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Thèse de doctorat de l’Université Paris-Saclay
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Véronique ROSILIO
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Introduction

Les émulsions sont des édifices instables thermodynamiquement, qui nécessitent l’ajout d’un

émulsifiant pour obtenir une stabilité cinétique. Ces structures sont très utilisées pour des ap-

plications industrielles dans des domaines tels que la cosmétique, l’agroalimentaire ou encore la

pharmacologie.

Les émulsions doubles eau-dans-huile-dans-eau, en particulier, sont considérées depuis quelques

dizaines d’années comme des systèmes prometteurs pour l’encapsulation et le relargage de prin-

cipes actifs fragiles. La couche d’huile constitue une barrière censée isoler la molécule encapsulée

de son environnement extérieur et permettre ainsi de préserver ses propriétés durant le stockage.

Il est aussi possible de coencapsuler au sein de ces édifices deux molécules d’affinités opposées,

l’une en phase aqueuse interne et l’autre dans l’huile.

Ces émulsions sont habituellement formées en deux étapes et avec deux émulsifiants : leur

obtention est donc complexe et conduit à des édifices souvent peu stables. En outre, la libération

des composés encapsulés se fait dans la majorité des cas par un relargage passif, via la diffusion

des molécules au travers de la phase huile, ou bien par coalescence des gouttelettes internes avec

la phase aqueuse externe.

Depuis une quinzaine d’années, plusieurs groupes de recherche se sont intéressés à la formation

de ces émulsions en une seule étape et avec un unique émulsifiant. Plusieurs systèmes ont ainsi été

élaborés pour permettre l’obtention d’émulsions doubles de façon très simple. Cependant, peu

sont biocompatibles et peuvent effectivement être utilisés pour encapsuler des molécules d’intérêt

pour le vivant. En outre, la plupart de ces travaux se concentrent sur la formation des émulsions et

on trouve peu d’exemples pour lesquels l’encapsulation d’un composé est effectivement étudiée, et

encore moins son relargage via l’action d’un stimulus externe.

Dans l’optique de coupler à la fois simplicité de formation et biocompatibilité, une collabora-

tion entre les laboratoires SIMM de l’ESPCI Paris et LIONS du CEA a permis la mise au point

d’un système basé sur l’utilisation d’un copolymère dibloc amphiphile polydiméthylsiloxane-

b-poly(méthacrylate de diméthylaminoéthyle) (PDMS-b-PDMAEMA), permettant d’obtenir des

émulsions doubles en une seule étape. Ce système présente l’avantage d’être sensible au pH, à la

température et à la force ionique, permettant d’envisager un relargage contrôlé des espèces encap-

sulées. Il a été montré de façon qualitative que la libération d’un colorant peut être déclenchée par

une diminution du pH, une augmentation de la température, ou bien par un déséquilibre de force

ionique entre les phases aqueuses interne et externe. Des expériences préliminaires d’encapsulation

de vitamine C ont également été réalisées.
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INTRODUCTION

Cette thèse a pour but de poursuivre ces travaux et d’étudier l’encapsulation de molécules au

sein de ces systèmes, ainsi que leur libération contrôlée. La coencapsulation de deux composés

sera également envisagée. Nous nous concentrerons en particulier sur le stimulus du pH pour

le relargage des molécules encapsulées, dans le but de développer des systèmes pouvant être

administrés par voie orale, avec libération des composés d’intérêt dans l’estomac. Nous aborderons

également la formation des émulsions doubles par voie microfluidique, méthode prometteuse

pour l’obtention de structures de taille et de composition bien maîtrisées.
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Glossaire

Types d’émulsions

H/E Émulsion huile-dans-eau (directe)
E/H Émulsion eau-dans-huile (inverse)
E/H/E Émulsion double eau-dans-huile-dans-eau
H/E/H Émulsion double huile-dans-eau-dans-huile

Synthèse des copolymères

ATRP
Polymérisation radicalaire par transfert d’atome (Atom Transfer Radical Polyme-
rization)

DP Degré de polymérisation
neq Nombre d’équivalents molaires

DMS Diméthylsiloxane
PDMS Polydiméthylsiloxane
PDMS-OH Bloc de PDMS commercial hydroxylé en bout de chaîne
PDMS-Br Macroamorceur de PDMS bromé
DMAEMA Méthacrylate de diméthylaminoéthyle
PDMAEMA Poly(méthacrylate de diméthylaminoéthyle)

CuBr Bromure de cuivre (I)
CDCl3 Chloroforme deutéré
Et3N Triéthylamine
HMTETA 1,1,4,4,7,7,10,10-hexaméthyltriéthylènetétramine

Étude de cytotoxicité

DMSO Diméthylsulfoxyde
IC50 Concentration inhibitrice médiane
MTT Bromure de 3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényltétrazolium
MTX Méthotrexate
TX 100 Triton™ X 100
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GLOSSAIRE

Copolymères

COPO 60b50 PDMS60-b-PDMAEMA50
COPO 60b265 PDMS60-b-PDMAEMA265
COPO 104b89 PDMS104-b-PDMAEMA89

Techniques de caractérisation

Cryo-MET Cryo-microscopie électronique à transmission
DLS Diffusion dynamique de la lumière (Dynamic Light Scattering)

LCMS
Chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse (Liquid Chroma-
tography, Mass Spectrometry)

ORAC Oxygen Radical Absorbance Capacity, mesure du pouvoir antioxydant
RMN1H Résonance Magnétique Nucléaire du proton
SEC Chromatographie d’exclusion stérique (Steric Exclusion Chromatography)
UV Ultra-violet

Divers

Sels
HCl Acide Chlorhydrique
NaCl Chlorure de sodium
NaOH Hydroxyde de sodium
Grandeurs physiques
CMC Concentration Micellaire Critique
δ Déplacement chimique
LCST Lower Critical Solution Temperature
PA Pouvoir antioxydant
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I. L’ENCAPSULATION

I L’encapsulation

L’encapsulation consiste à piéger un composé dans un autre matériau, de façon à modifier ses

propriétés1,2.

I.1 Qu’encapsuler et pourquoi?

De nombreuses substances peuvent gagner à être encapsulées, ce pour différentes raisons1 qui

sont souvent concomitantes :

— Protéger un composé fragile et éviter sa dégradation durant le stockage, l’encapsulation

constituant alors un moyen de l’isoler de son environnement extérieur (oxygène, humidité,

lumière, température, pH...) ;

— Contrôler la libération d’une molécule et sa localisation, en permettant soit un relargage

instantané sous l’action d’un stimulus, soit la libération progressive au cours du temps, le

tout à l’endroit désiré ;

— Masquer les goûts ou les odeurs désagréables de certains composés nécessaires dans la

formule mais qui en dégradent les qualités sensorielles ;

— Permettre l’administration d’un composé non soluble en phase aqueuse ;

— Protéger un composé volatil afin de le maintenir durablement dans une formulation ;

— Conditionner les substances sous une forme qui en facilite le transport et le stockage avant

utilisation, ainsi que leur intégration dans une formulation.

