiques, qui sont le résultat 

de la présence des chromophores, confirment ainsi la présence des groupements aryl sulfonate.   

A partir de ces résultats, les courbes d’absorbance maximale centrée à 266 nm et à 269 nm 

correspondant, respectivement aux CHT1S et CHT2S ont été tracées en fonction du ratio R (cf. 

Figure 64b). Le graphe présente une augmentation de l’absorbance (et donc du DS) lorsque R 

augmente jusqu’à 1, puis une stabilisation est observée lorsque R>1. Ces observations sont en 

cohérence avec les résultats obtenus par la 1H-RMN et l’analyse élémentaire.  
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 Potentiel zêta 

Le potentiel zêta (PZ) du chitosane et de ses dérivés a été mesuré en faisant varier 

progressivement le pH par ajout de NaOH ou de HCl, respectivement. Les résultats sont donnés 

dans la Figure 65.  

 
Figure 65. Evolution du potentiel zêta du CHT et des dérivés séries CHT1S et CHT2S en 

fonction du pH. Les points ont été reliés pour améliorer la lisibilité.  
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Le PZ du CHT brut non modifié, initialement solubilisé dans une solution aqueuse d’acide 

acétique dilué à 1% v/v, est de +70 mV à pH 4, et diminue progressivement lors de 

l’augmentation du pH jusqu’à atteindre une valeur légèrement négative de -10 mV. Ceci 

s’explique par la déprotonation des groupements ammonium lors de l’ajout de la soude pour 

former les fonctions amine548. En revanche, le PZ des dérivés CHT1S et CHT2S, initialement 

solubilisés dans NaOH à 0,01M, présente des valeurs négatives aux alentours de -50 mV. La 

Figure 65 montre que le PZ des deux séries sulfoniques croît progressivement lors de la 

diminution du pH (de pH 11 au pH 4), ceci est dû à la protonation graduelle des résidus 

glucosamine présents dans le polymère lors de l’ajout du HCl dans le milieu.  

Les points isoélectriques (PZ=0) de chaque échantillon sont reportés dans le Tableau 14. 

Tableau 14. Les valeurs de pH au point isoélectrique de chaque dérivé des deux séries. 

L’incertitude est de 0,5  

 R pH isoélectrique  

CHT  9,5 

CHT1S 0,25 6,5 
 0,5 5,5 
 0,75 4,0 
 1 3,0 
 1,5 4,2 
 2 4,0 

CHT2S 0,25 5,0 
 0,5 6,0 
 0,75 3,0 
 1 - 
 1,5 - 
 2 - 

Ces résultats mettent en évidence que les groupements ammonium contrebalancent les 

charges négatives des groupements sulfonate à des valeurs de pH spécifiques. Quant aux 

CHT2S-2, CHT2S-1,5 et CHT2S-1 les plus substitués le PZ reste négatif (entre -20 et -45 mV 

approximativement) pour toute la gamme de pH allant de 11 à 4. En effet, la densité des 

groupements ammonium présents dans ces polymères n’est pas suffisante pour contrebalancer 

les charges négatives apportées par les groupements benzylsulfonate même à pH très acide.  

En outre, les dérivés sulfoniques présentent des PZ fortement négatifs compris entre -20mV 

et -40 mV, excepté pour le CHT2S-0,25 qui atteint le point isoélectrique, à pH physiologique 
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(pH 7,4). Ainsi, ces résultats confirment le caractère polyampholytique des deux séries de 

chitosane sulfonés étudiées.  

Cette étude est fondamentale car, au vu des applications biomédicales visées, les 

interactions de ces polymères avec des composants de l’environnement physiologique 

notamment des protéines du plasma sanguin et les plaquettes, vont dépendre du potentiel 

zêta548. 

 Etude de solubilité 

L’étude de solubilité dans l’eau des deux séries CHT1S et CHT2S a été effectuée en faisant 

varier le pH par ajout de HCl et a été déterminée par observation à l’œil nu (cf. Figure 66) et 

par mesure de transmittance de la solution à 300 nm (Annexe 6).  

 
Figure 66. Les domaines de solubilité et d'insolubilité du CHT et des dérivés sulfonés 

La Figure 66 montre que les dérivés sulfoniques sont solubles en milieu basique et neutre 

(NaOH 0,05M) contrairement au CHT qui est soluble en milieu acide jusqu’à pH 6. Durant la 

préparation des solutions, une dissolution rapide des produits CHT1S-0,25 et CHT1S-0,5 a été 

observée, contrairement aux autres dérivés qui nécessitent beaucoup plus de temps (24h).   

Lors de l’ajout du HCl, les solutions alcalines initialement limpides deviennent troubles 

donnant l’aspect de solution colloïdales. Puis, pour des valeurs de pH comprises entre 6 et 8, le 

phénomène de floculation est observé. Nous observons que les « flocons » de CHT1S-0,25 ; 

CHT1S-0,5 et CHT2S-0,25 se re-solubilisent en milieu acide (pH < 6) et présentent ainsi deux 
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domaines de solubilité à pH acides (pH < 6) et pH basiques (pH >8). Alors que les produits 

CHT1S-1 ; CHT1S-1,5 et CHT1S-2 ainsi que CHT2S-0,5 et CHT2S-1 montrent une solubilité 

à pH basique et une précipitation à pH neutre (pH 7). Enfin, une solubilité à travers toute la 

gamme de pH étudiée est observée pour le composé CHT2S-2 le plus riche en groupes 

sulofnates (3,10 meq/g).  

Ces résultats résultent de la présence simultanée des groupements amine et aryl sulfonate 

dans les chaînes des polymères ; ce qui leur confère un caractère polyampholytique plus ou 

moins prononcé en fonction des DS des produits et de la présence d’un ou de deux groupements 

sulfonate par groupement benzylsulfonate. De plus, à pH < 5, les unités répétitives de 

glucosamine non substituées (base faible) sont largement protonées (pKa du chitosane = 6,5) 

alors que les substituants aryl sulfonate dont le pKa est de 2,5 restent sous forme ionique pour 

toute la gamme de pH étudiée. Les résultats obtenus mettent en évidence les domaines de 

solubilité des composés dépendent principalement de la balance entre les groupements 

ammonium et sulfonate présents au sein des chaines du polymère. En effet, les groupements 

sulfonate, même en très faible quantité, assurent la solubilité dans le domaine basique alors que 

la présence des groupements ammonium résiduels permettent la solubilisation en milieu acide. 

 Etude de la viscosité dynamique  

La viscosité dynamique de chaque produit des deux séries CHT1S et CHT2S, 

préalablement solubilisés dans NaOH à 0,05M, a été étudiée et présentée dans la Figure 67.  

 

Figure 67. Les viscosités dynamiques des CHT1S et CHT2S à une concentration de 1 

wt% solubilisés dans NaOH à 0,05 M en fonction de R 
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D’après la Figure 67, nous remarquons que la viscosité de la série CHT1S est supérieure à 

celle de CHT2S quelle que soit la valeur du rapport molaire R. De plus, pour les deux types des 

dérivés, la viscosité diminue quand R augmente. Cette baisse de viscosité est significative pour 

des rapports molaire R compris entre 0,25 et 1, et moins prononcée pour R>1. De ce fait, lorsque 

R est faible, les chaines de polymère sous forme de pelote dans la solution sont très enchevêtrées 

alors que pour R>1, ces pelotes se replient, sont plus compactes et forment moins 

d’enchevêtrements. Finalement, la viscosité des produits sulfonés en solution dépend du DS 

mis en évidence précédemment par RMN, analyse élémentaire et UV-visible.    

 Conclusion 

Deux séries de CHT sulfonés, CHT1S et CHT2S, ont été synthétisées via la réaction 

d’amination réductive à partir du CHT brut en utilisant respectivement deux réactifs 

formylbenzène mono- et di-sulfonés. L’influence du ratio molaire (R) a été étudiée par plusieurs 

techniques de caractérisation, notamment les deux techniques quantitatives ; la RMN et 

l’analyse élémentaire, qui ont mis en évidence que le degré de substitution (DS) augmentait 

avec R jusqu’à atteindre l’équimolarité entre les aldéhydes sulfoniques et les groupements 

amine libres présents dans le CHT (R=1) puis devenait stable pour R>1. Il a été également 

démontré que, bien que la valeur maximale de DS soit inférieure à celle des CHT1S, les 

copolymères CHT2S contenaient plus de groupements sulfonate en raison de la présence de 

deux groupements sulfonate par groupement benzyle. 

En outre, il a été prouvé que la réaction de substitution n’était pas complète malgré la 

présence en excès (deux fois plus) des aldéhydes sulfoniques. Les dérivés CHT1S et CHT2S 

résultants contenaient donc des groupements amine primaire résiduels, leur conférant un 

caractère polyampholytique mis en évidence par les mesures du potentiel zêta. Ces produits 

sulfonés, contrairement au CHT brut, étaient solubles dans des solutions aqueuses basiques et 

ont montré un potentiel zêta négatif à pH physiologique. Les dérivés sulfonés des deux séries 

de faible DS ont montré une solubilité aux pH extrêmes.  

Enfin, les mesures de viscosité ont montré que la série CHT1S était moins visqueuse que 

celle des CHT2S et que la viscosité diminuait avec l’augmentation de R.  

A la suite des caractérisations physicochimiques, des tests biologiques ont été effectués par 

la suite afin de s’assurer de leur activité antithrombotique et de leur biocompatibilité.  
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  Propriétés biologiques  

II.1. Test de cytocompatibilité   

La viabilité cellulaire a été évaluée sur le CHT et les deux séries CHT1S et CHT2S par la 

méthode d’extraction grâce à la méthode du AlamarBlue™ en utilisant des cellules ostéoblastes 

MC3T3-E1.  

Les résultats sont présentés sous forme d’histogramme dans la Figure 68 ci-dessous. 

 

Figure 68. La viabilité cellulaire des polymères CHT, CHT1S et CHT2S en fonction de 

R déterminée après 24h d'incubation par méthode d'extraction (n=6). Le témoin TCPS 

correspond au fond de la boîte de culture cellulaire et des cellules ostéoblastes MC3T3-

E1 ont été utilisées. 

