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INTRODUCTION 

I. GENERALITES 
   

 Les études de libération de substance active à partir de systèmes polymériques 

tels que des microparticules à base d’acide poly (lactique-co-glycolique) (PLGA) ont 

été largement explorées au cours de ces dernières décennies. Les systèmes à 

libération contrôlée de SA sont extrêmement utiles pour optimiser les effets 

thérapeutiques d’un traitement médical. Cela consiste à maintenir la concentration 

dans la zone thérapeutique sur des périodes prolongées qui varient de quelques 

jours à plusieurs mois. Ils sont également utilisés afin de réduire la fréquence 

d’administration et par conséquent l’amélioration de l’observance des patients ainsi 

que leur qualité de vie comparativement aux formes galéniques conventionnelles. Il 

est bien connu que la mauvaise observance est l’une des raisons de l’échec d’un 

traitement médical. L’acide poly(lactique-co-glycolique) est un copolymère 

biodégradable qui a été approuvé par l’agence réglementaire américaine (FDA) pour 

la libération de médicaments, en raison de son excellente biocompatibilité et 

biodégradabilité en acide lactique et acide glycolique, deux monomères qui sont 

naturellement produits sous conditions physiologiques par plusieurs voies 

métaboliques [1,2].  

 Les MP sont définies comme étant des petites particules solides dont le diamètre 

est compris entre 1-1000 µm. Elles sont classées en deux grandes catégories 

(Figure 1) : 

- Le système réservoir (microcapsule): est constitué d’un noyau de SA entouré 

d’une enveloppe polymérique. 

- Le  système matriciel (microsphère): est constitué d’une matrice polymérique 

dans laquelle la SA est dispersée ou dissoute.        
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Figure 1: Représentations schématiques des deux catégories de MP : 

A : microcapsule, B : microsphère. 

 

Les MP de PLGA sont utilisées comme systèmes de libération de plusieurs 

molécules thérapeutiques telles que : les antibiotiques, les anticancéreux, les 

anesthésiques, les hormones, les protéines [3,4], ainsi que les ADN et les ARN [5,6]. 

Ces MP sont destinées à une administration par différentes voies telles que la voie 

intra-articulaire, parentérale, oculaire, parodontale, orale ou pulmonaire [7,8,9,10]. Ce 

système galénique offre plusieurs avantages comparativement aux autres formes 

incluant : 

- La possibilité d’éviter l’effet du premier passage hépatique et le tractus gastro-

intestinal (certains médicaments perdent leur activité après administration par 

voie orale) par injection par voie intramusculaire ou sous-cutanée. 

- La facilité d’administration en utilisant des aiguilles (comme alternative aux 

autres formes galéniques comme les implants). 

- La possibilité d’administrer le traitement de façon ciblée directement au niveau 

du site d’action. Cela permet de réduire la concentration en SA dans le reste 

du corps et donc le risque de développer des effets secondaires liés au 

traitement. 

- La possibilité d’atteindre certains tissus cibles qui sont normalement 

inaccessibles à certaines SA (par exemple, le système nerveux central). 

- L’absence  du besoin de retirer ces formes galéniques après libération de la 

SA en raison de la biocompatibilité et biodégradabilité du polymère constitutif. 

Ces caractéristiques ont permis son utilisation comme matériau de base pour 

développer des systèmes destinés à la voie parentérale.  

 

A B 

Matrice polymérique 

Substance active 

Substance active 

Enveloppe polymérique 
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Aujourd’hui, le PLGA est largement utilisé dans les systèmes à libération 

contrôlée de SA destinés à la voie parentérale, y compris sous forme de MP [11]. 

Plusieurs produits à libération prolongée à base de MP de PLGA sont disponibles sur 

le marché, tels que Zoladex®, Risperdal Consta®, Gonapeptyl® LP, Decapeptyl® LP, 

Sandostatine® LP. Ces derniers ont été approuvés pour une utilisation clinique 

comme la thérapie anticancéreuse, l’hormonothérapie, ainsi que le traitement des  

troubles du système nerveux central [12].  

 

II. TRAVAUX ANTERIEURS 
 

II.1 Propriétés physico-chimiques de l’acide poly(lactique-co-glycolique) 
 

Le PLGA est un hétéro copolymère d’acide lactique et d’acide glycolique 

obtenu par réaction de co-polymérisation. Les monomères sont liés par des liaisons 

ester et il en résulte un polyester aliphatique linéaire (Figure 2) [13].  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2: Structure de l’acide poly(lactique-co-glycolique) avec x et y le ratio de monomères 

d’acide lactique et d’acide glycolique, respectivement. 

L’acide lactique contient un carbone asymétrique rendant la molécule chirale avec 

deux énantiomères : D- et L- acide lactique. Le PLGA contient généralement la forme 

L et D en proportion égale ; il s’agit donc d’acide poly D,L-lactique-co-glycolique. En 

fonction du rapport de lactide / glycolide utilisé pour la polymérisation, différentes 

formes de PLGA peuvent être obtenues (ex : PLGA (75 / 25), PLGA (50 / 50)…). Les 

propriétés physiques du polymère tel que son poids moléculaire ont une influence 

sur la résistance mécanique du polymère et son aptitude à être destiné pour la 

formulation de systèmes à libération contrôlée. La présence du groupement méthyl 
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dans l’acide lactique (Figure 2) le rend moins hydrophile que l’acide glycolique, et 

par conséquent un PLGA riche en acide lactique sera plus hydrophobe, absorbera 

moins d’eau et par la suite se dégradera plus lentement [2]. Le PLGA se dégrade par 

hydrolyse des liaisons ester, en présence d’eau. Le temps nécessaire à la 

dégradation est lié à la proportion des monomères utilisés lors de la production du 

polymère: plus la teneur en acide glycolique est élevée, plus la dégradation est 

rapide. Une exception à cette règle, le PLGA avec un ratio (50 / 50) d’acide lactique 

et d’acide glycolique s’hydrolyse plus rapidement que ceux qui contiennent une 

proportion plus élevée de l’un des deux monomères et se dégrade en environ 50 à 

60 jours [14]. Le PLGA peut être solubilisé dans une large gamme de solvants 

organiques, y compris les solvants chlorés, tétrahydrofurane, acétone ou l’acétate 

d’éthyle [15]. Sa solubilité dans les solvants organiques est un facteur important en ce 

qui concerne sa formulation en tant que système de libération de SA. Tous les PLGA 

sont amorphes et caractérisés par une température de transition vitreuse (Tg) qui 

correspond au passage du polymère d’un état vitreux à un état caoutchouteux [16]. 

Cette dernière est généralement supérieure à la température physiologique de 37 °C. 

Le polymère a des propriétés viscoélastiques dépendantes de la température 

extérieure (T) : 

- Si T<Tg : le polymère est sous forme vitreuse 

- Si T>Tg : le polymère est sous forme caoutchouteuse 

L’état caoutchouteux est caractérisé par une mobilité moléculaire élevée et par 

conséquent, il est plus susceptible de subir des changements physiques et 

chimiques que l’état vitreux. La Tg d’un polymère sous forme vitreuse peut être 

diminuée lorsqu’il est mélangé à d’autres substances dites plastifiantes. Cela conduit  

à une augmentation de la mobilité des chaines polymériques et influençant ainsi les 

cinétiques de libération de SA encapsulée à partir des systèmes à base de PLGA [16]. 

L’eau est connue pour jouer le rôle de plastifiant pour le PLGA [17]. En revanche, 

lorsque la Tg peut être augmentée par l’addition d’une SA , le phénomène est 

considéré comme anti-plastifiant [18]. Il a été rapporté dans la littérature que la Tg du 

PLGA diminue avec la diminution de la teneur en acide lactique dans la composition 

du copolymère ainsi que la diminution du poids moléculaire [17]. La capacité de 

gonflement et d’hydrolyse, et par la suite la vitesse de dégradation du PLGA sont 

directement influencées par la cristallinité du polymère [4]. La résistance mécanique 



17 

 

du PLGA est affectée par les propriétés physiques telles que son poids moléculaire 

et son indice de polydispersité.  

 

II.2 Biodégradabilité et biocompatibilité de l’acide poly(lactique-co-

glycolique) 

 

La conception et la formulation des systèmes biodégradables d’administration 

de SA exigent une bonne compréhension des phénomènes de biodégradation ainsi 

que les réponses cellulaires et tissulaires qui déterminent leur biocompatibilité [1]. Le 

PLGA est l’un des polymères biodégradables les plus utilisés. Il subit, dans le corps, 

une hydrolyse en milieu aqueux pour produire de l’acide lactique et de l’acide 

glycolique, deux métabolites solubles dans l’eau [19] (Figure 3): 

 

 

 

 

 

 

  

 

 
 
 

Figure 3: Hydrolyse de l’acide Poly(lactique-co-glycolique). 

  

L’acide lactique est un produit du métabolisme anaérobie du corps humain qui est 

incorporé par la suite dans le cycle de l’acide tricarboxylique, métabolisé et éliminé 

sous forme de dioxyde de carbone et d’eau [20]. L’acide glycolique est, soit  excrété 

sous forme inchangée par voie rénale, soit il pénètre dans le cycle de l’acide 

tricarboxylique et est éventuellement éliminé sous forme de dioxyde de carbone et 

d’eau [21]. Les produits de dégradation sont formés à un rythme très lent et par 

conséquent ils n’affectent pas la fonction cellulaire puisque le corps traite 

efficacement ces deux monomères. Ainsi, ils représentent une toxicité systémique 

minimale associée à l’utilisation de MP de PLGA comme système de libération de SA 

Acide lactique Acide glycolique 
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[22]. Les substances thérapeutiques encapsulées dans des systèmes matriciels à 

base de PLGA sont libérées à une vitesse contrôlée grâce à la diffusion de ces 

dernières et à la dégradation de la matrice polymérique [23]. Le rôle des enzymes 

dans la biodégradation du PLGA est controversé. Il a été rapporté dans la littérature 

que l’hydrolyse spontanée était le seul mécanisme de dégradation de ce type de 

système [24,25]. D’autres travaux ont indiqué que la biodégradation du PLGA 

n’implique aucune activité enzymatique et se fait purement par hydrolyse. Il a été 

conclu que seule une faible implication des enzymes est attendue dans les premiers 

stades de dégradation avec des polymères à l’état vitreux, tandis que les enzymes 

peuvent jouer un rôle important dans la dégradation des polymères à l’état 

caoutchouteux. Cela était basé sur les différences observées entre les taux de 

dégradation in vivo et in vitro [26,27,28].  

 L’évaluation de la biocompatibilité de systèmes de libération de SA à base de 

PLGA nécessite une compréhension des réactions inflammatoires qui suivent 

l’implantation de la forme galénique. La taille, la forme et les propriétés physico-

chimiques du biomatériau utilisé peuvent influencer l’intensité et la durée de 

l’inflammation, ainsi que le processus de guérison de la plaie. La réponse tissulaire à 

des MP biodégradables injectées est caractérisée par trois phases : 

 

- Phase I : se produit au cours des deux premières semaines suivant l’injection 

du système et comprend la mise en place des réponses inflammatoires aiguës 

et chroniques. Compte tenu de la biocompatibilité et de la biodégradabilité des 

MP, cette réponse est similaire quelle que soit la vitesse de dégradation du 

polymère utilisé. 