L’encapsulation est réalisée au sein de micro- ou de nanoparticules qui se divisent en deux

groupes3 : les micro- et les nanosphères, solides, au sein desquelles la substance d’intérêt est

dispersée sous forme cristalline ou moléculaire (on parle aussi de matrices, cf Figure I.1(a)), et les

micro- et nanocapsules, composées d’un ou plusieurs cœurs liquides aqueux ou huileux entourés

d’une écorce le plus souvent constituée par un polymère (cf Figures I.1(b) et (c)). La molécule est

dans ce cas généralement dissoute ou dispersée dans le ou les cœurs liquides, plus rarement dans

l’écorce4,5.

(a) Microsphère ou matrice (b) Microcapsule (c) Microcapsule multi-cœurs

Figure I.1 – Représentation schématique des trois différents types de particules utilisées pour l’encapsu-
lation.

Les premiers systèmes encapsulés furent des capsules mises au point par Green au sein de la

National Cash Register Company6, dans les années 50, pour remplacer l’utilisation du papier
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carbone dans la copie de documents. Ces microcapsules étaient chargées d’une encre, libérée

sélectivement par rupture des membranes grâce à la contrainte mécanique exercée par le stylo sur

le papier. Il était ainsi possible de dupliquer le texte rédigé plus proprement qu’avec du papier

carbone.

Dans les années 70, l’industrie pharmaceutique commença à s’intéresser à l’encapsulation,

capable d’améliorer significativement l’administration des médicaments7–11. C’est en effet un

moyen efficace de répondre aux nombreux problèmes posés par leur délivrance, tels que la

dégradation des substances actives avant administration ou avant d’atteindre l’organe cible ; la

mauvaise biodisponibilité, souvent liée à la solubilité insuffisante de la substance ; ou encore la

maîtrise difficile des doses administrées pour certaines substances particulièrement toxiques. L’un

des premiers systèmes à base de capsules développé pour l’industrie pharmaceutique permit la

délivrance contrôlée de la pilocarpine, substance utilisée dans le traitement des glaucomes12. Au

lieu de déposer plusieurs fois par jour des gouttes contenant ce principe actif dans leurs yeux, les

patients n’ont besoin que d’une dose de cette formulation en capsule pour être traités trois jours

durant.

L’encapsulation trouve aussi beaucoup d’applications dans le domaine de l’agroalimentaire, par

exemple pour protéger et libérer de façon durable des arômes et éviter une diminution de la saveur

des aliments13. Plus récemment, l’intérêt croissant des consommateurs pour les alicaments a fourni

de nouvelles applications possibles à l’encapsulation. Ces aliments aux propriétés nutritionnelles

améliorées pour augmenter leurs bénéfices pour la santé nécessitent en effet bien souvent la

protection des actifs fragiles, comme les vitamines ou les antioxydants afin de conserver leurs

bienfaits1,7.

L’encapsulation est également utilisée en cosmétique14,15, en chimie16,17, pour l’agriculture18,19

ou encore dans certains matériaux techniques, en particulier auto-réparants20,21.

I.2 Méthodes d’encapsulation

Les techniques permettant l’obtention de microparticules sont nombreuses1,2,7. Notre travail

portant sur les émulsions, nous avons choisi de nous concentrer ici sur les techniques de formation

de microparticules basées sur l’utilisation d’une émulsion. La taille des particules obtenues va

principalement dépendre de la taille des gouttes de l’émulsion, les techniques présentées ici

permettant de former des particules nano- ou micrométriques.

I.2.a Émulsions

Les émulsions, dispersion d’un liquide dans un autre, sont de par leur structure des édifices

qui permettent de protéger et de transporter des molécules22,23. Les émulsions simples à phase

eau continue permettent le transport de composés hydrophobes. Pour le transport de molécules

hydrophiles, des émulsions inverses peuvent être utilisées, ou bien des émulsions doubles eau-

dans-huile-dans-eau (E/H/E)24,25 qui permettent de conserver une phase continue aqueuse. Ces

dernières sont constituées de globules d’huile contenant des petites gouttelettes d’eau, le tout

dispersé en phase aqueuse. La couche d’huile joue le rôle d’écorce et protège la phase aqueuse de
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ces capsules souvent multi-cœurs. Des émulsions huile-dans-eau-dans-huile (H/E/H) peuvent

également être utilisées pour encapsuler des molécules hydrophobes, dans des cas plus restreints

où il est envisageable d’avoir une phase continue huileuse.

En pratique, les émulsions simples sont rarement utilisées comme capsules pour le transport et

la protection de composés. En revanche, la création d’une émulsion est souvent la première étape

de la formation de sphères ou de capsules. Dans ce cas, la substance d’intérêt est dispersée ou

solubilisée dans la phase dispersée de l’émulsion. La micro- ou nanoparticule est ensuite formée

par polymérisation d’un ou de plusieurs monomères ou bien par précipitation ou gélification d’un

polymère contenu en phase dispersée.

I.2.b Formation de microparticules à partir de monomères

Polymérisation en émulsion26,27 Le monomère ainsi que le principe actif à encapsuler sont

dissous dans la phase dispersée. La phase continue contient quant à elle le tensioactif permettant

de stabiliser l’émulsion. La polymérisation est déclenchée par un stimulus externe comme une

augmentation de température ou l’exposition à des rayonnements UV. Au fur et à mesure de leur

croissance, les chaînes synthétisées cessent d’être solubles en phase dispersée. Comme elles sont

également insolubles en phase continue, elles précipitent au sein des gouttelettes, conduisant à la

formation de micro- ou nanosphères.

Cette méthode d’encapsulation est beaucoup utilisée pour les pigments28–30 mais elle permet

également la protection de composés pharmaceutiques comme des anti-inflammatoires31.

Polycondensation à l’interface32 Deux monomères, capables de réagir ensemble, sont dissous

l’un dans la phase dispersé et l’autre dans la phase continue. La molécule à encapsuler est quant à

elle dissoute en phase dispersée. Les deux monomères se condensent ensemble à l’interface eau-

huile, conduisant à la formation de capsules dans le cas où le polymère formé est insoluble en phase

dispersée, ou bien à des micro- ou nanosphères s’il y est soluble. On trouve dans la littérature des

exemples d’antiseptiques33, d’agents anti-vieillissements34 ou de protection solaire35 encapsulés

par cette méthode.