D’après cette figure, nous remarquons que le CHT brut présente une viabilité cellulaire 

d’environ 100%. Concernant les dérivés sulfonés, nous constatons que pour la série CHT1S, la 

viabilité cellulaire est quasi équivalente (95%) pour R<1 puis diminue jusqu’à atteindre 70% 

lorsque R augmente. En revanche, les polymères CHT2S montrent une viabilité cellulaire quasi 

constante (70-75%) pour toute la gamme de R étudiée. Ceci peut être expliqué par une activité 

antiproliférative due à la similitude de la structure entre les CHTS et l’héparine. En effet, des 

études précédentes publiées par Mrabat et al. ont prouvé que l’héparine possédait des propriétés 

antiprolifératives des cellules musculaires lisses de l’artère pulmonaire559 ou encore par 

Haroun-Bouhedja et al. qui ont rapporté que les groupements sulfonate des fucanes 
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(polysaccharides sulfatés) inhibaient la prolifération des cellules fibroblastes de type CCL-39 

et ont prouvé que cette activité était dépendante de la structure des produits sulfatés, notamment 

le degré de substitution, la masse molaire et la position des groupements sulfonate560,561. Nous 

pouvons émettre l’hypothèse que notre biomatériau est lui aussi antiprolifératif, ce qui pourrait 

expliquer la cytocompatibilité de 70% pour les dérivés disulfonés.   

II.2. Etudes de l’hémocompatibilité  

II.2.1. Test d’hémolyse  

L’hémolyse est la libération dans le plasma de l’hémoglobine contenue dans les globules 

rouges à la suite d’une rupture de la paroi de ces globules. Cette dernière est un phénomène 

naturel intervenant dans le cycle de vie d’un tissu sanguin. Néanmoins, l’hémolyse peut être 

provoquée suite à l’implantation d’un dispositif médical engendrant une anémie hémolytique 

(diminution du nombre de globules rouges) à cause de facteurs toxiques ou mécaniques. 

L’indice hémolytique (IH) (exprimé en %) indique la proportion de globules rouges détruite 

lors de la mise en contact de l’échantillon à étudier avec du sang complet.  

Le test d’hémolyse a été effectué sur les poudres du CHT2S-2 synthétisées et sur le CHT 

brut. Les résultats montrent que tous les échantillons ne provoquent aucune destruction 

prématurée des globules rouges puisque tous les index hémolytiques obtenus sont nuls 

(IH=0%). Ces observations sont en accord avec d’autres études rapportées par la littérature, 

notamment par Zhou et al. et Shelma et Sharma qui ont respectivement prouvé que le CHT et 

le dérivé sulfonique du CHT ne présentent pas d’activité hémolytique.  

Ainsi, au regard de la norme ASTM F756-00(2000), le CHT et le CHT2S-2 sont donc des 

polymères non hémolytiques.   

II.2.2. Test de coagulation 

Comme vu précédemment, la cascade de coagulation se caractérise par une voie 

intrinsèque, une autre extrinsèque et une troisième commune, et résulte d’un enchaînement de 

réactions protéolytiques qui implique l’activation progressive des facteurs de coagulation 

présents dans le plasma (cf. Figure 58, page 119). Ainsi, différents tests sont nécessaires afin 

d’étudier l’effet du biomatériau sur chaque voie de la cascade. Parmi les essais les plus courants, 

nous retrouvons le TCA (temps de céphaline activée), le TP (temps de prothrombine) et l’anti-

facteur Xa (anti-Xa).  
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Ces tests de coagulation visent à étudier le temps que met le plasma pauvre en plaquettes 

(PPP) qui a été en contact avec le biomatériau à coaguler. Le PPP prélevé met normalement 28 

à 30 secondes à coaguler. Ainsi, un temps de coagulation supérieur à 28–30 secondes démontre 

une transformation plus lente du fibrinogène en fibrine insoluble et retarde la formation du 

thrombus, ceci mettant en évidence l’activité antithrombotique du biomatériau.  

Dans notre étude, nous avons étudié l’impact des deux séries CHT1S et CHT2S sur les 

voies intrinsèque, extrinsèque et commune de la cascade de coagulation en mesurant le TCA, 

le TP ainsi que l’activité anti-Xa du plasma sanguin pauvre en plaquettes. Nous avons évalué 

l’activité antithrombotique des différents polymères en fonction des ratios molaires utilisés pour 

leur synthèse (rapport R) et de leur concentration. Le PPP d’un adulte a été utilisé comme 

témoin négatif et le PPP contenant de l’héparine comme témoin positif.  

II.2.2.1. Influence du rapport molaire R  

La Figure 69 présente la variation du TCA et du TP en fonction du rapport molaire (R) des 

deux dérivés CHT1S et CHT2S.  

Tous les échantillons, y compris le CHT, les deux séries CHT1S et CHT2S ainsi que le 

PPP qui n’a pas été en contact avec les échantillons (témoin négatif), n’ont montré aucune 

activité anti-Xa (0,09 U.mL-1) contrairement au sang contenant de l’héparine qui a présenté une 

activité supérieure à 2 U.mL-1. 
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Figure 69. Histogrammes représentant (a) la variation de TCA et (b) la variation de TP en 

fonction du ratio molaire des deux séries de dérivés CHT1S et CHT2S, du CHT et de l’héparine 

(témoin positif). Il est important de noter que l’appareil de mesure utilisé ne peut détecter un 

temps de coagulation supérieur à 250 s. Le TCA du CHT2S-2 est supérieur à 250 s.  

Nous remarquons que le CHT brut ne montre aucune activité anticoagulante puisque le 

TCA (30 s), le PT (12.8 s) et anti-Xa (0,09 UI/mL) obtenus sont identiques à ceux du contrôle 

négatif à savoir le PPP. En revanche, les dérivés sulfonés des deux séries, à concentration fixe 

de 1 mg.mL-1,  montrent une prolongation significative du TCA et du PT  qui dépend du rapport 

molaire R. En effet, en augmentant R de 0,25 à 2, le TCA croît de 28 s à 219 s pour la série 

CHT1S et de 31 s jusqu’au-delà de 250 s pour les CHT2S. De la même manière, une 

augmentation de TP de 12,5 à 18 s pour les dérivés CHT1S et de 11 à 26,6 s pour les CHT2S 
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est observée. Ceci met en évidence l’influence de l’introduction des groupements sulfonate sur 

l’activité anticoagulante.  

Selon la littérature, les polysaccharides sulfatés présentent de l’activité anticoagulante 

grâce aux interactions entre les groupements sulfonate chargés négativement et certaines 

séquences peptidiques des protéines impliquées dans la cascade de coagulation chargées 

positivement contrairement au CHT qui présente des propriétés hémostatiques à cause des 

interactions entre les groupements amine chargés positivement et les protéines du plasma 

chargées négativement554–556. La modification chimique du CHT induit une diminution de la 

densité des charges positives et une augmentation de la densité des charges négatives produites 

par les groupements sulfonate. Nous remarquons ici que les dérivés sulfonés ayant un R le plus 

élevé (R=2) montrent une activité anticoagulante plus importante. Ceci est probablement dû à 

la densité accrue des charges négatives qui leur a permis de neutraliser les charges positives des 

résidus d’acides aminés de la thrombine empêchant la transformation du fibrinogène et de 

prolonger ainsi le temps de coagulation557. Néanmoins, l’activité de TP demeure inférieure à 

celle de l’héparine (valeur maximale de 30 s pour le CHT2S-2 contre 128 s pour l’héparine). 

Ceci peut être dû à la poudre qui est en suspension dans le PPP et non sous forme dissoute 

contrairement à l’héparine.        

En outre, nous constatons d’après la Figure 69 que, pour une même valeur de R, l’activité 

anticoagulante de la série CHT2S est supérieure à celle des CHT1S ; ce qui peut s’expliquer 

par les mesures du potentiel zeta. A savoir, i) le caractère polyampholytique des dérivés où les 

groupements sulfonate coexistent avec les groupements ammonium, ii) à pH physiologique 

(pH=7,4), tous les CHT1S et CHT2S montrent un potentiel zeta négatif quel que soit le DS.   

Les résultats obtenus à partir des tests PT et anti-Xa montrent que l’activité des CHT1S et 

CHT2S sur la voie extrinsèque est très faible et que le facteur-Xa est complètement inhibé. 

Ainsi, les CHT fortement sulfonés agissent principalement sur la voie intrinsèque.  

II.2.2.2. Influence de la concentration  

L’activité anticoagulante TCA des deux dérivés CHT1S-2 et CHT2S-2 ainsi que du CHT 

brut a été évaluée en faisant varier la concentration entre 0,05 et 1 mg.mL-1. Les résultats sont 

représentés dans la Figure 70 ci-dessous.  
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Figure 70. Evolution du TCA à partir de plasma pauvre en plaquettes pauvre en 

plaquettes en présence du CHT, du CHT1S et du CHT2S à différentes concentrations 

Nous remarquons que lorsque la concentration augmente de 0,05 à 1 mg.mL-1, le TCA est 

prolongé de 42 à 176 s pour le CHT1S-2 et de 51 jusqu’à 250 s pour le CHT2S-2, contrairement 

au CHT brut qui reste constant pour toute la gamme de concentration étudiée. Nous constatons 

également que l’activité du CHT1S-2 est plus faible que celle du CHT2S-2. Ces résultats sont 

en accord avec d’autres études publiées qui ont confirmé que l’activité anticoagulante des 

dérivés sulfonés était dépendante de la concentration554,557,558.  

  Ces deux études nous permettent de conclure que le temps de coagulation est plus retardé 

avec les dérivés disulfonés que les monosubstitutés et que l’activité anticoagulante dépend de 

la concentration des polymères ainsi que du DS.  

Une fois les caractérisations physicochimiques et biologiques des poudres des deux séries 

CHT1S et CHT2S effectuées, nous avons par la suite procédé à l’electrospinning des deux 

polymères CHT1S-2 et CHT2S-2, car ils présentent la meilleure activité anticoagulante, afin 

d’élaborer des membranes de nanofibres à propriétés antithrombotiques.   

