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Introduction 

L’avancée des biotechnologies a permis le développement d'un grand nombre de peptides et 

de protéines d'intérêt thérapeutique. Leurs domaines d'application sont larges, comme par 

exemple, le traitement de cancers, de maladies infectieuses, de maladies cardiovasculaires, 

du diabète, ou plus récemment l'ingénierie tissulaire. Leur intérêt majeur réside dans leur 

spécificité d’action et leur faible seuil thérapeutique, qui limitent les effets secondaires. 

Malheureusement, ces molécules biologiques sont difficiles à administrer, car leur relative 

fragilité est à l'origine de demi-vies très courtes. Des stratégies de microencapsulation ont 

donc été développées pour améliorer la stabilité, et permettre l’administration et la libération 

contrôlée des peptides et des protéines thérapeutiques d’intérêt. 

Les microgels sont particulièrement adaptés à ce domaine d'application, du fait de la grande 

quantité d’eau qu’ils contiennent. Une des pistes proposées par l’équipe « Matériaux Avancés 

pour la Catalyse et la Santé », en collaboration avec l’équipe « Chimie Moléculaire et 

Organisation du Solide » de l’ICGM1 et l’équipe « Acides aminés, Hétérocycles, Peptides et 

Protéines » de l’IBMM2, est la production de microgels à base de polymères silylés. La 

silylation peut se faire sur des polymères de diverses natures (synthétiques, 

polysaccharidiques, protéiques), dont un certain nombre sont biocompatibles. Les chaînes 

polymériques ainsi silylés peuvent alors réticuler entre elles, de façon covalente, pour donner 

un réseau tridimensionnel constituant la structure du gel. Si la chimie sol-gel du silicium a été 

décrite il y a plusieurs dizaines d’années, elle représente aujourd’hui une piste prometteuse 

du fait de son mécanisme de réticulation. Cette dernière peut en effet s’opérer dans des 

conditions de pH et de température douces. Ces conditions permettent ainsi d’encapsuler des 

molécules biologiques fragiles sans les dénaturer. 

D’autre part, la microfluidique s’impose peu à peu comme un procédé d’intérêt majeur dans la 

synthèse de microparticules. Elle permet notamment l’obtention de particules de granulométrie 

homogène, et des taux d'encapsulation ajustables à l'échelle micromolaire. Ce procédé se 

développe très rapidement, porté par sa relative sobriété énergétique et sa grande 

adaptabilité. 

A ce jour, l’utilisation de polymères silylés pour l’encapsulation de protéines thérapeutiques 

n’a pas encore fait l’objet d’une preuve de concept, si l’on exclut notre propre contribution issue 

des travaux présentés dans ce manuscrit (1). Dans ce contexte, une courte revue 

bibliographique sera présentée dans un premier temps : elle portera sur les microgels, leur 

intérêt dans l’encapsulation de protéines thérapeutiques, et leur production en microfluidique. 

La deuxième partie sera l’occasion d’exposer les résultats de la mise au point, par un procédé 

microfluidique, des microgels de poly(éthylène glycol) bis-silylé (PEG-Si) encapsulant une 

protéine modèle. L’étude se décline en trois grandes étapes : 

• La compréhension et la maîtrise des mécanismes de réticulation du PEG-Si en 

conditions douces, respectueuses des protéines à encapsuler, 

• La préparation de microgels de PEG-Si assistée par microfluidique, 

• L’encapsulation d’albumine de sérum bovin (BSA), une protéine modèle, en vue de sa 

libération prolongée. 

                                                
1 Institut Charles Gerhardt Montpellier 
2 Institut des Biomolécules Max Mousseron 
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I. Les gels : des systèmes adaptés à l’administration de protéines et 

peptides 

I.1. Contexte 

Après la production de la première insuline recombinante dans les années 80, les protéines et 

les peptides thérapeutiques ont longtemps représenté un domaine prometteur des sciences 

pharmaceutiques (2). Ils s’imposent enfin aujourd’hui comme des traitements de choix, 

notamment dans certaines pathologies chroniques. Le large éventail de protéines et peptides 

thérapeutiques maintenant disponibles sur le marché comprend des hormones et facteurs de 

croissances, des cytokines, des anticoagulants et facteurs de la coagulation, des enzymes, 

des protéines de fusion, des toxines (notamment dans les vaccins), et de nombreux anticorps 

(3–6). 

Ainsi, en 2017, la Food and Drug Administration, autorisait la commercialisation de 380 

spécialités avec une protéine pour actif, et 60 autres contenant des peptides (7,8). Ces 

molécules présentent des avantages majeurs par rapport aux molécules actives classiques, 

ce qui explique l’augmentation rapide de leur étude et de leur utilisation (3,6,8). En effet, les 

protéines et peptides ont très souvent une grande spécificité vis-à-vis de leur cible ce qui limite 

les effets indésirables. Notons aussi que l’utilisation de ces médicaments se voit parfois 

approuvée plus vite que pour les petites molécules classiques. C’est notamment le cas des 

traitements de substitution, qui remplacent une protéine normalement produite par l’organisme 

à l’état physiologique. Ce paramètre entre naturellement en ligne de compte dans la stratégie 

de développement des entreprises pharmaceutiques. 

I.2. Stabilisation et protection des protéines et peptides 

Les protéines et peptides thérapeutiques souffrent d’inconvénients qui freinent encore une 

utilisation massive (8,9). Leur forte instabilité physique, chimique et enzymatique, qui leur doit 

d’être classée sous l’appellation de « molécules fragiles », reste l’inconvénient le plus difficile 

à surmonter. La sensibilité à la dégradation et/ou à la dénaturation explique leur demi-vie 

souvent très courte in vivo, et leur élimination rapide par l’organisme. Cette fragilité, couplée à 

un faible passage à travers les barrières biologiques, limitent bien souvent les voies 

d’administration aux seules injections (locales ou systémiques).  

Ainsi, l’augmentation de la demi-vie des protéines et peptides constitue un défi dont se sont 

emparés tous les acteurs du développement de médicaments. Cela passe en premier lieu par 

une modification de la structure même de la protéine. On peut modifier la structure primaire 

d’une protéine, en substituant certains acides aminés composant les sites clivables (8). Il est 

aussi possible de protéger la molécule en modifiant sa structure secondaire, par l’insertion de 

ponts lactames, entre autres (10). L’augmentation de la demi-vie de ces molécules peut par 

ailleurs passer par une augmentation de leur liaison à l’albumine dans le sang. Par exemple, 

l’acylation d’un agoniste du GLP-1 a donné lieu à la mise sur le marché d’un traitement contre 

le diabète (11). Enfin, la PEGylation est une stratégie couramment utilisée pour augmenter la 

masse molaire des molécules d'intérêt, et donc en diminuer la clairance rénale. Ce procédé a 

notamment été utilisé pour augmenter la demi-vie de plusieurs types d’interférons aujourd’hui 

sur le marché (12,13). 

Cependant, la modification de leur structure n’est pas la seule manière de protéger les 

protéines et peptides thérapeutiques de la dégradation. La formulation du médicament apporte 
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elle aussi une réponse efficace à cette problématique (4,14,15). Les protéines et peptides 

thérapeutiques peuvent en effet être incorporés à un grand nombre de systèmes de délivrance 

possibles, de taille et de nature très différentes (16,17). Cependant, elles obéissent toutes au 

même principe : l’encapsulation de la molécule fragile d’intérêt dans une structure qui la 

protège et l’immobilise, jusqu’à sa libération. Ainsi, on trouve des protéines ou des peptides 

encapsulés dans des émulsions (18,19), des nano- ou microsphères polymériques (20,21), 

des nano- ou microcapsules (20,22), des nanoparticules lipidiques solides (23), des liposomes 

(24), et des hydrogels. Ces derniers, semblent particulièrement adaptés à l’encapsulation de 

protéines et de peptides, pour de multiples raisons.  

Selon Rogovina et al., un gel est un solide ou un semi-solide contenant au moins 2 

composants. Le premier d’entre eux est un polymère formant un réseau tridimensionnel grâce 

à des liaisons covalentes (gels chimiques) ou non covalentes (gels physiques). Ce réseau 

polymérique est dissout dans un deuxième composant, liquide, présent en quantité suffisante 

pour assurer les propriétés élastiques du gel (25). Lorsque le solvant majoritaire est l’eau, on 

parle d’hydrogel. Les protéines et les peptides étant de façon générale des molécules très 

hydrophiles, cette forte teneur en eau confère aux gels la capacité à encapsuler ces actifs 

biologiques à l’état dissout. Une fois encapsulés, peptides et protéines sont plus ou moins 

isolés de l’environnement extérieur par le réseau polymérique. En effet, ce dernier constitue 

une barrière pouvant empêcher ou retarder la pénétration d’enzymes qui pourraient catalyser 

la dégradation des protéines (26). Les molécules fragiles encapsulées, ainsi protégées de 

l’action de ces enzymes, voient leur demi-vie sensiblement augmenter. Cette protection a 

cours jusqu’à la libération de l’actif, qu’il convient de contrôler. 

I.3. Libération contrôlée des protéines et peptides depuis un gel 

I.3.1. Généralités 

Les modalités de libération d’une substance active doivent être pensées en fonction de ses 

propriétés pharmacocinétiques et pharmacodynamiques, mais aussi de la pathologie à traiter. 

Dans le cas des peptides et protéines, la libération prolongée est le profil le plus souvent 

recherché. En effet, lorsqu’un principe actif à la demi-vie faible fait l’objet d’une libération 

conventionnelle, le maintien de doses thérapeutiques nécessite des administrations répétées. 

Or cela nuit au confort et à l’observance du patient. La libération prolongée du principe actif 

pallie cet inconvénient, en apportant continuellement de la substance active à la cible sur une 

durée relativement longue, comparée à une libération conventionnelle. 

Si la libération prolongée est souvent souhaitée, d’autres cinétiques de mise à disposition 

peuvent aussi être recherchées. Par exemple, une libération retardée peut être envisagée pour 

des principes actifs dont on ne désire la libération qu’après accumulation au sein de l’organe 

cible. Une libération stimulus-dépendante (4) est intéressante, dans ce cadre-là. Autre 

exemple : la fabrication d’un pancréas artificiel nécessite le développement d’un système de 

libération pulsatile de l’insuline. Dans ce cas encore, chaque libération répond à un stimulus, 

en l’occurrence un pic glycémique (27). 

La libération d’une substance active est notamment fonction de son coefficient de diffusion D. 

De très nombreux modèles mathématiques permettent de prévoir ce coefficient au sein du gel 

considéré (28,29). Ces modèles sont issus de théories plus ou moins sophistiquées, dont 

aucune n’est assez globale pour être appliquée à tous les types de libération. En effet, chaque 

théorie se base sur des approximations et des postulats visant à simplifier plus ou moins le 
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système étudié, ce qui en limite la portée. Chacun choisit donc le modèle qui lui convient, en 

fonction de la nature de son système galénique et de la précision qu’il veut conférer au résultat. 

Le présent document n’a pas pour ambition de citer tous les modèles existant à ce jour. 

Cependant, une étude approfondie de ces derniers nous permet d’isoler un certain nombre de 

paramètres influençant le coefficient de diffusion du principe actif au sein d’un gel, et donc sa 

libération. 

I.3.2. Taille de maille du gel et taille du principe actif 

Un gel est un réseau tridimensionnel de polymères, dissous dans un solvant. Entre les chaînes 

polymériques composant ce réseau, il y a des espaces nommés « mailles ». Ces dernières 

permettent notamment la circulation du solvant au sein du réseau, ainsi que le déplacement 

des éventuelles substances actives encapsulées dans le gel. La taille de la maille est donc 

l’un des principaux paramètres influençant la libération des molécules actives (26). Trois cas 

sont possibles, comme le montre la Figure 1.  

 

 

Figure 1 : Contrôle de la libération du principe actif par la taille de maille (26) 

 

Tout d’abord, la taille de maille du gel peut être supérieure au rayon hydrodynamique de la 

substance encapsulée (rmaille/rPA > 1). Alors, cette dernière peut se déplacer relativement 

aisément dans le gel. Sa vitesse n’est limitée que par son coefficient de diffusion D, donné par 

la loi de Stokes-Einstein montrée en Équation 1 (30). Ces gels permettent une libération plutôt 

rapide du principe actif, de l’ordre de quelques heures à une journée.  
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𝐷 =  
𝑘𝑏 . 𝑇

6. 𝜋. 𝜂. 𝑟𝑃𝐴
 

 

 

 

 

Équation 1 : Loi de Stokes-Einstein 

 

Lorsque le rayon hydrodynamique du principe actif est du même ordre de grandeur que la 

maille (rmaille/rPA = 1), la diffusion est freinée par l’encombrement stérique. En effet, la molécule 

active subit des forces de frottement qui la ralentissent. De plus, étant donné la disparité des 

tailles de maille au sein du gel, la molécule risque de rencontrer des mailles trop petites pour 

elle : le contournement de ces obstacles allonge la distance parcourue au sein du gel. On a 

donc un double mécanisme conduisant à la prolongation du temps de libération. 

Enfin, il arrive que le réseau polymérique soit si dense que la taille de maille soit inférieure au 

diamètre hydrodynamique de la molécule active (rmaille/rPA < 1). Cette dernière est alors 

totalement immobilisée au sein du gel : sa libération est conditionnée par l’ouverture de la 

maille, qu’elle soit passive ou provoquée par l’application d’un stimulus extérieur. L’ouverture 

passive est bien souvent due à la dégradation lente du gel, par l’hydrolyse chimique du gel 

(31) ou par sa dégradation enzymatique (32,33). L’ouverture de maille contrôlée par un 

stimulus, quant à elle, peut se traduire par la dégradation, le gonflement ou la déformation du 

gel. Ces phénomènes peuvent être induits par l‘application de différents stimuli, comme des 

variations du pH, de la température, de la concentration en glucose, etc (34). La protéine 

encapsulée est alors libérée sous certaines conditions environnementales seulement. 

I.3.3. Interactions Polymère-Principe actif 

Lorsqu’il n’est pas possible de produire un gel avec une maille suffisamment petite pour retenir 

le principe actif, d’autres méthodes sont possibles pour moduler sa libération. Ainsi, on peut 

contrôler le coefficient de partage K en mettant à profit les interactions entre le polymère et 

l’espèce diffusante (35). Ce coefficient, dont la formule est présentée en Équation 2, est le 

rapport entre les concentrations en actif à l’intérieur et à l’extérieur du gel. Le coefficient de 

partage n’affecte pas directement la diffusion de l’actif au sein du gel, mais plutôt sa diffusion 

vers l’extérieur (36). 

 

𝐾 =  
𝐶𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑛𝑒

𝐶𝑒𝑥𝑡𝑒𝑟𝑛𝑒 
 

 

Équation 2 : Coefficient de partage de la molécule encapsulée dans un gel 

 

La plus forte des interactions possibles entre polymère et substance active est sans conteste 

la liaison covalente. Cette dernière permet l’immobilisation totale de la molécule d’intérêt au 

Où :  D : Coefficient de diffusion (m².s-1) 

         kb : Constante de Boltzmann (kg.m².s-2.K-1) 

         T : Température (K) 

         η : Viscosité dynamique (kg.s.m-1.s-2) 

         r PA : Rayon hydrodynamique de la molécule active (m) 

Où :  Cinterne : Concentration de l’actif au sein du gel (mol/L) 

         Cexterne : Concentration de l’actif dans le milieu extérieur (mol/L) 
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sein du gel. Notons que certaines liaisons covalentes proposées, comme la liaison amide, sont 

extrêmement stables dans le temps ; tellement stables qu’elles ne permettent en fait aucune 

libération de la substance active (37). Ce type de liaison covalente n’est donc pas pertinent 

dans le cadre d’une libération prolongée de la substance. En revanche, d’autres liaisons 

covalentes dites « clivables » peuvent être mises à profit. C’est le cas par exemple des liaisons 

esters (26) ou des liaisons peptidiques (38). Ces liaisons permettent une libération de l’actif 

qui peut alors diffuser au sein de la matrice polymérique vers le compartiment extérieur. Le 

clivage de la liaison peut se faire par hydrolyse spontanée, lentement et en continu, comme 

pour la liaison ester. Pour les liaisons peptidiques, la libération de la protéine ne se fera en 

revanche que si le gel est dans un milieu riche en protéase, et que ces dernières parviennent 

à diffuser au sein de la matrice polymère. Il convient donc dans ce cas de prêter attention à la 

taille de maille du réseau polymérique, qui peut affecter l’accessibilité des liaisons à cliver par 

les protéases. 

En dehors des liaisons covalentes, il est possible d’employer des liaisons faibles pour retenir 

l’actif dans le gel. Dans le cas de polymères chargés (aussi appelés « polyélectrolytes »), on 

peut imaginer utiliser les forces électrostatiques pour encapsuler une substance de charge 

opposée. Ainsi, on trouve mention d’encapsulation de substances positives retenues dans un 

film de sulfate de chondroïtine, un glycosaminoglycane de charge négative présent dans nos 

cartilages (39). De la même façon, le chitosane peut être utilisé pour retenir des molécules 

négatives grâce à ses charges positives. Les molécules ainsi stabilisées peuvent être libérées 

de façon prolongée, par la dégradation progressive du gel, ou bien en étant désorbées par 

des contre-ions venant du milieu de libération. 

Enfin, on peut citer un cas particulier d’interactions exploitables pour moduler le coefficient de 

partage : les associations hydrophobes. Les gels, du fait de leur forte teneur en eau, 

représentent une forme assez peu propice à l’encapsulation de molécules hydrophobes. 

Cependant, l’utilisation de cyclodextrines liées aux polymères permet non seulement 

l’encapsulation, mais aussi la libération contrôlée de molécules hydrophobes (40). Les 

cyclodextrines sont des oligosaccharides de glucose formant un cycle. La particularité de ces 

structures est l’hydrophobie caractérisant la face interne de l’anneau, alors que la face 

extérieure est hydrophile. Les cyclodextrines peuvent donc aider à la solubilisation de 

molécules actives hydrophobes en les accueillant en leur cœur, tout en restant elles-mêmes 

solubles dans un gel aqueux (41). La libération de l’actif est alors contrôlée par (i) son 

coefficient de partage entre sa forme liée aux cyclodextrines et sa forme libre (seule forme 

susceptible de diffuser dans le milieu de libération), et (ii) son coefficient de partage entre la 

forme libre dans le gel et celle en dehors du gel. 

Ainsi, les interactions entre le gel et la substance active offrent une opportunité supplémentaire 

pour contrôler la libération de l’actif, en plus de la taille de maille du réseau polymérique. 

Cependant, d’autres paramètres sont à considérer, car leur influence n’est pas négligeable. 