I.2.c Formation de microparticules à partir de polymères

Précipitation de polymère Cette technique est réalisée à partir d’émulsions à phase eau continue.

La précipitation du polymère contenu en phase dispersée de l’émulsion conduit à la formation de

micro- ou nanoparticules. Plusieurs méthodes sont utilisées pour faire précipiter le polymère36.

Dans le cas le plus simple, le solvant hydrophobe constituant la phase dispersée est simplement

évaporé sous vide37. En utilisant un solvant organique présentant une certaine solubilité dans

l’eau, il est aussi possible de faire précipiter le polymère par diffusion du solvant en phase aqueuse :

pour cela, la phase aqueuse est saturée en solvant (et le solvant en phase aqueuse) par mise au

contact des deux phases, qui sont ensuite émulsifiées. Un grand volume de phase aqueuse est

dans un second temps ajouté à l’émulsion : le solvant n’est plus à saturation dans l’eau, il va donc

diffuser hors des gouttes de l’émulsion , engendrant la précipitation du polymère38. Suivant le

même principe, un solvant complètement miscible à l’eau (typiquement l’acétone) peut être utilisé

pour former la phase dispersée de l’émulsion. Il est rendu insoluble en phase aqueuse par ajout

15



CHAPITRE I. ÉTAT DE L’ART

d’une grande quantité de sels dans celle-ci. De la même façon que précédemment, la précipitation

est déclenchée par ajout d’un grand volume d’eau à l’émulsion : l’acétone redevient alors soluble

dans l’eau et le polymère présent en phase dispersé précipite autour du principe actif39.

Avec cette technique, des microsphères peuvent être obtenues, mais également des capsules.

Elles peuvent être à cœur huileux si la phase dispersée est constituée par un mélange huile non

volatile ou insoluble en phase aqueuse / solvant organique38, ou bien à cœur aqueux si des

émulsions doubles sont utilisées40.

Des anticancéreux41, des antibiotiques42, des protéines43 ou encore de l’ADN44 ont pu être

encapsulés par ces méthodes de précipitation.

La précipitation du polymère peut également être déclenchée par la réticulation de celui-ci par

chauffage ou ajout d’un réticulant45, ou dans le cas d’un polymère non soluble en phase dispersée

à température ambiante, par émulsification à chaud puis diminution de la température conduisant

à la gélification du polymère46.

Coacervation47,48 Ici, on travaille avec une phase aqueuse dans laquelle est dispersé le principe

actif hydrophobe, soit sous forme solide, soit en solution dans des gouttes de phases organique.

La phase aqueuse contient un ou deux polyélectrolytes hydrosolubles de charges opposées. Un

agent de désolvatation (un alcool par exemple) est ajouté en phase aqueuse, ce qui conduit à

la séparation de phase du ou des polymères qui viennent s’adsorber sous forme de précipité à

l’interface phase continue / phase dispersée. Cette étape est éventuellement suivie d’une étape de

réticulation permettant de rigidifier la membrane ainsi formée.

Avec cette méthode, il est possible d’encapsuler par exemple des antioxydants49, des arômes50

ou encore des huiles essentielles51.

I.3 Modes de libération des espèces actives encapsulées

Bien évidemment, pour que l’encapsulation ait un intérêt, il faut que les particules libèrent la

molécule à l’endroit et au moment souhaité. Deux types de relargage peuvent être différenciés, qui

correspondent à des applications et des mécanismes bien distincts.

Pour certaines applications, l’encapsulation doit permettre un relargage progressif au cours

du temps. C’est le cas notamment pour la délivrance de médicaments, comme la pilocarpine

dans le cas du traitement du glaucome12. Lors de l’administration d’une forme pharmaceutique

conventionnelle, la molécule active est délivrée en grande quantité dans les premiers instants, puis

sa concentration diminue très rapidement pour atteindre des doses auxquelles la molécule n’a

plus d’effet thérapeutique52. Il est donc nécessaire de prendre le même médicament à intervalle

régulier. En plus de n’agir que pendant une période de temps très limitée, la molécule risque de

se trouver momentanément dans le corps en concentration trop élevée, engendrant une certaine

toxicité. L’encapsulation peut pallier ce problème en permettant la libération continue d’une dose

constante et optimale de la substance active, ce pendant des durées pouvant aller jusqu’à plusieurs

mois pour une administration par voie sous-cutanée53.

Pour ces applications, le mécanisme de libération doit être progressif. Le plus souvent, le

relargage a lieu par diffusion de la molécule active à travers la matrice ou l’écorce qui la protège.

Cependant, d’autres mécanismes peuvent être utilisés, comme la décomposition progressive de
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la matrice (dans le cas d’une matrice en polymère biodégradable par exemple) ; ou le gonflement

de la matrice ou de l’écorce par le solvant dans lequel la particule est en suspension, phénomène

engendrant l’apparition de pores autorisant le passage de la molécule54.

Pour d’autres applications, un relargage progressif n’est pas nécessaire ou pas souhaité. C’est

le cas par exemple des capsules de Green6 libérant de l’encre sous la pression du stylo. L’idée

est alors d’obtenir la libération instantanée de la totalité du composé encapsulé sous l’action

d’un stimulus externe55, qui peut être une contrainte mécanique56, mais aussi une variation

du pH57–59, de la température60,61, une exposition à des rayonnements lumineux62 ou à un

champ magnétique63,64. Cette méthode de libération peut être utilisée en pharmacologie lorsque

la principale fonction de la capsule est la protection du principe actif lors du stockage, mais

aussi dans le cadre de traitement locaux où l’on souhaite délivrer le médicament à l’endroit exact

désiré, notamment dans le cadre du traitement d’une tumeur cancéreuse65. Par exemple, les

équipes de Kong et Grüll66,67 utilisent des liposomes (vésicules à cœur aqueux formées par des

phospholipides) chargés en anticancéreux pouvant être déstabilisés par une augmentation de

température pour libérer localement le traitement uniquement aux cellules constituant la tumeur.

Un autre exemple est le système développé par Oliviera et al.68, pour lequel l’exposition à un

champ magnétique induit la perméabilisation de capsules polymériques et la libération localisée

des drogues anticancéreuses.

I.4 Encapsulation dans des émulsions doubles

Les techniques et les applications de l’encapsulation sont nombreuses et variées. Dans ce travail,

nous nous intéresserons en particulier à l’encapsulation de substances dans des émulsions doubles

E/H/E. Ces dernières présentent en effet des caractéristiques intéressantes :

— La phase huile joue le rôle de barrière protectrice pour la phase aqueuse interne, l’isolant de

son environnement extérieur de façon efficace ;

— Les émulsions multiples sont les seules à permettre la codélivrance de composés hydrophiles

(dans les gouttelettes d’eau internes) et hydrophobes (dans la phase huile) dans des quantités

similaires. Les capsules sont en effet le plus souvent constituées d’une phase solide renfer-

mant une substance active en solution. Les émulsions doubles sont avec les liposomes les

seuls systèmes à écorce liquide, ces derniers ne présentant cependant qu’un volume lipophile

très restreint ne permettant pas l’encapsulation d’une grande quantité de molécules69 ;

— Ces systèmes sont tout indiqués pour le relargage contrôlé déclenché par un stimulus externe,

grâce à l’utilisation d’émulsifiants sensibles à la température ou au pH par exemple.