 Electrospinning du CHT2S-2 et CHT1S-2  

Afin d’élaborer des nanofibres des deux polymères CHT1S-2 et CHT2S-2, les paramètres 

de solution (la concentration) et les paramètres d’electrospinning (le voltage, le débit, la 

distance) ont été étudiés. Dans un premier temps, l’electrospinning du CHT2S-2 a été exploré 

puis, dans un second temps, les paramètres optimaux identifiés ont été appliqués et ajustés pour 

l’électrofilage du CHT1S-2. 
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III.1. Optimisation de l’électrofilage du CHT2S-2 

Le dérivé CHT2S-2 a été solubilisé dans une solution de NaOH à 0,05M. Néanmoins, les 

premiers essais d’electrospinning ont montré que cette solution ne pouvait pas former des 

nanofibres (NFs). Ensuite, une deuxième tentative a été étudiée en ajoutant cette fois-ci du NaCl 

afin d’écranter ces charges mais sans succès. De ce fait, le choix s’est porté sur l’utilisation du 

PEO qui permet l’électrofilage du CHT comme décrit dans la partie précédente (cf. page 66). 

Puis, plusieurs ratio massiques CHT2S-2/PEO ont été testés variant de 70/30 à 90/10 (w/w). Le 

rapport massique CHT2S-2/ PEO 80/20 a été sélectionné car des nanofibres sans défauts.  

III.1.1. Influence de la concentration 

Afin d’étudier l’influence de la concentration, différentes solutions de CHT2S-2/PEO 

(80/20) ont été préparées à des concentrations différentes, allant de 2 wt% (pourcentage 

massique) à 5 wt%, en utilisant NaOH à 0,05M comme solvant.  

Dans un premier temps, une étude de l’évolution de la viscosité dynamique en fonction de 

la concentration a été menée à l’aide d’un rhéomètre et représentée dans la Figure 71. 

 
Figure 71. Mesure des viscosités dynamiques des solutions CHT2S2/PEO (80/20) (w/w) en 

fonction de la concentration  

On remarque que la viscosité dynamique augmente avec la concentration notamment au-

delà de 3,7 wt% où l’enchevêtrement des chaînes apparaît (C >> C*)  

Dans un second temps, l’effet de la concentration sur l’électrofilage du CHT2S-2 a été 

étudié. Les paramètres du procédé ont été fixés ; le voltage est de l’ordre de 13-15 kV, le débit 
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est de 0,5 mL.h-1 et la distance est fixée à 20 cm. Les images obtenues par MEB sont présentées 

dans la Figure 72 ci-dessous.  

 
Figure 72. Clichés MEB des nanofibres de CHT2S-2/ PEO (80/20) à partir de différentes 

concentrations a) 2 wt% ; b) 3 wt% ; c) 3,5 wt% ; d) 3,7 wt% et e) 4 wt%. La température 

est fixée à 32 ± 4°C, l’humidité relative est de 35 ± 2 % et tous les échantillons sont 

électrofilés pendant 15 minutes 

Tout d’abord, nous avons étudié l’électrofilage des solutions CHT2S-2 à des 

concentrations fixes (2; 3; 4 et 5wt%). D’après la figure, on remarque qu’à 2wt%, un dépôt 

contenant majoritairement des billes est obtenu (cf. Figures 72a) alors qu’une concentration de 

3 wt% donne un agglomérat de fibres interconnectées provoqué par une mauvaise évaporation 

de solvant (cf. Figure 72b). Lorsque la concentration est de 4 wt%, un dépôt majoritairement 

composé de nanofibres est observé (cf. Figure 72e). En revanche, en augmentant la 

concentration (5 wt%), la solution devient très visqueuse et impossible à électrofiler. Ainsi, des 

solutions dont les concentrations sont comprises entre 3,5 wt% et 4 wt% ont été préparées. A 

une concentration de 3,7 wt%, des nanofibres contenant très peu de billes sont observées (cf. 

Figure 72d). La réapparition de billes entre les concentrations 3,7 wt% et 4 wt% peut être due 

à l’augmentation de la viscosité des solutions.  

En conclusion, la concentration optimale qui permet d’obtenir des nanofibres de CHT2S-

2 contenant très peu de billes est de 3,7 wt%. L’optimisation des paramètres du procédé a 

ensuite été effectuée.  
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III.1.2. Influence du voltage 

Le voltage a été optimisé afin d’obtenir des NFs avec peu, voire sans, billes possédant des 

diamètres réguliers et dont la dispersité est la plus étroite possible. Différents voltages ont été 

appliqués allant de 8 kV à 20 kV, en fixant la concentration à 3,7 wt%, le débit à 0,5 mL.h-1 et 

la distance à 20 cm. Les figures obtenues par le MEB sont présentées dans la Figure 73 ci-

dessous.  

 
Figure 73. Clichés MEB des nanofibres de CHT2S-2/ PEO (80/20) préparées à une 

concentration fixe de 3,7 wt% et électrofilées à un voltage de a) 8 kV ; b) 11 kV ; c) 13 

kV ; d) 15 kV ; e) 18 kV et f) 20kV. La température est fixée à 32 ± 4°C, l’humidité relative 

est de 35 ± 2 % et tous les échantillons sont électrofilés pendant 15 minutes 

Nous remarquons que, d’après la Figure 73, lorsque le voltage est de 8 kV, peu de 

nanofibres sont déposées car le voltage n’est pas suffisant pour étirer entièrement et de façon 

constante la goutte de polymère à la sortie de l’aiguille (cf. Figure 73a). En augmentant le 

voltage jusqu’à atteindre 11 kV et 13 kV, des nanofibres uniformes et sans billes sont déposées 

sur le collecteur (cf. Figures 73b et 73c). A partir d’un voltage de 15 kV, des billes apparaissent 

(cf. Figure 73d) et évoluent sous forme d’agglomérats de fibres interconnectées (cf. Figure 73e) 

jusqu’à atteindre des fibres interconnectées plus « fines » contenant des billes en augmentant le 

voltage (cf. Figures 73f). Ce phénomène peut être dû à l’instabilité du cône de Taylor. En effet, 

en augmentant le voltage, l’évaporation du solvant est plus rapide ce qui entraîne le « séchage » 

d’une partie de la goutte du polymère à la sortie de l’aiguille. Cette partie « sèche » va impacter 
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le débit « d’injection » de la solution du CHT2S-2 de l’aiguille et donc gêner la formation du 

cône de Taylor. Pour la suite de l’étude, le voltage a été fixé à 11-13 kV.    

III.1.3. Influence de la distance aiguille-collecteur 

La distance entre l’aiguille et le collecteur a été optimisée en la fixant successivement à 10 

cm, 15 cm, 20 cm et 25 cm. Le débit est fixé à 0,5 mL.h-1 et le voltage est compris entre 11 et 

13 kV. La Figure 74 présente les images obtenues par MEB pour chaque distance étudiée.  

 
Figure 74. Clichés MEB des nanofibres de CHT2S-2/PEO (80/20) préparées à une 

concentration de 3,7% dans une solution de NaOH (0,05M) et électrofilées à une distance 

de a) 10 cm ; b) 15 cm ; c) 20 cm et d) 25 cm. La température est fixée à 32 ± 4°C, 

l’humidité relative est de 35 ± 2 % et tous les échantillons sont électrofilés pendant 15 

minutes 

Nous remarquons que des nanofibres de CHT2S-2 contenant des billes sont obtenues 

lorsque la distance entre l’aiguille et le collecteur est courte (10 cm) et grande (25 cm) (cf. 

Figures 74a et 74d). En effet, lorsque la distance est courte, le solvant n’a pas la distance 

minimale requise pour permettre son évaporation. Au contraire, lorsque la distance est très 

grande, le champ électrique appliqué (V.cm-1) diminue ce qui empêche un étirement optimal 

du jet. Les solutions électrofilées à 15 et 20 cm permettent l’obtention de nanofibres plutôt 

régulières. Le calcul du diamètre moyen et de la distribution des diamètres nous a permis de 

faire un choix (cf. Figure 75). Nous constatons que des nanofibres les moins dispersées avec 

un diamètre moyen de 114 nm et un écart moyen faible de 37 nm ont été obtenues avec une 
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distance de 20 cm. Ainsi, pour la suite de l’optimisation, la distance entre l’aiguille et le 

collecteur a été fixée à 20 cm.  

 
Figure 75. Les histogrammes des distributions des diamètres et les diamètres moyens 

associés à chaque distance étudiée 

III.1.4. Influence du débit  

Différents débits allant de 0,1 mL.h-1 au 1 mL.h-1 ont été étudiés. Les images obtenues par 

le MEB sont présentées dans la Figure 76 ci-dessous.  



TROISIEME PARTIE. NANOFIBRES DE CHITOSANE SULFONIQUE A PROPRIETES 

ANTITHROMBOTIQUES 

 
 

159 

 

 
Figure 76. Clichés MEB des nanofibres de CHT2S-2/ PEO (80/20) préparées à une 

concentration de 3,7 wt% et électrofilées avec un débit de a) 0,1 mL.h-1 ; b) 0,3 mL.h-1 ; 

c) 0,5 mL.h-1 ; d) 0,8 mL.h-1 et e) 1 mL.h-1. La température est fixée à 32 ± 4°C, l’humidité 

relative est de 35 ± 2 % et tous les échantillons sont électrofilés pendant 15 minutes 

Nous remarquons que, pour un débit très faible (0,1 mL.h-1), très peu de nanofibres sont 

obtenues (cf. Figure 76a). Lorsque le débit est de l’ordre de 0,3 mL.h-1, des nanofibres 

contenant des billes sont déposées sur le collecteur, et un dépôt de nanofibres régulières est 

observé pour un débit de 0,5 mL.h-1. Des agglomérats de fibres interconnectées sont obtenus 

pour des débits de 0,8 et 1 mL.h-1. De ce fait, le débit optimal pour l’electrospinning du CHT2S-

2 est de 0,5 mL.h-1. 