 

- Phase II : est initiée par la prédominance des monocytes et des macrophages. 

La durée de leur persistance dans le site d’injection est déterminée par la 

vitesse de dégradation de MP. Elle s’accompagne de la formation de tissu de 

granulation fibreux et de nouveaux capillaires sanguins. Il a été montré que les 

MP à base de PLGA (50 :50) induisent une réponse de phase II de 50 à 60 

jours [29].  

 

- Phase III : la masse moléculaire du polymère diminue au point que l’intégrité 

des MP ne peut être maintenue. Ces dernières se décomposent en petites 
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particules qui subissent une phagocytose par les macrophages et conduisent 

ainsi à une dégradation complète. La capsule fibreuse formée au cours de la 

deuxième phase est accentuée au cours de la phase III avec des fibroblastes 

et une néovascularisation engendrée par la perte de volume des MP [1]. 

 

Dans l’analyse de la réponse tissulaire suite à l’injection de MP biodégradables, il 

est important de prendre en considération l’activité biologique de la SA 

incorporée, en particulier si celle-ci a une activité cytotoxique ou anti-

inflammatoire qui pourrait modifier ou moduler la réponse tissulaire [30]. 

 

II.3 Les techniques de préparation des microparticules 
 

Bien qu’un certain nombre de techniques de micro-encapsulation ait été 

développé et rapporté à ce jour, le choix de la technique dépend de la nature du 

polymère, de la SA, de l’utilisation prévue et de la durée du traitement. La méthode 

de micro-encapsulation utilisée doit remplir les exigences suivantes [4]: 

- La stabilité et l’activité biologique de la SA ne doivent pas être affectées au 

cours du procédé d’encapsulation ou dans les MP (produit final). 

- Le rendement de fabrication des MP dans la gamme de taille souhaitée 

(jusqu’à 250 µm, idéalement 125 µm) et l’efficacité d’encapsulation doivent 

être élevés. 

- La qualité des MP et les profils de libération de la SA doivent être 

reproductibles. 

- Une fois séchées, la poudre de MP doit présenter de bonnes propriétés 

d’écoulement sans agrégation ni d’adhésion. 

 

II.3.1 Extraction et évaporation du solvant 
 

II.3.1.1. Procédé par simple émulsion  
 

Ce procédé est basé sur l’évaporation de la phase interne d’une émulsion type 

H/E entrainant ainsi la précipitation du polymère préalablement dissous dans cette 

phase organique, sous forme de MP. Le polymère est d’abord dissout dans un 



20 

 

solvant organique volatil, peu miscible à l’eau comme le dichlorométhane (le plus 

couramment utilisé), puis la SA est dissoute ou dispersée dans cette solution de 

polymère. Le mélange (avec des conditions d’agitation et de chauffage appropriées) 

est ensuite émulsionné dans un grand volume d’eau contenant un tensioactif tel que 

l’alcool polyvinylique (APV), afin d’obtenir une émulsion de type huile-dans-eau 

(H/E). L’évaporation du solvant après diffusion progressive dans la phase continue 

peut se faire soit sous pression atmosphérique, soit sous pression réduite, ou bien 

sous agitation lente. L’extraction est obtenue par le transfert de l’émulsion dans un 

grand volume d’eau contenant ou pas un tensioactif. Cela permet une extraction 

accélérée du solvant organique par diffusion rapide de ce dernier dans l’eau et 

permet, ainsi, le durcissement des gouttelettes organiques sous forme de 

microsphères. Ces dernières sont par la suite lavées et collectées par filtration et/ou 

centrifugation puis lyophilisées pour éliminer le solvant résiduel (Figure 4) [4]. 

La principale limite de cette méthode est sa faible capacité à encapsuler les 

SA solubles dans l’eau [31,32]. Celles-ci pourraient diffuser à partir de la phase 

organique vers la phase continue aqueuse et une partie pourrait se déposer à la 

surface des MP sous forme de cristaux. Ces derniers seraient, par la suite, 

responsables de la libération initiale rapide de la SA appelée «effet burst ». En 

revanche, cette méthode décrite ci-dessus est appropriée pour l’encapsulation de SA 

lipophiles [31,33].  

 Afin d’augmenter l’efficacité d’encapsulation des SA hydrophiles, une 

émulsion de type huile-dans-huile (H/H) a été développée [34]. Un solvant organique 

volatil, miscible à l’eau est utilisé pour solubiliser le polymère et la SA (acétonitrile, 

acétone…). Celui-ci est, par la suite, dispersé dans une huile non-volatile et non-

miscible (huile minérale ou végétale contenant un tensioactif). Les MP subissent 

souvent un lavage à l’hexane pour éliminer l’huile résiduelle [31].  

 Le procédé de micro-encapsulation et la qualité du produit final sont influencés 

par plusieurs paramètres [35,36,37,38, 39, 40, 41] : 

- La nature et la solubilité de la SA encapsulée, 

- Le solvant organique utilisé, 

- La concentration et la nature du tensioactif, 

- La température et la vitesse d’agitation du procédé d’émulsification, 

- La concentration, la composition et le poids moléculaire du polymère. 
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Figure 4: Préparation de MP par procédé d’émulsion simple (H/E). 

 

II.3.1.2. Procédé par double émulsion 
 

 Une émulsion eau-dans-huile-dans-eau (E1/H/E2) est la plus adaptée à 

l’encapsulation de SA hydrophiles telles que les vaccins [42,43,44], peptide/protéine 

[45,46,47] et des molécules classiques (anti-inflammatoires, anticancéreux, 

antibiotiques, antiviraux) [48,49,50]. Cette technique consiste à émulsionner une 

solution aqueuse (E1) de la SA (appelée phase interne) dans une solution organique 

(H) contenant le polymère dissout afin d’obtenir une émulsion primaire (E1/H). Cette 

émulsion E1/H est ensuite émulsionnée dans une seconde phase aqueuse (E2) 

contenant un tensioactif afin de former une double émulsion (E1/H/E2). Les MP 

obtenues par cette méthode peuvent être de type matriciel (microsphères) ou de type 

réservoir (microcapsule) [41,51]. Comme il a été observé dans des études antérieures, 

le volume de la phase aqueuse interne a une influence sur la microstructure des MP. 

Plus le volume de la phase aqueuse interne est augmenté, plus la structure de la 

matrice observée sera poreuse [52]. La stabilité de la SA encapsulée doit être 

maintenue. C’est le cas par exemple des protéines, si celles-ci sont dénaturées au 

cours de l’encapsulation, elles seront thérapeutiquement inactives et pourraient 

provoquer des effets secondaires imprévisibles comme une immunogénicité ou une 

toxicité [53].   
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II.3.2 Technique de coacervation : 
 

 Le procédé de coacervation consiste à abaisser la solubilité d’un polymère 

initialement solubilisé dans un solvant organique en variant la température ou par 

l’addition d’un électrolyte ou d’un non-solvant. La SA est dispersée dans la solution 

du polymère. Ces changements de conditions induisent une séparation de phases en 

une phase de coacervat qui est riche en polymère et une phase continue, pauvre en 

polymère. Le solvant du polymère est ensuite progressivement extrait du coacervat 

et conduit à la formation de gouttelettes de coacervat qui viennent se déposer à la 

surface des particules de SA. Le système à deux phases est transféré dans un grand 

volume d’un agent de durcissement organique (ex : les alcanes) miscible avec le 

solvant et le non-solvant du polymère. Les microparticules solides formées par 

extraction rapide et efficace du solvant restant dans les gouttelettes du coacervat 

sont de type réservoir (microcapsule) (Figure 5). Elles sont lavées, filtrées ou 

centrifugées puis séchées. Ce procédé permet l’encapsulation de substances 

hydrophiles et lipophiles [4,54,55].  

 

 

 

 

 

  

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5: Principe de la coacervation simple. 
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II.3.3 Technique par atomisation-séchage (spray-drying) 
 

 Le principe de séchage par nébulisation est basé sur la nébulisation d’une 

formulation liquide contenant le polymère et la SA pour la transformer en 

microparticules sèches. Contrairement aux autres précédés, cette technique est très 

rapide, pratique, implique des conditions douces et moins dépendantes du paramètre 

de solubilité du polymère et de la SA. Le procédé consiste à atomiser à travers une 

buse d’atomisation une solution, une suspension, ou une émulsion de polymère et de 

la SA. Cela permet la formation d’un aérosol qui est mis en contact avec un flux d’air 

chaud ou d’azote comprimé dans une chambre de séchage par évaporation du 

solvant initial et la formation de MP solides. Cette technique permet la production de 

microsphères ou microcapsules [4,56,57]. La taille des particules obtenues se situe 

généralement autours de 15µm avec une distribution de type gaussien assez large 

[58]
. Parfois, la taille obtenue est beaucoup plus petite et elle varie de 1 à 5µm. Cette 

technique permet l’obtention des MP avec un rendement de fabrication et une 

efficacité d’encapsulation assez élevés [59]. Les paramètres les plus influents sont la 

géométrie de la buse et la viscosité de la solution de départ. Une perte significative 

de produit peut se produire suite à l’adhésion des particules aux parois de l’appareil. 

L’utilisation d’un anti-adhérent (mannitol) peut être envisagée [59], ou bien le 

traitement du verre pour diminuer les caractéristiques d’adhérence.  

 

II.4 Les facteurs influençant la préparation de microparticules à  base 

d’acide poly(lactique-co-glycolique) 

 

 Les propriétés du polymère et du produit fini (MP) sont fortement influencées par 

la méthode de préparation et dans certains cas par des interactions entre la SA et le 

polymère. 

 

II.4.1 Les facteurs influençant la taille des microparticules 
 

 Il existe de nombreux paramètres qui peuvent influencer la taille des MP au 

moment du procédé de préparation, notamment:  
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- La vitesse d’agitation au cours de l’étape d’émulsification : Song et al. ont 

montré que l’augmentation de la vitesse d’agitation fournit une force de 

cisaillement plus puissante. Cela permet de  séparer l’émulsion en petites 

gouttelettes ainsi après solidification, des MP d’une petite taille sont obtenues 

[60].   

 

- La concentration en agent tensioactif : une diminution significative de la 

taille des MP est obtenue en augmentant la concentration en agent tensioactif. 

Maia et al. ont montré qu’une augmentation de la concentration en APV de 0,5 

% à 2 % (m/v) permet la stabilisation des gouttelettes de l’émulsion pour éviter 

une coalescence, ce qui entraine la formation de MP de plus petites tailles. En 

revanche, aucune diminution significative de la taille n’est observée en 

augmentant la concentration de l’APV au-delà de 2% (m/v). Dans ce cas, 

étant donné que le APV  est un polymère de haut poids moléculaire, 

l’augmentation de sa concentration entraine une augmentation de la viscosité 

de l’émulsion huile-dans-eau, ce qui entraine une difficulté croissante à 

disperser l’émulsion en gouttelettes de plus petite taille [61]. 