On trouve dans la littérature de nombreux exemples de molécules encapsulées dans des émul-

sions doubles, que ce soit pour les protéger de la dégradation, pour éviter des interactions non

souhaitables avec d’autres composés présents dans la formulation ou dans le corps, ou encore pour

masquer le goût désagréable de molécules incorporées dans la formulation car bénéfiques pour la

santé70.

Des minéraux71,72, des vitamines73–77, des antioxydants78–81 ou encore des microorganismes82,83

ont ainsi été encapsulés au sein des gouttelettes internes d’émulsions E/H/E. Cependant, ces émul-

sions sont le plus souvent formées de façon complexe, en deux étapes d’émulsification, et leur

17



CHAPITRE I. ÉTAT DE L’ART

formulation nécessite généralement l’utilisation de nombreuses molécules (tensioactifs, biopoly-

mères, sels...).

En outre, la libération des composés encapsulés se fait généralement de façon spontanée, soit

par diffusion des molécules au travers de la phase huile71,73,81 , soit par coalescence des gout-

telettes d’eau interne avec la phase aqueuse externe73,84, sans déclenchement par un stimulus.
L’inconvénient est la libération relativement rapide des composés : au bout d’un mois, un pour-

centage non négligeable de la molécule encapsulée (dépendant des systèmes mais supérieure à

20%) est le plus souvent déjà passé en phase aqueuse externe, ce qui empêche la conservation

des émulsions sur des temps longs. La résistance des formulations à un stockage de plusieurs

semaines voire mois est pourtant nécessaire à l’élaboration de produits à destination des secteurs

pharmaceutiques ou agroalimentaires.

Enfin, très peu d’études ont montré que la conservation des molécules sensibles au sein

d’émulsions multiples permettait une réelle protection contre leur dégradation. Généralement,

seule l’évolution de la quantité de composé encapsulé en phase aqueuse externe est mesurée. Cela

est notamment dû au fait que les émulsions ne peuvent pas être déstabilisées de façon contrôlée

par un stimulus, il est donc impossible d’avoir accès à l’état de la molécule en phase aqueuse

interne à un instant donné. Nous allons détailler malgré tout quelques systèmes pour lesquels la

protection de la molécule encapsulée a été quantifiée.

L’équipe de Shima82, ainsi que celle de Pimentel-Gonzales83 ont étudié l’encapsulation de

bactéries lactobacilles, probiotique supposé améliorer la flore intestinale, dans des émulsions

doubles. Le nombre de bactéries vivantes est déterminé par un comptage lors de l’observation

microscopique des gouttes internes de l’émulsion. Ils ont montré que la formulation en émulsion

double permet aux bactéries d’être préservées lors de l’ingestion de l’émulsion du contact avec les

acides biliaires responsables de la mort cellulaire des bactéries libres. La libération de ces bactéries

n’a cependant pas été étudiée.

Jimenez-Alvarado et al.71 font partie des seuls à s’être intéressés à la capacité des émulsions

E/H/E à protéger un composé hydrophile de l’oxydation. Cependant, leurs émulsions sont stabili-

sées par un coacervat constitué de protéines et de polysaccharides à l’interface eau/huile externe.

Ils ne travaillent donc pas purement avec des émulsions doubles puisque l’interface tournée

vers l’huile est solide et non liquide. Ils ont encapsulé du bisglycinate ferreux, une molécule

administrée en cas de carences en fer, dans leurs émulsions doubles formées en deux étapes, et

ont étudié l’oxydation des ions Fe2� en Fe3� au sein de cette structure. Les concentrations en ions

sont mesurées par des techniques de détection UV-visible dans l’émulsion double d’une part, et

dans la phase aqueuse externe seule d’autre part. La façon dont la quantité d’ions au sein des

gouttes internes peut être estimée demeure peu claire. Ils concluent que l’encapsulation au sein

des émulsions permet de protéger le bisglycinate ferreux de l’oxydation, ce d’autant plus que

l’épaisseur du coacervat protéines/polysaccharides est grande. Malgré tout, dans le meilleur des

cas, une fuite de 22% des ions en phase aqueuse externe est observée au bout de 20 jours, et 30%

des ions Fe2� ont été oxydés en Fe3�.

Gonzalez et al.85 ont quant à eux étudié la capacité d’émulsions E/H/E à protéger un anti-

oxydant hydrophobe, l’acide dipalmitate Kojic, utilisé dans le traitement des affections de la
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peau. L’antioxydant est ici encapsulé en phase huile, et non en phase interne des gouttelettes où

la protection serait a priori la meilleure. Il est d’ailleurs surprenant que les auteurs n’aient pas

travaillé avec des émulsions H/E/H. Cependant, ils constatent que le pouvoir antioxydant de

l’acide dipalmitate Kojic diminue plus lentement lorsqu’il est encapsulé au sein des émulsions que

lorsqu’il est libre. Ce pouvoir antioxydant est évalué en mesurant la quantité de radicaux piégés

par l’acide dipalmitate Kojic, soit libre en solution, soit formulé en émulsion. Ce n’est donc pas

exactement le pouvoir antioxydant de la molécule qui est mesuré, mais le pouvoir antioxydant

apparent de l’émulsion : cela ne donne donc pas directement accès à des informations sur la

dégradation de la molécule.

Malgré le potentiel très important de ce type de structures, les utilisations concrètes des émul-

sions multiples dans le milieu industriel sont rares. Il y a nécessité de développer des méthodes

pour former de façon simple ces émulsions doubles capables d’encapsuler un composé et de ne le

relarguer que sous l’action d’un stimulus.

Dans la suite nous nous intéresserons plus en détail aux émulsions, et en particulier aux

méthodes de formation et de stabilisation des émulsions doubles.

II Les émulsions

Une émulsion est une dispersion d’un liquide dans un autre, ces deux liquides étant non

miscibles, typiquement l’eau et l’huile. La phase constituant les gouttelettes est appelée phase

dispersée tandis que la phase dispersante est appelée phase continue. Une troisième espèce, appelée

émulsifiant, est ajoutée pour permettre la formation d’une dispersion stable de ces deux liquides

de mouillabilité opposée. Elle permet notamment de diminuer la tension interfaciale entre les

deux liquides. Les émulsions sont des édifices très utilisés dans les formulations des produits du

quotidien, cosmétiques86–88 , agroalimentaires89–91 ou pharmaceutiques24,92,93.