III.2. Electrofilage du CHT1S-2  

Comme indiqué précédemment, les paramètres optimaux identifiés pour l’electrospinning 

du CHT2S-2 ont été appliqués et ajustés afin d’obtenir des nanofibres de CHT1S-2 sans défauts. 

Pour ce faire, une solution de CHT1S-2/PEO à 80/20 (w/w) a été préparée dans une solution 

aqueuse de NaOH (0,05M) à une concentration de 3,7 wt%. Cette solution a été électrofilée en 

fixant le voltage, la distance entre l’aiguille et le collecteur et le débit, respectivement à 11-13 

kV, 20 cm et 0,5 mL.h-1.  

A une concentration de 3,7 wt%, des nanofibres contenant énormément de billes ont été 

obtenues, probablement dues à une faible concentration qui est insuffisante pour favoriser 

l’enchevêtrement des chaînes nécessaire à la formation de fibres régulières (cf. Figure 77a). De 

ce fait, d’autres concentrations ont été étudiées, notamment 4 wt% et 4,4 wt%. Les images 
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obtenues par MEB sont présentées aux Figures 77b et 77c. Nous remarquons qu’à une 

concentration de 4 wt%, des nanofibres contenant moins de billes sont déposées sur le 

collecteur. Nous avons donc augmenté la concentration de la solution jusqu’à atteindre 4,4 

wt% ; ce qui a permis d’obtenir des nanofibres sans défaut ayant un diamètre moyen de 135 ± 

54 nm.    

 
Figure 77. Clichés MEB des nanofibres de CHT1S-2/PEO (80/20) à une concentration 

de a) 3,7 wt%; b) 4 wt% et c) 4,4 wt%. La température est fixée à 32 ± 4°C, l’humidité 

relative est de 35 ± 2 % et tous les échantillons sont électrofilés pendant 15 minutes 

III.3. Conclusion  

Des nanofibres des deux dérivés CHT1S-2 et CHT2S-2 ont été obtenues dont les 

paramètres optimaux sont regroupés dans le Tableau 15 ci-dessous.  

Tableau 15. Les paramètres optimaux pour l'élaboration des nanofibres de CHT1S-2 et 

CHT2S-2 

  CHT2S-2 CHT1S-2 

Paramètres de 
solution  

Ratio CHTS/PEO (w/w) 80/20 80/20 
Solvent  NaOH 0,05M NaOH 0,05M 
Concentration  3,7 wt% 4,4 wt% 

Paramètres du 
procédé  

Voltage  11-13 kV 11-13 kV 

Distance  20 cm 20 cm 
Debit  0,5 mL.h-1 0,5 mL.h-1 

Diamètres des fibres  114 ± 37 nm 135 ± 54 nm 

 Stratégie alternative : sulfonation des nanofibres du chitosane  

Contrairement aux travaux précédents qui présentaient l’électrofilage du chitosane sulfoné, 

cette stratégie consiste en l’electrospinning de CHT dans un premier temps et la sulfonation des 

nanofibres par l’utilisation des réactifs BZ2S dans un second temps.   
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Des nanofibres de chitosane ont été élaborées selon les conditions d’électrofilage 

déterminées dans la partie précédente du manuscrit (cf. page 79). La membrane nanofibreuse 

de 4 x 4 cm (10 mg) a été immergée dans une solution de BZ2S (25 mg) dans 10 mL de 

méthanol, à des temps d’immersion différents (5, 7 et 10 minutes). Après quoi, la membrane 

est introduite dans une solution d’agent réducteur NaBH3CN (6,7 mg) dans 10 mL de méthanol 

pendant 30 minutes. La membrane fonctionnalisée est rincée à l’eau distillée et laissée sécher à 

l’air libre à température ambiante.  

IV.1. MEB 

 L’effet de la fonctionnalisation sur la morphologie des nanofibres a été étudié en observant 

la membrane au MEB (cf. Figure 78).  

 

Figure 78. Clichés MEB des nanofibres avant (a) et après 5 min (b), 7 min (c) et 10 min (d) dans 

le BZ2S puis 30 min dans le NaBH3CN   

En observant les clichés obtenus, nous remarquons qu’une durée de traitement dans le bain 

de BZ2S pendant 5 minutes permet de préserver la structure fibreuse et poreuse de la membrane. 

En revanche, un phénomène de gonflement des nanofibres et une perte de la porosité sont 

observés pour un temps d’immersion supérieur à 5 minutes.  

IV.2. IRTF-ATR 

Une analyse par spectroscopie IRTF-ATR a été effectuée dans le but de confirmer la 

sulfonation de la membrane du chitosane (cf. Figure 79). Le spectre obtenu pour les NF de 

CHT fonctionnalisées (NF CHT2S) a été comparé avec celui du CHT, du BZ2S et du CHT2S-

2 (poudre précédemment synthétisée).  
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Figure 79. Spectres IRTF-ATR du CHT, CHT2S-2, du BZ2S et des nanofibres du CHT2S-2 (NF 

CHT2S) 

Le résultat obtenu pour les NF CHT2S permet de mettre en évidence la présence des pics 

aux alentours de 1200 cm-1 relatif à l’élongation des groupements sulfonate, à 1030 cm-1 

correspondant à l’élongation symétrique des O=S=O, et à 1090 cm-1 associé à la vibration des 

noyaux aromatiques. Néanmoins, l’intensité de ces pics est relativement faible comparé au 

spectre de CHT2S-2 ce qui nous permet de supposer que les groupements sulfonate benzylique 

ont été greffés sur les nanofibres mais à très faible quantité. Ce faible signal des groupes aryl 

sulfonates peut s’expliquer par la modification chimique qui a lieu uniquement à la surface des 

nanofibres.  

IV.3. 1H-RMN 

Le spectre 1H-RMN à 300 mHz des nanofibres de CHT sulfonées dans le BZ2S pendant 5 

minutes est présenté dans la Figure 80 et comparé au spectre du dérivé CHT2S-2.  

En comparant les deux spectres, la présence d’un seul pic dans la zone des aromatiques (7-

8 ppm) est observé. De plus, un signal à 2,5 ppm peu résolu (sous forme de massif) ne permet 

pas d’exploiter les résultats correctement. Le spectre des nanofibres de chitosanes sulfonés à 

postériori montre donc une réaction de sulfonation peu prononcée via ce procédé en deux 

étapes. Toutefois, comme indiqué précédemment, comme cette sulfonation se produit 

uniquement en surface des nanofibres, il est possible que la densité de surface des groupements 
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sulofnates soit quand même comparable selon les deux stratégies. Ceci pourrait être approfondi 

dans une étude ultérieure.  

 
Figure 80. Spectre 1H-RMN des nanofibres de CHT sulfonées pendant 5 minutes dans le BZ2S 

(bleu). Le spectre de la poudre CHT2S (noir) est fourni pour pouvoir comparer 

 Conclusion   

Des nanofibres à base de dérivés sulfoniques du CHT ont été élaborées avec succès via 

l’electrospinning.  

Dans un premier temps, nous avons synthétisé deux séries de CHT sulfonés, mono- 

(CHT1S) et di-sulfonés (CHT2S) en greffant, respectivement, des groupements aryl 

monosulfoné ou disulfoné sur l’unité glucosamine du CHT par la réaction d’amination 

réductive. Différents ratios molaires R (rapport entre les unités de répétition glucosamines du 

CHT et les deux réactifs de sulfonation BZ1S et BZ2S) ont été étudiés. Il a été démontré que 

pour les deux séries, le degré de substitution et la teneur en groupements sulfonate dépendaient 

de R surtout quand R est compris entre 0,25 et 1. En revanche, quand R > 1, une influence 

réduite est observée. En outre, il a été prouvé que le DS de la série CHT1S est supérieur à celui 

des CHT2S mais que la teneur en groupements sulfoniques était supérieure pour les dérivés 

disulfoniques à cause de la présence de deux groupements sulfonate par noyau benzénique. Des 

caractérisations physicochimiques ont été effectuées et ont permis de mettre en évidence le 

caractère polyampholytique des deux séries sulfoniques.  

Dans un second temps, des caractérisations biologiques ont été réalisées sur les poudres 

des polymères sulfoniques. Tout d’abord, la cytocompatibilité des polymères sulfoniques a été 

mise en évidence. Puis, il a été démontré que tous les dérivés étaient non-hémolytiques. Enfin, 
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trois tests de coagulation ont été effectués ; le TCA, le TP et l’anti-Xa. Les résultats obtenus 

ont montré que les polymères agissaient majoritairement sur la voie intrinsèque de la cascade 

de la coagulation. De plus, l’activité anticoagulante augmentait avec le rapport R et avec la 

concentration, et était plus importante au sein de la série CHT2S que celle des CHT1S.  

Dans un troisième temps, l’electrospinning des deux polymères CHT1S-2 et CHT2S-2 a 

été étudiée. Les paramètres optimaux permettant d’obtenir des nanofibres uniformes sans 

défauts, notamment la concentration, le voltage, le débit et la distance entre l’aiguille et le 

collecteur, ont été identifiés.  Des tests de coagulation sur les nanofibres de CHT sulfonés sont 

en cours afin de vérifier si le procédé d’électrofilage n’altère pas l’activité biologique du CHT 

sulfoné.   
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Un dispositif médical (DM) est un produit de santé qui a été défini par l’article 1, paragraphe 

2a de la Directive Européenne 93/42/CEE du 14 juin 1993 relative aux dispositifs médicaux 

comme étant « tout instrument, appareil, équipement, matière ou autre article, utilisé seul ou 

en association, y compris le logiciel destiné par le fabricant à être utilisé spécifiquement à des 

fins diagnostique et/ ou thérapeutique, et nécessaire pour le bon fonctionnement de celui-ci, 

destiné par le fabricant à être utilisé chez l’homme à des fins :  

➢ de diagnostic, de prévention, de contrôle, de traitement ou d’atténuation d’une 

maladie,  

➢ de diagnostic, de contrôle, de traitement, d’atténuation ou de compensation d’une 

blessure ou d’un handicap,  

➢ d’étude ou de remplacement ou modification de l’anatomie ou d’un processus 

physiologique,    

➢ de maîtrise de la conception,  

Et dont l’action principale voulue dans ou sur le corps humain n’est pas obtenue par des 

moyens pharmacologiques ou immunologiques ni par métabolisme, mais dont la fonction peut 

être assistée par de tels moyens. ».   