I.3.4. Autres paramètres influençant la libération 

D’autres paramètres peuvent avoir une influence significative sur la libération de la substance 

diffusante. C’est notamment le cas de la flexibilité des chaînes polymériques. En effet, il a été 

démontré que pour deux réseaux polymériques de natures différentes mais de taille de maille 

similaire, les réseaux les plus flexibles libéraient leur contenu plus rapidement (42). 

Enfin, la taille et la forme du gel sont des paramètres capitaux à prendre en compte dans 

l’analyse de la libération d’un actif. En effet, pour un actif donné, le temps de diffusion dépend 
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logiquement de la longueur du gel à traverser pour atteindre le milieu externe. Ainsi, un gel de 

grande taille permettra plus aisément une libération prolongée qu’un gel de taille 

micrométrique (36). Ces derniers ont cependant de nombreux autres avantages, tout à fait 

exploitables dans l’optique d’une encapsulation de protéines et de peptides thérapeutiques. 
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II. Les microgels :  les avantages des gels, dans un système 

particulaire 

Nombre des caractéristiques des gels font de cette forme pharmaceutique une plateforme 

adaptée à la délivrance de protéines et de peptides. Et si les gels macroscopiques sont les 

plus courants, il convient d’aborder le cas des microgels. Ces derniers se définissent comme 

des gels particulaires dont la taille est comprise entre 0,1 et 100 µm (43). D’un point de vue 

pharmacotechnique, le caractère particulaire de ces microgels permet d’obtenir des taux de 

réticulation importants sans nuire à l’injectabilité du produit. En effet, un hydrogel 

macroscopique très réticulé est impossible à injecter du fait de sa viscosité élevée, alors 

qu’une suspension de microgels très réticulés peut conserver une viscosité proche de celle de 

l’eau (44). Sur le plan biopharmaceutique, les microgels présentent aussi quelques avantages. 

Certains auteurs imaginent en effet un médicament contenant plusieurs populations 

différentes de microgels, autorisant plusieurs modalités de libération en une seule formulation 

(45). Ce type de formulation à libération complexe est bien plus difficile à réaliser avec des 

hydrogels macroscopiques. Aussi, les microgels peuvent voir leur surface fonctionnalisée, 

favorisant ainsi leur adressage au tissu cible et éventuellement leur internalisation dans des 

cellules (46). L’actif est alors libéré au sein même des cellules, améliorant potentiellement 

l’efficacité de certains actifs. Tous ces avantages, dus au caractère particulaire et à la petite 

taille des microgels, s’ajoutent ainsi aux avantages conférés par les gels de façon plus 

générale, à savoir leur forte concentration en eau et la grande adaptabilité de leurs 

caractéristiques physico-chimiques. Cette adaptabilité tient notamment à la diversité des 

matériaux à disposition, dont on trouve quelques exemples dans la littérature. 

 Réticulation des microgels 

II.1.1. Microgels physiques 

Lorsque la réticulation entre les molécules consiste en des interactions non covalentes, on 

parle de gels physiques. Ces interactions de faible énergie peuvent être de natures très 

variées : ponts hydrogènes, interactions électrostatiques, interactions de Van der Waals, 

formation de régions cristallines. Ces gels sont en général biodégradables, ce qui n’est pas 

toujours le cas des gels chimiques (47). Ils présentent en revanche de faibles propriétés 

mécaniques. 

Il existe une grande diversité de microgels physiques, dont ne seront ici donnés que quelques 

exemples. Les gels ioniques (parfois appelés « polyplexes ») représentent une grande partie 

de ces microgels physiques. La plupart d'entre eux sont d'origine naturelle et biocompatibles. 

On peut citer les gels d’alginate (48–52) de pectine (50,53) ou de gomme gellane (54). Ces 

trois polymères sont des polyanions, réticulables par apport d’ions Ca2+. Le chitosane, 

polycationique pour sa part, est un autre exemple. Il est souvent complexé à un anion ou à un 

polyanion, comme le tripolyphosphate (55–58). Le chitosane présente par ailleurs des 

propriétés mucoadhésives dues à sa charge positive, ce qui explique le grand intérêt porté à 

ce polymère. 

Bien qu’ils soient rares, il existe en outre d’autres types de microgels physiques, qui ne sont 

pas basés sur la complexation d’ions. Par exemple, lorsqu’une solution d’alcool polyvinylique 

(PVA) est soumise à une succession de cycles de congélation/décongélation, elle forme un 

gel physique (59). Ce phénomène est applicable en émulsion E/H pour donner des microgels 
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(60). Il s’explique par la formation de régions cristallines au sein de la solution de PVA. Cette 

cristallisation est d’autant plus importante que le temps et le nombre des cycles sont élevés 

(61). 

II.1.2. Microgels chimiques 

La réticulation des gels chimiques est basée sur la formation de liaisons covalentes. Ces gels 

sont ainsi plus résistants à la dégradation, ce qui en fait des candidats de choix pour contrôler 

la libération d’actifs. 

Le PVA est un exemple de polymère intéressant, car il peut donner des microgels physiques 

comme décrit précédemment, mais aussi des microgels chimiques, selon le procédé utilisé. 

On peut ainsi le faire réticuler de façon covalente par réaction avec un aldéhyde ou bien par 

exposition à un faisceau électronique (61). Avec d’autres polymères, il est aussi possible de 

synthétiser des microgels chimiques par formation de liaisons thiolènes, en mettant à profit 

l’addition de Michael (62). Une autre option est la réticulation de l’acide hyaluronique par l’acide 

adipique dihydrazide (63). 

Cependant, malgré l’existence de ces alternatives intéressantes, la large majorité des 

hydrogels chimiques sont réticulés par réaction entre dérivés acryliques (64). Classiquement, 

le polymère d’intérêt est fonctionnalisé par un groupement acrylate. La réticulation chimique 

est alors induite entre résidus acrylates, par apport de radicaux libres. Les polymères ainsi 

fonctionnalisés pour synthétiser des microgels peuvent être de natures très variées. On trouve 

par exemple des PEG (65–70), des gélatines (71,72), ou encore des acides polylactiques (73). 

L’un des polymères les plus utilisés pour synthétiser des microgels chimiques est le poly(N-

isopropylacrylamide) (PNIPAM) (65,68,74,75). Ce dernier présente l’intérêt d’être 

thermosensible : il est en effet hydrophile en-dessous de sa température de transition (autour 

de 30°C) ; et hydrophobe au-dessus de cette même température. De tels microgels sont donc 

tout indiqués pour une libération d’actif induite par un stimulus thermique. 

 Microencapsulation de protéines et peptides 

Les divers matériaux disponibles pour préparer des microgels sont autant de plateformes 

d’encapsulation de protéines et de peptides thérapeutiques. En effet, de plus en plus de 

preuves de concept sont publiées, démontrant que les microgels sont bien des formes 

adaptées à l’encapsulation et à la délivrance de protéines et de peptides. Cependant, à chaque 

matériau correspondent des contraintes de préparation et des caractéristiques 

physicochimiques particulières. Ces paramètres conditionnent notamment les modalités 

d’incorporation des protéines et peptides à la formule, ainsi que les conditions de leur 

libération.  

II.2.1. Incorporation de la substance active à la formulation 

Les substances biologiques actives sont par nature fragiles, comme décrit dans les parties 

précédentes. La méthode d’incorporation de ces molécules au reste de la formule doit donc 

être pensée pour ne pas entraîner leur dégradation (76). La première méthode, la plus facile 

à mettre en œuvre, est de dissoudre la molécule active dans la solution aqueuse contenant 

les polymères avant réticulation. En réticulant, les microgels vont ainsi piéger les protéines 

dissoutes, garantissant une efficacité d’encapsulation importante. Cependant, les réactions de 

réticulation se déroulent parfois dans des conditions trop agressives pour les protéines à 

encapsuler. Le risque est alors de dénaturer ces molécules fragiles. Dans ce cas, il est 
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possible de recourir à une deuxième méthode, plus respectueuse de l’intégrité de l’actif. Cette 

méthode consiste à réticuler préalablement des microgels blancs, pour ensuite les laisser 

gonfler dans une solution de protéine. Cette dernière diffuse alors passivement vers l’intérieur 

des microgels. Cependant, cette méthode présente une efficacité limitée, notamment pour les 

grosses molécules, dont la pénétration peut être empêchée si la taille de maille du gel est trop 

faible. De plus, certains microgels présentant des taux de réticulation très hauts peuvent ne 

pas présenter de propriétés de gonflement importantes. Ainsi, puisqu’aucune des deux 

méthodes n’est idéale, il revient au formulateur de choisir la plus adaptée en fonction du 

système étudié. 

II.2.2. Libération de la substance active 

Une fois la protéine d’intérêt encapsulée dans les microgels, ces derniers vont permettre le 

transport de l’actif vers le tissu cible et l’y libérer. Selon la pathologie traitée, le tissu ciblé, et 

le matériau choisi, plusieurs modalités de libération de l’actif sont possibles. 

II.2.2.1. Microgels à libération passive 

Une première grande catégorie de microgels rassemble les systèmes libérant leurs actifs de 

manière passive. En effet, par leur simple présence en milieu aqueux, ces systèmes vont 

laisser diffuser les molécules encapsulées vers le compartiment extérieur. Cette diffusion peut 

être facilitée par le gonflement ou la dégradation progressive du réseau polymérique. 

A noter que la plupart des systèmes à libération passive développés jusqu’à présent le sont 

en amont de toute considération thérapeutique. En effet, si l’emploi futur comme système de 

délivrance de médicament est souvent mentionné, aucun contexte pathologique n’est cité. 

Cela explique que les protéines utilisées dans ces études sont souvent la BSA ou le lysozyme. 

Ces protéines, souvent considérées comme des protéines « modèles », n’ont pas d’intérêt 

thérapeutique. Elles ont cependant l’avantage d’être peu onéreuses, et de présenter des 

masses molaires et des points isoélectriques différents. En effet, la BSA a une masse molaire 

de 66 kDa (77) pour un point isoélectrique d’environ 5 (78) : elle est donc chargée 

négativement à pH = 7 (qui est souvent le pH des milieux de libération). Le lysozyme quant à 

lui est une enzyme de masse molaire de 15 kDa (79), avec un point isoélectrique de 11 (80) : 

il est donc sous sa forme cationique dans un milieu de libération à pH = 7. Ces deux protéines 

ont ainsi des caractéristiques assez différentes pour permettre de modéliser des situations 

d’encapsulation diverses. 

Parmi les microgels à libération passive décrits dans la littérature, on trouve une majorité de 

microgels chimiques. Les polymères les constituant, de natures très variées, sont parfois 

terminés par des groupements acryliques permettant la réticulation covalente entre les 

chaînes. Parmi ces microgels, on trouve des microgels de PEG (81,82), de pullulane (81), de 

dextrane (83), et de poly(acide acrylique) (84). Mais d’autres types de réticulations covalentes 

sont représentées. Certains microgels sont constitués de chaînes d’amidon oxydé, permettant 

une réticulation par réaction avec du triméthylphosphate de sodium (85). D’autres encore sont 

composés d’acide hyaluronique couplé à de la tyramine : c’est la réaction entre deux tyramines 

qui permet la réticulation chimique (86). 

Il existe aussi quelques microgels physiques permettant la libération passive de protéines ou 

de peptides. Le chitosane a ainsi été utilisé pour encapsuler des toxines à visée vaccinale. La 

réticulation est réalisée classiquement, par ajout de polyphosphate (56). Certaines études 

décrivent aussi des gels d’alginate réticulés par des ions Ca2+. Par exemple, une étude décrit 
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la délivrance de facteurs angiogéniques à proximité de greffes d’organes, grâce à ces gels 

d’alginate (87). 

Notons tout de même que ces deux derniers exemples, s’ils sont présentés comme des 

microgels libérant passivement leur protéine, sont en réalité probablement des microgels à 

libération pH-dépendante. En effet, les études de libération présentées sont réalisées à pH = 

7. Or, d’autres études montrent que des microgels de chitosane ou d’alginate ne libèrent leur 

protéine qu’à pH = 7, et beaucoup moins aux autres valeurs de pH (88–90).  Les deux 

systèmes présentés pourraient ainsi être mis à profit pour libérer leurs actifs de façon pH-

dépendante. Car c’est bien souvent comme cela que sont conçues les formes 

pharmaceutiques innovantes : avec l’objectif de délivrer l’actif qu’elles encapsulent seulement 

dans des conditions particulières, caractéristiques du site cible. Dans ce contexte, les formes 

à libération stimulus-dépendante tirent naturellement leur épingle du jeu. 

II.2.2.2. Microgels à libération stimulus-dépendante 

Certains microgels sont développés pour libérer leur contenu seulement quand certaines 

conditions environnementales sont réunies : ce sont des formes stimulus-dépendantes (4). Le 

stimulus déclenchant la libération de l’actif étant spécifique du site cible, il convient d’abord de 

déterminer et de comprendre la pathologie à traiter. Ainsi, ces microgels sont souvent conçus 

dès le départ de l’étude pour répondre à un stimulus donné, dans un contexte pathologique 

bien défini. 

C’est ainsi qu’ont été développés plusieurs microgels encapsulant de l’insuline, en vue du 

traitement du diabète de type I. Certains systèmes, relativement basiques, permettent une 

libération température-dépendante de la protéine (91). Ces microgels chimiques, faits de 

poly(N-isopropylacrylamide), se contractent sous l’effet de températures supérieures à 30°C, 

générant un flux sortant d’insuline. La protéine est ainsi libérée seulement après administration 

des microgels dans l’organisme. D’autres systèmes réagissent quant à eux aux variations de 

pH, ce qui leur permet de protéger l’insuline après une administration orale (88). Ces microgels 

physiques, constitués de chitosane et de tripolyphosphate, ne libèrent l’insuline qu’une fois un 

pH de 7,4 établi. En effet, à ce pH, le chitosane se déprotone et entraîne la désagrégation des 

microgels. La libération de l’insuline est ainsi programmée pour ne pas s’effectuer lors de la 

traversée des compartiments acides du tube digestif, mais seulement après l’absorption 

intestinale des microgels (le pH du milieu intercellulaire étant de 7,4). Enfin, d’autres systèmes 

de délivrance de l’insuline, particulièrement sophistiqués, permettent la libération de la 

protéine en fonction de la quantité de glucose présente alentour. C’est le cas de certains 

microgels chimiques de méthacrylate de concanavaline A, réticulée de façon covalente par du 

méthacrylate de dextrane (92). Au sein de ces microgels chargés en insuline, des interactions 

s’opèrent entre la concanavaline A et les glucoses du dextran, formant un réseau polymérique 

aux mailles très petites, ce qui immobilise l’insuline. En présence de glucose libre dans le 

milieu environnant (au cours d’un pic glycémique par exemple), ce dernier entre en compétition 

avec le dextrane pour occuper les sites de liaison à la concanavaline A. Ce faisant, le glucose 

élargit la maille du réseau, rendant possible la libération de l’insuline. Un dernier système plus 

complexe encore, est constitué de chitosane réticulé physiquement. Ces microgels 

embarquent non seulement l’insuline à libérer, mais aussi une enzyme, la glucose oxydase 

(93). En présence de glucose, ce dernier est oxydé par l’enzyme, ce qui donne lieu à une 

libération de protons H+ et une acidification du milieu. Le chitosane, riche en groupement -NH2, 

va se protoner (-NH3
+) et se charger positivement. La répulsion électrostatique nouvellement 
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établie au sein du gel entraîne son gonflement et l’ouverture de ses mailles, ce qui permet la 

diffusion de l’insuline vers l’extérieur. 

Si l’insuline est un exemple emblématique de l’utilisation de protéines thérapeutiques, elle 

n’est pas la seule à faire l’objet d’une libération stimulus-dépendante. Par exemple, la β-

galactosidase a été encapsulée dans des microgels physiques d’alginate, pour le traitement 

des intolérances au lactose (89). Présentant de nombreux acides carboxyliques, les alginates 

sont donc très sensibles au pH. Et lorsque les microgels arrivent au duodénum, le pH (environ 

7) est supérieur au pKa (d’une valeur de 3,5) des alginates, forçant l’ionisation de ses 

groupements carboxyles. Une répulsion électrostatique s’installe au sein des microgels, qui 

gonflent et libèrent la β-galactosidase qui peut alors jouer son rôle dans la digestion du lactose. 

Toujours parmi les formes pH-dépendantes, mais sur un principe légèrement différent, une 

équipe propose des microgels chimiques de polyacrylamides réticulés par des molécules 

dégradables en milieu acide. Ces microgels, dont l’objectif est d’encapsuler des antigènes à 

visée vaccinale, seront ainsi rapidement dégradés une fois dans les lysosomes des cellules 

immunitaires présentatrices d’antigènes (94). 

Lorsque le compartiment ciblé est le cytoplasme des cellules, il est possible de mettre à profit 

un autre paramètre : sa forte concentration en glutathion. Cette molécule est un réducteur 

puissant qui peut notamment cliver des ponts disulfures. Ainsi, on trouve des microgels 

chimiques de polylysine réticulés par une molécule contenant un pont disulfure. Ces systèmes, 

qui ont permis d’encapsuler différentes protéines modèles, libèrent ces protéines en présence 

de glutathion (95). Des microgels chimiques de dérivés acryliques de PEG ont conduit à des 

résultats similaires (96), permettant de garder les microgels intacts jusqu’à leur pénétration 

dans le cytoplasme des cellules cibles. 

Enfin, il faut noter l’existence de microgels à libération protéase-dépendante. Un exemple est 

celui de microgels chimiques de gélatine, encapsulant des facteurs ostéogènes. Injectés à 

proximité d’un os en ostéolyse, ces systèmes sont dégradés par les collagénases 

responsables de la dégradation de l’os. Ils peuvent ainsi libérer les facteurs ostéogènes qui 

permettent la régénération osseuse (45). Sur un principe totalement différent, une équipe a 

fonctionnalisé des microgels chimiques de PEG-acrylamide en y greffant des peptides sous 

forme zwitterionique (le microgel est ainsi globalement neutre). Sous l’action de protéases, 

ces peptides sont clivés, et des résidus restants, chargés, entraînent un gonflement du 

microgels par répulsion électrostatique. Les protéines encapsulées peuvent alors diffuser vers 

l’extérieur (97). 