 

- La concentration du polymère dans la phase organique : la taille des 

particules augmente constamment avec l’augmentation de la concentration du 

polymère dans la phase organique. Ce phénomène peut être attribué à une 

augmentation de la viscosité de la phase huileuse. Cela se traduit par une 

réduction de l’efficacité d’agitation et conduit à la formation de grosses 

gouttelettes dans l’émulsion. Par conséquent, des MP de plus grande taille 

sont obtenues [62]. En outre, Rosca et al. ont montré que le facteur de retrait 

(rapport entre de diamètre des gouttelettes de l’émulsion et le diamètre des 

MP après évaporation complète du solvant) est plus grand pour des 

concentrations en polymère plus faible, ce qui contribue à une diminution de la 

taille des MP [41]. 

 

- Le type de solvant utilisé ainsi que l’utilisation de co-solvant : l’utilisation 

d’un solvant organique à faible tension inter-faciale dans la phase aqueuse 

conduit à une réduction progressive de la taille des MP car cela favorise la 

formation de petites gouttelettes au cours de l’émulsification [63]. Cette 
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observation est étayée par les travaux d’Ito et al. qui ont formulé des MP à 

l’aide de différents solvants (chlorure de méthylène, chloroforme et acétate 

d’éthyle) : ils ont montré que des MP de plus petites tailles sont obtenues en 

utilisant des solvants à faible tension interfaciale. 

 

- La température de la solution : Yan et al. ont montré que la taille des MP 

augmente avec la température de la préparation. Ce qui peut s’expliquer par 

une vitesse d’évaporation du solvant qui est beaucoup plus rapide à haute 

température [64].  

 

- Le volume de la phase organique : La taille  des MP diminue en augmentant 

le volume de la phase organique selon Choi et al.. Cela est expliqué par la 

diminution de la viscosité de la phase organique et par conséquent la 

formation de particules de petites tailles. Le phénomène inverse est observé 

en diminuant le volume (tout en gardant la masse du polymère constante) [65]. 

 

II.4.2 Les facteurs influençant le taux d’encapsulation de la substance 

active 

 

 L’amélioration de l’efficacité d’encapsulation de SA peut être obtenue grâce à 

l’optimisation des paramètres de la formulation et dépend de plusieurs facteurs : 

 

- La composition du polymère : l’efficacité d’encapsulation des SA 

hydrophiles est très dépendante du rapport de l’acide lactique et l’acide 

glycolique du PLGA. Elle diminue en augmentant le taux d’acide glycolique, et 

cela par augmentation du caractère hydrophile du polymère. Par conséquent, 

ce dernier améliore à son tours la diffusion des SA dans la phase aqueuse 

externe [52]. 

 

- La présence de sel dans la phase aqueuse externe : une efficacité 

d’encapsulation élevée est obtenue avec une concentration plus élevée 

d’électrolyte dans la phase aqueuse externe. Cela est attribué à la différence 

de pression osmotique entre la phase aqueuse interne et externe. Freytag et 
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al. ont montré qu’une concentration en sel au-dessus de 8 % ne donne pas 

lieu à une augmentation supplémentaire de l’efficacité d’encapsulation et reste 

relativement constante. En revanche, elle diminue lorsque la concentration en 

sel est en-dessous de 8 % [66].  

 

- La viscosité de la phase organique: l’augmentation de la viscosité de la 

phase organique, en augmentant la concentration en polymère ou son poids 

moléculaire, améliore et augmente l’efficacité d’encapsulation [67]. Une solution 

plus visqueuse retarde la diffusion de la SA dans les gouttelettes de polymère 

[68]. 

 

- La solubilité du solvant organique dans l’eau : un solvant organique avec 

une solubilité élevée dans l’eau permet un transfert de masse relativement 

rapide entre la phase dispersée et la phase continue, ainsi une précipitation 

rapide du polymère [69]. Bodmeier et al. ont trouvé que le chlorure de 

méthylène permet l’obtention d’une efficacité d’encapsulation élevée 

comparativement au chloroforme et au benzène. Sachant que le chlorure de 

méthylène est plus soluble dans l’eau que les deux autres [68].  

 

- Le ratio de la phase dispersée et de la phase continue: l’efficacité 

d’encapsulation augmente avec l’augmentation du volume de la phase 

continue. Il est probable qu’un grand volume de phase continue dilue le 

solvant organique conduisant ainsi à une solidification rapide des MP [69]. 

 

- La solubilité de la substance active dans la phase continue : ce 

paramètre joue un rôle important dans la détermination de l’efficacité 

d’encapsulation. Si la solubilité de la SA dans la phase continue est 

supérieure à celle dans la phase dispersée, elle diffusera facilement. La perte 

de SA se produit quand la phase dispersée est à l’état transitionnel, semi-

solide [69]. 
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II.5 Mécanismes et profils de libération de la substance active 
 

 L’étude de la libération de la SA in vitro à partir de MP à base de PLGA est un 

outil indispensable pour évaluer des systèmes destinés à la libération contrôlée de 

substance thérapeutiques. Le but est de répondre aux besoins thérapeutiques et de 

limiter les effets secondaires toxiques, toute en contrôlant la libération de SA en 

quantité désirée sur des périodes de temps de quelques heures à quelques mois. 

Les MP sont conçues pour libérer la SA de manière déclenchée ou continue. En 

général, les systèmes à libération déclenchée sont capables de libérer la substance  

encapsulée brutalement par éclatement de la membrane. Ce dernier est provoqué 

par une contrainte du milieu extérieur tels que la pression, la variation de 

température ou de pH.  Contrairement à une libération continue, où la substance 

encapsulée est capable soit de diffuser à travers la matrice (selon la loi de Fick) soit 

d’être libérée par dégradation ou dissolution de matrice. 

 

II.5.1 : Les mécanismes de libération 
 

 Divers procédés, tels que la diffusion, l’érosion et/ou gonflement peuvent être 

impliqués dans le contrôle du taux de libération de la SA, et dans l’ensemble il en 

résulte un large éventail de profils de libération. Fredenberg et al. ont identifié dans 

une revue trois mécanismes possibles qui participent à la libération de substances 

actives à partir de systèmes de libération à base de PLGA [70] (Figure 6): 

 

II.5.1.1 : Diffusion à travers les pores remplis d’eau : Ce mécanisme a été 

utilisé pour décrire la première étape de libération avant le début de l’érosion 

du polymère [71]. Elle est très dépendante de la structure poreuse du polymère, 

et est donc dépendante des processus qui favorisent la formation et la 

fermeture de ces derniers. Les pores doivent être continus à partir de la 

molécule de la SA jusqu’à la surface du système et suffisamment grands pour 

que la SA puisse passer au travers. Il y a plusieurs facteurs qui peuvent 

influencer le taux de diffusion de la SA. La diffusion à travers les pores remplis 

d’eau est le véritable mécanisme de libération pendant toute la durée de 

libération, à moins que la diffusion ait lieu dans le polymère ou que le transport 

de la SA soit entrainé par la pression osmotique.  
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II.5.1.2: Diffusion à travers le polymère : il concerne les SA hydrophobes de 

bas poids moléculaire. La vitesse de diffusion est très dépendante de l’état 

physique du polymère, elle peut augmenter quand le polymère passe de l’état 

vitreux à l’état caoutchouteux (Karlsson et al.) et contrairement à la diffusion à 

travers les pores remplis d’eau, elle ne dépend pas de la structure poreuse. La 

diffusivité est souvent plus élevée dans les polymères de bas poids 

moléculaire, cela est dû à une plus grande mobilité des chaînes polymériques 

(Faisant et al.) [72,73]. 

 

II.5.1.3: Erosion : elle représente souvent le mécanisme qui contrôle la vitesse 

de diffusion de la SA au cours de la dernière période de libération [74]. La 

molécule encapsulée est également libérée en raison de la dégradation du 

polymère par hydrolyse des liaisons esters. Plusieurs évènements peuvent 

influencés la vitesse de libération telles que la solubilité de la SA, l’interaction 

polymère-SA et l’importance de l’hydratation (gonflement du polymère).  

 
           

                               

 

 

 
 

Figure 6: Schémas représentatifs des différents mécanismes de libération. 
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II.5.2 Les profils de libération obtenus à partir de microparticules à 

base d’acide poly(lactique-co-glycolique) 

 

 Les profils de libération obtenus sont la combinaison des mécanismes décrits 

précédemment. Plusieurs types de profils ont été raportés dans la littérature (Figure 

7) :  

a) Profil monophasique ou cinétique d’ordre zéro : il s’agit d’une libération 

constante d’agent thérapeutique qui est contrôlée seulement par un 

phénomène de diffusion  rapide [75]. Une cinétique d’ordre zéro de petites 

molécules à partir de MP est difficile à obtenir. Souvent, la libération des 

petites molécules encapsulées dans des particules polymériques est 

typiquement dominée par une libération initiale rapide «burst». Narayani et al. 

ont montré qu’une cinétique d’ordre zéro peut être obtenue en utilisant un 

mélange de gamme de MP de différentes tailles plutôt qu’une gamme de MP 

de la même taille [76]. 

 

b) Profil biphasique : il comprend deux phases [73,77,78,79]:  

- Phase I : appelé effet «burst», qui est le résultat d’une libération rapide de la 

SA qui est faiblement liée à la surface ou incorporée dans une région 

superficielle des MP. La SA diffuse à travers la matrice polymérique ainsi que 

les micropores de la structure polymérique remplis d’eau, une fois ces 

dernières en contact avec le milieu de libération. La pénétration d’eau dans la 

matrice polymérique  provoque une scission aléatoire des liaisons esters du 

PLGA. Cela conduit à une diminution du poids moléculaire sans aucune perte 

de poids appréciable, ni formation de monomères solubles dans cette phase. 

 

- Phase II : le procédé implique l’érosion du polymère. L’eau  à l’intérieur de la 

matrice provoque une hydrolyse du polymère en oligomères et monomères 

solubles. Cela permet la libération de la SA par diffusion et dissolution totale 

du polymère.  

 

c) Profile tri-phasique : c’est le profil le plus observé, il se déroule en trois 

phases [80,81,82]: 
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- Phase I : une libération rapide «effet burst» comme décrit précédemment. 

L’étendue et la durée de cette phase peut dépendre de la distribution de la SA 

dans la matrice ainsi que l’efficacité d’encapsulation au cours de l’étape de 

durcissement des MP. 

 

- Phase II : il s’agit d’une diffusion lente de la SA à travers la matrice 

polymérique et les pores remplis d’eau. L’apparition de la phase II peut être le 

résultat de la difficulté de la SA à diffuser hors de la matrice.  