De cette définition, il résulte que les DM couvrent un ensemble assez vaste et hétérogène de 

dispositifs, allant d’une simple technologie (pansement, seringue) à une gamme plus complexe, 

comme la prothèse vasculaire ou le robot chirurgical.  

Le cycle de vie d’un DM démarre d’une simple identification d’un besoin et se compose de 

cinq phases, allant de la mise en preuve du concept, la fabrication d’un prototype jusqu’à 

l‘industrialisation et la distribution du DM (cf. Figure 81). Une des phases clés de ce processus, 

celle relative à la demande du marquage CE, sans laquelle la mise sur le marché du DM devient 

impossible.   

Le marché des DM est extrêmement réglementé. En effet, la mise sur le marché d’un DM, et 

plus particulièrement des DM implantables (DMI), obéit à un cadre juridique précis, à la fois 

complexe et chronophage. Elle passe par plusieurs études techniques préalables dont l’objectif 

est de prouver la conformité du dispositif au regard des exigences essentielles qui ont été 

établies par le Conseil des Communautés Européennes. Ainsi, pour commercialiser un produit 

en Europe, le marquage CE est obligatoire et est obtenu, pour une durée de cinq ans, à la suite 
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d’un contrôle qui doit être, selon la Directive 93/42/CEE, effectué par un organisme notifié 

(ON).  

 

Figure 81. Représentation du parcours d'un dispositif médical 

 

ETUDE DE CAS  

Conception d’un biomatériau à base de nanofibres à propriétés 

ostéoinductrices pour l’ingénierie tissulaire osseuse  

 

1. Développement du biomatériau  

CAHIER DES CHARGES PRODUIT  

Plusieurs considérations liées au produit doivent être prise en compte : 

- Biocompatibilité : ISO 10993-5 

- Stérilisation : ISO 11737  
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- Biodégradation : ISO 10993-13  

- Propriétés mécaniques : ISO 17025 

- Ostéoinduction (bioactivité) : ISO 22794 (matériaux implantables de comblement et de 

reconstruction osseuse en chirurgie orale et maxillo-faciale 

- Stabilité dans le temps : ISO 17025  

QUELLE EST LA CLASSE DE CE PRODUIT ?   

L’Agence de la « Global Medical Device Nomenclature » a établi une classification 

internationale dans laquelle quatre catégories ont été identifiées et définies en fonction du 

niveau de risque qu’elles peuvent engendrer sur les patients (I, IIa, IIb, III). La première, ou 

classe I, couvre les produits à risque faible (fauteuils roulants, bande de contention) ; la classe 

IIa couvre les produits à moyen-faible risque (aiguilles de seringue, tubes pour anesthésie) ; la 

classe IIB concerne les produits à moyen-haut risque (stylos injecteurs d’insuline, implants 

dentaires) et la classe III porte sur les produits qui sont à haut risque (pompes cardiaques, 

implants mammaires).  

Afin d’identifier la classe de notre produit, il est nécessaire de se reporter à la règle 8 de l’annexe 

IX de la Directive 93/42/CEE à propos des dispositifs médicaux implantables. Dans notre cas, 

il s’agit d’un dispositif à base de nanofibres destiné à être implanté totalement pour réparer/ 

régénérer un défaut osseux. Ainsi, notre biomatériau fait partie des dispositifs de la classe III.   

 

2. Stratégie réglementaire   

QUELLE STRATEGIE REGLEMENTAIRE ADOPTER ?   

Dans le cas d’un dispositif de la classe III, plusieurs routes réglementaires s’offrent à nous pour 

obtenir le marquage CE. Prévues par l’article 11 de la Directive 93/42/CE relatif à l’évaluation 

de la conformité, elles portent sur la possibilité de suivre la procédure qui est relative à:  

- La déclaration CE de conformité (système complet d’assurance de qualité), visée à 

l’annexe II  

- L’examen CE de type visé à l’annexe III en association avec, soit la procédure de 

vérification CE visée à l’annexe IV, soit la procédure relative à la déclaration CE de 

conformité (assurance de la qualité de la production) visée à l’annexe V.  
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Même si ces procédures conduisent de façon identique au marquage CE, elles diffèrent 

néanmoins légèrement en ce qui concerne leurs approches comme nous le verrons plus loin :  

ROUTE REGLEMENTAIRE ANNEXE II   

Cette route réglementaire couvre le système qualité complet du fabricant et comprend les 

aspects conception, fabrication et contrôle final des produits. La vérification de la conformité 

de l’organisation sera réalisée sur site par l’ON lors de la réalisation d’un audit ad hoc. 

L’étude de l’organisation et des procédures en place permettra de vérifier, d’une part, que le 

type qui est soumis au contrôle est conforme aux exigences essentielles et, d’autre part, que les 

procédures de fabrication et de contrôle permettront de garantir que la production soit conforme 

au type.  

Cette route réglementaire implique un seul audit de la part de l’ON.  

ROUTE REGLEMENTAIRE ANNEXE III ET ANNEXE IV  

Dans ce cas spécifique :  

- L’annexe III décrit la procédure par laquelle l’ON pourra attester que le « type » fourni 

est conforme aux Exigences Essentielles. Cela consistera en l’étude du dossier 

technique fourni par le fabricant. Cette étude doit contenir entre autres une description 

générale du type et des variantes prévues ainsi que l’utilisation envisagée, des dessins 

de conception et la méthode de fabrication envisagée, des normes utilisées pour 

l’obtention des résultats lors des essais de conception, des évaluations précliniques et 

cliniques réalisées, le projet d’étiquetage ainsi que diverses déclarations qui concernent 

la sécurité des éléments utilisés dans la conception.  

- L’annexe IV est spécifique à la vérification de la conformité au type initial d’un 

échantillon issu de la production. A ce titre, soit chaque nouveau produit devra être 

contrôlé par l’ON, soit par le biais d’un prélèvement statistique d’un produit parmi un 

lot homogène de production.  

ROUTE REGLEMENTAIRE ANNEXE III ET ANNEXE V  

Cette route réglementaire induit l’étude par l’ON du dossier technique du type fourni pour 

vérification de sa conformité aux Exigences Essentielles (Annexe III) accompagnée d’une 

évaluation système d’assurance qualité de la production (Annexe V). 
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Dans ce cas, le champ d’application tourne autour des deux axes suivants: la fabrication et le 

contrôle final des produits.  

Ainsi, le fabricant s’engage à respecter les procédures décrites et l’ON réalise un audit de 

contrôle sur site.    

CONCLUSION  

A la lumière de ces différents scénarios, il apparaît clair que du point de vue du fabricant la 

route réglementaire « Annexe II » est à privilégier pour des questions de coût et de délai. Elle 

est effectivement basée sur un « unique » audit alors que les autres sont applicables. Le but est 

d’avoir au préalable une étude sur table des dossiers techniques de nouveaux produits, suivie 

de différents audits sur site.  

La route « Annexe II » est donc privilégiée dans notre cas.  

QUELLE SONT LES EXIGENCES ESSENTIELLES APPLICABLES ?   

La réponse à cette question se trouve dans l’Annexe I de la Directive 93/42/CE. Comme pour 

tous les dispositifs médicaux, notre dispositif devra répondre aux exigences générales 

numérotées 1 à 6bis et à d’autres exigences spécifiques au type et à la classe du dispositif. Dans 

notre cas les Exigences Essentielles (EE) qui doivent être appliquées sont : EE 7, EE 8, EE 9 et 

EE 13.  

EE 1 : LA SANTE ET LA SECURITE DES PATIENTS, DES TIERS, OU DES 

UTILISATEURS   

Utilisation du chitosane de grade médical : mise à disposition des fiches de spécification des 

produits et caractérisation des matières premières : qualité, impuretés.   

Une analyse de risque doit être établie, dans laquelle chaque risque doit être identifié, évalué 

et maîtrisé (avec une évaluation de l’acceptabilité basée sur le rapport bénéfice/ risque).   

Un dossier de gestion des risques, décrivant le produit et son contexte d’utilisation, dans lequel 

sont reportés la finalité du dispositif, les conditions d’utilisation prévues, le bénéfice 

thérapeutique, etc. est reporté. 

Essai clinique de non infériorité : recueil des résultats de tolérance du produit.  
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Dans notre cas :  

- Chitosane : l’un des composants du produit. Il s’agit d’un polysaccharide d’origine 

naturelle dont les sources sont très variables.  

- Stérilisation : il est nécessaire d’étudier la méthode de stérilisation appropriée au 

dispositif pour qu’elle n’altère pas les propriétés et la morphologie du biomatériau. De 

plus, le dispositif doit maintenir la stérilité tout au long de son utilisation (Certification 

ISO 11737 : 2006 – Stérilisation des dispositifs médicaux)  

EE 2 : LA SECURITE DE LA CONCEPTION 

Une analyse de risque et un dossier de gestion des risques traitant ce point doivent être établis.   

- Méthode de conception (electrospinning) : l’appareillage utilisé a été fabriqué au sein du 

laboratoire. Ceci peut poser problème lors du traitement du dossier de demande du marquage 

CE. Pour cette raison, il est recommandé d’adapter le procédé de fabrication sur une machine 

d’electrospinning industrielle. Depuis peu, le laboratoire dispose d’un appareil industriel, 

ainsi des essais de reproductibilité peuvent être effectués. 

EE 3 : LE NIVEAU DE PERFORMANCE A ATTEINDRE  

Une analyse de risque et un dossier de gestion des risques traitant ce point doivent être établis.  

Dans notre cas, notre dispositif médical possède une activité ostéoinductrice qui doit répondre 

aux attentes.  