 Cas particulier des microgels de polymères silylés 

On a vu l’extrême adaptabilité des microgels, dont les caractéristiques peuvent notamment 

être modulées par la nature de la matrice polymérique. Il se dégage cependant une majorité 

d’études portant sur des microgels chimiques, dont les polymères sont réticulés par réaction 

entre des résidus acryliques. Ce type de réticulation présente certes l’avantage d’être très 

rapide et facile à réaliser (par exposition aux UV par exemple). Cependant, ce type de 

réticulation passe par la génération de radicaux libres. Or, ces radicaux peuvent dégrader le 

matériel biologique à encapsuler (98,99), ce qui ne permet pas toujours une encapsulation 

simple des protéines, qui doivent alors être incorporées a posteriori. Cette méthode 

d’incorporation est contraignante et peu efficace, ce qui doit pousser la communauté 

scientifique à proposer d’autres processus de réticulation, plus respectueux de la molécule à 

encapsuler. Dans ce contexte, des alternatives aux dérivés acryliques apparaissent, comme 
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la réticulation par des liaisons thiolènes. Cette dernière est probablement une des solutions 

les plus adaptables à ce jour, car applicable à différents types de polymères. Mais une autre 

alternative se dessine, basée sur la chimie sol-gel du silicium. 

II.3.1. Polymères silylés et biomatériaux 

Récemment, une nouvelle famille d’hydrogels a été développée, basée sur le principe bien 

décrit de la chimie sol-gel du silicium. Elle repose sur la fonctionnalisation de polymères avec 

des résidus alkoxysilyles -Si(OR)3, qui permettent une réticulation entre chaînes polymériques 

par formation de liaisons covalentes de type siloxane Si-O-Si. Ces polymères silylés peuvent 

par exemple entrer dans la composition de matrices de culture cellulaire 3D (100–105), 

utilisables pour des essais in vitro ou pour synthétiser des organes artificiels (ingénierie 

tissulaire). 

Ainsi, de l’(hydroxypropyl)méthylcellulose silylée, biocompatible et injectable, a été utilisée 

pour ce type d’applications biomédicales (105). Elle a même été utilisée pour préparer des 

microgels destinés à de la co-encapsulation de principes actifs (106). A noter que sa 

réticulation est possible en quelques minutes, dans des conditions physiologiques de 

température et de pH, et sans addition de catalyseur de type fluorure de sodium, couramment 

utilisé pour ce type de réaction. La silylation est aussi possible sur l’hydroxyéthylcellulose 

(107), un autre polysaccharide.  

Il est aussi possible de fonctionnaliser des peptides par silylation (108). Cela a par exemple 

été réalisé sur des peptides antibactériens (109), ou encore sur un dérivé du collagène (102).  

De façon analogue, des polymères synthétiques peuvent être utilisés pour la préparation 

d’hydrogels. C’est le cas du PEG (101). Sa réticulation s’effectue en 15 minutes, après mise 

en solution à pH 7,4 et à 37°C. Cependant, une concentration de fluorure de sodium supérieure 

au seuil toxique a été nécessaire pour obtenir un temps aussi court. En effet, le principal 

inconvénient de ce type de réticulation reste le temps de gel long en conditions douces, sans 

catalyseur. Il est souvent trop loin des temps de gel des dérivés acryliques (en général 

quelques secondes) et des thiolènes (20 à 90 minutes (62)). Cependant, plusieurs paramètres 

sont à notre porter pour améliorer ces temps de réticulation encore trop importants.  

II.3.2. Chimie sol-gel des alkoxysilyles 

Les données citées précédemment sous-entendent que le pH, la température ou l’utilisation 

de catalyseurs sont des paramètres clés pour moduler les conditions de réticulation des 

hydrogels silylés. Ces paramètres affectent en effet la réactivité de la fonction alkoxysilyle. 

 

 

 

Figure 2 : Le triméthoxysilyle, exemple de fonction alkoxysilyle 
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Cette dernière comporte des chaînes alkoxyles, liées à un atome de silicium. La Figure 2 en 

est un exemple. Les fonctions alkoxysilyles sont très utilisées en chimie sol-gel, car elles 

permettent de réaliser une polymérisation en milieu aqueux (100,110). En effet, dès sa mise 

en solution, la fonction alkoxysilyle subit une hydrolyse, dont le principe général est donné 

Figure 3. L’alkoxysilyle, considéré comme une forme protégée, libère un alcool et devient un 

silanol, plus réactif. 

 

 
Figure 3 : Réaction d’hydrolyse de la fonction alkoxysilyle 

 

La molécule hydrolysée peut alors participer à une réaction de condensation avec une autre 

molécule silylée, hydrolysée ou non (Figure 4). Cette réaction a pour résultat la formation d’une 

liaison siloxane. 

 

 

Figure 4 : Réaction de condensation de deux fonctions silanol (A) ou d'une fonction silanol et d'une 

fonction alkoxysilyle (B) 

 

Hydrolyse et condensation ont lieu en même temps au sein de l’échantillon, comme l’illustre 

la Figure 5. Cependant, ces réactions se déroulent bien souvent à des vitesses différentes. Le 

paramètre principal influençant ces vitesses relatives est le pH du milieu. Schématiquement : 

• A pH inférieur à 4 et supérieur à 9, l’hydrolyse est favorisée par rapport à la 

condensation, 

• Aux pH situés entre 4 et 9, la condensation est favorisée par rapport à l’hydrolyse. 

• A noter qu’à pH neutre, l’hydrolyse est quasi-nulle, alors que la condensation est 

maximale. 
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Figure 5 : Représentation schématique de la pH-dépendance du taux d’hydrolyse (H), de la vitesse de 

condensation (C), et du taux de redissolution des espèces condensées (D) (110) 

 

Ainsi, si des polymères fonctionnalisés par des résidus alkoxysilyles tendent naturellement à 

former des gels une fois mis en solution, on note que la cinétique de réticulation dépend du 

pH. Et ce n’est pas le seul paramètre influent : certaines publications mettent par exemple en 

évidence les effets de la température sur la vitesse de réticulation (105,107). On aperçoit ainsi 

les différents paramètres à optimiser pour accélérer la réticulation des polymères silylés sans 

utiliser de catalyseur fluoré. On peut donc envisager un nouveau mécanisme de réticulation 

de microgels chimiques, plus respectueux du matériel biologique encapsulé. 
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III. La microfluidique : un procédé simple et modulable 

 Diversité des méthodes de préparation de microgels 

L’encapsulation de protéines et/ou de petites molécules dans des microgels a, comme on l’a 

vu dans la partie II.2.2, fait l’objet de nombreuses publications. Si le matériau est un paramètre 

très important, le procédé de formulation des microgels ne doit cependant pas être négligé. 

Les méthodes sont très diverses, et il convient d’en faire l’état des lieux, pour pouvoir choisir 

le procédé le plus pertinent. Nous excluons volontairement les méthodes de polymérisation à 

partir de monomères, pour nous focaliser sur les méthodes mettant en jeu des polymères 

préformés. 

De façon générale, la réticulation s’effectue au sein d’une phase aqueuse dispersée dans une 

phase continue huileuse (111). L'émulsion E/H peut être générée par différents procédés, 

comme l’émulsification en cuve avec turbine (63), l’homogénéisation haute pression (111) ou 

l’émulsification par extrusion à travers une membrane (112). Les techniques de microfluidique 

sont plus récentes et possèdent des avantages que nous détaillerons dans la section suivante. 

La réticulation est ensuite induite au sein des gouttelettes d’eau, appelées microréacteurs, via 

un stimulus. Ce dernier peut être une modification de la température (113), une exposition aux 

UV (68), ou un apport d’ions (54,114).  

Un procédé analogue à l’émulsification permet de produire des nanogels, par réticulation de 

polymères au sein de micelles inverses (115,116). La phase huileuse est chargée en 

tensioactifs lipophiles, donnant une solution micellaire huileuse. Dans cette dernière est 

incorporée lentement la phase aqueuse contenant le polymère. Cette phase aqueuse se 

répartit dans les micelles, les faisant gonfler, ce qui donne une microémulsion. La réticulation 

génère alors des gels de la taille des micelles, donc nanométriques. 

Certaines équipes utilisent aussi le principe de « gélification ionique » sans passer par un 

système dispersé. On peut citer l’exemple d’une solution d’alginate injectée par la buse d’un 

atomiseur dans un bain d’ions calcium agité (48). Les gouttelettes réticulent au contact du 

calcium, donnant des microgels. La technique de gélification ionique peut aussi être appliquée 

à une solution de chitosane, au contact d’une solution de polyanion (du tripolyphosphate, par 

exemple). Cette réaction a été très utilisée après la publication des travaux de Bodmeier et al. 

en 1989 (117). 

Tous les procédés décrits jusqu’à présent sont de type « bottom-up ». Cependant, il existe 

aussi des procédés dits « top-down », qui consistent à générer des objets macroscopiques, 

puis à les transformer en microgels (procédés descendants). Certains chercheurs synthétisent 

des macrogels, qu’ils divisent ensuite en microgels par extrusion contre un tamis (118,119). 

D’autres utilisent la technique de photolithographie (69), où la solution de polymère est étalée 

sur une surface, pressée par un poinçon gravé à la forme du microgel désiré, puis réticulée 

par exposition aux UV. Sur le même principe, il est possible de couler la solution de polymère 

dans des micromoules avant exposition aux UV (120). 

 Le procédé microfluidique 

III.2.1. Généralités 

Si les procédés d’obtention de microgels sont très nombreux, le procédé microfluidique se 

détache nettement du fait de ses nombreux avantages. Les techniques de microfluidique 
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permettent de réaliser des opérations de mélanges liquide-liquide et/ou d’émulsification au 

sein de canaux dont le diamètre interne est compris entre 50 et 500 µm. Une émulsification 

assistée par microfluidique peut ainsi faire partie intégrante d’un procédé de synthèse de 

microparticules. Elle présente de nombreux avantages, comme son faible coût énergétique et 

l’économie en matières premières qu’elle permet de réaliser. Sa modularité et son 

automatisation complète laissent notamment la possibilité d’une production en continu. Enfin, 

elle permet un contrôle fin de la morphologie (forme, taille, distribution) et de la composition 

chimique de la phase dispersée  (121,122) : deux critères importants dans le contexte de la 

préparation d’un système galénique. 

Les circuits de microfluidique peuvent se présenter sous la forme d’un assemblage de 

capillaires et de jonctions, reliés à des injecteurs. Ces systèmes ont l’avantage d’être aisément 

modulables. En effet, ils sont faciles à monter et à démonter, ce qui permet le changement 

aisé des capillaires et des jonctions, les rendant très utiles dans les phases préliminaires 

d’optimisation de la géométrie du circuit. 

Les circuits sur puces sont quant à eux obtenus par lithographie, souvent sur du 

polydiméthylsiloxane. Ils permettent la conception de circuits sophistiqués permettant par 

exemple la réalisation en ligne de la co-encapsulation de molécules d’intérêts, de cellules 

vivantes, de nanoparticules, ou encore la formation d’émulsions multiples et de microparticules 

compartimentées (123–125). Ces circuits présentent aussi l’avantage de limiter la variabilité 

inter-lots des émulsions produites. 

Cette technologie ouvre des possibilités dans de multiples domaines, dont la micro-

encapsulation. Elle demande néanmoins des phases de mise au point et d’optimisation 

importantes. 

III.2.2. Paramètres influençant l’émulsification en microfluidique 

La génération d’une émulsion en microfluidique est régie par de nombreux paramètres, qui 

sont souvent étudiés grâce au nombre capillaire Ca (122,126–128). Ce dernier est un nombre 

adimensionnel, dont l’expression est donnée en Équation 3. Il peut être calculé pour la phase 

dispersée (Cad) et pour la phase continue (Cac). 

 

 
 

 

 

 

 

 

Équation 3 : Expressions des nombres capillaires de la phase continue Cac 

et de la phase dispersée Cad 

 

Lorsque la phase dispersée rencontre la phase huileuse, elle subit l’influence des forces 

capillaires, représentées par la tension interfaciale. L’interface a alors tendance à se courber, 

pour former des gouttelettes. Mais à ce phénomène s’opposent la viscosité et l’inertie de la 

𝐶𝑎𝑐 =  
𝑄𝑐 . 𝜂𝑐

𝑆. 𝛾
         𝑒𝑡          𝐶𝑎𝑑 =  

𝑄𝑑 . 𝜂𝑑

𝑆. 𝛾
 Où :  Cac,d : Nombre capillaire (SU) 

        Qc,d : Débit (m3.s-1)  

        ηc,d : Viscosité dynamique (Pa.s) 

        γ : Tension interfaciale (N.m-1) 

        S : Section interne du canal (m²) 



ROBIN Baptiste | Thèse d’exercice | Université de Limoges | 2019 41 

Licence CC BY-NC-ND 3.0 

phase dispersée, qui favorisent quant à elles plutôt la formation d’un jet. Ces trois forces 

composent le nombre capillaire de chaque phase, qui possède une valeur prédictive. Il permet 

de savoir si le système va générer des gouttelettes (dripping regime), ou bien un jet (jetting 

regime) au sein de la phase continue. Cependant, les valeurs de Cac et de Cad marquant la 

transition entre la formation de gouttelettes et la formation d’un jet varient d’un système à 

l’autre. Cela rend donc ces prédictions relatives. Certains auteurs avancent toutefois que cette 

transition correspond à Cac ≈ Cad ≈ 1 (126). Quoiqu’il en soit, tout facteur modifiant la vitesse 

de déplacement, la viscosité ou la tension interfaciale modifie les phénomènes au point de 

rencontre entre les deux phases. 

La qualité de l’émulsification, ainsi que les caractéristiques de l’émulsion, varient aussi selon 

la géométrie du point de rencontre. Trois géométries peuvent être utilisées, comme l’illustre la 

Figure 6. De façon générale, la géométrie de type co-axiale permet en particulier la formation 

d’émulsions multiples ou de microcapsules, bien que ce type d’objets puisse aussi être généré 

avec les autres géométries. Les géométries dites de « focalisation de flux » (flow-focusing) et 

« en T » permettent quant à elles un plus grand contrôle de la taille des gouttelettes. 

 

 

 
 

Figure 6 : Géométries les plus rencontrées pour l'émulsification en microfluidique : 

Géométrie co-axiale (A), Géométrie de « focalisation de flux » (B), Géométrie en T (C) (126) 

 

III.2.3. Microgels synthétisés par microfluidique 

Ces dernières années, la synthèse de microgels assistée par microfluidique tend à se 

développer. Certaines équipes choisissent de générer des microgels physiques (49–

51,53,54,113,129–131), d’autres des microgels chimiques (62,71,74,123,124,132–135). 

Parmi ces derniers, il convient de noter que le PEG est souvent considéré comme le polymère 

de choix (62,70,123,124,130,131,133–135), du fait notamment de sa biocompatibilité connue 

de longue date (136). Ces PEG sont modifiés pour permettre la réticulation, qui se fait la 

plupart du temps par réaction entre résidus acryliques ou par addition de Michael (liaisons 

thiolènes). 
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Deuxième partie : 

RESULTATS EXPERIMENTAUX  
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I. Objectifs 

Il ressort de la revue bibliographique que de nombreux microgels sont développés dans le but 

d’encapsuler des protéines thérapeutiques. Leur préparation, parfois assistée par 

microfluidique, passe cependant trop souvent par l’utilisation de polymères fonctionnalisés par 

des acrylates. La réticulation de ces derniers passant par la génération de radicaux libres, il 

est souhaitable de proposer des alternatives plus respectueuses des protéines à encapsuler. 

C’est dans ce contexte qu’intervient le travail présenté ici, portant sur des microgels de PEG 

bis-silylés. Le développement d’une telle technologie devait cependant, pour être pertinent, 

répondre au cahier des charges suivant : 

• Le procédé sol-gel doit se faire : 

o Dans des conditions opératoires douces (température ambiante et pH neutre), 

afin de permettre l’encapsulation de matériel biologique, 

o De façon contrôlée, par application d’un stimulus,  

o Rapidement, en quelques heures tout au plus, mais sans catalyseur toxique, 

pour une administration sans risque pour le patient. 

• Les microgels doivent : 

o Présenter une homogénéité de forme et de taille, 

o Permettre une libération prolongée des protéines et/ou des peptides 

encapsulés. 

 

Le développement de ces microgels a donc été réalisé selon une approche rationnelle, qui 

comprenait quatre axes principaux : 

• Des études sur macrogel, visant à comprendre et maîtriser les mécanismes de 

réticulation du PEG-Si en conditions douces, 

• La préparation en microfluidique de microgels blancs ou chargés en protéine modèle : 

o Génération d’une émulsion E/H stable, 

o Induction de la réticulation dans les microréacteurs selon les conditions définies 

lors des études sur macrogel, 

• La caractérisation morphologique et mécanique des microgels obtenus, 

• L’étude de la libération de la protéine modèle encapsulée. 
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II. Matériel et Méthodes 

II.1. Matériel 

Le polymère était un PEG de masse molaire 2000 g.mol-1, silylé à ses 2 extrémités (PEG-Si, 

M = 2496 g.mol-1), fourni sous forme solide. La synthèse de ce PEG-Si est illustrée en Figure 

7. Brièvement, elle consiste en la réaction entre les hydroxydes terminaux du PEG et le 3-

isocyanatopropyltriéthoxysilane. La réaction a été réalisée dans du tétrahydrofurane chauffé à 

reflux pendant 48h, en présence de triéthylamine (100). Le PEG-Si ainsi synthétisé était purifié, 

et conservé à l’état solide, sous atmosphère inerte à -20°C pour éviter une 

hydrolyse/condensation non contrôlée . 

 

 

 

Figure 7 : Synthèse du PEG-Si (100) 

 

L’acide citrique (C6H8O7, M = 192 g.mol-1), l’hydrogénophosphate de sodium (NaHPO4, M = 

142 g.mol-1), le phosphate de monopotassium (KH2PO4, M = 142 g.mol-1) l’acide chlorhydrique 

37 % (HCl, M = 36 g.mol-1), et l’hydroxyde de sodium (NaOH, M = 40 g.mol-1) ont été fournis 

par Sigma-Aldrich. La paraffine liquide épaisse CODEX (η20°C = 110-230 mPa.s) a été fournie 

par Comptoir Français Interchimie. Le monooléate de sorbitane (Span 80, HLB = 4,3), a été 

fourni par Croda, le polyglyceryl-3 diisostéarate (Plurol diisostéarate, HLB = 8,5) par 

Gattefossé et le PEG-12 diméthicone (CSS-7301, HLB = 13) par Nusil. Enfin, l’éther 

diéthylique était fourni par Panreac. 

Pour le système microfluidique, les seringues Plastipack Luer-Lock de 1, 3 et 50 mL étaient 

fournies par Becton-Dickinson. La société Upchurch Scientific (IDEX Corporation) a fourni 

quant à elle les capillaires en polyétheréthercétone (PEEK) de diamètre interne 500 µm, les 

noix, les férules, et les jonctions en PEEK de différentes formes. Parmi ces dernières, on 

compte deux jonctions en Y (chacune de volume interne = 1,7 µL), une jonction en croix 

(volume interne = 3,8 µL), ainsi qu’une jonction « collectrice » à 9 ports (volume interne = 139 

µL). La mise en mouvement des fluides et le contrôle de leurs débits respectifs était gérés par 

deux pousse-seringues Pump 33 (Harvard Apparatus) équipés chacun de deux voies 

indépendantes. 