 
 

- Phase III : elle est marquée par une libération rapide de la SA qui correspond 

à une érosion massive de la matrice polymérique. La taille des chaînes 

polymériques atteint une valeur critique au-dessous de laquelle la matrice 

perd sa cohésion. Elle est déterminée principalement par la vitesse de 

diffusion à partir de la matrice en raison de sa dégradation.  

 

Le profil tri-phasique est observé, en général, avec des MP obtenues par 

méthode d’extraction et évaporation du solvant.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7: Représentation schématique des différents profils de libération. 
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Un système de libération avec un profil de libération approprié doit être choisi avec 

soin pour obtenir l’effet pharmacologique désiré. Par conséquent, les essais de 

libération sont effectués dans un tampon phosphate à pH constant de 7,4 (pH 

physiologique) à 37 °C.   

  

II.6 Les facteurs influençant la libération de substances actives et la 

dégradation du polymère 

 

 Pour améliorer les propriétés du dispositif de libération de SA à base de PLGA, il 

est essentiel de comprendre les facteurs qui affectent la dégradation du PLGA pour 

concevoir un dispositif efficace. Parmi ces facteurs : 

 

II.6.1 la composition du copolymère : est le facteur le plus important pour 

déterminer le caractère hydrophile et la vitesse de dégradation. 

L’augmentation du pourcentage d’acide glycolique accélère la perte du poids 

du polymère. PLGA 50 : 50 (PLA : PGA) a montré une dégradation plus rapide 

que le PLGA 65 : 35 car il a la plus forte teneur en acide glycolique qui 

présente un caractère plus hydrophile accélérant donc ainsi la dégradation. La 

quantité d’acide glycolique est un paramètre critique dans la détermination du 

caractère hydrophile de la matrice polymérique et ainsi la vitesse de 

dégradation et de la libération de la SA. Si la quantité relative d’acide lactique 

est augmentée, le polymère va subir une dégradation plus lente et donc une 

libération plus lente de la SA. 

 

II.6.2. Le poids moléculaire du polymère : les polymères de poids 

moléculaire élevé sont généralement exposés à des taux de dégradation plus 

faibles.  Les polymères ayant un poids moléculaire plus élevé ont des chaines 

de polymère plus longues, ainsi ils  nécessitent  plus de temps pour se 

dégrader que les polymères de petites chaines. L’augmentation du poids 

moléculaire diminue également la mobilité de la SA au sein du système en 

raison de l’encombrement stérique accru [83]. 
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II.6.3. La cristallinité et la température de transition vitreuse : la 

composition du copolymère affecte également les propriétés physiques du 

polymère telles que la Tg et la cristallinité, qui ont des effets indirects sur la 

vitesse de dégradation. Lorsque le polymère est à l’état amorphe, la SA peut 

diffuser plus  rapidement que lorsqu’il est à l’état cristallin. Cela est dû  à la 

plus grande mobilité des chaines polymériques à l’état amorphe. Un polymère 

cristallin est plus rigide et donc la diffusion de la SA est ralentie. A l’état 

humide, la Tg du PLGA peut devenir inférieure à 37 °C, ce qui augmente la 

mobilité des chaine polymériques et accélère la libération de la SA. 

   

II.6.4. La nature de la substance active: les acides ainsi que les bases 

peuvent catalyser le clivage des liaisons esters. La SA en elle-même peut 

subir des interactions avec le polymère, ce qui entraine une libération plus 

lente. Le PLGA contient des extrémités carboxyliques libres, qui sont 

chargées négativement à pH physiologique de 7,4. Si une SA basique est 

incorporée dans les MP, elle sera chargée positivement à pH physiologique. 

Par conséquent, la charge négative des extrémités carboxyliques fera l’objet 

d’une interaction ionique avec la charge positive de la molécule. Par 

conséquent, la diffusion sera entravée et la libération sera ralentie.  

 

II.6.5 La taille et la porosité des microparticules [84] : l’effet de la taille et de 

la porosité des MP à base de PLGA ont été montré par  Klose et al.. 

Théoriquement, la vitesse de libération de la SA devrait diminuer en 

augmentant les dimensions du système. Comme la diffusion est connue pour 

jouer un rôle majeur dans le contrôle de la libération des molécules à partir de 

MP à base de PLGA [85], une augmentation de la taille du système devrait se 

traduire par des taux de libération relatifs réduits en raison de l’augmentation 

de la longueur des voies des diffusions, par conséquent, une diminution du 

gradient de concentration de la SA. Après imbibition par l’eau, le polyester est 

hydrolysé et clivé en chaines d’acide plus courtes. En raison du gradient de 

concentration, celles-ci diffusent dans la masse de fluide environnant, où ils 

sont neutralisés. Cependant, les processus diffusionnels dans les systèmes 

polymériques sont relativement lents et la vitesse à laquelle les acides sont 

générés peut être supérieure à la vitesse à laquelle ils sont neutralisés. Par 
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conséquent, le pH à l’intérieur des MP peut chuter de manière significative et 

comme le clivage de la liaison ester est catalysée par des protons, des 

diminutions significatives du micro-pH conduit à une dégradation accélérée du 

polymère (autocatalyse). Cela conduit à une augmentation de la mobilité des 

molécules ainsi qu’une augmentation des taux libérés. Dans les MP de PLGA 

poreuses, la diffusion des acides solubles dans l’eau est beaucoup plus rapide 

que dans les systèmes non-poreux. Ainsi, les effets auto-catalytiques doivent 

être beaucoup moins importants dans ce type de systèmes. Ils doivent être 

réduits ou même complètement supprimés (en fonction de la vitesse de 

dégradation du polymère et la mobilité de l'espèce en cause).  

 

II.6.6 L’effet du pH : le pH acide peut être utilisé pour accélérer la libération 

des SA à partir de MP de PLGA [86]. Zolnik et al. ont conclu qu’un pH inférieur 

n’a pas d’influence sur le «burst», mais en a une sur l’évolution de la 

morphologie pendant la libération. A pH 7,4, la morphologie des MP montrent 

la création de pores en raison de l’effet autocatalytique. A pH 2,4, la surface 

extérieure est restée lisse tout au long de la libération et est devenue très 

fragile, ce qui provoque parfois leur rupture. Cela peut être expliqué par le fait 

que les oligomères formés ont une faible solubilité à pH 2,4 et, par 

conséquent, ils restent à l’intérieur de la particule. 

 

II.6.7. L’effet des enzymes : des résultats contradictoires ont été publiés sur 

l’effet des enzymes sur les mécanismes de dégradation (hydrolyse par rapport 

à un clivage enzymatique) en partie due aux observations que la dégradation 

in vivo ne peut être totalement corrélée à l’évaluation in vitro. Il a été proposé 

que le PLGA se dégrade en premier lieu par hydrolyse, mais il a également 

été suggéré que la dégradation enzymatique peut jouer un rôle dans le 

processus. En raison d’un manque d’uniformité dans les tests in vivo, il est 

difficile de comparer et de démontrer le choix des enzymes proposés et de 

leur contribution dans le processus de dégradation [87] .   

 

II.6.8. L’effet des conditions de libération (ex gel versus tubes) [88,89] : 

Différentes techniques sont utilisées pour étudier la libération de SA in vitro. 

Comme pour les tests de libération conventionnelle, la sélection de la 
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température et du milieu de libération sont importants. La sélection du milieu 

est régie par la solubilité et la stabilité de la SA pendant toute la durée de 

l’étude, tandis que la température utilisée est de 37°C pour simuler la 

température physiologique. Un tampon phosphate à pH 7,4 (pH 

physiologique) est souvent utilisé. Les méthodes souvent utilisées sont 

regroupées en trois grandes catégories: cellule à flux continu, méthode de 

dialyse et la méthode la plus utilisée consiste à disperser des MP chargées en 

SA dans des tubes ou flacons contenant le milieu de libération. Le volume du 

milieu est choisi d’une manière à maintenir les conditions Sink. Les MP sont 

placées dans des tubes ou flacons qui sont soumis à une agitation continue 

ou intermittente à une vitesse fixe et incubés à 37 °C pendant toute la durée 

de l’étude pour simuler les conditions physiologiques. La libération de SA est 

mesurée en séparant les MP du milieu par filtration ou centrifugation. Le 

volume du milieu prélevé est ensuite remplacé partiellement ou totalement par 

un milieu frais pour éviter l’accumulation des produits de dégradation du 

polymère dans la solution. Cette technique permet une évaluation précise et 

directe de la libération in vitro mais il y a une perte possible de MP au cours 

du prélèvement. La technique décrite auparavant ne simule pas réellement les 

conditions auxquelles les MP sont exposées in vivo. Par exemple, après une 

injection sous-cutanée ou intramusculaire, les MP ne sont pas en contact avec 

un fluide mais avec un tissu vivant. Ainsi, les systèmes de libération sont 

exposés à un environnement complètement différent de celui généralement 

utilisé dans les tests de libération in vitro. Malheureusement, cette différence 

peut affecter les cinétiques de libération in vitro, surtout dans le cas de MP à 

base de PLGA. En effet, le PLGA est un polyester dont la dégradation est pH-

dépendante, son hydrolyse est catalysée par les bases et les acides. Une 

étude de libération a été réalisée par Klose et al. dans un gel d’agarose pour 

simuler le transport de SA dans les tissus vivants lors d’une administration 

parentérale. Des boites de pétri ont été remplies avec du gel d’agarose et 

maintenues à 37 °C. Au milieu du gel, un réservoir de SA est déposé (MP 

chargées en SA). A des moments prédéterminés, des échantillons  de gel ont 

été prélevés à différentes distances du bord de la boite  de pétri et analysés 

pour déterminer la teneur en SA. La méthode décrite ci-dessus simplifie 

considérablement des conditions de libération in vivo dont la complexité réelle 
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est difficile à reproduire. En outre, il faut toujours garder à l’esprit que les 

mécanismes de libération de SA sont complexes et peuvent être 

significativement modifiés par les conditions d’essai. 

II.7 Les mécanismes de dégradation de l’acide poly(lactique-co-

glycolique) 

 

 Plusieurs processus contribuent à la cinétique de la libération de SA à partir de 

MP de PLGA dont la dégradation chimique du polymère: l’hydrolyse autocatalytique 

des liaisons ester, l'érosion du polymère, l'évolution de la structure des pores en 

raison de l'érosion de masse, et le transport par diffusion de la SA au sein de la 

matrice de polymère et la structure de pores aqueux [70]. La dégradation se réfère au 

processus par lequel les chaînes du polymère sont hydrolysées pour former des 

oligomères et les monomères. Le terme «érosion» se réfère à la perte de masse due 

à la diffusion des petits oligomères et des monomères de la matrice polymérique qui 

sont solubles dans l’eau. Les définitions de la dégradation et de l'érosion sont les 

mêmes que celles données par Göpferich [90] et ont été largement adoptées dans la 

littérature. Pour les polyesters biodégradables tels que le PLGA, la libération 

d’agents thérapeutiques se produit par une combinaison de dégradation et d'érosion 

du polymère et du transport de SA, et est classée comme étant à érosion contrôlée. 