EE 4 : LE MAINTIEN DU NIVEAU DE PERFORMANCE DURANT LA DUREE DE 

VIE DU DISPOSITIF   

Caractérisation du produit (ISO 10993-18) à l’issu de la fabrication et lors des essais de 

dégradation (cf. EE7 et EE9). 

EE 5 : LE MAINTIEN DU NIVEAU DE PERFORMANCE DURANT LE STOCKAGE 

ET LE TRANSPORT DU DISPOSITIF   

Une analyse de risque et un dossier de gestion des risques traitant ce point doivent être établis. 

Des essais de dégradation permettront de prouver le maintien des caractéristiques 

physicochimiques et biologiques du dispositif. De plus, des essais de stabilité des dispositifs (⁓ 
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pendant 3 ans) sont nécessaires. Dans notre cas, des premières études de DVS ont été effectuées 

afin d’étudier la stabilité de notre support dans un environnement « humide ».  

EE 6 : LE NIVEAU D’EFFETS INDESIRABLES ACCEPTABLES   

Les effets indésirables seront recueillis dans le cadre de l’étude de non infériorité (cf. EE 6bis) 

et mise en place d’un suivi grâce à la matériovigilance.   

EE 6BIS : L’EVALUATION CLINIQUE DU DISPOSITIF    

Pour répondre à cette EE, il est nécessaire de fournir les résultats des évaluations cliniques 

établies conformément à l’annexe X. Au même titre que la gestion du risque, elle doit être 

poursuivie durant toute la durée de vie du DM.  

En ce qui concerne notre dispositif, il est nécessaire d’introduire la notion d’investigation 

clinique. En effet, tout DM qui présente un caractère innovant doit répondre à cette 

investigation afin de vérifier sa sécurité, sa performance et son bénéfice clinique.  

Pour cela, l’obtention de données peut se faire par des études cliniques sur le dispositif lui-

même, ou par des analyses de la littérature, avec des articles concernant des études sur le 

dispositif en question, ou des dispositifs dont l’équivalence peut être prouvée sur les plans 

clinique (indication, population cible, etc.), technique (méthode de conception, d’implantation, 

etc.) et biologique (matériau, biocompatibilité, tissus en contact, etc.), de même que par un suivi 

post-commercialisation. L’équivalence stricte avec un autre dispositif est rare. Il faut donc 

pouvoir justifier que les différences n’ont pas d’impact sur la performance et sur la sécurité du 

dispositif.  

Les études cliniques sont indispensables pour les dispositifs implantables ou de classe III, sauf 

si le recours aux données cliniques existantes peut être justifié (revues de littérature, 

publications, bibliographie).  

L’objectif de l’évaluation clinique est de :  

- S’assurer que le DM est conforme aux revendications du fabricant dans des conditions 

normales d’utilisation  

- Evaluer les effets indésirables 

- Evaluer le caractère acceptable du rapport bénéfice/risque 
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Les investigations cliniques sont réalisées sur un nombre limité de sujets, sur une courte période 

et dans des conditions idéales. Les utilisateurs des DM évalués sont choisis et formés en 

fonction de la revendication du fabricant. Les résultats de ces évaluations sont ainsi consignés 

dans le dossier technique (ou documentation technique) afin d’être soumis à l’évaluation de 

l’autorité compétente.   

Dans notre cas, l’investigation clinique est nécessaire. La réalisation d’essais pré-cliniques (in 

vitro puis in vivo sur un modèle animal) sera précisée et décrite. Après quoi des études sur 

l’Homme peuvent être élaborées sur un nombre limité de patients. En effet, l’un des composants 

de notre dispositif est le chitosane, un polysaccharide d’origine naturelle et dont la source, la 

masse molaire et le degré de désacétylation sont très variables. De plus, les procédures de 

fabrication et les sites d’implantation sont différents. Ce qui rend la reproductibilité et le 

processus de comparaison réglementaire avec les DMs qui existent déjà très difficile.  

Si nous décidons de ne pas procéder à ces essais cliniques, il faudra alors que la démonstration 

d’équivalence soit validée par un ON.   

EE 7 : LES PROPRIETES CHIMIQUES, PHYSIQUES ET BIOLOGIQUES    

La caractérisation du biomatériau s’effectue en suivant la norme ISO 10993-18 : Evaluation 

biologique des dispositifs médicaux – Caractérisation chimique des matériaux.   

Pour prouver la biocompatibilité du dispositif, il est nécessaire de se référer à la norme ISO 

10993-1 : Evaluation biologique des dispositifs médicaux – Evaluation et essais au sein 

d’un processus de gestion de risque. Les essais à réaliser sur le produit sont déterminés en 

fonction de la nature du contact (cf. Tableau 16).    

Dans notre cas, il s’agit d’un implant destiné à être en contact avec le tissu osseux pour une 

longue durée (> 30 jours). 
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Tableau 16. Tests de l'évaluation initiale à prendre en considération (ISO 10993-1 : Evaluation 

biologique des dispositifs médicaux, Partie 1, Annexe A, 2016). X : Tests d’évaluation ISO à 

prendre en compte, O : Tests supplémentaires recommandés par la FDA qui peuvent être 

applicables  

 

Sur cette base, nous réaliserons les tests suivants :  

- ISO 10993-3 : Génotoxicité, cancérogénicité et toxicité reproductive  

- ISO 10993-5 : Cytotoxicité in vitro  

- ISO 10993-6 : Effets locaux après implantation   

- ISO 10993-10 : Irritation et sensibilisation cutanée  

- ISO 10993-11 : toxicité systémique  

EE 8 : L’INFECTION ET LA CONTAMINATION MICROBIENNE     

La caractérisation de la charge microbienne se fait selon la norme ISO 11737.1 : Stérilisation 

des dispositifs médicaux.  

L’évaluation de la stérilité s’effectue sur la base de la Pharmacopée Européenne 2.6.1. 
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EE 9 : LA FABRICATION ET L’ENVIRONNEMENT     

Les risques découlant du vieillissement des matériaux utilisés (contenu et contenant) seront 

évalués.  

Différents tests seront réalisés pour prouver la conformité du produit aux spécifications établies 

lors de la conception.  

EE 13 : LES INFORMATIONS FOURNIES PAR LE FABRICANT      

Le fabricant doit fournir toutes les informations qui sont requises par la Directive, notamment 

un étiquetage adapté et une notice d’utilisation. Pour ce faire, la norme ISO 15223 :2016-

Symboles à utiliser avec les étiquettes, l’étiquetage et les informations à fournir relatifs 

aux dispositifs médicaux.  

 

3. Organisation  

Une entreprise de dispositifs médicaux, souhaitant mettre sur le marché européen des dispositifs 

médicaux, est tenue de se conformer à ces nouveaux référentiels :  

12. Directive 93/42/CEE : Référentiel Produit  

13. Norme ISO 13485 : Référentiel pour l’organisation    

LA DIRECTIVE 93/42/CEE 

Le fabricant doit se doter d’un système qualité qui permet de garantir que le dispositif satisfait 

tout à fait aux dispositions de ladite Directive. La vérification de la conformité de l’organisation 

sera réalisée sur site par l’ON lors de la réalisation de l’audit ad hoc.  

LA NORME ISO 13485 : DISPOSITIFS MEDICAUX – SYSTEMES DE 

MANAGEMENT DE LA QUALITE – EXIGENCES A DES FINS REGLEMENTAIRES 

La présente norme établit les caractéristiques d’un système de management de la qualité pour 

ce qui concerne toutes les étapes de la vie du dispositif médical. La certification ISO 13485, 

non obligatoire mais fortement recommandée, ne sera obtenue qu’après passage de l’ON qui 

évaluera la capacité du fabricant à satisfaire aux exigences des clients et aux normes 

européennes qui sont applicables en ma matière.  
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Pour cela, il faut que soient déterminés tous les processus qui sont nécessaires pour le système 

de management de la qualité et leurs interactions, donc des activités qui transforment un 

élément d’entrée en un élément de sortie.   

« Toute activité qui reçoit un élément d’entrée et le transforme en élément de sortie peut être 

considérée comme un processus. »  

Une matrice de traçabilité sera établie pour suivre les données d’entrée et de sortie de 

conception. Elle devra être intégrée au dossier technique du produit.  

Enfin, la norme requiert d’appliquer une approche qui soit fondée sur les risques en ce qui 

concerne la maîtrise des processus appropriés qui sont nécessaires pour le système de 

management de la qualité.  

Il convient de souligner que les exigences de système de management de la qualité, telles que 

énoncées par la présente Norme internationale, complètent les exigences techniques, autrement 

dit celles qui sont relatives aux produits nécessaires pour satisfaire aux demandes des clients et 

aux exigences réglementaires applicables en matière de sécurité et de performance.  

INTERNATIONAL  

Pour conquérir les marchés internationaux (hors Europe), il est nécessaire de conformer 

l’organisation de l’entreprise, de même que notre réponse aux exigences, à la réglementation 

applicable localement. 

 

CONCLUSION  

La procédure de mise sur le marché d’un DM implantable est à la fois complexe et colossale. 

Par ailleurs, le cadre réglementaire qui est relatif aux DM a été renforcé, particulièrement depuis 

l’adoption du nouveau règlement européen en avril 2017, dont le but principal est de mieux 

répondre aux exigences de sécurité des utilisateurs.   

Dans le cas du deuxième dispositif, l’étude réglementaire qui concerne l’obtention du marquage 

CE serait bien plus complexe. Il s’agit d’un biomatériau de nanofibres à base d’un chitosane 

sulfoné à activité anticoagulante. Ainsi, en raison de son activité thérapeutique, notre dispositif 
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fait partie des DM de classe III bioactifs. Des études cliniques laborieuses s’imposent par 

conséquent en vue de prouver la sécurité et l’activité thérapeutique du dispositif.    
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Les travaux présentés dans cette thèse ont été effectués en vue d’élaborer des membranes 

à base de nanofibres à propriétés antithrombotiques ou ostéoinductrices par la technique 

d’electrospinning. Notre choix s’est porté sur l’utilisation du chitosane en guise de polymère de 

base pour la fabrication des nanofibres en raison de ses propriétés intrinsèques, notamment son 

activité hémostatique, sa biocompatibilité et sa biodégradation. De plus, sa forte densité en 

groupements fonctionnels ; les fonctions hydroxyles et amines, permet d’effectuer des 

modifications chimiques et obtenir ainsi des dérivés de chitosane qui possèdent des propriétés 

supplémentaires.   