Pour le dosage de la BSA, le kit micro BCA était fourni par Thermo Fisher Scientific. 

II.2. Etude du mécanisme de réticulation sur macrogels 

 Etude macroscopique : effet du pH et de la concentration en PEG-Si sur la 

cinétique de réticulation 

Sur la base des données de la littérature notamment présentées en Figure 5 (110),  

l’hypothèse fut faite qu’un procédé de réticulation en deux étapes permettrait d’optimiser le 

temps de gel. Dans un premier temps dit « d’hydrolyse accélérée », une solution de PEG-Si à 

pH acide permettrait l’hydrolyse rapide des alkoxysilanes. La neutralisation de la solution 

O

C

N Si

EtO

OEt

OEt

O
O NH

O

Si(OEt) 3NH

O

(EtO) 3Si
45

+OH
O

H

45



ROBIN Baptiste | Thèse d’exercice | Université de Limoges | 2019 47 

Licence CC BY-NC-ND 3.0 

initierait ensuite la deuxième étape : à pH neutre, on favoriserait plutôt les réactions de 

condensation. Ce pH neutre constituerait de plus un environnement favorable à l’incorporation 

de protéines et de peptides thérapeutiques. L’étude macroscopique a alors été conçue autour 

de cette hypothèse, qui fut vérifiée ultérieurement. 

Chaque macrogel, d’un volume d’1 mL, était réalisé en tube Eppendorf de 1,5 mL fermé, à 

25°C. Le milieu aqueux était tamponné : en effet, le pH étant supposé être un facteur 

déterminant dans la cinétique de réticulation, il convenait d’assurer sa stabilité dans le temps. 

Le procédé se déroulait en deux étapes, comme le montre la Figure 8 : 

• Le PEG-Si était mis en solution dans 1 mL de tampon à un pH acide donné, préparé 

selon les proportions décrites dans le Tableau 1. Cette solution tampon, que l’on 

appellera « tampon Citrate/Phosphate (0,05 M/0,1 M) », contient en fait deux systèmes 

tampons nous permettant de stabiliser le pH sur une large gamme (de 1 à 8). La 

solution de PEG-Si était ensuite agitée toutes les demi-heures par retournement, et ce 

pendant un temps d’hydrolyse accélérée th. 

• A l’issue du temps th, la solution était neutralisée à pH = 7,5 par ajout d’une solution 

d’hydroxyde de sodium 4 M. Cette forte concentration a été choisie pour limiter les 

effets de dilution qui pourraient affecter la concentration en PEG-Si. 

Les échantillons étaient alors retournés toutes les demi-heures, afin de les homogénéiser et 

de contrôler l’état d’avancement de la réticulation. Le temps de gel tgel est le temps écoulé 

entre la neutralisation de l’échantillon et son passage de l’état liquide à l’état solide. Il était 

apprécié macroscopiquement, en considérant l’échantillon comme réticulé lorsqu’il ne 

s’écoulait plus lors d’un retournement de 5 secondes.  

 

 

Figure 8 : Procédé de réticulation de la solution de PEG-Si utilisé au 

cours du balayage des conditions opératoires 
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Un balayage de trois variables opératoires a été réalisé afin de trouver rapidement les 

conditions permettant une réticulation rapide. Les trois variables de l’expérience étaient : 

• La concentration en PEG-Si ([PEG-Si]), variable à trois niveaux (10, 20 et 30 % m/V), 

• Le pH initial de la solution de PEG-Si, nommé pH d’hydrolyse accélérée (pHh), variable 

à trois niveaux (1, 3, et 4,9), 

• Le temps d’hydrolyse accélérée (th), variable à trois niveaux (1, 3 et 24 h), défini comme 

le temps entre la mise en solution à pHh et la neutralisation. 

Dans ces conditions, le plan de balayage comportait 27 essais. A noter que la quantité de 

soude 4M à ajouter à la solution de PEG-Si pour la neutraliser après le temps d’hydrolyse 

accélérée th dépendait du pHh de cette dernière. Les volumes de soude ajoutés pour atteindre 

un pH de 7,5 étaient de : 

• 35 µL si pHh = 4,9, 

• 55 µL si pHh = 3, 

• 108 µL si pHh = 1. 

 

Tableau 1 : Composition des trois tampons Citrate/Phosphate (0,05 M/0,1 M) 

utilisés au cours du plan de balayage 

Solutions composant le 

tampon 

Proportions utilisées pour la réalisation des 3 tampons (% v/v) 

Tampon 

Citrate/ Phosphate 

pH = 1 

Tampon 

Citrate/Phosphate 

pH = 3 

Tampon 

Citrate/Phosphate 

pH = 4,9 

Acide citrique 0,1 M 47,71 49,36 50 

Hydrogénophosphate de 

sodium 0,2 M 
47,71 49,36 50 

Acide chlorhydrique 5 M 4,58 1,28 0 

 

 Etude spectroscopique : cinétique d’hydrolyse/condensation à pHh = 4,9 par RMN 
1H 

A l’issue de l’étude macroscopique, les conditions de préparation de la solution de PEG-Si ont 

été fixées à une concentration [PEG-Si] de 20 % m/V dans 1 mL de tampon Citrate/Phosphate 

pHh = 4,9. Ce choix sera détaillé ultérieurement. Pour comprendre les phénomènes 

moléculaires se déroulant à ce pH, une étude en RMN 1H a été réalisée. Elle avait vocation à 

recueillir des informations sur les cinétiques d’hydrolyse et de condensation des espèces 

dissoutes. 

Une solution de PEG-Si à 20 % m/V a été préparée dans 1 mL de tampon Citrate/Phosphate 

à pHh = 4,9. Notons qu’au sein de ce tampon, 20 % v/v de l’eau ont été remplacés par de l’eau 

deutérée. La solution de PEG-Si a été rapidement transférée dans un tube de RMN, et 

l’analyse a été lancée à 25°C sur un spectromètre Avance III - 500MHz (Bruker). Les mesures 

ont été réalisées à intervalles réguliers sur 24h (40 mesures), puis une fois à 6 et 9 jours. Le 

spectre acquis était large de 4 ppm, centré sur un déplacement chimique à 2 ppm. La 

séquence d’impulsion était de type « zg30 », et le délai de relaxation fixé à 1,5 s. Seize scans 
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ont été effectués pour chaque mesure. L’acquisition a été pilotée sur le logiciel Topspin 3.5 

pl6 (Bruker). 

Le traitement des spectres a été effectué sur le logiciel DMfit (137). Sur chaque spectre, les 

aires sous courbes (ASC) des massifs à 1,12 et 1,07 ppm ont été mesurées, ainsi que la 

largeur à mi-hauteur ω (en hertz) du massif à 1,49 ppm. 

 Etude spectroscopique : cinétique de condensation à pHh = 4,9 par Diffusion 

Dynamique de la Lumière (DLS) 

Pour corréler les données d’hydrolyse et de condensation recueillies en RMN avec les 

observations macroscopiques de réticulation, une étude en DLS a été réalisée. Elle devait 

nous permettre de connaître la cinétique d’agrégation des polymères, due à la condensation. 

Une solution de PEG-Si à 20 % m/V dans le tampon Citrate/Phosphate à pHh = 4,9 a été 

placée dans une cuve en polystyrène, puis introduite dans un analyseur de granulométrie 

NanoZS Zetasizer (Malvern Instrument). L’évolution de la taille des éléments colloïdaux a été 

suivie à 25 °C sur 24 h, à raison d’une mesure toutes les 12 minutes. L’angle de détection était 

de 173°C, et l’atténuateur fixé en position 7. Le corrélogramme a été comparé au modèle dit 

« de distribution » (méthode des moindres carrés), et la méthode de calcul sélectionnée était 

la méthode pour « Usages généraux ». Le paramètre choisi comme témoin de l’évolution de 

la taille des éléments mesurés était le diamètre moyen en intensité de la population la plus 

représentée. 

 Etude rhéologique 

Des données cinétiques précises ayant été recueillies au cours des études en RMN et en DLS, 

une détermination rhéologique du temps de gel a ensuite été réalisée, pour affiner la mesure 

et étudier l’effet d’une potentielle optimisation du procédé. 

Deux études de temps de gel ont été réalisées sur un rhéomètre AR 2000 (TA Instruments) 

en mode oscillation, équipé d’une géométrie plan-plan en inox de 2 cm de diamètre. Toutes 

les données rhéologiques ont été acquises grâce au logiciel AR Instrument Control (TA 

Instruments), puis traitées sur TA Data Analysis (TA Instruments). 

II.2.4.1 Cinétique de réticulation à pHh = 4,9 

Une première mesure a ainsi été réalisée sur un échantillon similaire à ceux étudiés en RMN 

et en DLS, pour corréler des résultats obtenus à l’échelle moléculaire et nanométrique à un 

comportement rhéologique précis. 

Ainsi, une solution de PEG-Si à 20 % m/V de volume 1 mL dans le tampon Citrate/Phosphate 

à pHh = 4,9 a été préparée. Une fraction aliquote de cette solution a été déposée au centre du 

plan Peltier de l’appareil. Une mesure sur 26h des modules élastique G’ et visqueux G’’ en 

fonction du temps a alors été réalisée à 25°C. L’entrefer a été fixé à 300 µm, la fréquence 

d’oscillation à 1 Hz, et l’amplitude à 10%. L’intervalle entre chaque mesure était de 3 minutes. 

Pour limiter l’évaporation d’eau au sein de l’échantillon, une couche de paraffine liquide a été 

déposée autour de l’échantillon et un piège à solvant a été installé. 

II.2.4.2 Cinétique de réticulation après neutralisation 

Une fois bien connus les phénomènes ayant cours pendant la phase d’hydrolyse accélérée à 

pH acide, une optimisation du temps de gel a été réalisée. Basée sur l’hypothèse de départ 
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décrite en partie II.2.1, elle consiste en la neutralisation de la solution, après un certain temps 

th passé à pH acide. 

Une solution de PEG-Si à 20 % m/V dans 1 mL de tampon Citrate/Phosphate à pHh = 4,9 a 

été réalisée. Cette solution a été laissée sous agitation modérée pendant un temps d’hydrolyse 

accélérée th = 3h. Elle a alors été neutralisée à pH = 7,5 par ajout de 35 µL de NaOH 4 M. Une 

fraction de cette solution a ensuite été déposée au centre du plan Peltier, et une mesure de 

G’ et G’’ en fonction du temps a été à nouveau réalisée, dans les mêmes conditions que 

précédemment. Le piège à solvant n’a cependant pas été installé, car l’étude n’était réalisée 

que sur 2h20 : la paraffine liquide suffisait à limiter l’évaporation. L’intervalle entre chaque 

mesure était d’une minute. 

A noter que pour ces 2 études, la taille de l’entrefer a fait l’objet d’une optimisation, pour obtenir 

des valeurs de G’ entre 1000 et 10 000 Pa. Une recherche du domaine linéaire a aussi été 

systématiquement réalisée sur l’état final du gel (état auquel le gel est le plus susceptible d’être 

déformé de façon irréversible). Les fréquence et amplitude d’oscillation choisies pour réaliser 

la mesure ont ainsi été validées a posteriori.  

II.3. Synthèse et purification des microgels 

 Développement de la formule et du procédé de préparation des microgels blancs 

II.3.1.1 Optimisation de la formule : stabilisation de l’émulsion 

Les conditions de réticulation de la phase aqueuse étant maintenant optimisées, restait à 

choisir la phase huileuse adaptée à la stabilisation d’émulsions E/H. La phase huileuse était 

majoritairement composée de paraffine liquide épaisse. Cette huile a en effet déjà été utilisée 

pour générer des microgels de PEG en microfluidique (62,124). L’optimisation de 

l’émulsification a porté sur le tensioactif à intégrer à cette huile pour stabiliser l’émulsion E/H. 

Quatre formules ont été testées, dont trois avec des tensioactifs couvrant une large gamme 

de HLB : 

1. Paraffine liquide épaisse, 

2. Paraffine liquide épaisse à 2 % m/m de PEG-12 diméthicone (HLB = 13), 

3. Paraffine liquide épaisse à 2 % m/m de monooléate de sorbitane (HLB = 4,3), 

4. Paraffine liquide épaisse à 8 % m/m de polyglycéryl-3 diisostéarate (HLB = 8,5). 

Ainsi, quatre émulsions ont été réalisées par ajout progressif d’1 mL de solution de PEG non 

silylé (M = 2000 g/mol) de concentration 20 % m/V dans 9 mL de phase huileuse. Les 

émulsions ont été réalisés dans des piluliers en verre, par agitation à l’aide d’une turbine à 

pales inclinées de 2 cm de diamètre, pendant 10 minutes à 600 rpm. A l’issue de 

l’émulsification, la stabilité de chaque émulsion sur 18 h a été évaluée à l’œil nu et au 

microscope optique. 

II.3.1.2 Préparation des microgels blancs par procédé microfluidique 

La préparation des microgels a été réalisée à 25°C, au sein d'un système microfluidique en 

PEEK dont le montage est décrit en Figure 9. Son volume interne total était de 266 µL environ. 

La phase aqueuse (en bleu sur la figure) était divisée en deux voies comprenant : 

• Une solution de PEG-Si à 20 % m/V dans du tampon Citrate/Phosphate à pHh = 4,9, 

vieillie 3h avant le début de la préparation de microgels, et contenue dans une seringue 

de 3 mL, 
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• Une solution de NaOH 4M contenue dans une seringue de 1 mL. 

La solution de PEG-Si était ainsi neutralisée par la solution de NaOH au niveau d’une jonction 

en Y, pour initier sa réticulation. La phase aqueuse en cours de réticulation était ensuite 

cisaillée par la phase huileuse (en orange sur la figure) au sein d’une jonction en croix dite de 

« focalisation de flux », générant une émulsion E/H. La phase huileuse, contenue dans une 

seringue de 50 mL, était composée de paraffine liquide épaisse à 2 % m/m de monooléate de 

sorbitane. L’émulsion était alors recueillie dans des tubes en polypropylène et laissée sous 

agitation pendant 24h, sur une roue verticale, dans l’objectif de limiter la sédimentation et la 

coalescence des gouttelettes au cours de leur réticulation. 

 

 

Figure 9 : Système microfluidique utilisé pour produire les microgels de PEG-Si blancs, avec en bleu 

(n°1 et 2) la phase aqueuse et en orange (n°3) la phase huileuse 

 

Il y a un lien de proportionnalité entre les volumes utilisés lors d’un procédé en bulk et les 

débits utilisés lors d’un procédé microfluidique. Ainsi, le rapport de débits « PEG-Si:NaOH » a 

été fixé à 94,79:5,21 d’après les volumes de l’étude de réticulation macroscopique décrite dans 

la partie II.2. Quant au rapport entre le débit de cette phase aqueuse (PEG-Si et NaOH pris 

ensemble) et le débit de la phase huileuse, qui détermine en partie la formation de gouttes ou 

d’un jet, il a fait l’objet d’une optimisation réalisée avec du PEG non silylé (M = 2000 g/mol). 

Trois rapports « phase huileuse:phase aqueuse » ont été testés : 99:1, 95:5, et 90:10. Les 

débits utilisés sont résumés dans le Tableau 2. Les émulsions ont été récupérées dans des 

tubes en sortie du système, et leur stabilité a été contrôlée au cours du temps, à l’œil nu et au 

microscope optique. 
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Tableau 2 : Débits utilisés lors de l'optimisation du rapport des débits entre phase huileuse et phase 

aqueuse 

Phases composant l’émulsion 

Débits utilisés pour la réalisation 

de chaque émulsion (mL/h) 

Ratio 99:1 Ratio 95:5 Ratio 90:10 

Phase aqueuse 
Solution de PEG 0,2727 1,4209 3,0000 

Solution de NaOH 0,0150 0,0781 0,1650 

Phase huileuse Paraffine + Tensioactif 28,485 28,485 28,485 

 

Une fois cette optimisation réalisée, un lot de microgels a été préparé dans le même système, 

avec des débits fixés selon les données du Tableau 3. 

 

Tableau 3 : Paramétrage des pousse-seringues pour la préparation de microgels blancs 

Phases composant l’émulsion Diamètre de seringue (mm) Débit (mL/h) 

Solution de PEG-Si 8,6600 3,0000 

Solution de NaOH 4,7800 0,1650 

Phase huileuse 26,700 28,485 

 

 Préparation des microgels chargés en BSA par procédé microfluidique 

Les microgels chargés ont été produits à 25°C, au sein d'un système microfluidique dont le 

montage est décrit par la Figure 10. Son volume interne total était de 332 µL. La phase 

aqueuse (en bleu sur la figure) était divisée en trois voies comprenant : 

• Une solution de PEG-Si à 20 % m/V dans du tampon Citrate/Phosphate à pHh = 4,9, 

hydrolysée durant 3h et contenue dans une seringue de 3 mL, 

• Une solution de NaOH 4M contenue dans une seringue de 1 mL, 

• Une solution de BSA à 0,12 mg/mL dans l’eau ultrapure, contenue dans une seringue 

de 1 mL. 

La solution de PEG-Si était, comme pour les microgels blancs, neutralisée par la solution de 

NaOH au niveau d’une jonction en Y. Une fois sa réticulation lancée, cette phase aqueuse se 

mélangeait à une solution de BSA au sein d’une jonction « collectrice ». L’angle imposé au 

flux au sein de cette jonction devait favoriser l’homogénéisation de la phase aqueuse. 

L’émulsification avait alors lieu dans la jonction en croix qui suit, avec le cisaillement par une 

phase huileuse identique à celle utilisée pour les microgels blancs (paraffine liquide épaisse à 

2 % m/m de monooléate de sorbitane). L’émulsion était alors recueillie dans des tubes en 

polypropylène et laissée sous agitation pendant 24h, sur une roue verticale. La réticulation 

pouvait alors se poursuivre au sein des gouttelettes d’eau contenant la BSA, jusqu’à obtention 

de microgels chargés en protéine. 
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Figure 10 : Système microfluidique utilisé pour produire les microgels de PEG-Si chargés en BSA, 

avec en bleu (n°1, 2 et 3) la phase aqueuse et en orange (n°4) la phase huileuse 

 

Les débits de chaque phase sont décrits dans le Tableau 4. Les débits des phases déjà utilisés 

pour les microgels blancs sont restés inchangés. Le débit de la solution de BSA a été calculé 

pour obtenir un taux de charge théorique de 1 mg de BSA pour 100 mg de PEG-Si. 