Ashlee N. Ford Versypt et al. ont cité dans leur revue trois mécanismes [91]: la 

dégradation du PLGA, l’érosion, et le transport de SA. Le couplage entre les trois 

phénomènes est important pour comprendre comment l'un des trois peut être 

dominant ou associé aux autres dans des conditions différentes. Le mécanisme de 

dégradation autocatalytique peut accélérer la dégradation et l'érosion dans le centre 

des MP et améliorer le transport qui dépend de la taille de la SA.  

 

- Dégradation du PLGA : le PLGA est un polyester qui est dégradé en présence 

d’eau. La réaction d’hydrolyse permet le clivage des liaisons esters de la 

chaine polymérique. La réaction peut être catalysée par des acides et des 

bases, mais les données expérimentales suggèrent que seul le mécanisme 

catalysé par les acides est pertinent [92,93,94] . La source du catalyseur acide 

peut être externe à partir d’un acide fort dans le milieu (réaction non-
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autocatalytique) ou interne des groupes terminaux d’acides carboxyliques des 

chaines de polymère (réaction autocatalytique).  

 

- Érosion du PLGA : l’érosion du polymère est classée comme étant une 

érosion de surface ou érosion de masse. Pour l’érosion en surface, la vitesse 

de dégradation du polymère à la surface est plus rapide que la vitesse de 

pénétration de l'eau à partir de fluides corporels in vivo ou à partir du milieu de 

libération in vitro dans la masse du polymère. Les polymères ayant une 

érosion en surface s’érodent de la surface vers l'intérieur. Les polymères 

ayant une érosion masse présentent un taux de pénétration de l'eau plus 

rapide que le taux de dégradation du polymère. La dégradation et l'érosion 

dans les polymères ayant une érosion en masse se produit dans toute la 

masse du polymère. Le PLGA est un polymère qui subit une  hydratation qui 

est de l'ordre de quelques minutes par rapport à la dégradation qui peut durer 

de quelques semaines à quelques mois. L’hydratation conduit à  une 

hydrolyse du polymère qui génère des acides de chaines courtes et en raison 

de leur concentration, ils diffusent dans l’environnement environnant, où ils 

sont neutralisés.  Cependant, le transport de masse par diffusion est 

généralement lent et la vitesse à laquelle les acides sont générés peut être 

supérieure à la vitesse à laquelle ils sont neutralisés, ce qui entraîne des 

chutes dans le micro-pH à l’intérieur des MP.  

 

- Transport de la substance active : la libération contrôlée  des SA à partir de 

MP de PLGA dépend des propriétés de transport de la molécule et de l'état 

dynamique du polymère dégradé. La molécule dans des MP de PLGA peut 

être libérée par une combinaison de diffusion à travers la matrice de polymère, 

diffusion à travers les pores aqueux, et avec la dissolution du polymère. La 

diffusion à travers la matrice de polymère dense est possible mais limitée à de 

petites molécules hydrophobes étant donné que la matrice de PLGA est 

hydrophobe. Pour les molécules très solubles dans l'eau et les 

macromolécules telles que les protéines et les peptides, la diffusion à travers 

les pores aqueux est le mode de transport dominant. La dissolution de la 

matrice polymérique pour libérer la SA sans transport de masse est typique 

des polymères qui subissent une érosion de surface plutôt que des polymères 
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ayant une érosion de masse. Les transports de SA augmentent rapidement, 

une fois que les pores sont suffisamment développés et leur taille soit plus 

grande que la taille de la SA. 

OBJECTIF DU TRAVAIL 

 

L’objectif général de cette étude était d’obtenir un aperçu sur les mécanismes de 

transport de masse sous-jacents qui contrôlent la libération de SA à partir de MP à 

base de PLGA.  

L’objectif spécifique était de : 

- Préparer des MP de PLGA chargées en prilocaïne tout en variant la charge 

initiale de 1 % à 50 %. 

- Caractériser les changements dans les propriétés dès lors de l’augmentation 

de la charge initiale en SA de 1% à 50 %, conduisant à des profils de 

libération mono-, bi-, et tri-phasique (tout en gardant tous les autres facteurs 

constants).  

- Elucider des mécanismes de libération. 
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PARTIE EXPERIMENTALE 

 

I. MATERIELS  ET METHODES 

 

I.1. MATERIELS 
 

L’acide poly(D,L lactique-co-glycolique) (PLGA, Resomer RG 504H, 50:50 acide 

lactique: acide glycolique, terminaison acide, viscosité inhérente d’une solution à 0,1 

% dans le chloroforme à  25 °C= 0,16-0,24 et 0,45-0,60 dl/g selon le fournisseur ; 

Boehringer Ingelheim, Ingelheim, Allemagne), prilocaine (base libre) (BASF ; 

Ludwigshafen ;  Allemagne), acétonitrile et dichlorométhane (VWR ; Fontenoy-sous-

Bois ; France), THF (grade CLHP ; Fisher Scientific ; Illkirch ; France), alcool 

polyvinylique (Mowiol 4-88 ; Sigma-Aldrich). 

I.2. METHODES 
 

I.2.1. Préparation des microparticules 
 

 Des MP non-poreuses de PLGA encapsulant la prilocaïne base libre ont été 

préparées par une simple émulsion huile-dans-eau (H/E) en utilisant une technique 

d’extraction et d’évaporation du solvant : 46mg de prilocaïne et 1 g de PLGA 504 H 

ont été dissouts dans 7 ml de dichlorométhane. Cette phase organique a été 

émulsionnée dans 2,5 L d’une solution aqueuse contenant 0,25 % (m/v) d’alcool 

polyvinylique pendant  30 minutes sous agitation avec une hélice à trois pales à 2000 

tours/minute. Les MP obtenues ont été durcies par addition de 2,5 L d’une solution 

aqueuse externe de l’APV à 0,25 %, sous agitation à 700 tours/minute pendant 4 

heures. Les particules ont été récupérées par filtration et ensuite lyophilisées pour 

minimiser leur  teneur en solvant résiduel. Le taux de chargement théorique en SA 

varie de 1 % (10,46 mg de prilocaïne et 1,035 g de PLGA) à 50 % (523 mg de 

prilocaïne et 523 mg de PLGA). La phase organique a été optimisée en gardant la 

même viscosité (quantité de polymère : volume de dichlorométhane) dans les 

différentes formulations. 
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I.2.2.  Mesure de la stabilité de la prilocaine 
 

 Une quantité connue de prilocaïne (base libre) a été exposée à 100 ml de 

tampon phosphate pH= 7,4 (USP 32) dans des flacons en verre, placés à 37 °C sous 

agitation à 80 tours/min (GFL 3033 ; Gesellschaft fuer Labortechnik, Burgwedel ; 

Allemagne). Toutes les 24 heures, un échantillon est prélevé, filtré (filtre seringue 

PTFE ; 0,45 µm), et analysé par CLHP (pompe Prostar 210 ; échantillonneur 

automatique 410 ; détecteur UV-Visible 325 ; Logiciel Galaxie ; Varian ; Les Ulis, 

France). Une colonne C18 phase inverse (Gemini 5 µm, 110 Â, 150 mm x 4,6 mm ; 

Phenomenex, Le Pecq ; France) est utilisée. La phase mobile est un mélange 

d’acétonitrile : tampon phosphate pH=8 (Pharm. Euro. 7) (40/60, v/v), 

respectivement, pompée à un débit de 1 ml/min. cinquante microlitres d’échantillon 

sont injectés, et la longueur d’onde utilisée était de 260 nm. 

I.2.3 Mesure de la taille des microparticules 
 

  La taille des MP a été déterminée par microscopie optique. Les photos ont été 

prises à l’aide d’un microscope Axiovision ZEISS Scope-A1 en utilisant  une caméra 

Carl ZEISS Microimaging GmbH, Gottingen, Allemagne). Chaque mesure inclut 200 

particules (résultat exprimé en moyenne ± écart-type). 

I.2.4. Détermination de la teneur réelle en substance active 
 

 Le taux de chargement réel des MP est déterminé en dissolvant une quantité 

bien précise de MP dans de l’acétonitrile. Les échantillons sont, par la suite, filtrés 

(filtre seringue PTFE 0,45 µm) et analysés par CLHP (comme décrit dans la section 

II.2) mais seulement 20 µl d’échantillon sont injectés. Mesure effectuée en tripliquée. 

I.2.5. Étude de la libération de substance active in vitro  
 

 Cinquante milligrammes de MP chargées en SA ont été placées dans des 

tubes en verre et exposées à 10 ml de tampon phosphate pH= 7,4 (USP 32). La 

libération de la SA a été mesurée à 37 °C, sous agitation (80 tours/min). À des 

intervalles de temps prédéterminés, 2 ml d’échantillon ont été prélevés et remplacés 

par un milieu frais. Les échantillons ont été filtrés, en utilisant des filtres seringues 

PTFE 0,45 µm et analysés par CLHP. Chaque expérience a été tripliquée (n=3). Les 

conditions Sink parfaites ont été respectées durant toute  l’expérimentation.  
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I.2.6. Chromatographie par perméation de gel  
 

 La diminution du poids moléculaire du PLGA a été caractérisée par CPG 

(pompe Prostar 230 ; échantillonneur automatique 410 ; détecteur infrarouge 365-

LC ; Varian ; Les Ulis ; France). Une colonne (PLgel 5 µm MIXED-D ; 7,5 x 300 mm ; 

Polymer Laboratories ; Varian ; Les Ulis ; France) a été utilisée et chauffée à 35 °C. 

Le THF a été utilisé comme phase mobile à un débit de 1 ml/min. Une quantité 

connue de MP a été placée dans 10 ml de tampon phosphate pH= 7,4 dans des 

tubes en verre et incubée à 37 °C, sous agitation (80 tours/min). Les échantillons 

sont retirés à des intervalles de temps prédéterminés, filtrés et lyophilisés. Les 

échantillons à analyser sont préparés par dissolution de 3 mg de MP lyophilisées 

dans le THF. Cinquante microlitres ont été injectés. Le poids moléculaire a été 

calculé en utilisant le logiciel Cirrus CPG (Polymer Laboratories) et calibré par une 

série de standards de polystyrène (Polymer Laboratories). 

I.2.7. Calorimétrie différentielle à balayage 
 

 La température de transition vitreuse (Tg) du polymère a été mesurée en 

utilisant la calorimétrie différentielle à balayage (DSC1 Star System ; Mettler Toledo ; 

Greinfensee ; Suisse). Approximativement, 3 mg de MP ont été chauffées dans des 

mini-coupelles percées et scellées à 100 °C, à une vitesse de 10 °C/min. La même 

expérience a été effectuée avec des MP incubées pendant 48 heures dans du 

tampon phosphate pH= 7,4 à 37 °C, sous agitation, pour évaluer l’effet plastifiant de 

l’eau sur le PLGA. 3 mg de MP sont chauffés dans des coupelles non percées. Dans 

les deux cas, la Tg a été déterminée au  cours du deuxième cycle de chauffage. 