Dans un premier temps, nous nous sommes consacrés à la réalisation des supports 

nanofibreux à base de chitosane à propriétés ostéoinductrices, capables d’induire la 

biominéralisation. Pour ce faire, une optimisation du procédé electrospinning a été réalisée et a 

permis de déterminer les paramètres optimaux pour l’obtention de nanofibres uniformes et sans 

défaut. Ces dernières ont été par la suite stabilisées par un traitement thermique afin de limiter 

leur dégradation et de conserver leur morphologie fibreuse lors de leur mise en contact ou de 

leur immersion dans un environnement aqueux.  

Une fois l’étape de l’électrofilage du chitosane validée, un traitement de surface, via une 

méthode biosourcée, a été appliqué sur les supports nanofibreux. Un revêtement de 

polydopamine a été déposé sur les nanofibres par une simple méthode de « dip-coating » en 

immergeant les supports dans une solution de chlorhydrate de dopamine à température ambiante 

et à l’air libre pour permettre une bonne oxygénation du milieu. Le temps d’immersion a une 

forte influence sur le dépôt de la polydopamine, puisque peu de particules de polydopamine 

sont présentes lorsque le temps de fonctionnalisation est inférieur ou égal à trois jours. Alors 

que, au-delà, de nombreuses particules, sous forme d’agrégats, se sont déposées à la surface des 

nanofibres. Ces résultats ont été en accord avec les deux analyses quantitatives qui ont été 

effectuées lors de l’étude et qui ont consisté en le dosage des groupements amine par 

l’utilisation de l’acide orange II d’une part, et le dosage des groupements catéchol avec la 

méthode micro-BCA d’autre part. Une augmentation de la quantité d’amines et de catéchols a 

été mise en évidence pour les trois premiers jours d’immersion. Après quoi, une diminution a 

été remarquée et qui est probablement due à la présence d’agrégats.   

En outre, il a été démontré, lors de la caractérisation des supports, que le revêtement de 

polydopamine a permis de stabiliser et de ralentir la biodégradation des dispositifs, puisqu’une 
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perte de masse d’environ 10% a été atteinte pour les nanofibres non modifiées. Alors que, après 

fonctionnalisation, les supports ont montré seulement 6% de perte de masse.  

L’évaluation biologique des dispositifs, plus précisément l’étude de la cytocompatibilité 

par contact direct, a permis de montrer qu’un temps d’immersion dans la solution de 

chlorhydrate de dopamine prolongé conduit à l’obtention de supports cytotoxiques. Néanmoins, 

les nanofibres qui ont été fonctionnalisées pendant deux heures ont généré une viabilité 

cellulaire de 70%. Elles ont de ce fait été sélectionnées pour la suite du projet.  

L’activité biologique de ces supports a été évaluée en analysant la capacité du biomatériau 

à induire la biominéralisation à sa surface. Pour ce faire, les échantillons ont été immergés dans 

une solution physiologique 1,5xSBF, préalablement préparée et stérilisée, pendant sept jours en 

renouvelant la solution tous les deux jours dans le but d’éviter toute contamination microbienne. 

L’observation au microscope électronique à balayage a révélé la présence de cristaux de 

phosphate de calcium sous forme hémisphérique de diamètre de l’ordre de 7 µm qui ont 

recouvert la surface du biomatériau. Par contre, les nanofibres non modifiées n’ont montré 

aucune phase minérale ; ce qui a confirmé l’importance du revêtement de polydopamine pour 

induire la formation de cristaux de phosphate de calcium. En effet, la polydopamine contient 

des groupements catéchol qui vont permettre la chélation des ions Ca2+, présents dans la 

solution 1,5xSBF. Ces derniers vont interagir avec les ions PO3
- via des interactions 

électrostatiques, permettant ainsi la formation des cristaux. De plus, une étude cartographique 

effectuée par une analyse dispersive d’énergie a démontré la présence de deux pics 

prédominants correspondant au calcium et au phosphore et dont le ratio Ca/P est de l’ordre de 

1,76, une valeur très proche de celle de l’HA qui possède un ratio théorique de 1,67. Une étude 

DRX a montré la présence d’une phase cristalline composée de phosphate de calcium. 

Toutefois, des caractérisations supplémentaires sont nécessaires, comme l’identification de la 

structure/ nature des cristaux CaP formés, des essais spécifiques à la régénération osseuse tels 

que l’acitivité des phosphatases alcalines ou encore des essais biologiques in vivo.     

Dans un second temps, nous avons exploré la modification chimique du chitosane, par 

greffage des groupements sulfonate sur les fonctions amines primaires, via une réaction 

d’amination réductive afin de bénéficier d’une activité antithrombotique. Le rapport molaire 

entre les aldéhydes mono- ou di-sulfoniques, utilisés comme réactifs de sulfonation, et les 

groupements amines présents dans le chitosane, a été contrôlé. Ceci dans le but de trouver le 

bon compromis entre la quantité des groupements sulfonate et les groupements amine libre pour 
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bénéficier à la fois des propriétés biologiques du chitosane, dont les groupements amine sont 

responsables, et des groupements sulfonate.  

Les dérivés mono- et di-sulfoniques ainsi obtenus ont été caractérisés par diverses 

méthodes, notamment par des techniques quantitatives, qualitatives et semi-quantitatives. Le 

caractère polyampholyte de ces dérivés a été prouvé. En effet, en fonction du degré de 

substitution et de la présence d’un ou de deux groupements sulfonate, certains polymères ont 

été solubles à pH fortement basique ou fortement acide. Alors que d’autres ont présenté une 

solubilité à travers toute la gamme de pH étudiée.  

Les études biologiques, notamment l’étude de l’hémocompatibilité, ont prouvé une 

absence d’hémolyse et une activité antithrombotique qui augmente avec le degré de 

substitution. Ainsi, les polymères sulfoniques, ayant un degré de substitution le plus élevé, ont 

été sélectionnés pour la suite du projet. De plus, l’étude de l’activité anticoagulante a confirmé 

que les dérivés agissaient principalement sur la voie intrinsèque de la cascade de coagulation.  

De nombreuses études, publiées par la littérature, ont traité de la synthèse des dérivés 

sulfoniques du chitosane et leur utilisation en raison de leur activité anticoagulante sous 

différentes formes, y compris de micelles, de films et de nanoparticules. A notre connaissance, 

aucune étude n’a investigué l’électrofilage du chitosane sulfoné. Par conséquent, l’innovation 

de ce projet consiste en la préparation d’une membrane de nanofibres, qui possède des 

propriétés intrinsèques anticoagulantes, par electrospinning. Suite à une optimisation des 

paramètres de solution et du procédé, des nanofibres uniformes, contenant très peu voire pas de 

billes, ont été obtenues. Des caractérisations biologiques sont en cours afin de mettre en 

évidence l’activité anticoagulantes des nanofibres et vérifier que le procédé d’électrofilage n’a 

aucun impact sur cette propriété.        
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Les résultats présentés dans cette étude ont conduit, tout le long de ce travail, à réfléchir au 

sujet des applications possibles des nanofibres, à base du mélange chitosane/ poly (oxyde 

d’éthylène), fonctionnalisées avec la polydopamine, et celles qui sont à base de chitosane 

sulfoné. Les perspectives qui en ont résulté sont présentées dans la Figure 82 et seront détaillées 

par la suite. 

 

Figure 82. Schéma récapitulatif des deux stratégies développées au cours de cette thèse et les 

perspectives qui en résultent 
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 Membrane de nanofibres pour la régénération parodontale par la régénération 

tissulaire guidée  

Les parodontites se traduisent par une destruction des tissus de soutien de la dent, à savoir 

la perte d’attache de la gencive sur la dent, la formation d’une poche parodontale entre la 

gencive et la dent, la destruction de l’os alvéolaire support de la dent et l’altération du cément 

qui recouvre la racine dentaire (cf. Figure 83).  

 

Figure 83. Schéma comparant un parodonte sain à un parodonte en cours de destruction avec 

formation d’une poche parodontale à un stade intermédiaire et la destruction de l’os à un stade 

avancé 

Lors de la cicatrisation, les tissus parodontaux ont des comportements biologiques 

différents. En ce sens, la vitesse de cicatrisation épithéliale est plus élevée comparée à celle de 

réparation osseuse. Elle la précède et donc la gêne ; ce qui entraîne un comblement de l’espace 

disponible par du tissu épithélial et conjonctif non minéralisé. Le concept de la régénération 

tissulaire guidée permet de rénover non seulement l’architecture mais aussi la fonction du tissu 

détruit. Elle consiste en la mise en place d’une membrane, en guide de barrière, dans un site 

sous-épithélio-conjonctif lors de l’intervention chirurgicale afin d’isoler les deux 

compartiments et de favoriser la régénération d’un complexe parodontal. D’un côté, nous 

retrouvons la surface radiculaire, l’os et le desmodonte et de l’autre, l’épithélium et le tissu 

conjonctif gingival (cf. Figure 84). 

 

Figure 84. Images d’emplacement de la membrane pour la régénération tissulaire guidée 
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De ce fait, la membrane doit être conforme à un cahier des charges spécifique, et doit pour 

cela:  

- Présenter une activité anti-infectieuse  

- Présenter à la fois une imperméabilité aux cellules et une perméabilité aux fluides 

- Epouser la surface de la dent  

- Par ailleurs, un espace suffisant doit être ménagé et maintenu, du côté de la surface 

dentaire, pour permettre ou faciliter la formation d’un caillot sanguin, à partir duquel 

des facteurs de croissance sont libérés. Ce qui permet aux cellules osseuses et 

desmodontales de s’exprimer et de recréer les tissus lésés.  

- Etre biocompatible, anti-irritante  

- Etre cliniquement maniable ; elle peut être facilement découpée, suturée et en cas de 

complication être retirée.  