 

Tableau 4 : Paramétrage des pousse-seringues pour la préparation de microgels chargés en BSA 

Phases composant l’émulsion Diamètre de seringue (mm) Débit (mL/h) 

Solution de PEG-Si 8,6600 3,0000 

Solution de NaOH 4,7800 0,1650 

Solution de BSA 4,7800 0,051 

Phase huileuse 26,700 28,485 

 

 Purification des microgels 

Après 24h de maturation sous agitation, les microgels étaient purifiés par extraction liquide-

liquide. La suspension huileuse à purifier était transvasée dans un tube en polypropylène, de 

même que du tampon Citrate/Phosphate à pH = 7,5 (préparé selon le Tableau 5), et de l’éther 

éthylique (miscible avec la paraffine). Le rapport volumique entre les trois liquides était de 

1:1:1. Le tube était alors agité au vortex, pour mettre toutes les phases en contact, puis 

centrifugé 1 minute à 4 000 rpm. Deux phases liquides se formaient alors, comme décrit dans 

la Figure 11 : le tampon en bas du tube, l’huile et l’éther en haut. Les microgels, hydrophiles, 

formaient un culot au fond du tube, en contact avec le tampon. Huile et éther étaient alors 

retirés à la micropipette.  
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Figure 11 : Séparation de phases observable au cours de l'étape de purification, après centrifugation 

 

Les microgels du culot ont alors été redispersés dans la phase aqueuse par retournements. 

L’éther résiduel était retiré de cette suspension aqueuse en tirant à une pression inférieure à 

100 mbar pendant 30 minutes en évaporateur rotatif, à température ambiante. La suspension 

de microgels était alors diluée au 1/10e dans du tampon Citrate/Phosphate à pH = 7,5, et 

conservée à 4°C après ajout d’une solution d’azide de sodium à 0,02%, qui joue le rôle de 

conservateur (10 µL de conservateur pour 5 mL de suspension). 

 

Tableau 5 : Composition du tampon Citrate/Phosphate (0,05 M/0,1 M) à pH = 7,5 

Solutions composant le tampon 
Proportions utilisées pour la réalisation 

du tampon Citrate/Phosphate pH = 7,5 (% v/v) 

Acide citrique 0,1 M 48,31 

Hydrogénophosphate de sodium 0,2 M 48,31 

Hydroxyde de sodium 4 M 3,38 

 

II.4. Caractérisation des microgels 

 Propriétés morphologiques et granulométriques des microgels 

Une goutte de la suspension aqueuse de microgels a été observée, entre lame et lamelle, au 

microscope optique EVOS FL (ThermoFischer Scientific). Des clichés ont été pris au 

grossissement x400 (oculaire x10, objectif x40). Une évaluation de la distribution en taille des 

particules a ensuite été réalisée par analyse d’image grâce au logiciel ImageJ (National 

Institutes of Health) (138), un échantillon de plus de 515 microgels distribués sur deux clichés. 

Le diamètre d’intérêt mesuré pour chaque élément était le diamètre de Féret maximal. Les 

données statistiques ont ensuite été générées sur Excel (Microsoft Corporation). 

 Propriétés mécaniques des microgels 

L’étude des propriétés mécaniques des microgels a été réalisée par microscopie à force 

atomique (AFM), par la méthode de nano-indentation (65,71,72). Le microscope Dimension 

3100 (Brucker), piloté par un Nanoscope IIIA Quadrex a été utilisé en mode « Contact ». Un 

levier PPP-ContPt-50 (NanoSensors) a été installé sur l’appareil. La méthode de Sader (139) 
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appliquée au levier en pression sur une lame de verre, a donné une constante d’élasticité k0, 

assimilable à la capacité de déformation du levier, d’une valeur de 0,346 N/m. 

Une goutte de suspension aqueuse de microgels (blancs ou chargés en BSA) a ensuite été 

déposée sur une lame de verre. L’excès de tampon a été retiré par capillarité à l’aide de papier 

filtre. Il est important de retirer les microgels n’adhérant pas au support, car cela garantit 

ensuite la qualité des mesures. Ces derniers ont donc été éliminés par aspersion de 500µL de 

tampon Citrate/Phosphate à pH = 7,5 sur la lame, qui a ensuite été séchée à nouveau. La 

lame a alors été disposée dans l’appareil, sous le levier. Du tampon Citrate/Phosphate à pH = 

7,5 a été placé entre l’échantillon et le levier pour réaliser la mesure en milieu aqueux. 

La mesure de la force appliquée en fonction de la profondeur d’indentation a été réalisée 5 

fois sur la même particule pour les microgels blancs, 3 fois pour les microgels chargés. Les 

données ont été acquises grâce au logiciel Nanoscope Analysis (Bruker). Les courbes 

obtenues ont ensuite été traitées sur le logiciel AtomicJ (140). Brièvement, la courbe 

d’engagement Force F = f (Profondeur d’indentation δ) a été modélisée par une fonction 

puissance (Équation 4), dont on a extrait le coefficient P1, représentant la charge de 

pénétration. Ce dernier a été entré dans le modèle de Sneddon (adapté à une indentation de 

forme conique), dont l’expression est donnée en Équation 5. De ce modèle, on a alors extrait 

le module d’indentation E, en Pa. La valeur du coefficient de Poisson était fixée arbitrairement 

à 0,5 (72,141,142), valeur caractéristique des matériaux incompressibles. Ce choix se justifie 

par le fait que les microgels sont majoritairement constitués d’eau. L’angle α était quant à lui 

de 35°. 

 

𝐹 =  𝑃1. 𝛿2 + 𝑃2 

 

 

Équation 4 : Fonction puissance modélisant la courbe d’engagement 

 

𝑃1 =  
2

𝜋
.

𝐸

(1−𝜈)2 . tan 𝛼 

 
 

 

 

Équation 5 : Modèle de Sneddon pour un indenteur conique (143) 

II.5. Etude préliminaire de libération des microgels chargés 

 Libération de la BSA 

Une étude de libération de la BSA encapsulée a été réalisée sur 3 échantillons de microgels 

issus du même lot, dans un milieu de libération tamponné à pH = 7,4. Ce tampon est une 

solution de 40 mL de KH2PO4 50 mM et de NaCl 140 mM, à laquelle on ajoute 0,39 mL de 

NaOH 4 M pour ajuster le pH à 7,4. 

La suspension de microgels issue de la préparation décrite en II.3.2 a été purifiée comme 

décrit en II.3.3. La seule différence avec le protocole précédemment décrit est le milieu dans 

Où : E : Module d’indentation (Pa) 

        ν : Coefficient de Poisson (SU) 

        α : demi-angle de la pointe du levier (°)  

Où : F : Force (N) 

        δ : Profondeur de pénétration (m) 
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lequel nous avons resuspendu nos microgels : nous avons en effet remplacé le tampon 

Citrate/Phosphate par le tampon phosphate salin décrit ci-avant, dans lequel l’étude de 

libération a été réalisée. Après l’agitation au vortex présentée dans le procédé de purification, 

les microgels sont entrés en contact avec le tampon de libération : c’est le temps t0 de la 

cinétique de libération. Une centrifugation à 4000 rpm pendant 1 min a permis la séparation 

des phases : l’huile et l’éther ont pu être retirés à la pipette. Dans le surnageant aqueux, 3 

fractions aliquotes ont été prélevées, afin de doser la BSA libérée au cours de la phase de 

purification (t = 5 min). Le culot de microgels a alors été resuspendu dans le milieu aqueux 

restant, pour évaporation de l’éther résiduel à l’évaporateur rotatif. Puis les 4 mL de 

suspension de microgels purifiés ont été répartis dans 3 tubes en polypropylène, et dilués avec 

du PBS pour obtenir 3 fois 5 mL de suspension. Cette dilution a permis le respect des 

conditions Sink : dans le cas où 100 % de la BSA encapsulée serait libérée, la concentration 

serait toujours inférieure au dixième de la concentration d’une solution saturée en BSA (144). 

Les suspensions ont alors été placées sur une roue pour libération de la BSA sous agitation 

continue, dans un incubateur à 37°C. 

A intervalles réguliers, les 3 tubes étaient centrifugés à 4000 rpm pendant 1 minute pour 

permettre le dépôt des microgels et le prélèvement de 200 µL de surnageant par tube. Du 

milieu tamponné frais (200 µL) était ajouté à chaque tube avant resuspension des culots, afin 

de conserver un volume de 5 mL. Puis les tubes étaient replacés sur la roue. Ce cycle 

centrifugation-prélèvement-resuspension a été répété 12 fois sur 24 h. 

 Dosage de la BSA 

Le dosage de la BSA a été réalisé grâce à un kit micro BCA. Deux gammes étalons ont été 

réalisées, avec des concentrations en BSA allant de 0 à 200 µg/mL. Solutions étalons et 

échantillons ont alors été répartis dans une plaque 96 puits, à hauteur de 150 µL de solution 

par puits. Le réactif de travail a ensuite été ajouté, à hauteur de 150 µL par puits. Le contenu 

de chaque puits a alors été homogénéisé à la micropipette, avant incubation à 37°C pendant 

2h. La densité optique de chaque solution a alors été lue grâce à un lecteur UV pour 

microplaques, à une longueur d’onde de 562 nm. 
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III. Résultats 

III.1. Etude du mécanisme de réticulation 

L’influence du pH et du temps d’hydrolyse accélérée, ainsi que de la concentration en PEG-Si 

sur la cinétique de réticulation a été étudiée.  

 Etude macroscopique : effet du pH et de la concentration en PEG-Si sur la 

cinétique de réticulation 

Les résultats du balayage des conditions de réticulation sont présentés sous la forme de trois 

diagrammes binaires pHh-[PEG-Si], chaque diagramme correspondant à un temps d’hydrolyse 

accélérée th donné. La Figure 12 représente le comportement des solutions de PEG-Si qu’on 

laisse évoluer pendant th = 1 h. Ce diagramme nous montre que trois des échantillons (en 

blanc) ont totalement réticulé au cours de l’heure d’hydrolyse accélérée à pH acide, ce qui les 

rendait impossible à neutraliser. La gélification se déroulant entièrement à pH acide, les 

conditions sont incompatibles avec l’encapsulation de protéines. Les autres solutions, encore 

à l’état liquide après 1 heure d’hydrolyse accélérée, ont pu être neutralisées. Deux de ces 

essais (en rouge) ont donné un temps de gel après neutralisation relativement court, c’est-à-

dire inférieur ou égal à 2 heures :  

• Le couple pHh = 3 et [PEG-Si] = 20 % m/v, 

• Le couple pHh = 4,9 et [PEG-Si] = 30 % m/v. 

 

 

Figure 12 : Diagramme pHh-[PEG-Si] à th = 1h, réalisé en milieu tamponné Citrate/Phosphate à 25°C 

 ◌ : Réticulé avant neutralisation, ● : tgel < 2h après neutralisation, ● : tgel > 2h après neutralisation 

 

La Figure 13 présente le comportement des solutions de PEG-Si pour un temps d’hydrolyse 

accélérée th = 3 h. Quatre échantillons, en blanc, ont réticulé lors de l’hydrolyse accélérée : 

cette zone s’est légèrement étendue par rapport au diagramme binaire à th = 1h. Les autres 

ont pu être neutralisés après 3 heures. Deux de ces solutions neutralisées ont réticulé dans 

les 2 heures suivant ce changement de pH : 
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• Le couple pHh = 4,9 et [PEG-Si] = 20% m/v, 

• Le couple pHh = 4,9 et [PEG-Si] = 30% m/v. 

 

 

Figure 13 : Diagramme pHh-[PEG-Si] à th = 3h, réalisé en milieu tamponné Citrate/Phosphate à 25°C 

 ◌ : Réticulé avant neutralisation, ● : tgel < 2h après neutralisation, ● : tgel > 2h après neutralisation 

 

Enfin, la Figure 14 présente le comportement des solutions de PEG-Si avec th = 24 h. Six 

solutions ont réticulé avant la fin des 24 heures d’hydrolyse accélérée à pH acide, soit deux 

de plus que sur le diagramme à th = 3h. Les trois restantes ont pu être neutralisées à l’issue 

de l’hydrolyse. Seul un échantillon présente un tgel inférieur à 2 heures après cette 

neutralisation : il s’agit de l’essai à pHh = 4,9 et [PEG-Si] = 20 %. Notons cependant que la 

neutralisation homogène de cet échantillon a été difficile du fait de la viscosité importante de 

la solution après 24 heures d’hydrolyse accélérée. 

 

 

Figure 14 : Diagramme pHh -[PEG-Si] à th = 24h, réalisé en milieu tamponné Citrate/Phosphate à 25°C 

◌ : Réticulé avant neutralisation, ● : tgel < 2h après neutralisation, ● : tgel > 2h après neutralisation 
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Le balayage des conditions de réticulation a ainsi permis de faire plusieurs observations. Tout 

d’abord, les solutions à [PEG-Si] = 10 % m/v présentent des temps de gélification très longs 

et des viscosités faibles. Cela s’explique par la faible abondance d’espèces dans le solvant, 

dont la probabilité d’interaction est faible. Ensuite, parmi les solutions à 20 et 30 % m/v, il fut 

possible d’isoler quatre ensembles de conditions d’hydrolyse permettant une réticulation en 

moins de 2 h après induction par un stimulus de changement de pH. Ces conditions sont 

résumées dans le Tableau 6. 

 

Tableau 6 : Ensembles de conditions donnant un temps de gel inférieur ou égal à 2h après application 

du stimulus par changement de pH 

Essai n° [PEG-Si] (% m/V) pHh th (h) 

1 20 3 1 

2 20 4,9 3 

3 30 4,9 1 

4 30 4,9 3 

 

Les essais 3 et 4 à [PEG-Si] = 30 % m/v ont été écartés car la viscosité de ces solutions était 

très importante, même avant neutralisation. Une viscosité trop importante est en effet 

potentiellement incompatible avec le procédé de microfluidique, car elle risquerait d’empêcher 

l’écoulement de la phase aqueuse. 

L’essai 1 n’est quant à lui pas retenu car le temps de gel après neutralisation, bien qu’inférieur 

à 2h, varie de façon importante lors de la répétition de l’essai (tgel = 21 ± 12 min, soit un 

coefficient de variation de 57 sur trois essais). Cette variabilité peut s’expliquer par le fait que 

les vitesses théoriques d’hydrolyse et de condensation sont équivalentes, à pH = 3 (110). Le 

système était à un point critique et a pu donc alternativement favoriser l’une ou l’autre des 

réactions, induisant une variabilité importante du temps de gel. 

L’essai 2, à [PEG-Si] = 20 % m/v et hydrolysé à pHh = 4,9 a donc été retenu. Cet ensemble de 

conditions a été choisi pour les études physico-chimiques nous permettant d’élucider le 

mécanisme de réticulation. 

 Etude spectroscopique : cinétique d’hydrolyse/condensation à pHh = 4,9 

par RMN 1H 

Suivant les conditions sélectionnées au cours de l’étude macroscopique, une étude en RMN 
1H a été réalisée pour suivre le mécanisme de réticulation au niveau moléculaire. L’ensemble 

des spectres obtenus est présenté en Annexe 1. Les massifs suivis sont montrés sur un 

exemple de spectre, en Figure 15. Le massif à 1,12 ppm correspond aux hydrogènes de la 

fonction éthoxysilyle (Si-O-CH2-CH3), lorsqu’elle est liée au silicium (avant hydrolyse). Le 

massif à 1,07 ppm correspond au même hydrogène, mais lorsque l’éthanol est sous forme 

libre (HO-CH2-CH3), après hydrolyse (100). 

 



ROBIN Baptiste | Thèse d’exercice | Université de Limoges | 2019 60 

Licence CC BY-NC-ND 3.0 

 

Figure 15 : Exemple de spectre de RMN 1H du PEG-Si 

([PEG-Si] = 20% m/v dans tampon Citrate/Phosphate à pHh = 4,9, th = 15 min) 

 

Les aires sous courbes de ces deux signaux donnent une information sur le taux d’hydrolyse 

RH, dont l’expression est donnée en Équation 6. 

 

 

Équation 6 : Expression du taux d’hydrolyse RH, suivi dans le temps en RMN 1H 

 

Le troisième signal suivi est le massif à 1,49 ppm, correspondant aux hydrogènes du CH2 en 

β par rapport au silicium (CH2-CH2-Si) (100). L’élargissement de ce signal a été suivi au cours 

du temps. En effet, un élargissement du massif témoigne d’une perte de mobilité (145,146) de 

cet hydrogène. Le rapport Rc, décrit en Équation 7, est donc un témoin de la condensation. A 

noter que le premier spectre a été généré à tinitial = 15 min, et que le dernier a été généré à tfinal 

= 9 j. Les largeurs à ces temps sont respectivement considérées comme étant les largeurs 

minimale et maximale, de façon arbitraire (car la condensation continue peut-être après 9 

jours). 

 

 

Équation 7 : Expression du taux de condensation RC, suivi dans le temps en RMN 1H 

 

𝑅𝐻(%) =  
𝐴𝑆𝐶1,07 𝑝𝑝𝑚

𝐴𝑆𝐶1,07 𝑝𝑝𝑚 + 𝐴𝑆𝐶1,12 𝑝𝑝𝑚
× 100 

𝑅𝐶(%) =  
𝜔1,49 𝑝𝑝𝑚 (𝑡) − 𝜔1,49 𝑝𝑝𝑚 (𝑡𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙 )

𝜔1,49 𝑝𝑝𝑚 (𝑡𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 ) − 𝜔1,49 𝑝𝑝𝑚 (𝑡𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙 )
 × 100 
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Le suivi cinétique de RH et RC est représenté sous forme de graphiques donnés en 

 

Figure 16A. Le taux d’hydrolyse RH a augmenté sur les 3 premières heures, pour finir à un 

plateau à 

100 % s’installant à partir de t = 3 h. L’hydrolyse était alors totale. 

En ce qui concerne le taux de condensation RC, on a observé une évolution analogue : RC a 

augmenté pendant les trois premières heures, puis s’est stabilisé à un plateau, entre 3 et 13 

h. Ce dernier était cependant à une valeur d’ordonnée d’environ 35 % : la réaction n’était donc 

pas terminée. A t = 13 h, RC a augmenté à nouveau de façon progressive, jusqu’à t = 9 j (fin 

de l’expérience). Le suivi cinétique total, sur 9 jours, est présenté en Figure 16B. 