I.2.8. Diffraction des rayons-X  
 

 Cette expérience a été réalisée à l’aide d’un diffractomètre Pro Panalytical 

X’pert (λ Cu, K α= 1.54 Â) dans la géométrie de Ɵ-Ɵ de Bragg-Brentano 

(PANalytical ; Almelo ; Pays-Bas) pour étudier l’état physique de la SA, du polymère 

ainsi que les MP chargées en SA.  

I.2.9. Microscopie électronique à balayage  
 

 La forme, la morphologie interne et externe des MP ont été étudiées à l’aide 

d’un microscope électronique à balayage (S-4000 ; Hitachi High-Technologies 
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Europe ; Kiefeld ; Allemagne). Les échantillons, avant et après 48 heures 

d’exposition au tampon phosphate pH=7,4, ont  été fixés sur un porte-échantillon 

avec un ruban adhésif de carbone double face et recouvert d’une fine couche de 

carbone. Des coupes transversales ont été obtenues après inclusion des MP  

exposées dans une colle à base d’eau et coupées à l’aide d’une lame de rasoir.  

I.2.10. Test de gonflement 
 

Des petites quantités de MP chargées de prilocaïne de 1 %, 20 % et 50 % ont 

été introduites dans une plaque de 96 puits. Cent microlitres de tampon phosphate 

pH 7,4 ont été ajoutés. La plaque est incubée à 37 °C, mise sous agitation à 80 

tours/min. La plaque est couverte de Parafilm afin de minimiser l’évaporation du 

solvant. À des intervalles de temps prédéterminés, des photos ont été prises à l’aide 

d’un microscope Axiovision Zeiss (Carl ZEISS, Göttingen, Allemagne) en utilisant  

une caméra AxioCam ICc1 (Carl Zeiss, Léna, Allemagne). Le diamètre de trois MP a 

été mesuré (une petite, une moyenne, et une grande). Les mesures ont été 

comparées au diamètre initial des microparticules avant incubation dans le tampon 

phosphate pH 7,4.  
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II. RESULTATS ET DISCUSSION 

 

II.1. Stabilité de la prilocaïne 
 

La figure 8 présente les résultats de l’essai de stabilité réalisé avec de la 

prilocaïne base libre dans du tampon phosphate pH 7,4 (qui est utilisé comme milieu 

pour les études de dissolution) à 37 °C. La stabilité est indiquée en pourcentage par 

rapport à la concentration de départ, qui est fixée à 100 %. Elle montre que la 

concentration de prilocaïne en solution de tampon phosphate reste stable pendant 

toute la durée de l’étude de libération in vitro, au moins 30 jours. Ainsi, la prilocaïne 

ne se dégrade pas pendant le test de dissolution. 

 

 

Figure 8: Figure montrant la stabilité de la prilocaïne dans le tampon phosphate pH 7,4 à 37 

°C reportée en % dosé  par rapport à la concentration de départ. 

 

II.2. Taille, morphologie des microparticules et efficacité d’encapsulation 
 

La SA modèle utilisée dans cette étude est la prilocaïne base libre. Elle est peu 

soluble dans l’eau selon les données de la pharmacopée européenne. Elle est 

encapsulée dans du PLGA 504 H de haut poids moléculaire par une simple émulsion 

type huile-dans-eau (H/E) tout en gardant les autres paramètres constant pour les 

différents lots. La vitesse d’agitation était à 2000 tours/minute, la concentration en 

tensio-actif était à 0,25 % (m/v), le volume de la phase aqueuse, ainsi que le temps 
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global de la manipulation étaient constants. Le seul paramètre  qui  varie  était  la  

viscosité  de  la  phase  organique  en  adaptant  le  volume  de dichlorométhane 

rajouté par rapport à la quantité de polymère utilisée dans chaque formulation. Le but  

était  d’obtenir  une  même  gamme  de  taille.  Les  MP  obtenues  et observées  au 

microscope optique étaient bien sphériques, lisses, et non-poreuses (ce qui a été 

confirmé par MEB (résultats mentionnés dans la section microscopie électronique à 

balayage). En  outre,  le  taux  de chargement de la prilocaïne n’a eu aucun effet sur 

la morphologie de surface des MP formées. La taille des microparticules obtenues 

varie de 20 à 170 µm (tableau 1).  

Le pourcentage de l’efficacité d’encapsulation de la prilocaïne ainsi que le taux de 

chargement réel de toutes les formulations sont présentés dans le tableau 1. Les 

taux de chargement réels sont inférieurs aux taux de chargement théoriques, cela est 

dû au passage de la SA dans le milieu aqueux au cours de l’émulsification et l’étape 

d’évaporation du solvant organique. Une solubilité élevée dans la phase externe peut 

conduire à une augmentation des pertes de la SA lors de la préparation des MP 

[31,32].   

 

Tableau 1: Les caractéristiques  des différentes formulations de microparticles chargées en 

prilocaïne. 

 

Taux de 

chargement 

théorique 

(%) 

Poids 

polymère 

(mg) 

Volume 

CH2Cl2 

(ml) 

Taille 

moyenne ± 

σ (µm) 

Taux de 

chargement 

réel (%) 

Efficacité 

d’encapsulation 

 (%) 

1% 

3% 

7% 

10% 

15% 

20% 

30% 

40% 

50% 

1035,0 

1015,1 

978,5 

951,6 

877,1 

804,6 

698,9 

625,5 

518,8 

8,1 

8,0 

7,7 

7,6 

7,0 

6,4 

5,5 

5,0 

4,1 

87±30 

89±30 

89±34 

89±25 

85±34 

89±27 

81±27 

82±24 

82±31 

0,6 

2,1 

4,6 

7,0 

11,0 

16,0 

23,4 

29,0 

35,0 

55,0 

69,0 

69,0 

70,0 

72,0 

69,0 

70,0 

71,5 

69,0 
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II.3. Microscopie électronique à balayage 
 

La figure 9 montre des images de MEB des MP à base de PLGA à différents 

taux de chargement initial (1 %, 20 %, et 50 %), respectivement. Les images ont été 

prises pour des MP avant incubation dans le tampon phosphate (A, B) et des MP 

après 48 h d’incubation dans du tampon phosphate (B, C). La figure (9A) montre 

une surface lisse de ces dernières. Aucun cristal de prilocaïne non encapsulée n’a 

été mis en évidence en surface. Ainsi, l’effet « burst » observé dans les profils de 

libération (représentés ultérieurement dans la section II.6) ne peut être attribué ni à la 

prilocaïne non encapsulée, ni à la libération  de la SA à travers des « macropores » à 

la surface des MP dont la taille est > 100 µm [73]. L’absence de ces derniers est 

confirmée par des coupes transversales (Figure 9B). Wang et al. ont montré que 

l’effet « burst » observé avec leur système de MP de PLGA chargées d’octréotide 

acétate peut probablement être attribué à des pores dont la taille est de 0,1 à 1 µm. 

Ils sont présents à la surface avant incubation dans le milieu de libération. D’après 

cette étude, on peut conclure que l’absence de macropores visibles à la surface lisse 

des MP n’exclut pas l’absence de nanopores qui ne sont pas visibles avec la 

technique appliquée. Notre système est peut être similaire à celui de Wang [57].  

La figure (9C) montre l’apparition de pores qui  sont devenus de plus en plus 

visibles, et  leur nombre augmente avec l’augmentation du taux de chargement initial 

en SA. Cela est confirmé par des coupes transversales qui ont été effectuées sur des 

MP après 48 h d’exposition au tampon phosphate pH 7,4 (Figure 9D). De toute 

évidence, les MP sont devenues beaucoup plus poreuses comparativement à leur 

état initial. Cela pourrait être dû à la dégradation hydrolytique du polymère qui est 

accélérée par la nature basique de la SA. 
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Figure 9: Images MEB des MP à base de PLGA chargées en prilocaïne base libre (1%, 20%, et 

50%), respectivement, avant (A) et après 48h d’exposition (C) au tampon phosphate pH 7,4 

ainsi que des coupes transversales (B, D). 

 

II.4. Diffraction des rayons-X 
 

Les résultats de la diffraction des rayons X de la prilocaïne base libre présentent 

des pics nets qui indiquent son état cristallin (Figure 10A). En revanche, l’absence 

de pics nets pour le PLGA 504H confirme son état amorphe (Figure 10B). Les MP 
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avec un taux de chargement initial en prilocaïne variant de 1 % à 50 % ne montrent 

aucun pic de diffraction des rayons X. Cela indique  que la prilocaïne est entièrement 

dissoute ou dissoute et dispersée à l’état amorphe dans la matrice polymérique quel 

que soit le taux de chargement initial (Figure 10C). Cela montre qu’il y a une 

modification de l’état cristallin de la prilonaïne. Il a été rapporté dans la littérature que 

certaines SA  ont leur état physique de départ qui est modifié une fois incorporées 

dans des MP à base de PLGA. Par exemple, l’acyclovir conserve son état cristallin 

lorsqu’il est encapsulé dans des MP à base de PLGA. En revanche, l’encapsulation 

de l’ibuprofène dans des MP de PLGA a également conduit à l’amorphisation de ce 

dernier, alors qu’il était à l’état cristallin au départ [95,96]. 
 

 

Figure 10: DRX de la prilocaïne base libre (A), du PLGA 504H pur (B), et des MP avec des 

taux de chargement de 1 % à 50 % en prilocaïne (C). 

 

II.5. Calorimétrie différentielle à balayage 
 

La température de transition vitreuse du polymère et son évolution au cours de la 

libération de SA est un paramètre très important pour l’élucidation des mécanismes 

de libération à partir de système à libération contrôlée. La température de transition 
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vitreuse est déterminée par calorimétrie différentielle à balayage durant le deuxième 

cycle de chauffage. Si le polymère est à l’état vitreux (T<Tg), la mobilité des 

molécules est faible, par conséquent, le taux de SA qui diffuse à travers la matrice 

polymérique est faible aussi [16]. En revanche, si le polymère est à l’état  

caoutchouteux  (T>Tg), les molécules sont beaucoup plus mobiles et le coefficient de 

diffusion de la SA qui en résulte va augmenter  comparativement à l’état vitreux [72]. 