Il faut bien faire la distinction entre les macroémulsions et les nanoemulsions d’une part, et les

microémulsions d’autre part.

Les microémulsions94,95 sont des systèmes à l’équilibre thermodynamique formés entre deux

phases non miscibles et en présence d’un émulsifiant. Le mélange entre les deux phases s’effectue à

l’échelle nanométrique de façon spontanée, sans apport d’énergie. Le plus souvent, les microémul-

sions se présentent sous la forme de micelles d’émulsifiants gonflées par un liquide en suspension

dans l’autre liquide, ou bien sous forme de phases bicontinues. La quantité de liquide dispersé est

très faible devant la quantité de liquide dispersant (sauf dans le cas des phases bicontinues).

A l’inverse, les macroémulsions et nanoémulsions sont des systèmes thermodynamiquement

instables, formés lorsque de l’énergie est apportée à un système eau/huile/émulsifiant. La distinc-

tion entre ces deux types d’émulsions s’effectue principalement sur la taille des gouttes, les gouttes

d’une macroémulsion étant de l’ordre du micromètre quand les nanoémulsions sont constituées de

gouttes de 20 à 200 nm. Les méthodes de formation sont également différentes. Dans ces structures,

les deux liquides peuvent être présents en quantité comparables. L’émulsifiant permet de donner à

l’édifice instable une stabilité cinétique qui peut atteindre plusieurs années, mais l’état d’équilibre

reste la séparation de phase complète.
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Dans toute la suite, nous nous intéresserons uniquement aux macroémulsions que nous appele-

rons simplement émulsions.

Il existe deux grandes catégories d’émulsions : les émulsions simples et les émulsions multiples.
Dans le premier cas, l’émulsion est simplement constitué de gouttes d’un liquide dans un autre.

On distingue alors deux types : les émulsions directes, gouttes d’huile dans ds l’eau (H/E) (cf

Figure I.2(a)), et les émulsions inverses, gouttes d’eau dans de l’huile (E/H) (cf Figure I.2(b)). Dans

le second cas, l’émulsion est plus complexe : la phase dispersée est elle-même une émulsion, les

deux types d’interfaces (tournée vers l’eau et tournée vers l’huile) coexistent au sein de la même

structure. C’est une "émulsion dans une émulsion". Dans cette catégorie on trouve les émulsions

doubles eau dans huile dans eau (E/H/E) (cf Figure I.2(c)) ou huile dans eau dans huile (H/E/H)

(cf Figure I.2(d)), mais aussi des émulsions d’ordre plus élevé.

(a) Emulsion directe (E/H) (b) Émulsion inverse (H/E) (c) Émulsion double E/H/E (d) Émulsion double H/E/H

Figure I.2 – Différents types d’émulsions - la phase huile est représentée en jaune, la phase aqueuse en
bleu, ce qui sera le cas sur toutes les figures à venir.

II.1 Émulsions simples

II.1.a Différents types de stabilisants

Comme évoqué plus haut, les émulsions ne sont pas des édifices stables. L’état d’équilibre d’un

système eau-huile est en effet la démixtion complète, configuration qui permet de minimiser la

surface de contact entre les deux liquides. Une émulsion eau/huile est un système métastable dont

la stabilité au cours du temps dépend des émulsifiants utilisés.
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Il existe quatre grands types d’émulsifiants :

— Les tensioactifs (surfactants en anglais), qui sont des petites molécules avec une "tête" polaire

hydrophile et une "queue" hydrophobe96. Il existe des tensioactifs chargés positivement,

négativement, neutres ou encore amphotères. L’utilisation des tensioactifs dans des produits

à destination de l’homme, en particulier dans le domaine cosmétique, pose souvent problème

du fait de leur toxicité et en particulier de leur tendance à irriter la peau en interagissant

avec les graisses présentes à sa surface97. Les tensioactifs cationiques sont réputés les plus

irritants. L’utilisation des tensioactifs neutres, les moins à même d’interagir avec les mem-

branes, est privilégiée. Ces molécules ne s’adsorbent pas de façon durable aux interfaces,

il suffit en effet d’une énergie de l’ordre de kT pour les désorber. Il y a donc un équilibre

permanent entre les tensioactifs adsorbés à l’interface et les tensioactifs présents en volume.

— Les polymères, formés à partir d’un unique type de monomère (homopolymères) ou de

plusieurs98. Ils peuvent présenter des architectures très différentes (à blocs, statistiques,

alternés, greffés, en étoile, neutres, chargés...)99. L’adsorption des polymères aux interfaces

est plus forte, l’énergie de désorption variant entre 10 et 100 kT par chaîne suivant le poly-

mère considéré. La stabilité des émulsions formées avec ce type d’émulsifiants est également

accrue du fait de la répulsion stérique entre les gouttes, engendrée par la présence des

chaînes polymérique en surface100. Les polymères permettent en outre une bonne maîtrise

des propriétés rhéologiques de l’émulsion101. Enfin, leur masse molaire nettement plus

élevée que les tensioactifs les rend moins toxiques car moins susceptibles de passer les

barrières cellulaires.

— Les protéines, dont le comportement est similaire à celui des polymères concernant le méca-

nisme de stabilisation. En revanche, les conformations à l’interface diffèrent entre ces deux

types de stabilisants : les chaînes sont généralement étendues de part et d’autre de l’interface

dans le cas des polymères102, quand les protéines se placent plutôt à l’interface sous forme

globulaire103–105. Les protéines sont à l’origine de la stabilisation naturelle de nombreuses

émulsions du quotidien telles que le lait ou le beurre. Ce sont également les protéines de

l’œuf qui permettent la stabilisation de la mayonnaise.

— Les particules, qui conduisent à des émulsions particulièrement stables en s’adsorbant aux

interfaces avec une énergie pouvant aller jusqu’à 1000 kT 106, c’est-à-dire de façon irréversible.

De telles émulsions sont appelées émulsions de Pickering. Des particules inorganiques ou

organiques peuvent être utilisées, sous forme de particules dures107,108, mais aussi molles

telles que les microgels109. L’utilisation de particules pour stabiliser des émulsions permet,

outre une grande stabilité, d’obtenir une dispersion de taille de gouttes resserrée grâce au

phénomène de coalescence limitée. Lorsque deux gouttes coalescent, le nombre de particules

en surface reste constant mais la surface diminue : la densité de particules à l’interface

augmente donc. Une fois que la surface d’une goutte a atteint un recouvrement maximal

par les particules (la valeur de ce recouvrement dépendant du système), et comme celles-ci

sont adsorbées de façon irréversible à l’interface, la goutte ne peut plus coalescer avec une

autre. La coalescence des petites gouttes est donc favorisée par rapport aux grandes, et la
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population se reserre petit à petit vers les grandes tailles.