 

 

Figure 16 : Suivi cinétique de RH et RC en RMN 1H à 25°C, sur 30 h (A) et sur 9 j (B) 

([PEG-Si] = 20 % m/v et pHh = 4,9) 

 

 Etude spectroscopique : cinétique de condensation à pHh = 4,9 par DLS 

Les corrélogrammes, résultats bruts de cette étude cinétique en DLS, sont présentés en 

Annexe 2. Les résultats issus des calculs et modélisations décrits en II.2.3 sont quant à eux 

présentés en Figure 17. Les points présentés respectaient les conditions de validité de la 

méthode des moindres carrés. En effet, l’indice de polydispersité était compris entre 0,08 et 

0,7, quand le « %InRange » était entre 95 et 98 %. Cependant, ces résultats restent semi-

quantitatifs. Ils montrent tout d’abord que des éléments colloïdaux se forment, et que leur taille 

augmente au cours du temps. Cette augmentation de taille subit une inflexion nette après 5 
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heures de réaction. Après 8 h, les objets mesurés atteignent des valeurs de l’ordre du 

micromètre, dépassant les capacités de mesure de l’appareil. 

 

Figure 17 : Suivi de la taille des éléments colloïdaux au cours du temps au sein d’une solution de 

PEG-Si à 25°C ([PEG-Si] = 20 % m/v et pHh = 4,9) par diffusion dynamique de la lumière 

 Etude rhéologique de la réticulation 

III.1.4.1 Cinétique de réticulation à pHh = 4,9 

L’étude rhéologique a ensuite permis la détermination précise du temps auquel s’effectue la 

transition sol-gel de la solution [PEG-Si] = 20 % m/v à pHh = 4,9 étudiée en RMN 1H et en DLS. 

La courbe en résultant est jugée fiable. En effet, le balayage en amplitude, en Annexe 3, a 

montré qu’une valeur d’amplitude de 10 % était pertinente, car elle appartenait encore au 

domaine linéaire. En d’autres termes, elle n’était pas assez importante pour modifier le 

matériau de façon irréversible : les variations de G’ et G’’ observées pendant la cinétique 

étaient donc uniquement dues à la réticulation du gel, pas aux conditions de la mesure. 

La cinétique de réticulation d’une solution de [PEG-Si] = 20 % m/v à pHh = 4,9 est montrée en 

Figure 18. On note que les modules élastiques G’ et visqueux G’’ n’ont pas ou très peu évolué 

dans les treize premières heures, avec G’’ supérieur à G’. Le système était à l’état liquide. En 

revanche, après t = 13 h, les courbes se sont infléchies. G’ est devenu supérieur à G’’ après 

14 h, ce qui signifie que la composante élastique est devenue prépondérante : le système était 

alors passé à l’état gel, réticulé par réaction de condensation. Le temps de gel dans ces 

conditions était donc précisément de 14 h.  
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Figure 18 : Cinétique de réticulation en rhéologie en oscillation à 25°C 

([PEG-Si] = 20% m/v et pHh = 4,9) 

 

III.1.4.2 Cinétique de réticulation après neutralisation 

Cette deuxième étude rhéologique devait permettre de vérifier notre hypothèse de départ, 

selon laquelle un procédé de réticulation en deux étapes (une première étape d’hydrolyse 

accélérée à pH acide, puis une étape favorisant la condensation à pH neutre) permettrait 

d’accélérer la réticulation. Une solution de [PEG-Si] = 20 % m/v a donc été conservée pendant 

3 h à pHh = 4,9, avant d’être neutralisée à pH = 7,5. Les résultats, issus des mesures suivant 

la neutralisation, sont fiables car le balayage en amplitude montré en Annexe 4 indique que 

l’amplitude de 10 % choisie pour l’expérience était bien dans le domaine linéaire. 

La Figure 19 montre que, durant 1h50, les deux courbes présentaient une pente positive mais 

très faible, avec G’’ supérieur à G’. Après ce délai, les courbes se sont infléchies, jusqu’à ce 

que G’ dépasse G’’ à t = 2h05. On a donc un temps de gel approchant les 2h suivant la 

neutralisation. 

 

 

Figure 19 : Cinétique de réticulation en rhéologie en oscillation à 25°C  

([PEG-Si] = 20 % m/v et pH = 7,5 après 3 h d’hydrolyse à pHh = 4,9) 
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III.2. Préparation et purification des microgels 

L’objectif des résultats qui suivent était de montrer la possibilité de transposer la réticulation 

optimisée en conditions macroscopiques à une production assistée par microfluidique. Ce 

procédé repose dans un premier temps sur la formation d’une émulsion stable E/H, pour 

ensuite réaliser la réticulation au sein des gouttelettes.  

 Optimisation de la formule et du procédé de préparation de l’émulsion E/H 

La préparation de microgels en microfluidique devait passer par une étape de dispersion d’une 

solution de PEG-Si dans une phase huileuse non miscible. Si l’étude des mécanismes de 

réticulation des macrogels a permis d’établir la formule de notre phase aqueuse, la 

composition de la phase huileuse continue n’a jusque-là pas été évoquée. Ainsi, avant la 

synthèse de microgels, une courte phase d’optimisation a permis de fixer la formule de la 

phase huileuse.  

Tout d’abord, il convenait de choisir la composition de la phase huileuse donnant l’émulsion la 

plus stable. Pour simplifier l’expérience, ces tests ont été réalisés en turbine, et non en 

microfluidique. Parmi les quatre formules proposées, la formule composée de paraffine liquide 

épaisse à 2 % m/m de monooléate de sorbitane est la seule qui n’ait pas déphasé après 20 

minutes. C’est pourquoi c’est la formule qui a été retenue pour la synthèse de microgels. On 

notait cependant, grâce au cliché présenté en Figure 20, une certaine polydispersité apparente 

des gouttelettes de phase aqueuse (non quantifiée). 

 

 

Figure 20 : Image de microscopie optique (G : x 400) de l’émulsion réalisée en turbine  

(90 % Phase huileuse : paraffine liquide épaisse à 2 % monooléate de sorbitane ; 

10 % Phase aqueuse : Solution à 20 % m/v de PEG2000) 

 

La phase huileuse choisie a alors été utilisée pour générer une émulsion E/H en microfluidique. 

Le rapport entre débit de phase huileuse et débit de phase huileuse a ensuite été optimisé : 

parmi les trois rapports testés, le rapport H/E retenu était le rapport 90/10, car il a permis 

l’obtention de l’émulsion la plus stable en microfluidique. En effet, la taille des globules récoltés 

en sortie de système semblait évoluer dans le temps, mais relativement peu, comme le 

montrent les clichés pris à 18h d’intervalle montrés en Figure 21 (évolution non quantifiée). 

Les gouttelettes ont sédimenté, mais ce phénomène est resté réversible même après 45h de 

stockage à 25°C.  

 

50 µm 
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Figure 21 : Images de microscopie optique (G : x 400) de l’émulsion réalisée en microfluidique 

en fin d’émulsification (à gauche) et 18h après (à droite) 

(90 % Phase huileuse : paraffine liquide épaisse à 2 % monooléate de sorbitane ; 

10 % Phase aqueuse : Solution à 20 % m/v de PEG2000) 

 

 Préparation des microgels blancs et chargés en BSA 

Le système optimisé précédemment a permis de produire des microgels blancs (c’est-à-dire 

dénués d’actifs encapsulés) à partir d’une solution de PEG-Si. L’émulsification, observable à 

l’œil nu à travers les capillaires transparents, produisait un liquide de couleur blanche 

caractéristique des émulsions. 

Cependant, l’ajout d’une voie pour l’incorporation de la BSA a suffi à perturber le système. En 

effet, une certaine instabilité a été observée dans le capillaire en aval de l’émulsification : le 

liquide était parfois blanc, parfois translucide. En d’autres termes, le système oscillait 

probablement entre dripping regime et jetting regime.  Cet essai préliminaire a cependant 

donné des microgels. 

En présence ou non de BSA, la réticulation du PEG-Si a induit le passage des gouttelettes 

liquides à l’état gel. Les microgels ainsi formés sont montrés sur des clichés de microscopie 

optique, présentés en Figure 22. 

 

 

Figure 22 : Image de microscopie optique (G : x 400) de microgels blancs (à gauche) et chargés en 

BSA (à droite) en suspension dans un tampon Citrate/Phosphate pH = 7,5 après purification 
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 Purification des microgels blancs et chargés en BSA 

La purification a été effectuée par l’extraction liquide-liquide de l’huile par l’éther. Elle a permis 

de retirer une grande partie de l’huile, et n’a pas entraîné la perte de microgels. En effet, une 

observation microscopique des surnageants huileux de purification n’a montré aucun microgel 

dans le mélange huile/éther. Notons toutefois que des traces d’huiles ont été retrouvées dans 

la suspension aqueuse purifiée, au cours d’une séance de microscopie électronique 

environnementale à balayage non décrite dans le présent document. 

III.3. Caractérisation des microgels 

Une fois purifiés, les microgels ont été caractérisés du point de vue morphologique et 

mécanique. 

 Propriétés morphologiques et granulométriques des microgels 

Les clichés, dont deux exemples sont à observer en Figure 22, montraient des microgels 

blancs de forme sphérique, quand les microgels chargés en BSA apparaissent sphériques à 

légèrement oblongues. Les analyses granulométriques des microgels réalisées sur ces 

images ont donné les distributions montrées en Figure 23. Les données statistiques extraites 

de ces distributions sont quant à elles résumées dans le Tableau 7.  

 

 

Figure 23 : Distribution de taille des microgels blancs (points évidés, ligne pointillée) et chargés (points 

pleins, trait plein), évaluée par analyse d'image de microscopie optique (n = 515 microgels) 

 

Les microgels blancs présentent une distribution polymodale avec 3 pics mal résolus : un pic 

à 5 µm, un pic à 10 µm, et un pic à 15 µm. La distribution globale est par conséquent plutôt 

polydisperse, comme en témoigne le Span. Cet indice est calculé selon l’Équation 8 : il permet 

de décrire la largeur d’une distribution granulométrique donnée. Un consensus s’est établi 

autour de la valeur de 2, qui sépare les distributions monodisperses (Span < 2) des 

distributions polydisperses (Span > 2). Cette valeur seuil n’a cependant rien d’absolu et peut 
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être discutée au cas par cas. Les microgels blancs, avec un Span relativement haut (bien que 

légèrement inférieur à 2), présentent ainsi une distribution jugée polydisperse. 

Les microgels chargés en BSA se distribuent aussi en plusieurs pics. Cependant ils sont très 

majoritairement contenus dans le premier pic : on a donc une population tendant vers la 

monomodalité. Ce pic est d’ailleurs assez étroit, ce qui traduit une certaine monodispersité, 

avec un Span de 1. 

 

𝑆𝑝𝑎𝑛 =  
𝑑90 − 𝑑10

𝑑50
 

 

 

Équation 8 : Expression du Span, indice de polydispersité d'une distribution granulométrique 

 

Tableau 7 : Données statistiques sur la distribution de taille des microgels (n = 515 microgels) 

 Microgels blancs  Microgels chargés en BSA 

Moyenne (µm) 7 ± 4 3 ± 2 

Médiane (µm) 6 2 

Minimum (µm) 1 1 

Maximum (µm) 25 22 

1er décile d10 (µm) 4 2 

9e décile d90 (µm) 13 4 

Span 1,5 1 

 

 Propriétés mécaniques des microgels 

Après avoir comparé les microgels blancs et chargés en BSA sur le plan morphologique et 

granulométrique, leurs propriétés mécaniques ont été étudiées. Ces résultats ont notamment 

pour objectif de vérifier que la réticulation chimique a bien eu lieu.  Pour cela, un procédé de 

nano-indentation par AFM a été appliqué à nos microgels. Un exemple de courbe de la force 

appliquée en fonction de la profondeur d’indentation est donné en Figure 24. 

Tout d’abord, pour chacun des 8 essais réalisés, la courbe de retrait se superposait à la courbe 

d’engagement, ce qui témoigne de l’absence de plasticité des microgels testés, qui n’ont donc 

subi qu’une déformation élastique. Le même constat a été fait pour les microgels blancs et 

pour ceux chargés en BSA. La réticulation était donc probablement très poussée au sein des 

microgels, et l’incorporation de la BSA n’a eu aucun impact négatif sur cette réticulation.  

Ensuite, le traitement par modélisation des courbes obtenues a donné un module d’indentation 

moyen pour le microgel blanc de 200 ± 56 kPa, contre 167 ± 13 kPa pour les microgels 

chargés. La différence semble ici non significative, au vu des écarts-types présentés. 

 

Où : d90 : Neuvième décile de la distribution (µm) 

        d10 : Premier décile de la distribution (µm) 

        d50 : Médiane de la distribution (µm) 
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Figure 24 : Exemple de courbe de la force appliquée par le levier en fonction de la profondeur de 

pénétration dans un microgel blanc, obtenues par nano-indentation en AFM 

lors de l’engagement (en rouge) et du retrait (en vert) 

 

III.4. Etude préliminaire de libération des microgels chargés 

Le dosage de la BSA libérée au cours du temps sur une période de 24h a permis d’établir une 

cinétique de libération, présentée en Figure 25. La quantité de BSA libérée est présentée en 

pourcentage par rapport à la masse de BSA incorporée à la formulation, cette dernière étant 

de 260 µg. On fait donc l’hypothèse que la totalité de la BSA incorporée se trouvait dans les 

microgels au début de l’étude de libération. On a observé une libération extrêmement rapide 

de la BSA au cours de la première heure. En effet, 57 % de la quantité totale de BSA a été 

libérée dans les 5 minutes nécessaires à la purification des microgels, avant même le début 

de l’étude de libération. Au bout d’une heure dans le PBS, 67 % de la BSA a été relarguée. 

Ensuite, la concentration en BSA augmente beaucoup plus lentement, pour atteindre un taux 

de libération de 80 % en 24h. 
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Figure 25 : Cinétique de libération de la BSA encapsulée dans des microgels, dans un tampon 

phosphate salin à pH = 7,4 ([KH2PO4] = 50 mM et [NaCl] = 140 mM)  
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IV. Discussion 

Les résultats exposés ci-avant doivent à présent nous permettre de vérifier point par point le 

respect du cahier des charges. Pour rappel, nous cherchons à opérer une réticulation (i) en 

conditions douces, (ii) rapide, (iii) et contrôlable par un stimulus, dans le but d’obtenir des 

microgels (iv) de forme et de taille homogènes (v) en vue d’une libération prolongée de 

protéines encapsulées. Cependant, nous ne nous arrêterons pas à la simple vérification du 

cahier des charges. Une discussion sur les aspects d’optimisation physicochimique, de 

procédé, ainsi que sur les applications pharmaceutiques éventuelles des microgels sera 

développée. 

IV.1. Conditions de réticulation d’une solution de PEG-Si 

 Mécanisme de réticulation de la phase aqueuse à pH = 4,9 

La RMN du proton a montré une hydrolyse progressive des molécules de PEG-Si à 

pH = 4,9, aboutissant à un état d’hydrolyse totale au bout de 3 h. La cinétique de condensation 

était dans un premier temps similaire à la cinétique d’hydrolyse, avec une augmentation du 

taux de condensation Rc sur les 3 premières heures. Puis elle s’est stabilisée à une valeur de 

35 %, loin de l’état de condensation maximal. Notons qu’à ce pH de 4,9, l’hydrolyse est plus 

lente que la condensation (110). Elle est donc le facteur limitant, et chacune des molécules de 

PEG-Si hydrolysées a été immédiatement recrutée pour la condensation. Cela explique que 

la cinétique de condensation ait suivi celle d’hydrolyse. Après 3 h, le taux de condensation était 

donc à l’équilibre car l’hydrolyse ne l’alimentait plus. 

Si ce premier régime de condensation de 3 h s’est bien traduit par une croissance progressive 

de petits éléments colloïdaux (détectés en DLS), il n’a cependant été accompagné d’aucun 

changement des propriétés rhéologiques. En effet, sur la Figure 18, on note que G’ et G’’ n’ont 

que très peu augmenté sur les trois premières heures. Les éléments colloïdaux étaient donc 

trop petits pour avoir une quelconque influence sur la viscoélasticité de la solution de PEG-Si. 

Cette tendance s’est prolongée entre 3 et 13 h : les propriétés rhéologiques n’ont presque pas 

évolué alors même que des éléments de plus en plus gros se formaient dans la solution. A 

noter que l’augmentation de taille des éléments détectés s’est faite à taux de condensation Rc 

constant, toujours à 35 %. 

A partir de t = 13 h, le taux de condensation a augmenté à nouveau. En parallèle, G’ et G’’ ont 

augmenté eux aussi drastiquement. La simultanéité des phénomènes moléculaire et 

rhéologique est observable en Annexe 5. Ce deuxième régime de condensation s’est donc 

accompagné d’une évolution des propriétés rhéologiques de la solution, tendant vers un gel 

solide. Cette réticulation de l’ensemble de l’échantillon était effective à t = 14 h, temps auquel 

le module élastique G’ dépasse le module visqueux G’’. 

 

A partir de ces résultats, une hypothèse sur les mécanismes moléculaires conduisant à la 

transition sol-gel est proposée et résumée en Figure 26. Elle s’appuie sur les principes 

généraux de la chimie sol-gel des précurseurs alkoxysilanes (110,147). 

L’hydrolyse a fourni progressivement de nouvelles espèces pour le premier régime de 

condensation. Au cours de ce dernier, des liaisons Si-O-Si s’établissaient localement, formant 

de petits agrégats de quelques molécules de PEG-Si à partir des espèces hydrolysées. La 
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solution est alors devenue une suspension colloïdale, où la phase dispersée était de taille si 

faible que les forces gravitationnelles n’y avaient pas cours. Ce colloïde étant de type « solide 

dans liquide », on parle de « sol ». Les agrégats, bien que présents, n’étaient cependant pas 

assez gros pour modifier significativement le comportement rhéologique du sol. Venait alors 

une phase d’équilibre du taux de condensation, au cours de laquelle les agrégats ont tout de 

même vu leur taille augmenter par un phénomène analogue au mûrissement d’Ostwald, bien 

que non régi par la loi de Laplace : les petits agrégats se sont redissous, au profit d’une 

recondensation sur les agrégats plus gros. Le taux de condensation RC stable indique qu’il y 

avait autant de d’espèces redissoutes que d’espèces recondensées, conduisant à un équilibre 

dynamique. Ce mûrissement a eu lieu jusqu’à ce que les agrégats soient assez gros pour 

s’enchevêtrer les uns dans les autres : le deuxième régime de condensation a alors 

commencé, correspondant à la condensation des agrégats entre eux. Lorsque la structure 

s’étend dans tout le liquide, on ne parle plus de « sol » mais de « gel » : l’échantillon était alors 

solide. Cela n’empêche cependant pas la condensation de se poursuivre au sein même du 

réseau. 

 

 

Figure 26 : Schéma du mécanisme moléculaire conduisant à la réticulation 

du PEG-Si à pH 4,9 

 

 Réticulation de la phase aqueuse en conditions biocompatibles 

L’étude macroscopique de l’influence des paramètres de pH et de temps d’hydrolyse 

accélérée nous ont permis de sélectionner un ensemble de conditions favorables à une 

réticulation rapide. En laissant la solution de PEG-Si à pH = 4,9, on a pu obtenir un gel solide 

en quelques heures. Néanmoins, sur la base des données de la littérature (110), on avait fait 

l’hypothèse qu’un procédé de réticulation en deux étapes à pH différents permettrait de réduire 

le temps de gel. Selon cette hypothèse, à pH acide, la réticulation serait sous contrôle 

cinétique, et une accélération de cette réticulation serait possible par une simple neutralisation. 