La diffusion des molécules à travers la matrice polymérique peut être le seul 

mécanisme de transport, ou combinée à la diffusion de la SA à travers les pores 

remplis d’eau. La température de transition vitreuse du PLGA 504H, des MP 

exemptes de SA et des MP chargées en prilocaïne à différents taux de chargement, 

avant et après 48 h d’exposition au milieu de libération, a été déterminée par 

calorimétrie différentielle à balayage. Aucune réaction endothermique n’a été 

observée pendant le premier cycle de chauffage indiquant que la prilocaïne est 

présente à l’état amorphe et/ou dissous dans la matrice polymérique. En outre, 

aucun phénomène de cristallisation n’a été observé au cours du deuxième cycle de 

chauffage. Cette hypothèse a été confirmée par diffraction des rayons X (Figure 

10C). La figure 11 montre l’évolution de la Tg du polymère dans les MP avant et 

après 48 h d’exposition au milieu de libération,  tandis  que le tableau 3 rapporte  les  

valeurs  de  la  Tg déterminée sur le deuxième cycle de chauffage.  La Tg du PLGA 

pur a une valeur d’environ 47,5 °C. Comme on peut le voir, pour les MP avant 

exposition au milieu de libération, la Tg du polymère diminue progressivement en 

augmentant le taux de chargement initial. Cela montre que la prilocaïne est plastifiant 

pour le polymère. L’effet maximal a été observé avec les MP dosées à 20 % en  

prilocaïne et au-dessus de ce taux de chargement, la valeur de la Tg reste constante 

aux alentours de 27 °C. Ceci est en accord avec ce qui a été rapporté dans la 

littérature sur d’autres types de SA qui agissent comme plastifiant pour ce polymère 

[97].  

Le tableau 3 montre que la Tg du polymère pour les MP chargées de 15 % à 50 % 

de prilocaïne est inférieure à la température utilisée pour l’étude (37°C). Ainsi, le 

polymère est à l’état caoutchouteux, permettant des vitesses de diffusion de la SA à 

partir de la matrice relativement élevées. Cela est associé aussi à l’augmentation du 

taux de chargement. Pour les MP ayant un taux de chargement variant de 1 % à 10 

%, le polymère ont une Tg du PLGA qui est au-dessus de 37 °C, ce qui signifie que 

le polymère est à l’état vitreux. En ce qui concerne les MP incubées pendant 48 h 
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dans du tampon phosphate, la Tg est au-dessous de 37 °C quelques soit le taux de 

chargement initial. Cela montre clairement l’importance de l’eau agissant comme un 

plastifiant [98,99] (Figure 11). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11: Evolution de la température de transition vitreuse des MP sèches, ainsi que des 

MP incubées dans le PBS pH 7,4, déterminée par calorimétrie différentielle à balayage durant le 

deuxième cycle de chauffage. 
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Tableau 2: La Tg du PLGA dans des MP sèches et incubées pendant 48 h dans du tampon 

phosphate pH 7,4. 

 
Taux de chargement 

(%) 

Tg des MP sèches 

(°C) 

Tg des MP incubées pendant 48 

h dans le tampon phosphate pH 

7,4 (°C) 

0% 

1% 

3% 

7% 

10% 

15% 

20% 

30% 

40% 

50% 

46,72 

45,00 

43,24 

38,72 

37,09 

30,02 

27,61 

27,71 

27,56 

27,38 

31,91 

30,67 

28,77 

26,40 

24,36 

21,62 

21,13 

20,57 

ND 

ND 

 

II.6. Étude de la libération de la substance active encapsulée 
 

La figure 12 représente les cinétiques de libération de la prilocaïne en fonction 

du temps dans du tampon phosphate pH 7,4 à 37 °C à partir des MP à base de 

PLGA. Le taux de chargement théorique en SA varie de 1 % à 50 %. La figure 12A 

montre que les cinétiques de libération de SA à partir des MP chargées de 1 % à 15 

% ont un profil tri-phasique [100,101,102]. Ce dernier représente l’un des profils les plus 

observés avec des MP de PLGA. Il est caractérisé par un effet « burst » qui 

augmente avec l’augmentation du taux de chargement initial en SA. Les 

pourcentages de prilocaïne libérés après 4 jours d’incubation dans le milieu de 

libération passent de 21 % à 56 % pour les MP avec un taux de chargement de 1 % 

à 15 %, respectivement. Les profils sont caractérisés par une phase initiale de 

libération rapide de la SA située près de la surface des MP à travers la matrice 

polymérique les 2 premiers jours, contrôlée par un phénomène de diffusion. Dans la 

deuxième phase,  la SA est libérée lentement par un processus de diffusion à travers 

la matrice polymérique ainsi que les pores remplis d’eau. Ces derniers apparaissent 

après incubation dans le tampon phosphate pH 7,4 à 37 °C (Figure 9c). Cette phase 
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dure de 3 à 7 jours pour les MP chargées de 15 % et 1 % en prilocaïne, 

respectivement. La troisième phase est marquée par une augmentation progressive 

après 3 et 7 jours pour les MP à 15 % et 1 % de prilocaïne, respectivement. Elle 

correspondant ainsi à l’érosion massive de la matrice polymérique. Cela aboutit à 

une libération accrue de la SA. La figure 12b représente les profils de libération des 

MP chargées de 20 % à 50 % en SA et montre des profils bi-phasiques caractérisés 

par deux phases distinctes. Les pourcentages de prilocaïne libérés après 4 jours  

d’incubation dans le milieu de libération passent de 70 % à 90 % pour les MP 

chargées de 20 % à 50 %, respectivement.  

Les profils de libération de la prilocaïne à partir de MP de PLGA ont montré un 

changement dans la cinétique de libération en augmentant le taux de chargement 

initial en SA : non seulement la pente, mais aussi la forme des courbes de libération 

est modifiée en augmentant le taux de chargement en prilocaïne. Cela peut être 

expliqué  par une augmentation du coefficient de diffusion de la SA, entrainant ainsi 

une augmentation de l’effet « burst » comme rapporté par Siepmann et al. pour les 

SA miscibles au PLGA [103]. Nous pouvons noter que plus le taux de chargement 

initial des MP est augmenté, plus l’effet «burst » se manifeste rapidement. Les MP 

dosée à 50 % en prilocaïne ont  un  profil  bi-phasique  avec  un  effet  « burst »  qui  

se  manifeste  plutôt  que  pour  les MP chargées à 1 % en prilocaïne. Ceci pourrait 

être expliqué de trois façons :   

 

1- Tout d’abord, la connaissance de l’état physique du polymère est d’une 

importance majeure pour l’étude des mécanismes de libération de la SA. 

L’analyse par calorimétrie différentielle à balayage (Figure 11) a montré que 

la température de transition vitreuse du polymère a chuté de façon 

significative par rapport à sa valeur initiale. Elle  a  atteint  une  température 

inférieure à la température du polymère après incubation des MP dans le 

tampon phosphate pour l’étude de la libération (37 °C, température 

corporelle). Par conséquent,  les MP ayant  un taux de chargement supérieur 

(à  partir  de  20 %)  sont  à  l’état caoutchouteux au début de la libération. 

Cela signifie que la diffusion de la SA et du milieu d’incubation à travers la 

matrice polymérique est beaucoup plus rapide que lorsque le polymère est à 

l’état vitreux (comme pour les MP chargées de 1 % à 15 %). De plus, lors de 

l’exposition au milieu de la libération, ce dernier diffuse dans le système, 
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agissant ainsi comme un plastifiant pour le PLGA. Comme ça a été montré 

précédemment, la Tg décroit pour atteindre des valeurs inferieures à 37 °C 

[73,104]. Cette différence fondamentale dans l’état physique du polymère 

explique la différence significative observée dans les profils de libération de la 

SA. 

 

2- D’autre part, le fait que la prilocaïne soit chargée positivement à pH 7,4 

signifie qu’il y a une présence de protons. Ceci peut être la cause d’une 

autocatalyse accélérée des liaisons esters du polymère [105,86,106]. Il a été 

rapporté que le pH du micro-environnement  des MP  varie  considérablement  

en  raison  de l’accumulation d’oligomères d’acide suite à la dégradation du 

PLGA [86]. La dégradation accélérée du polymère a bien été confirmée par les 

résultats de CPG (résultats présentés dans la section II.7). De toute évidence, 

la Figure 9c montre une porosité interne assez élevée, ce qui confirme 

l’importance de la croissance de l’effet auto-catalytique avec l’augmentation 

du taux de chargement initial. 

 

3- Enfin, il y a aussi l’influence du taux de chargement initial en SA. A des taux 

de chargement élevés, la longueur des chemins de diffusion est plus courte 

pour les  molécules  situées  près  de  la  surface  des MP. La libération de la 

SA dans les couches externes conduit à la formation de pores rendant les 

régions internes plus accessibles [107].  Un cas similaire  a été rapporté par  

Chen et  Shingh concernant l’encapsulation de la testostérone dans un 

système formant un gel  in situ à base de PLGA. Les auteurs ont rapporté que 

l’augmentation du taux de chargement initial fournit des voies simples, une 

tortuosité inférieure, et une plus grande porosité ce qui facilite la diffusion et la 

circulation du milieu dans la matrice polymérique [108].  
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Figure 12: Comparaison des profils de libération de la prilocaïne à partir des MP ayant des 

taux de chargement théoriques de 1 %, 3 %, 7 %, 10 %, 15 % (A) et celles à 20 %, 30 %, 40 %, et 

50 % (B), respectivement. 

 

 

 

0 

25 

50 

75 

100 

0 5 10 15 20 

P
o

u
rc

e
n

ta
g

e
 d

e
 p

ri
lo

c
a
ïn

e
 l

ib
é
ré

, 
%

 

Temps, J 

15% 

10% 

7% 

3% 

1% 

0 

25 

50 

75 

100 

0 5 10 15 20 

P
o

u
rc

e
n

ta
g

e
 d

e
 p

ri
lo

c
a
ïn

e
 l

ib
é
ré

, 
%

 

Temps, J 

50% 

40% 

30% 

20% 

B 

A 



53 

 

II.7. Chromatographie par perméation de gel 
 

La figure 13 montre que la diminution du poids moléculaire du PLGA est 

accélérée par la présence de la prilocaïne. Le poids moléculaire du PLGA pur obtenu 

est de 54,5 kDa. Une diminution du poids moléculaire du PLGA a été observée après 

48h d’incubation dans le milieu de libération pH 7,4 à 37 °C. Il diminue à 39 kDa et 

jusqu’à 15 kDa pour les MP ayant un taux initial en prilocaïne  qui  varie  de  1 %  à  

15 %,  respectivement.  En  revanche  une  diminution drastique a été observée pour 

les MP ayant un taux de chargement initial variant de 20 % à 50 % (de 11 à 8 kDa, 

respectivement). Ceci peut être expliqué par la nature basique de la prilocaïne  et le 

fait que le clivage des chaines du PLGA est accéléré par l’hydrolyse des liaisons 

esters. La figure 14 montre l’évolution du poids moléculaire du polymère en fonction 

du taux de chargement initial à des intervalles  de  temps  prédéterminés.  On  

remarque  que  le  poids moléculaire du  polymère  baisse progressivement tout en 

augmentant le taux de chargement initial jusqu’à 15 %, et à partir de 20 %, l’évolution 

du poids moléculaire reste stable quelques soit le taux de chargement. Ceci est en 

accord avec les résultats de la Tg obtenue par calorimétrie différentielle à balayage.  