II.1.b Mécanismes de déstabilisation des émulsions

Lors du vieillissement d’une émulsion simple, celle-ci peut évoluer de différentes façons110.

Certains phénomènes sont réversibles, d’autres ne le sont pas.

Deux mécanismes conduisent à terme à la séparation de phase totale de l’émulsion : le mûris-

sement d’Ostwald et la coalescence. Le mûrissement d’Ostwald (cf Figure I.3(a)) est le transfert

de liquide des plus petites gouttes vers les plus grandes à travers la phase continue. Il est rendu

possible par la solubilité, même très faible, de la phase dispersée dans la phase continue. Il est régi

par la différence de pression de Laplace existant entre les gouttes : plus la courbure est grande,

plus la pression est importante, les gouttes les plus grosses sont donc moins coûteuses en énergie.

Un système déstabilisé par ce mécanisme voit la dispersion de taille de ses gouttes se resserrer, et le

taux de croissance de la taille des gouttes tend à se stabiliser111. La coalescence (cf Figure I.3(b))

consiste en la fusion de deux gouttes par rupture du film interfacial, pour conduire à une goutte

de volume plus important. Dans ce cas, les gouttes deviennent de plus en plus polydisperses et

et le taux de croissance de la taille des gouttes diverge, pour mener rapidement à la démixtion

complète des deux phases111.

(a) Mûrissement d’Ostwald (b) Coalescence

Figure I.3 – Mécanismes de déstabilisation d’une émulsion simple conduisant à sa démixtion.

Les autres phénomènes sont réversibles et ne conduisent pas à la destruction de l’émulsion.

En revanche, ils engendrent le rapprochement des gouttelettes, ce qui favorise la coalescence. Le

crémage (cf Figure I.4(a), observé généralement pour les émulsions directes) et la sédimentation
(cf Figure I.4(b), observée généralement pour les émulsions inverses) sont liés à la différence de

densité entre les liquides constituant les phases dispersées et continues : les gouttes remontent à

la surface si elles sont plus légères et tombent au fond du pilulier si elles sont plus lourdes. La

floculation (cf Figure I.4(c)) consiste en l’association des gouttelettes entre elles lorsque les forces

d’attraction (déplétion, forces de Van der Waals, pontage de deux gouttes par un émulsifiant) sont

plus importantes que les forces de répulsion (électrostatiques, stériques) entre les gouttes.

(a) Crémage (b) Sédimentation (c) Floculation

Figure I.4 – Mécanismes réversibles de déstabilisation d’une émulsion simple.
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II.1.c Prédiction du type d’émulsion

En formulation, il est très utile de pouvoir prédire le type d’émulsion qui va être formé

préférentiellement pour un système eau/huile/émulsifiant donné.

Au cours du temps, plusieurs critères de prédiction ont été mis en place, empiriques ou plus

physiques. Ces critères, détaillés dans la suite, ne tiennent pas compte de la proportion eau/huile

du système considéré, qui peut pourtant avoir une importance sur le type d’émulsion stabilisé,

comme nous le verrons dans la partie suivante.

La règle empirique de Bancroft Au début du siècle précédent, Bancroft fut le premier à observer

un lien entre le type d’émulsion obtenue et la nature du tensioactif, et à formuler une règle

empirique pour la formation des émulsions. Ainsi, il énonce que la phase continue sera celle dans

laquelle l’émulsifiant sera préférentiellement soluble112.

Cette règle très simple a toujours été vérifiée pour des émulsions stabilisées par des tensioactifs

en concentration supérieure à la Concentration Micellaire Critique (CMC), concentration à partir

de laquelle le tensioactif s’organise de façon spontanée en micelles en solution113.

En ce qui concerne les polymères et les particules, la situation est plus complexe. Les particules

suivent généralement la règle de Finkle114, qui énonce que la phase continue sera la phase préfé-

rentiellement mouillée par les particules. Cette règle se rapproche de la règle de Bancroft dans le

sens où la phase continue est la phase pour laquelle les stabilisants ont le plus d’affinité, cependant

cette phase n’est pas forcément celle dans laquelle les particules sont majoritairement dispersées.

Plusieurs exceptions à cette règle ont malgré tout été démontrées dans la littérature115,116.

Les polymères, suivant leurs architectures, peuvent quant à eux adopter des conformations très

variées aux interfaces. Le cas le plus simple est celui d’un copolymère dibloc pour lequel chaque

bloc adopterait une conformation de brosse dans sa phase, de façon assez similaire aux tensioactifs.

Cependant, l’adsorption des monomères à l’interface ne peut pas toujours être négligée, et les

stabilisants utilisés n’ont pas toujours une structure de diblocs (polymères statistiques, greffés,

en étoile...). Dans certains cas, la complexité du système conduit au non-respect de la règle de

Bancroft117.

L’équilibre Hydrophile-Lipophile ou HLB Un peu plus tard, en 1949, Griffin développa la

notion d’équilibre hydrophile-lipophile (Hydrophilic-Lipophilic Balance ou HLB) pour préciser

et quantifier la règle empirique de Bancroft118. Il propose d’associer à chaque tensioactif un

coefficient entre 0 et 20 sur une échelle dite HLB. Cette valeur est d’autant plus élevée que le

tensioactif est hydrophile. Les tensioactifs à haut HLB stabiliseront donc préférentiellement des

émulsions à phase eau continue, tandis que des bas HLB stabiliseront des émulsions à phase huile

continue.

Il établit entre autre la méthode de calcul pour la famille des alkyles éthoxylés (classiquement

notés CiEj , C représentant la chaîne carbonée à i carbones, et E la tête éthoxylée comprenant j

atomes d’oxygène), une famille de tensioactifs non-ionique souvent étudiée comme modèle119. Le

HLB de ces molécules s’exprime en fonction des fractions massiques W comme suit :

HLB � 20
WEj

WCi �WEj
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Davies généralise le calcul du HLB pour tous les tensioactifs en associant un coefficient HLB à

chaque groupement chimique, d’autant plus élevé que celui-ci est hydrophile120. La valeur du

coefficient d’un tensioactif se calcule alors en faisant la somme des valeurs attribuées aux différents

groupes :

HLB � 7�= HLB hydrophile�= HLB lipophile

Cette règle empirique est très utile pour prédire le type d’une émulsion et donne généralement

de bons résultats. En revanche, elle ne prend en compte que la structure chimique de la molécule

tensioactive et sa plus ou moins grande affinité pour la phase aqueuse, laissant de côté d’autres

paramètres non négligeables tels que la nature et le volume d’huile, la température, la force

ionique ou le pH, qui interviennent eux aussi dans la formation préférée d’un type d’émulsion.