Sur cette base, et d’après nos résultats et observations, la membrane de nanofibres 

fonctionnalisée répond partiellement au cahier des charges précédemment décrit. En effet, la 

membrane est très facilement maniable et sa souplesse lui permettrait d’épouser la forme de la 

dent. Notre biomatériau est biocompatible et est capable d’induire la biominéralisation et donc, 

d’induire normalement l’ostéogenèse. La taille des pores de la matrice peut être elle aussi 

modulée par optimisation des paramètres du procédé de l’electrospinning. Enfin, et pour 

répondre à toutes les exigences, des biomolécules spécifiques peuvent être greffées à la surface 

du dispositif. La présence du revêtement de polydopamine facilite le greffage des facteurs de 

croissance qui sont nécessaires. En outre, des agents antibactériens peuvent être incorporés dans 

la solution de polymère avant electrospinning.    

1. Revêtement du stent avec des nanofibres à propriété antithrombotique  

Les maladies coronariennes, étant la deuxième cause de mortalité en France, se présentent 

sous forme de troubles cardiaques dus à une réduction de l’approvisionnement en sang du cœur. 

Ces maladies impliquent dans la plupart des cas l’implantation de stents. Toutefois, leur 

implantation peut provoquer un phénomène de resténose (30% des cas) et de thrombose (5% 

des cas). Afin de limiter ce phénomène de resténose, les stents sont dans ce cas généralement 

recouverts de textile (actuellement tissé). Cette solution n’est pas tout à fait satisfaisante, 

puisque le problème de thrombose persiste. La recherche s’est donc orientée vers la 

fonctionnalisation des stents nus avec des agents antithrombotiques, mais le risque de resténose 

persiste malgré tout.  
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L’originalité de cette perspective consiste en l’enrobage du stent avec un polymère 

intrinsèquement antithrombotique. L’idée est d’électrofiler le polymère ayant montré l’activité 

anticoagulante la plus forte (CHT2S-2) directement sur le stent. De cette manière, on obtient 

un stent dont la surface externe est recouverte de nanofibres à activité antithrombotique est 

obtenu (cf. Figure 85). Cette perspective fait l’objet d’un projet de thèse qui est en cours de 

préparation au sein de notre équipe.  

 

Figure 85. Représentation schématique de la fonctionnalisation d’un stent 
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Annexes 1 

Détermination du degré de désacétylation (DD) du chitosane 

1. Par spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF)  

La littérature présente les différentes bandes obtenues par IR qui peuvent être utilisées pour 

la détermination du DD du CHT450,562. Pour cette étude, l’équation fournie par Czechowska-

Biskup et al. qui correspond aux bandes d’absorbance à 1650 cm-1 et 2870 cm-1 a été utilisée :  

𝑫𝑨 =  
𝑨𝟏𝟔𝟓𝟎

𝑨𝟐𝟖𝟕𝟎
 ×  

𝟏𝟎𝟎

𝟏,𝟑𝟑
 ; Avec DA = degré d’acétylation  

Puis, le DD est déterminé à partir du DA via 𝑫𝑫(%) = 𝟏𝟎𝟎 − 𝑫𝑨(%).  

 

2. Par 1H-RMN  
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Annexes 2 

Détermination de la masse molaire du CHT par viscosimétrie capillaire 

Des mesures de viscosité ont été effectuées grâce à l’appareil SCHOTT AVS 360 afin de 

déterminer la masse viscosimétrique du CHT utilisé au cours de ce projet. Les conditions 

opératoires et les paramètres de calcul suivis ont été déterminés par Rinaudo et al.453. Le 

diamètre du capillaire utilisé était de 53 mm et tous les essais ont été effectués à une température 

de 20°C.  

Tout d’abord, une solution mère de CHT, de concentration massique C0 de 1% a été 

préparée en solubilisant le CHT dans un solvant composé d’acide acétique et d’acétate de 

sodium (0,3 M et 0,2 M respectivement). Par dilution successive de cette solution mère, des 

solutions de concentrations C1=C0/2 ; C2=2C0/5 ; C3=C0/3 et C4=2C0/7 ont été préparées. Pour 

chaque solution fille, quatre points de mesure du temps d’écoulement sont effectués.  

Les courbes d’équations 
𝑡−𝑡1

𝑡1×𝐶𝑖
 et 

1

𝐶𝑖
. ln (

𝑡𝑖

𝑡0
) sont ensuite tracées. On obtient alors deux 

droites linéaires d’équations 𝑦1 = 𝑎. 𝑥1 + 𝑏 et 𝑦2 = 𝑐. 𝑥2 + 𝑑.  

La viscosité, exprimée en cm3.g- 1, est alors obtenue par l’équation [𝜂] =
𝑦1+𝑦2

2
. Puis, la 

masse viscosimétrique du polymère est donnée par la relation de Mark-Houwink suivant 

l’équation :  𝑀𝑣 = √
[𝜂]

𝐾

𝛼
 où α et K sont les paramètres prédéterminés par Rinaudo et a.l pour un 

CHT de DA 2% et dans les conditions opératoires précédemment décrites (α=0,76 et K=82.10-

5 dL.g-1).  

Afin de vérifier la validité de ces résultats, le k’ est calculé selon l’équation : 𝑘′. [𝜂]2 = 𝛼. 

Cette valeur doit être la plus proche possible de 0,5 afin de confirmer les résultats.  
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Annexes 3 

Spectres modélisés des nanofibres modifiées avec la pDA, biominéralisées pendant 7 

jours puis calcinées à 1000°C, de l’hydroxyapatite pure et d’autres formes de cristaux de 

phosphate de calcium par Diffractométrie des rayons X 
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Annexes 4 

Valeurs des masses des réactifs de sulfonation utilisés  

R CHT (g) BZ1S (g) BZ2S (g) NaBH3CN 

0,25 5 1,58 2,36 3 
0,5 5 3,16 4,71 3 

0,75 5 4,74 7,07 3 
1 5 6,32 9,42 3 

1,5 5 9,48 14,13 3 
2 5 12,64 18,85 3 
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Annexes 5 

Courbes théoriques de l’analyse élémentaire  
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Annexes 6 

Etude de solubilité des dérivés par mesure de transmittance en fonction du pH  
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Résumé 

 

Les textiles sont largement utilisés dans le domaine biomédical, notamment pour le soin des plaies 

ou pour la conception de prothèses de substitution ou de régénération d’organes endommagés par la 

maladie ou par cause accidentelle. Le cahier des charges des textiles médicaux évolue vers l’élaboration 

de biomatériaux « intelligents », biorésorbables et bioactifs capables d’interagir spécifiquement avec les 

tissus vivants en fonction de leur nature (os, vaisseau, etc.). Dans ce contexte, le projet de recherche 

consiste à concevoir, par electrospinning, deux types de membranes nanofibreuses biomimétiques et 

bioactives à base de chitosane. Dans une première approche, des nanofibres de chitosane à ont été 

fonctionnalisées par la polydopamine qui contient des groupements catéchols capables d’induire la 

biominéralisation in vitro du biomatériau dans un milieu riche en ions calcium et phosphate. De plus, il 

a été observé que la polydopamine permet de stabiliser les nanofibres et de ralentir leur dégradation. 

Ainsi, ces membranes nanofibreuses à propriétés ostéoinductrices pourraient être utilisées comme 

« scaffolds » pour la régénération tissulaire guidée en parodontologie par exemple. Dans une deuxième 

approche, l’élaboration de nanofibres à propriétés anticoagulantes à base de chitosane a été menée. Le 

chitosane a été dans premier temps chimiquement modifié par des groupements sulfonates. Les 

paramètres de synthèse ont permis de contrôler le degré de sulfonation du chitosane et ses nouvelles 

propriétés caractéristiques d’un polyampholyte ont été observées. Les différents essais biologiques 

effectués ont montré que ces dérivés sulfoniques sont non hémolytiques et bénéficient de propriétés 

anticoagulantes dépendantes de leur degré de substitution. Dans un second temps, des nanofibres de 

chitosane sulfoné ont été obtenues par electrospinning, conduisant à des membranes à propriétés 

antithrombotiques. Ces matériaux sont donc des candidats de choix pour la fonctionnalisation de stents 

vasculaires afin de prévenir les thromboses.   

Mots-clés : Electrospinning, nanofibres, chitosane, polydopamine, propriétés ostéoinductrices, 

chitosane sulfoné, activité antithrombotique   

 

Abstract 

 

Textiles are widely used in the biomedical field, in particular for the care of wounds or the design 

of prostheses for strengthening or regenerating organs damages by the disease of by accidental cause. 

The specifications for medical textile are evolving towards the development of “intelligent”, 

bioresorable and bioactive biomaterials that are capable of interacting specifically with living tissues 

according to their nature (bone, vessel, etc.). In this context, the research project consists of generating, 

by electrospinning, two types of biomimetic and bioactive nanofibrous membranes based on chitosan. 

In a first approach, nanofibres of chitosan have been functionalized by polydopamine that contains 

catechol groups capable of inducing the in vitro biomineralization of the biomaterial in a medium rich 

in calcium and phosphate ions. In addition, it has been observed that polydopamine stabilizes nanofibers 

and slow their degradation. Thus, these nanofibrous membranes with osteoinductive properties could be 

used for example as scaffolds for guided tissue engineering in periodontology. In a second approach, 

the development of chitosan-based nanofibers with anticoagulant properties was conducted. Chitosan 

was initially chemically modified by sulfonate groups. The synthesis parameters allowed to control the 

degree of sulfonation of chitosan and its new polyampholyte specific character was observed. The 

different biological assays carried out have shown that these sulfonic derivatives are non-hemolytic and 

benefit from anticoagulant properties that are dependent on their degree of substitution. Then, sulfonated 

chitosan-based nanofibres were obtained by electrospinning, leading to membranes with antithrombotic 

properties. These materials are therefore suitable candidates for the functionalization of vascular stents 

to prevent thrombosis.  

Keywords : Electrospinning, nanofibres, chitosan, polydopamine, osteoinductive properties, 

sulfonated chitosan, antithrombotic activity 
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