La différence observée dans la cinétique de dégradation du polymère a des 

conséquences importantes sur le mécanisme de libération de la SA : plus le poids 

moléculaire du polymère est  diminué,  plus  le  degré  d’enchevêtrement  des  

chaines  polymériques  diminue,  et  par conséquent, la mobilité des molécules 

augmente. Selon la théorie du volume libre de diffusion, cela se traduit par une 

augmentation du coefficient de diffusion de la SA, et par conséquent, une 

augmentation des taux libérés. En outre, les modifications de la température de 

transition vitreuse du polymère (tableau 3) lors de l’exposition des MP dans le milieu 

de libération reflètent la dégradation du PLGA : la connaissance de l’état physique 

initial de la matrice (état vitreux ou caoutchouteux) est d'une importance majeure 

pour l'étude des mécanismes de libération de la SA. Avec la diminution du poids 

moléculaire du polymère, le degré d’enchevêtrement des chaînes de polymère 

diminue, la mobilité des macromolécules augmente et par conséquent, la Tg décroît. 

Lors de l'exposition au milieu de libération, l’eau diffuse dans le système, agissant 

comme un plastifiant pour le PLGA. Comme montré précédemment, la Tg des MP 

exposées décroît de manière significative, pour atteindre des valeurs inférieures à 37 

°C (température physiologique) [73]. Ainsi, l’état initial de la matrice était 
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caoutchouteux lors de la libération de la SA, ce qui permet des vitesses de diffusion 

beaucoup plus élevées qu’à  l'état vitreux.  

L'analyse CPG a révélé que les changements observés dans la libération de la SA 

sont bien corrélés avec la cinétique de dégradation du polymère, indiquant 

l'importance de la création d’un microclimat basique qui accélère l’hydrolyse de 

l'ester. 

 

 

 

 

Figure 13: Effet du taux de chargement initial sur le poids moléculaire du PLGA après 

exposition des MP au tampon phosphate pH 7,4 à 37 °C. 
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Figure 14: Effet du taux de chargement initial sur le poids moléculaire du PLGA après 

exposition des MP au tampon phosphate pH 7,4 à 37 °C à différents intervalles de temps.  

 

Les MP de PLGA sont connues pour être érodées en masse [83,109, 

110,111,112,113,114]. La diffusion d’eau est plus rapide que la dégradation [115]. Les 

chaines du polymère à l’intérieur de la matrice commencent à être clivées par 

hydrolyse [116,25,117,118,119,120]. L’eau pénètre dans la matrice et implique une scission 

des liaisons esters  qui constituent le squelette du polymère. Etant un polyester, le 

PLGA est clivé en alcool et en acide à chaines courtes. Siepmann et al. ont raporté 

qu’en raison du gradient de concentrations, Les oligomères résultants diffusent dans 

et en dehors de la matrice, dans le liquide environnant. D’autre part, les bases à 

partir du milieu de libération (tampon phosphate pH 7,4) diffusent dans les MP 

(également en raison du gradient de concentration). Les deux types de procédés de 

transfert de masse conduisent à la neutralisation des acides générés. Cependant, les 

processus diffusionnels sont relativement lents. Ainsi, la vitesse à laquelle les acides 

sont générés dans le dispositif peut être supérieure à la vitesse à laquelle ils sont 

neutralisés. Cela est particulièrement vrai pour le centre des MP, car ici les chemins 

de diffusion sont les plus longs. Une chute subséquente dans le pH du 

microenvironnement conduit à une dégradation accélérée du PLGA parce que le 

clivage de la liaison ester est catalysée par des protons en raison des groupes 

carboxyles des oligomères générés. La dégradation peut aussi accélérer ou ralentir 
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le processus en fonction  des interactions spécifiques (polymère/substance active) 

[121,122].   

Actuellement, il est largement admis que le mécanisme de dégradation 

dépend également de la géométrie du dispositif. Von Burkersroda a défini une 

épaisseur critique qui détermine le mécanisme de dégradation : lorsque la longueur 

du dispositif est supérieure à l’épaisseur critique, l’érosion de surface se produit, 

alors que l’érosion de masse se déroule autrement [109].  Chen et al. ont montré que 

les produits de dégradation générés à l’intérieur de MP par voie autocatalytique 

accélèrent le processus de dégradation [91,106,123,124,125,]. Cela est dû à une quantité 

accrue de groupes acides carboxyliques terminaux, qui sont responsables de la 

dégradation plus rapide dans le centre du dispositif qu’à la surface. Ces études ont 

été réalisées sur des MP de PLGA en absence de toute SA. Le taux de chargement 

en SA peut avoir des effets importants sur le mécanisme de libération de la SA, ainsi 

que le mécanisme de dégradation de la matrice polymérique. Le taux de chargement 

en SA accélère la dégradation des MP [97,126,127,128]. Bittner et al. ont raporté que le 

processus de dégradation peut être divisé en trois phases. Au cours de la première 

phase de décomposition du polymère, le poids moléculaire diminue sans variation 

observée de la masse du système. Pendant la deuxième phase, une perte de poids 

est observée, indiquant une libération des fragments de polymères solubles dans 

l’eau [129]. Après cela, au cours de la troisième phase, la diminution du poids 

moléculaire semble être ralentie. Une plus grande quantité de monomères et 

d’oligomères solubles est libérée. En conséquence, ces chaines de bas poids 

moléculaire ne sont plus détectables et sont non disponibles pour les calculs des 

données de CPG [130].   

II.8. Test de gonflement 
 

Ce test est réalisé pour mieux comprendre l’importance potentielle du 

gonflement lors d’une étude de libération de la SA encapsulée. En effet, ce 

phénomène est souvent négligé. En utilisant le microscope optique, des 

changements du diamètre des MP ont été contrôlés individuellement. Les résultats 

sont comparés aux mesures de libération de la SA de l’ensemble des MP. La 

libération de la SA à partir de l’ensemble des MP (environ 50 mg) a été mesurée 

dans un tampon phosphate pH 7,4 dans des flacons à 37 °C sous agitation 

horizontale (80 tours/min). Le gonflement des MP individuelles a été effectué dans 



57 

 

des microplaques standards de 96 puits, remplies avec du tampon phosphate pH 

7,4, sous agitation horizontale en utilisant un microscope optique avec un système 

d’analyse d’image. Les profils de gonflement des MP ont été obtenus par 

détermination de l’augmentation du diamètre des particules à des intervalles de 

temps prédéterminés par microscopie optique.  

 

La figure 15 montre que le diamètre des MP chargées de 1 % de prilocaïne 

ne change pas le premier jour d’incubation dans le milieu de libération. Le deuxième 

jour, un faible rétrécissement de la taille est observé et qui reste stable jusqu’à J6. 

Au-delà de J6, une augmentation de la taille est observée. Cela correspond 

partiellement au changement de phase observé dans le profil de libération comme le 

montre la figure 16A. Les MP chargées de 20 % et de 50 % de prilocaïne présentent 

un gonflement à partir des six premières heures comme on peut le voir sur la figure 

16B et 16C, respectivement. Ce gonflement continue régulièrement dans le temps 

pour atteindre 215 % et 221 % de la taille initiale à J9 avec les MP dosées à 20 % et 

50 % en prilocaïne, respectivement (Figure 17).  

 

Figure 15: Les changements dans la taille des microparticules de PLGA à 1 % de taux de 

chargement théorique lors de l’exposition au tampon phosphate pH 7,4 : petite (66 µm), 

moyenne (98 µm), large (144 µm) ainsi que la valeur moyenne. 
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Figure 16: Les changements de diamètre des MP de PLGA dosées à 1 % (A), 20 % (B) et 50 % 

(C) de prilocaïne après exposition  au tampon phosphate pH 7,4 37 °C à et comparés à la 

cinétique de libération. 

Le gonflement de ces MP pourrait être expliqué par la création de groupes 

hydrophiles résultant de la dégradation par hydrolyse du PLGA. Les résultats de la 

CPG montrent que la vitesse de dégradation des MP dosées à 20 % et 50 % était 

rapide contrairement à celle observée pour les MP dosées à 1 %.  A ce stade de la 

dégradation, les oligomères n’étaient pas suffisamment solubles pour diffuser dans le 

milieu de libération et sont restés à l’intérieur, ce qui rend les MP hautement 

A 

C B 
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hydrophiles. Cela peut expliquer le gonflement des deux échantillons. Le même 

phénomène a été raporté par Tingfei et al. sur des revêtements à base de film de 

PLGA [131]. Cela coïncide également bien avec les MP chargées à 1 % de prilocaïne, 

le polymère se dégrade moins vite comparé aux autres formulations. Donc le 

polymère reste hydrophobe, pas d’hydratation et donc par la suite pas de 

gonflement. Après quelques jours, le polymère commence à s’hydrater et par la suite 

les microparticules commencent à gonfler et se dégrader en même temps.  

 

 

 

 

Figure 17: Images de microscope optique des MP à base de PLGA chargées de 1 %, 20 % et 

50 % en prilocaïne après 1heure, 3 et 7 jours d’exposition au tampon phosphate pH 7,4 à 37 °C, 

respectivement . 
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

L’augmentation de la charge initiale en SA affecte fortement les résultats de la 

cinétique de libération : non seulement la pente mais aussi la forme des courbes de 

libération sont modifiées, ainsi que les propriétés clés du système : la calorimétrie 

différentielle à balayage confirme que la prilocaïne agit comme plastifiant sur le 

PLGA. L’analyse CPG a révélé que les changements observés dans la libération 

sont bien corrélés avec la cinétique de dégradation du polymère, indiquant 

l’importance de la création d’un microclimat basique du à la SA qui accélère 

l’hydrolyse des liaisons esters. La diffraction des rayons X indique que la prilocaïne 

pure est à l’état cristallin, le PLGA et les MP chargées sont à l’état amorphe. Le MEB 

montre que les MP (avec 1 %, 20 % et 50 % de la charge initiale en SA) ont une 

surface lisse. Après 48 h d’exposition au milieu de libération, les images MEB 

révèlent que les MP sont devenues poreuses. Cette porosité augmente avec la 

charge initiale en SA.  

Comme pour les cinétiques de libération obtenues à partir des MP à base de 

PLGA, différentes phases peuvent être distinguées pour les profils de gonflement. 

Les transitions d’une phase à une autre semblent- au moins partiellement- s’accorder 

entre le profil de libération et celui du gonflement. Ainsi, le gonflement des MP 

pourrait contribuer au contrôle de la libération de la SA à partir des MP à base de 

PLGA. 

 

Les changements observés dans les cinétiques de libération ainsi que dans 

les autres propriétés clés du système avant et après exposition au milieu de 

libération tout en variant la charge initiale en substance active serviront de base pour 

la modélisation mathématique des cinétiques de libération. 

 

Enfin, il sera nécessaire d’effectuer la même étude en utilisant d’autres 

substances actives (acide et neutre) pour mieux comprendre les phénomènes qui 

contribuent au contrôle de la libération de SA permettant ainsi d’en tirer des 

conclusions fiables. 
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amorphe. Le MEB montre que les microparticules (avec 1 %, 20 % et 50 % de la charge 
initiale en SA) ont une surface lisse. Après 48h d'exposition au milieu de libération, les 
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