Ce pH neutre constitue de plus un environnement favorable à l’incorporation de protéines et 

de peptides thérapeutiques, sensible aux dégradations chimiques à pH acide. 

L’étude rhéologique nous a permis de valider cette hypothèse. En effet, une solution de [PEG-

Si] = 20 % m/v a réticulé en 14 heures lorsqu’elle était laissée à pH = 4,9. Or, si elle était 

neutralisée après 3 heures d’hydrolyse accélérée (à l’issue desquelles l’hydrolyse est totale 

selon les résultats de RMN), le temps de gel après neutralisation était ainsi réduit à 2 heures. 

Ainsi, les conditions de réticulation choisies ont permis le respect des trois premiers points du 

cahier des charges : la neutralisation (i) a servi de stimulus de réticulation, (ii) a permis 

d’obtenir un temps de gel court, et (iii) rendait possible l’ajout de matériel biologique fragile à 

encapsuler. 
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IV.2. Préparation de microgels chargés en protéine modèle par procédé microfluidique 

Si concernant les conditions de réticulation, les contraintes étaient alors respectées, il restait 

à faire la preuve que cette réticulation douce pouvait être mise à profit pour produire des 

microgels chargés en BSA par un procédé microfluidique. 

 Optimisation de l’émulsification 

La phase aqueuse a été optimisée auparavant pour répondre aux contraintes concernant la 

cinétique de réticulation. Sa composition ne sera donc pas discutée dans cette partie. En 

revanche, la nature de la phase huileuse a fait l’objet d’une optimisation, conduisant à choisir 

la paraffine liquide épaisse à 2 % m/m de monooléate de sorbitane. Cette phase huileuse, 

testée au cours d’une émulsification en turbine, fut la seule des quatre proposées donnant une 

émulsion E/H stable sur quelques heures. Notons qu’on la trouve déjà dans d’autres études 

sur la préparation de microgels en microfluidique (124). 

Si l’émulsification a fonctionné en turbine, il a ensuite fallu adapter la formulation au procédé 

microfluidique. En cela, l’optimisation des débits de chaque phase a été capitale. Un débit 

global de 30 mL/h a été supposé suffisamment lent pour permettre le la formation de 

gouttelettes : on sait en effet que le dripping regime est favorisé par des débits lents (148). Ce 

débit était cependant assez rapide pour éviter au PEG-Si de réticuler complètement à 

l’intérieur des capillaires, et donc de boucher le système. Le ratio huile:eau satisfaisant le 

mieux le cahier des charges était de 90:10, car la taille des gouttelettes générées restait 

relativement stable dans le temps. 

Ainsi, la formule et les paramètres de procédé étaient optimisés pour permettre la formation 

d’une émulsion E/H en microfluidique. Cette émulsification réussie est à mettre au crédit de 

nombres capillaires inférieurs à 1, et donc en faveur d’un dripping regime. En effet, le nombre 

capillaire de la phase aqueuse était de 1,3.10-3, en fixant la viscosité dynamique η25°C = 4,161 

mPa.s (149), quand le nombre capillaire de la phase huileuse est estimé à 0,49, considérant 

la viscosité dynamique moyenne de la paraffine η20°C = 170 mPa.s. A noter que pour ces 

calculs, nous avons fixé la tension interfaciale entre les deux phases en présence de 

monooléate de sorbitane à γ25°C = 14 mN.m-1, valeur trouvée dans la littérature (150). Le choix 

de cette valeur sous-entend que le tensioactif était déjà adsorbé à l’interface lors de la 

formation des gouttes. Or, ce n’est le cas que si le temps d’adsorption du tensioactif est 

inférieur au temps microfluidique nécessaire à la formation d’une goutte (148,151). Ce 

scénario n’est donc pas forcément le plus réaliste. C’est cependant le plus défavorable à la 

formation des gouttes (avec une tension interfaciale au plus bas), et pourtant, même dans ce 

cas-là, les nombres capillaires restent inférieurs à 1. Ainsi, que le tensioactif soit déjà à 

l’interface ou pas, le système est logiquement en dripping regime, d’où la formation aisée de 

gouttes. 

Ajoutons enfin que l’émulsion générée est restée relativement stable, assez longtemps pour 

que la réticulation s’opère dans les microréacteurs avant une séparation de phase entre l’huile 

et la solution de PEG-Si. Des microgels de PEG-Si ont ainsi bien pu être produits en 

microfluidique. 

 Préparation de microgels chargés en BSA 

Une fois l’obtention de microgels blancs optimisés, le procédé a dû être adapté à 

l’encapsulation de la BSA. Si la génération de microgels chargés en BSA fut possible, le 

procédé reste encore à améliorer. En effet, une alternance entre ce qui semble être des 
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phases de dripping regime et d’autres phases de jetting regime a été observée pendant 

l’émulsification. En fait, les microgels produits résultent d’essais préliminaires : une voie pour 

incorporer la BSA dans la phase aqueuse a simplement été ajoutée au système microfluidique 

utilisé avant pour préparer des microgels blancs. Cependant, cet ajout a visiblement suffi à 

faire augmenter l’un des nombres capillaires vers 1, amenant le système dans des conditions 

limites entre dripping et jetting regime (1 étant valeur charnière entre les deux régimes (126)). 

Trois causes peuvent être invoquées pour expliquer cette évolution. La première est 

l’adsorption de la protéine à l’interface eau-huile lors de la rencontre entre les deux phases. 

La tension interfaciale s’en serait vue diminuée, augmentant alors le nombre capillaire. 

Cependant, quoique cette adsorption soit certaine et relativement rapide (152–154), aucune 

publication n’indique si elle peut avoir lieu dans des temps inférieurs au délai de formation 

d’une goutte. Cette adsorption pourrait donc très bien se faire en aval de la jonction en croix, 

et ne pas être la cause du jetting regime observé. Une deuxième explication semblant plus 

probable serait que la phase aqueuse aurait une viscosité plus importante dans ce système, 

en comparaison au système microfluidique sans protéine. En effet, dans le système pour 

microgels blancs, l’émulsification était réalisée juste après la neutralisation de la solution de 

PEG-Si, ce qui laissait 34 secondes au PEG-Si pour réticuler au sein du montage. Dans le 

système pour encapsulation de BSA, on ajoute l’étape d’incorporation de la BSA entre la 

neutralisation et l’émulsification : la solution est donc émulsifiée 228 secondes après 

neutralisation. Cette différence de temps pourrait suffire à entraîner une augmentation de 

viscosité de la phase aqueuse, qui auraient eu plus de temps pour réticuler. Or, une viscosité 

plus élevée augmente le nombre capillaire, favorisant un déplacement vers le jetting regime. 

Enfin, la dernière explication plausible serait un encrassage de la jonction en croix, par de la 

protéine ou du PEG-Si réticulé. La présence de résidus aurait en effet pu modifier la géométrie 

au sein de la jonction, perturbant les flux et donc l’émulsification. 

Quelles que soient les raisons de l’instabilité du dripping regime, il n’en reste pas moins que 

des microgels ont été obtenus. Ces derniers sont probablement issus des phases de dripping 

regime. Cependant, il reste possible que ces microgels aient été produits au cours des phases 

de jetting regime, grâce à une instabilité de Rayleigh-Plateau. En effet, tout jet de fluide fini 

par se rompre lorsqu’il subit une déformation de longueur d’onde supérieure à π fois son 

diamètre. On pourrait donc très bien imaginer avoir obtenu des gouttes (et donc des microgels) 

à la suite d’une rupture du jet lors des épisodes intermittents de jetting (155). 

 Purification des microgels 

Une fois les microgels préparés, la phase huileuse continue a dû être retirée. En effet, l’objectif 

à long terme étant l’injection d’une suspension de microgels aux patients, il nous fallait éliminer 

l’huile et le tensioactif, et resuspendre les microgels dans un milieu aqueux. 

L’extraction de l’huile par l’éther diéthylique a été efficace : elle n’a entraîné aucune perte de 

microgels, et a permis d’extraire la majeure partie de l’huile. Il reste tout de même une faible 

quantité d’huile dans la suspension aqueuse. Un deuxième cycle d’extraction aurait pu 

permettre de retirer cette dernière fraction d’huile retrouvée dans la suspension. 

A noter aussi qu’une fraction de l’éther s’est mélangée à la suspension aqueuse de microgels, 

nécessitant une phase d’évaporation de l’éther résiduel. La toxicité de l’éther est faible : c’est 

un solvant de classe 3 selon ICH (156). Son usage est donc limité à 5000 ppm maximum par 

jour sans nécessité de justifier sa présence dans la formule. Néanmoins, des solutions existent 

pour se passer de tels solvants ; elles doivent donc être étudier avec attention. Une solution 
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pourrait par exemple être de ne plus utiliser d’huile, en préparant les microgels au sein d’une 

émulsion « eau-dans-l’eau » (157,158). Il n’y aurait ainsi plus besoin d’éther, ce qui est 

toujours préférable tant du point de vue du patient que de celui du fabricant. 

 Caractéristiques des microgels 

Les microgels, qu’ils soient blancs ou chargés, étaient parmi les plus petits produits en 

microfluidique. Leur taille reste cependant du même ordre de grandeur que celle des microgels 

couramment trouvés dans la littérature (49–51,54,62,71,74,113,123,124,129,133–135). On 

trouve tout de même mention de gels de taille nanométrique produits en microfluidique (159), 

mais leur procédé d’obtention ne passe pas par une étape d’émulsification. En effet, les 

auteurs décrivent un système microfluidique dont la géométrie et les paramètres n’a pas pour 

but de générer des gouttes mais un jet (160). Deux polymères de charges opposées, chacun 

dans une phase, entrent en contact tout au long de ce jet, et s’auto-assemblent pour donner 

des nanogels. Ce système n’est donc pas comparable à nos microgels. 

La distribution granulométrique des microgels blancs comme de ceux chargés en protéine, si 

elle n’est pas vraiment considérée comme polydisperse (la valeur de Span est inférieure à 2), 

reste cependant trop large comparée aux distributions très étroites espérées en microfluidique 

(162). Cela peut s’expliquer par une coalescence des gouttes avant leur réticulation complète. 

En effet, les gouttelettes issues d’un procédé microfluidique ont souvent une distribution très 

monodisperse, après leur formation. Cependant, si les gouttes se rencontrent avant que le 

tensioactif ne sature l’interface, elles peuvent coalescer, donnant des populations plutôt 

polydisperses (163). Deux solutions peuvent être proposées pour réduire la distribution de 

taille des microgels tout en conservant le système développé au cours de ce travail. Il est 

possible soit d’augmenter la concentration en tensioactif (pour accélérer l’adsorption à 

l’interface), soit allonger la tubulure de sortie d’émulsification (pour augmenter le temps 

pendant lequel les gouttelettes avancent sans se rencontrer, avant de tomber dans le tube de 

récupération). Cependant il existe une autre solution, plus radicale : l’utilisation de systèmes 

microfluidiques sur puce en polydiméthylsiloxane. Ces systèmes sont en effet réputés pour 

autoriser une plus grande maîtrise dans la granulométrie des particules produites. En outre, il 

faut noter que la distribution des microgels chargés en BSA est tout de même plus resserrée 

que celle des microgels blancs. Cela peut s’expliquer par une réticulation plus rapide des 

microgels chargés. En effet, il était montré dans la partie IV.2.2 que la distance parcourue par 

la phase aqueuse avant de subir l’émulsification était plus longue dans le cas des microgels 

chargés. La réticulation est donc supposée très avancée au moment de l’émulsification : les 

gouttes réticuleraient alors plus rapidement après l’émulsification, et auraient moins le temps 

de coalescer dans le tube de récupération. Cette réticulation avancée au moment de 

l’émulsification expliquerait aussi la forme légèrement oblongue des microgels chargés. Ces 

derniers, en réticulant dans les tubulures, garderaient la déformation de la goutte générée par 

le flux de liquide. 

En termes d’élasticité enfin, les microgels produits sont comparables à certains microgels de 

gélatine méthacryliques (72), et bien plus élastiques que des microgels de PEG20 000 

diacryliques de concentration 0,5 % m/m (66). De plus, nos particules ne sont pas plastiques. 

Cette résistance mécanique pourrait être un avantage, car elle permet potentiellement le 

séchage des particules sans dégradation, et donc le stockage sous une forme sèche stable. 

Elle est aussi le témoin d’une réticulation réussie : le transfert d’échelle de la réticulation 

macroscopique vers une réticulation en microréacteurs est donc bien un succès. De plus, cette 
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réticulation semble poussée, favorable à une petite taille de maille et donc à une libération 

prolongée de la BSA. 

 Libération de la protéine encapsulée 

La BSA est libérée selon deux modes successifs bien distincts. Pour comprendre le 

comportement de la BSA au cours de ces deux phases, il faut calculer la taille de la maille ξ 

au sein du gel de PEG-Si réticulé. L’Équation 9 permet de faire ce calcul, à partir du module 

de cisaillement G. 

 

𝜉 =  (
𝑘𝑇

𝐺
)1 3⁄  

 

 

 

 

Équation 9 : Calcul de la taille de maille (36) 

 

Ce module de cisaillement G, n’est pas assimilable au module d’Young, qui lui est un module 

d’élasticité. Cependant, lorsque le matériau étudié est isotrope, il est possible de calculer l’un 

à partir de l’autre, comme le montre l’Équation 10.  

 

𝐺 =  
𝐸

2(1 + 𝜈)
 

 

 

 

Équation 10 : Relation entre module d'Young et module de cisaillement (164) 

 

Le coefficient de Poisson ν est fixé à 0,5, qui est la valeur pour un matériau incompressible, 

car nos gels sont composés à 80 % d’eau (72,141,142). Il est admis aussi que le module 

d’indentation local mesuré en AFM équivaut au module d’Young. La taille de maille est alors 

estimée à environ 4 nm. La BSA quant à elle, a un diamètre hydrodynamique en solution 

aqueuse de l’ordre de 7 à 8 nm (165,166). Elle est donc très peu susceptible de diffuser au 

travers du réseau polymérique. 

Or, dans un premier temps, on observe une libération extrêmement rapide, appelée 

communément un burst release. Ce phénomène est très courant lorsque des actifs sont 

encapsulés dans des systèmes particulaires, qu’ils soient de type microgels (167) ou non 

(168). Il est souvent expliqué par la présence d’une fraction de la molécule active faiblement 

liée en surface de la particule. Ces molécules, à portée du milieu de libération, sont donc très 

faciles à désorber, surtout en milieu salin. Dans notre cas, la présence d’une grande quantité 

de BSA en surface est évidente, du fait de ses propriétés tensioactives (152–154).  

Après cette première étape de libération très rapide, une libération nettement plus lente de la 

protéine était observée. La réticulation du PEG-Si étant chimiosélective, cette rétention de la 

Où : ξ : Taille de maille (m) 

        k : Constante de Boltzmann (1,38.10-26 J.K-1) 

        T : Température (K) 

        G : Module de cisaillement (Pa)  

Où : G : Module de cisaillement (Pa) 

        E : Module d’Young (Pa) 

        ν : Coefficient de Poisson (SU) 
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BSA n’est certainement pas due à une liaison covalente entre elle et le réseau polymérique. 

Les molécules de BSA libérées lors de cette étape sont très probablement celles encapsulées 

dans le cœur des microgels. Leur diamètre hydrodynamique étant très peu favorable à leur 

diffusion au sein des microgels, elles sont libérées extrêmement lentement. Nous avons donc 

bien encapsulé une fraction de la BSA dans les microgels. La libération prolongée ainsi 

obtenue permettrait de réduire la fréquence d’administration de cette formulation au patient. 

Cependant, le burst release reste une limite à l’utilisation de ces microgels dans un cadre 

thérapeutique. Pour réduire ce phénomène, plusieurs pistes sont proposées. Certaines études 

mentionnent l’influence des interactions électrostatiques, qui peuvent ralentir la libération de 

l’actif lorsqu’il est de même charge que le réseau polymérique (90). La BSA est ici globalement 

négative, du fait d’un pH (d’une valeur de 7,4) supérieur au point isoélectrique de la protéine 

(pI = 4,7) (169). La greffe de molécules silylées positives sur les chaînes de PEG (par 

hydrolyse/condensation) pourrait ainsi ralentir la libération de la BSA, et donc limiter le burst 

release. Une deuxième possibilité pourrait être d’utiliser des tensioactifs entrant en compétition 

avec la BSA au niveau de l’interface. Si les tensioactifs se placent de façon plus dense et 

s’adsorbent plus vite que la protéine, cela pourrait limiter la présence de cette dernière à 

l’interface. Des tensioactifs silylés pourraient même être utilisés. Ces tensioactifs réticulables 

pourraient éventuellement retenir la BSA enchevêtrée à l’interface. Enfin, une dernière voie 

pour limiter le burst release pourrait être de diminuer encore la taille de maille. Cela peut être 

fait en augmentant le nombre de fonctions siloxanes, en augmentant la concentration en PEG-

Si, ou bien en séchant les microgels avant la fin de la réticulation. En effet, le séchage entraîne 

une contraction des gels, et donc une mise en contact plus intime des chaînes polymériques 

entre elles, qui réticulent plus efficacement. Des résultats expérimentaux, encore en cours de 

validation, semblent appuyer cette hypothèse. 

On trouve d’autres travaux sur des gels de PEG encapsulant de la BSA (170). La réticulation 

opérée par cette équipe limite fortement le burst release, qui existe malgré tout, mais à moindre 

mesure. Cependant, il paraît difficile de réaliser une comparaison catégorique, car nous 

n’avons aucune idée de la taille de maille des gels présentés. De plus, les gels cités sont de 

taille macroscopique. La surface de contact avec le milieu de libération est donc moindre que 

dans le cas de microgels. Aussi, la distance de diffusion au sein de la matrice est plus 

importante pour des macrogels que pour des microgels. La diffusion est donc logiquement 

moins rapide, d’où une libération plus lente que pour des microgels (171). Aussi, les gels 

préparés par cette équipe contiennent une fraction de chitosane dans leur matrice, ce qui peut 

générer des interactions électrostatiques attractives entre la protéine négative et le réseau 

polymérique partiellement positif. 