Prise en compte de la courbure spontanée L’introduction du paramètre de courbure spontanée,

noté C0, permet de prédire la formation d’un type d’émulsion de façon plus physique et moins

empirique. La courbure spontanée correspond à la courbure de l’interface eau-huile qui est le plus

en adéquation avec la géométrie du stabilisant considéré dans les conditions physico-chimiques

qui l’entourent, ainsi qu’avec les interactions existant entre voisins.

Cette valeur est liée au paramètre d’empilement introduit par Israelachvili (packing parameter,

noté PP), qui s’exprime en fonction de `c, la longueur de la chaîne hydrophobe étirée ; a0, l’aire

occupée par la tête polaire sur le film interfacial ; et v, le volume total de la molécule121 :

P P �
v

a0 `c

Toutes ces grandeurs dépendent de l’environnement de la molécule et sont donc plus représenta-

tives de la réalité que le calcul du HLB dont la valeur ne dépend que de la structure chimique.

Israelachvili relie la valeur du PP à la forme du tensioactif et à sa façon de s’assembler spon-

tanément lorsqu’il est dilué dans un solvant. Ces données sont présentées dans le Tableau I.1.

Par convention, une courbure négative est tournée vers l’eau, tandis qu’une courbure positive est

tournée vers l’huile.

Très tôt, en 1917, Harkins et Langmuir émirent l’hypothèse selon laquelle le type d’émulsion

formé serait directement lié à la courbure spontanée du tensioactif122,123. Ainsi, un tensioactif

présentant un paramètre d’empilement inférieur à 1
2 , avec une tête polaire très volumineuse et

une petite queue hydrophobe, stabiliserait préférentiellement une interface de courbure similaire,

donc une interface tournée vers l’huile, pour éviter une frustration de courbure. Cependant, une

molécule de tensioactif étant entre 1 000 et 100 000 fois plus petite que la goutte qu’elle stabilise,

l’interface apparaît plane à l’échelle de la molécule tensioactive. La courbure spontanée ne peut

donc pas être directement reliée au type de gouttes préférentiellement stabilisé.

Nettement plus tard, en 1996, Kabalnov et Wennerström proposèrent donc une interprétation

plus juste de l’influence de la courbure spontanée, en considérant cette fois-ci les films interfaciaux

séparant les gouttes plutôt que les gouttes elles-même124. Lors de la coalescence entre deux

gouttes, un fin canal de liquide s’ouvre entre elles, encadré par un film de phase continue, comme

représenté sur le dessin central de la Figure I.5. Si la courbure engendrée par la formation de ce
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Forme du
tensioactif

PP < 1
3

1
3 < PP < 1

2
1
2 < PP < 1 >1

C0 9 0 > 0 � 0 < 0

Morphologie de
l’assemblage

Micelles
sphériques

Micelles
cylindriques

Vésicules ou
bicouches

Micelles
inverses

Tableau I.1 – Représentation de la géométrie des tensioactifs en solution selon la valeur du paramètre
d’empilement, lien avec la morphologie des auto-assemblages formés.

film est favorable, c’est-à-dire correspond à la courbure préférée par le tensioactif, alors le film est

stabilisé et le canal s’élargit, conduisant à la coalescence des deux gouttes (cf Figure I.5, à droite).

Si au contraire la courbure spontanée du tensioactif est opposée à celle du film, une frustration

de courbure apparaît : la propagation du film est défavorable et le canal se referme (cf Figure

I.5, à gauche). Cette fois-ci, les gouttes ne coalescent pas. Ce raisonnement est similaire à celui de

Harkins et Langmuir mais les échelles de taille mises en jeu lors de la formation du film sont cette

fois beaucoup plus comparables à la taille des molécules.

Figure I.5 – Schéma illustrant le comportement du tensioactif à l’interface lors de l’ouverture d’un canal
de liquide entre deux gouttes de phase dispersée (ici dans le cas d’un tensioactif hydrophile).

Cette étude rationalise les comportements observés par Bancroft112, mais ne remet pas en

cause l’assertion selon laquelle la phase continue est la phase pour laquelle le stabilisant aura la

meilleure affinité.
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II.2 Émulsions stimulables et inversion de phase

II.2.a Inversion de phase

Une inversion de phase se produit lorsque la phase continue d’une émulsion devient sa phase

dispersée et vice-versa. Deux types d’inversion de phase peuvent être distingués125. L’inversion dite

catastrophique tire son nom de la théorie des catastrophes126 et se produit lors d’une modification

de la composition de l’émulsion (quantité d’eau, d’huile ou bien encore d’émulsifiant). Cette

transition de phase est irréversible : il est impossible de retrouver l’état dans lequel était le

système préalablement à l’inversion. L’inversion dite transitionnelle a lieu lorsqu’un paramètre

physico-chimique tel que la température127, le pH107, la force ionique128 ou encore la lumière129

est modifié. Une telle transition peut être parfaitement réversible lorsqu’elle est induite par un

paramètre qui ne modifie pas la composition du système, comme la lumière ou la température. Elle

n’est pas véritablement réversible lorsque l’on fait varier une concentration (en ions par exemple)

car le retour à l’exact état initial est impossible.

Les inversions de phase, qu’elles soient transitionnelles ou catastrophiques, se divisent en deux

catégories : les inversions standards, pour lesquelles un échantillon différent est étudié pour chaque

condition considérée, et les inversions dynamiques pour lesquelles la transition est observée in situ
au sein d’un même échantillon lorsque les paramètres sont variés130.

II.2.b Émulsions stimulables

Les émulsions stimulables sont des émulsions que l’on peut casser ou dont on peut modifier le

type en agissant sur un stimulus externe. La stimulabilité présente un intérêt notamment dans le

cas d’émulsions multiples au sein desquelles un principe actif est encapsulé : la modification du

type d’émulsion peut ainsi engendrer de façon contrôlée la libération de la molécule. Nous verrons

des exemples plus précis dans la suite de ce chapitre.

II.3 Émulsions multiples

Les émulsions multiples sont constituées d’une émulsion dans une émulsion. Comme vu au

début de ce chapitre, on peut distinguer les émulsions doubles constituées de trois phases (E/H/E

ou H/E/H) des émulsions d’ordre plus élevé. Pour plus de clarté, nous utiliserons dans la suite le

vocabulaire suivant : les gouttelettes internes désigneront les plus petites gouttes, encapsulées au

sein des globules, les gouttes de phase intermédiaire, et la phase externe désignera la phase continue.

Figure I.6 – Vocabulaire employé pour désigner les différents éléments d’une émulsion double.