IV.3. Voies d’administration possibles des microgels 

Cette thèse fut l’occasion de montrer qu’il était possible, grâce à un procédé microfluidique 

simple, des produire des microgels encapsulant des protéines. Cette discussion intervient 

donc à l’issue d’une preuve de concept. Aucun contexte pathologique n’étant ciblé en 

particulier, l’objectif est maintenant d’appréhender les différentes voies d’administration 

éventuellement compatibles avec les caractéristiques de nos microgels. Cette analyse, loin 

d’être exhaustive, se focalisera sur les différentes voies d’administration de particules gélifiées, 

qu’elles encapsulent ou non des protéines. Elle portera sur la possibilité d’administrer nos 

microgels par voie parentérale, orale ou topique ; sur l’existence ou non d’études 

précurseuses, et sur les limites à surmonter pour accéder à certaines voies a priori 

incompatibles.  
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 Voies parentérales 

IV.3.1.1 Voie intraveineuse 

Si les voies parentérales sont souvent les plus évidentes pour les systèmes particulaires, la 

taille des microgels est a priori incompatible avec une administration en intraveineuse. En effet, 

les capillaires pulmonaires, dont la lumière avoisine les 6 µm de diamètre (172), retiendraient 

les microgels les plus gros. A notre connaissance, il n’y a pas de spécifications en termes de 

diamètre maximal injectable. Cependant, une étude évoque des spécifications USP donnant 

un seuil de 5 µm pour les émulsions H/E, avec tout au plus 0,05 % des gouttes pouvant 

dépasser cette valeur  (173). Cette marge est permise par la nature liquide des gouttes d’huile, 

qui peuvent passer dans les vaisseaux les plus petits en se déformant. Or, les microgels 

produits au cours de la présente étude sont solides, comme en témoignent leur module 

d’indentation : une spécification adaptée à cette moindre déformabilité serait donc encore plus 

restrictive. On estime à 4 % la proportion de microgels chargés en BSA supérieurs à 5 µm. Le 

risque d’embolie pulmonaire et de phlébite est donc bien présent. Ainsi, on évitera 

d’administrer les microgels produits par voie intraveineuse, excepté dans les cas où l’on 

recherche l’embolie. Il existe en effet des thérapies dites de « chimioembolisation », pour 

lesquels on injecte volontairement des microgels de grande taille interrompant le flux sanguin 

vers une tumeur. Ces microgels, qui peuvent aussi encapsuler une molécule active, peuvent 

alors libérer cette dernière au plus près de l’organe cible. Des microgels de PEG ont déjà été 

proposés pour ce type de traitement (174–176). La taille de ces derniers dépend des vaisseaux 

à emboliser, mais ils sont en général plus gros que ceux décrits dans la présente thèse. Une 

utilisation dans ce cadre-là ne semble donc pas envisageable sans une augmentation de la 

taille des microgels de PEG-Si. 

IV.3.1.2 Autres voies parentérales 

Si l’injection en intraveineuse des microgels produits ne semble pas pertinente, d’autres voies 

parentérales sont possibles pour obtenir un effet systémique. Par exemple, on trouve trace 

d’un vaccin encapsulé dans des microgels, pour une administration par injection sous-cutanée 

(177). Des microgels libérant de l’insuline en sous-cutané ont aussi pu être testés chez la 

souris (93).  La voie intramusculaire est une autre solution, avec des microgels utilisés comme 

adjuvant dans un vaccin (178). 

Pour des effets loco-régionaux, les voies intra-articulaires (179) et intra-myocardiques (180) 

ont déjà été explorées. Il semblerait que pour ces formes-là, la taille des microgels à injecter 

soit moins problématique qu’en intraveineuse. 

Le segment postérieur de l’œil peut aussi faire l’objet de traitements par injection locale. En 

effet, la diffusion de molécules actives du sang vers ces structures est souvent limitée par la 

barrière hémato-rétinienne. Les administrations intravitréale et subconjonctivale permettent de 

contourner ce problème (181). Et si l’injection de molécules actives à l’état dissout est possible, 

une encapsulation de ces molécules permet de ralentir leur libération et leur clairance, et de 

diminuer leur toxicité locale (181,182). Il n’y a à notre connaissance aujourd’hui aucune étude 

sur des nanogels ou des microgels injectés dans l’œil. De nombreux autres systèmes 

particulaires ont en revanche été testés (181,182). Cependant, ils peuvent parfois rendre la 

vision floue ; un inconvénient que des particules gélifiées n’auraient peut-être pas, du fait 

d’indices de réfraction proches de celui de l’eau. 
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Enfin, une dernière voie parentérale peut-être proposée : la voie transtympanique. Si elle reste 

une voie peu commune, elle est cependant la voie la moins invasive dans le traitement de 

certaines pathologies de l’oreille interne. L’injection se fait alors au travers du tympan, dans 

l’oreille moyenne. L’actif doit alors diffuser jusqu’à la membrane de la fenêtre ronde, point 

d’entrée vers la cochlée et l’oreille interne. Or, le renouvellement de la périlymphe de l’oreille 

moyenne est très rapide, conduisant à un temps de résidence très court des actifs dans ce 

compartiment. Dans ce cadre, l’injection de systèmes particulaires et/ou d’hydrogels est 

pertinent. En effet, si la taille des microgels ne leur permet pas de passer la fenêtre ronde, un 

brevet décrit comment les inclure dans un film s’appliquant sur la cochlée, les stabilisant à 

proximité de la fenêtre ronde pour y libérer de façon prolongée des actifs (184). Si le passage 

des particules est souhaité, il est préférable d’utiliser des particules nanométriques. Aucun 

nanogel n’a été développé à cet effet, mais de nombreuses nanoparticules sont décrites dans 

la littérature (183). Ainsi, rien ne semble limiter l’utilisation de nanogels, qui restent une forme 

de choix si l’actif est une protéine ou un peptide thérapeutique. 

 Voie orale 

Si de nombreuses voies parentérales peuvent être envisagées pour l’administration des 

microgels, la voie orale reste une alternative intéressante lorsqu’un effet systémique est 

recherché. Elle est même bien souvent préférée des patients, en ce qu’elle est non invasive. 

En outre, certains systèmes particulaires ont l’avantage de protéger l’actif qu’ils encapsulent, 

du fait des matériaux qui les composent. Cela peut leur conférer la capacité d’éviter la 

dégradation enzymatique et chimique de substances actives fragiles, notamment dans 

l’estomac (185). Les particules, une fois dans l’intestin, peuvent alors soit rester dans la 

lumière du tube digestif, soit être internalisées par les cellules de la muqueuse intestinale. Le 

devenir des particules est en fait régi par leurs caractéristiques physico-chimiques, et 

notamment (mais pas exclusivement) par leur taille. En effet, il semblerait que la probabilité 

d’internalisation d’une particule diminue d’autant plus que leur taille augmente (186). Dans le 

cas des microgels produits au cours des travaux présentés ici, l’internalisation serait 

probablement minime. L’élimination des microgels risque dont d’être très rapide. Dans ce cas, 

il conviendrait de mettre à profit la mucoadhésivité de certains matériaux pour garder au moins 

les particules en contact intime avec les muqueuses digestives. L’incorporation de cystéine ou 

de chitosane à nos gels pourrait favoriser ce phénomène (185,187). Elle permettrait 

d’augmenter le temps de résidence des microgels dans le tractus digestif, et d’installer un 

gradient de diffusion de l’actif encapsulé de la particule adhésive vers les cellules intestinales. 

Dans ce contexte, des microgels pour administration orale ont été proposés par plusieurs 

équipes, pour encapsuler des petites molécules (188), des protéines comme l’insuline 

(189,190), et même des lactobacilles pour des traitements probiotiques (191–193). Dans ce 

dernier cas cependant, les microgels sont bien plus gros que ceux décrits dans la présente 

thèse, avec des tailles de plusieurs centaines de micromètres. 

 Voies topiques 

En dehors des voies parentérales et orales, les systèmes galéniques particulaires peuvent 

enfin être appliqués par voie topique. La voie topique la plus courante est la voie 

transdermique, et on trouve en effet plusieurs publications sur des suspensions de particules 

pour cette voie. Il est couramment admis que les nanoparticules à visée thérapeutique ne 

pénètrent pas la barrière cutanée lorsqu’elle est saine (194,195). Cependant, on relève 

plusieurs articles faisant état de la pénétration de nanoparticules, voire même de 
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microparticules, pénétrant la peau jusqu’à ses couches viables (196–198). Or, il est difficile de 

comparer les études entre elles et de formuler des conclusions générales valables pour tous 

les types de particules. L’état physiopathologique de la peau utilisée (espèce donneuse, zone 

du corps, taux d’hydratation, lésions, pathologies sous-jacentes) et la nature des particules 

(hydrophobie, charge de surface, présence de tensioactifs) sont des facteurs à prendre en 

compte lorsqu’on analyse de telles données, alors que la taille des particules est bien souvent 

le seul facteur discuté. Aucune hypothèse ne sera donc faite quant à la possible pénétration 

des microgels dans la barrière cutanée. Si la pénétration des particules fait toujours débat, il y 

a bien consensus sur le fait qu’elles s’accumulent dans les follicules pileux. Cette 

accumulation, loin d’être un problème, fait du follicule un réservoir d’où peut se faire la 

libération des actifs encapsulés à même de passer la barrière cutanée. On trouve ainsi mention 

de suspensions de microgels de polymère acrylique pour application cutanée, ayant pour 

objectif une perméation de l’actif à travers toutes les couches de la peau (199). D’autres 

publications font état de microgels polyacryliques chargés d’actifs, eux-mêmes piégés dans 

un film polyacrylique pour panser des plaies (200). Lorsque la diffusion de l’actif à travers les 

couches externes de la peau est trop lente, il est possible d’utiliser des dispositifs 

transdermiques à micro-aiguilles pour amener les microgels au plus près des couches viables 

de la peau (201,202). 

Si la peau est le tissu le plus souvent visé par les formulations à application topique, d’autres 

voies existent. Les segments antérieurs de l’œil par exemple, comme la cornée et l’uvée, 

peuvent être traités par une application topique. L’inconvénient majeur de cette voie est le 

temps de résidence très court des substances actives dissoutes. Or, une encapsulation dans 

des micro/nanoparticules permet de ralentir l’élimination de ces substances actives par le 

drainage lacrymal, et de contrôler leur libération (182,203). Dans ce contexte, des nanogels 

contenant du timolol ont été inclus dans des lentilles de contact, permettant une libération 

topique prolongée du timolol (204). Pour ce type d’applications, la taille des particules ne 

semble pas être un élément limitant. Il est donc possible d’imaginer utiliser les microgels 

décrits dans la présente thèse selon un modèle similaire. En revanche, lorsque la pénétration 

au travers de la cornée est désirée, une taille nanométrique doit être préférée. Des études 

montrent en effet que des nanogels de chitine pouvaient pénétrer dans les couches profondes 

de la cornée (205). La pilocarpine et la dexaméthasone ont ainsi fait l’objet d’une encapsulation 

dans des nanogels pour l’administration topique en collyre (206,207). A notre connaissance, 

aucune étude à ce jour ne décrit l’utilisation de gels de taille micrométrique en application 

topique sur l’œil. Cependant, on trouve mention de microsphères non hydratées de gélatine 

en suspension dans l’eau, libérant de la pilocarpine de façon prolongée (208). Ces 

microsphères ne sont pas décrites comme des microgels. Cependant, leur hydratation à une 

température proche de la température de solubilisation moyenne des gélatines (209) pourrait 

faire d’elles des microgels. Quoiqu’il en soit, nous ne voyons pas de raison de limiter la voie 

oculaire aux seules objets nanométriques, tant que le confort du patient est préservé. En effet, 

au-delà de 10 µm, une sensation de grain de sable peut apparaître après instillation des 

microparticules (210). Cependant, les microgels de PEG-Si restent en-dessous de cette 

valeur. 

Enfin, il convient de citer les voies nasales et vaginales, qui sont peu étudiées mais restent un 

champ pertinent d’application de gels particulaires. Par exemple, des nanogels entourés de 

bicouches lipidiques ont été développés pour imiter les virus, et servir de vaccins 

biomimétiques (211). Ces formes sont envisagées pour une administration nasale ou vaginale, 

car ces organes sont le siège de réactions immunitaires mucosales supportées par la 
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production d’immunoglobulines A. Si l’imitation de virus nécessite une taille nanométrique, on 

peut imaginer des vecteurs biomimétiques d’antigènes bactériens, plutôt micrométriques. 

Dans ce cadre, les microgels décrits dans la présente thèse seraient une forme intéressante.   
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Conclusion et Perspectives 

L’objectif de cette thèse était le développement de microgels de PEG-Si par microfluidique, 

réticulés en conditions douces, en vue de la microencapsulation de protéines et/ou de 

peptides. Nous avons tenté de répondre point par point à un cahier des charges adapté aux 

applications de microencapsulation de matériel biologique. En s’appuyant sur notre 

compréhension des mécanismes de réticulation d’un PEG bis-silylé, nous avons pu optimiser 

les conditions de la réticulation pour qu’elle se fasse en conditions douces, en moins de 2h 

après application d’un changement de pH. Nous avons alors réalisé une émulsion E/H par un 

procédé microfluidique simple, pour mettre en œuvre cette réticulation maîtrisée au cœur des 

gouttes d’eau. Les microgels ainsi obtenus avaient une résistance mécanique importante, 

témoin de leur réticulation chimique, et une taille adaptée à un grand nombre de voies 

d’administration. Devant ces résultats encourageants sur les systèmes blancs une protéine 

modèle, la BSA, a été incorporée à la phase aqueuse. L’encapsulation de la protéine fut un 

succès, car nous avons obtenu des microgels capables de libérer en 24h environ 80 % de la 

BSA. 

Cependant, quelques points restent à améliorer. En effet, la distribution granulométrique des 

microgels était relativement large. L’utilisation de circuits microfluidiques sur puce 

développées suite à ces travaux pourrait permettre d’homogénéiser la taille des microgels. En 

outre, l’ajout de la BSA au sein du système a provoqué certaines perturbations au niveau de 

l’émulsification. Ces perturbations doivent être analysées, et leurs causes comprises, afin de 

pouvoir les prévenir. Enfin, notons que si la protéine a bien été encapsulée dans les microgels, 

elle restait très majoritairement en surface, occasionnant un burst release dans les premières 

minutes d’immersion dans le milieu de dissolution. L’ajout de charges positives au sein du 

système grâce à la chimie des alkoxysilyles est la voie privilégiée aujourd’hui pour ralentir la 

libération. 

Ainsi, si le procédé reste à optimiser, le travail développé tout au long de cette thèse n’en reste 

pas moins une preuve de concept solide pour le développement d’une plateforme polyvalente 

et adaptable d’encapsulation de protéines thérapeutiques. Cette plateforme s’appuie 

notamment sur deux piliers majeurs : un matériau biocompatible réticulant dans des conditions 

douces, et un procédé extrêmement flexible, modulable à l’envie, et adapté aux défis de la 

production industrielle de demain.  
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Annexe 2. Corrélogrammes des mesures réalisées en DLS au cours du temps sur une 

solution de [PEG-Si] = 20 % m/v à pH = 4,9 à 25°C 
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Annexe 3. Recherche du domaine linéaire réalisée en oscillation sur un gel réticulé de 

[PEG-Si] = 20 % m/v à pH = 4,9 à 25°C, 27h après la mise en solution 
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Annexe 4. Recherche du domaine linéaire réalisée en oscillation sur un gel réticulé de 

[PEG-Si] = 20 % m/v à pH = 7,5 à 25°C, ayant été neutralisée après 3h à pH = 4,9 

(recherche réalisée 8h après la mise en solution) 
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Annexe 5. Superposition des cinétiques de réticulation obtenues en RMN 1H et en 

rhéologie en oscillation ([PEG-Si] = 20 % m/v dans tampon Citrate/Phosphate à pH = 4,9 

à 25°C) 
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Préparation microfluidique de microgels de poly(éthylène glycol) bis-silylé en vue de la 
microencapsulation de protéines thérapeutiques 

L’utilisation des protéines dans le traitement de nombreuses affections connaît un succès 
grandissant. Cependant, la fragilité de ces molécules vis-à-vis de la dégradation rend encore 
leur emploi difficile. Des solutions d’encapsulation et de libération prolongée doivent donc être 
trouvées pour permettre une utilisation massive des protéines et peptides thérapeutiques. Les 
microgels constituent une plateforme adaptée à l’administration de ces molécules actives. Le 
travail présenté avait pour objectif le développement par un procédé microfluidique de 
microgels de poly(éthylène glycol) bis-silylé, en vue de la microencapsulation d’une protéine 
modèle. Après une étude fondamentale sur les mécanismes de gélification du polymère bis-
silylé, nous avons pu opérer sa réticulation en conditions douces, dans les deux heures suivant 
l’application d’un stimulus. Nous avons alors réalisé une émulsion eau-dans-huile par un 
procédé microfluidique, pour transposer ce processus de réticulation à l’échelle d’une 
gouttelette d’eau. Les microgels ainsi obtenus avaient une résistance mécanique importante, 
et une taille adaptée à un grand nombre de voies d’administration. L’incorporation de la 
protéine modèle au sein de ces microgels fut un succès. La libération de la protéine, bien que 
rapide, montre la capacité d’encapsulation de nos microgels. Ce travail ouvre donc la voie vers 
le développement d’une plateforme flexible d’encapsulation de protéines thérapeutiques, 
devant permettre l’essor de ces substances actives prometteuses. 

Mots-clés : Administration de protéines, Microgels, Poly(éthylène glycol) silylé, Chimie sol-gel, 
Microfluidique, Libération prolongée 

 

 

 

Preparation of bis-silylated poly(ethylene glycol) microgels in a microfluidic device in 
order to encapsulate therapeutic proteins 

The use of proteins to treat many diseases is increasing dramatically. However, these 
molecules are very fragile: they degrade easily, which makes them difficult to use. Solutions 
for proteins encapsulation and sustained release must be found to allow their massive use. 
Microgels represent a suitable platform to deliver these active substances. Our work aimed to 
develop bis-silylated poly(ethylene glycol) microgels by a microfluidic process, in order to 
encapsulate therapeutic proteins. After a fundamental study of the gelation mechanism of the 
bis silylated polymer, we could perform its cross-linking in soft conditions, in the two hours 
following the application of a stimulus. Then we prepared a water-in-oil emulsion in a 
microfluidic device, to repeat the cross-linking process on a water droplet scale. The microgels 
obtained had a great mechanical strength, and the suitable size to be administrated through 
many routes. The embedding of the model protein in the formula has been successfully 
performed. The protein release, while fast, showed the encapsulation capacity of the 
microgels. Thus, this work paves the way towards the development of a flexible encapsulation 
platform for therapeutic proteins, allowing the rise of these promising active ingredients. 

Keywords: Protein delivery, Microgels, Silylated poly(ethylene glycol), Sol-gel chemistry, 
Microfluidics, Sustained release  

 