On définit en outre le taux d’encapsulation comme le rapport entre le volume de phase interne
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et la somme des volumes des phases internes et externes. Par exemple, pour une émulsion E/H/E,

le taux d’encapsulation correspond à la proportion d’eau constituant les gouttelettes internes.

Les émulsions multiples ont été découvertes par hasard par Seifriz en 1925131 lors de son

étude de l’inversion de phase catastrophique d’une émulsion de pétrole stabilisée par de la caséine,

une protéine naturelle présente notamment dans le lait. Elles n’ont cependant fait l’objet de

réelles études qu’à partir des années 60, Herbert ayant été le premier à utiliser leur pouvoir

d’encapsulation pour l’ovalbumine132.

II.3.a Mécanismes de déstabilisation propres aux émulsions multiples

Les mécanismes de déstabilisation des émulsions simples présentés page 20 existent également

pour les émulsions multiples. Cependant ces structures plus complexes sont en outre soumises

à des mécanismes de déstabilisation qui leur sont propres. Nous les présenterons ici pour des

émulsions doubles mais ces mécanismes sont généralisables aux émulsions d’ordres plus élevés.

Coalescence Pour une émulsion double, il existe trois types de coalescence133 :

— la coalescence entre gouttelettes internes (cf Figure I.7(a)) ;

— la coalescence entre globules (cf Figure I.7(b)) ;

— la coalescence entre les gouttelettes internes et la phase externe (cf Figure I.7(c)).

Figure I.7 – Mécanismes de coalescence spécifiques aux émulsions multiples. (a) Coalescence des
gouttelettes internes entre elles, (b) Coalescence des globules, (c) Coalescence gouttelettes internes/phase
externe.

La coalescence entre globules peut conduire à terme à une démixtion de l’émulsion, comme

nous l’avons vu précédemment. La coalescence entre phases aqueuses internes et externes conduit

à la perte de la structure multiple pour aller vers une émulsion simple, directe ou bien inverse.
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Ce phénomène peut se décomposer en deux étapes : en premier lieu, les gouttelettes internes

s’adsorbent à l’interface globules/phase externe, puis un canal s’ouvre entre les deux phases,

conduisant à la coalescence. La coalescence entre gouttelettes internes ne conduit quant à elle ni à

un déphasage de l’émulsion, ni à la perte de la structure multiple, cependant le grossissement des

gouttelettes risque de favoriser leur coalescence avec la phase aqueuse externe.

Déséquilibre de pression osmotique Ce mécanisme de déstabilisation est propre aux émulsions

multiples. Il est dû à la différence de composition qui peut exister entre les phases aqueuses

interne et externe133. Si la phase interne est plus concentrée en une molécule ou un ion que la

phase externe, alors les gouttelettes internes vont petit à petit être gonflées par la phase externe de

façon à diluer cette molécule ou cet ion, comme illustré à la Figure I.8(a). A l’inverse, si la phase

externe est la plus concentrée, les gouttelettes internes vont avoir tendance à se vider dans la phase

externe, comme présenté à la Figure I.8(b). Ceci se produit dans le cas où la molécule est insoluble

dans les globules, si non il peut arriver que ce soit la molécule qui diffuse au travers de la phase

intermédiaire pour équilibrer les concentrations internes et externes134.

A priori, ce phénomène ne conduit pas à la perte de la structure multiple, sauf lorsqu’il est

poussé à l’extrême : les gouttelettes sont alors soit complètement vidées en phase externe, soit

tellement gonflées que la coalescence avec la phase externe est très favorisée. On tend dans ces

deux cas vers une émulsion simple.

(a) Gonflement des gouttelettes (b) Dégonflement des gouttelettes

Figure I.8 – Mécanismes de déstabilisation des émulsions multiples engendrés par un déséquilibre de
pression osmotique. Les étoiles blanches représentent les molécules présentes initialement dans la phase
(a) interne ou (b) externe.

Ce transport de matière via la phase intermédiaire s’effectue grâce à une certaine solubilité de

la phase interne en phase intermédiaire, ou bien grâce aux micelles de stabilisants gonflées par le

liquide constituant les phases externes et internes135.

Échange de tensioactifs Dans le cas le plus courant où les émulsions sont stabilisées par deux

types de tensioactifs de courbures spontanées opposées, il peut se produire un échange de tensio-

actifs entre les deux interfaces136,137. Ceci conduit à terme à la démixtion complète de l’émulsion

du fait de l’inversion de courbure imposée par les tensioactifs ayant migré d’une interface à l’autre.

II.3.b Formation d’émulsions multiples

Il existe plusieurs manières très différentes de former des émulsions multiples.
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Formation d’émulsions multiples par voie mécanique en deux étapes Généralement, les émul-

sions doubles sont formées par voie mécanique (cisaillement des deux liquides entre eux pour

former des gouttes) en deux étapes135,138. Par exemple, pour une émulsion E/H/E, une émul-

sion inverse stabilisée par un tensioactif lipophile est formée en premier lieu (cf Figure I.9(a)).

Cette émulsion primaire est ensuite réémulsifiée avec une phase aqueuse contenant un tensioactif

hydrophile pour former une émulsion double (cf Figure I.9(b)).

(a) Étape 1 (b) Étape 2

Figure I.9 – Schéma des deux étapes successives pour la formation d’émulsions doubles. (a) Étape 1 :
Formation d’une émulsion inverse en présence d’un tensioactif hydrophobe, (b) Étape 2 : Réémulsification
avec une phase aqueuse contenant un tensioactif hydrophile.

L’avantage de cette technique est qu’elle permet une bonne maîtrise de l’encapsulation : les

phases aqueuses internes et externes sont différentes, il est donc possible de dissoudre un principe

actif dans la phase aqueuse interne uniquement78,84,139. Le taux d’encapsulation est également

connu, il correspond au volume d’eau introduit lors de la formation de l’émulsion inverse primaire.

Cependant, cette technique présente l’inconvénient d’être assez difficile à réaliser car la seconde

étape d’émulsification est délicate, l’émulsion primaire risquant d’être détruite. De plus, la possible

migration des tensioactifs d’une interface à l’autre nuit à la stabilité des édifices formés. La taille

des gouttes n’est pas du tout maîtrisée. Enfin, la stabilité difficile à atteindre pour ce genre d’édifices

nécessite souvent l’utilisation d’une quantité importante de tensioactifs. Il est alors difficile de

stabiliser ces structures complexes avec des tensioactifs autorisés en cosmétique, agroalimentaire

ou pharmaceutiques, qui en sont les trois principaux domaines d’applications140.

Formation d’émulsions multiples par voie mécanique en une étape Pour pallier les difficul-

tés rencontrées lors de la formation d’émulsions multiples en deux étapes se sont développés

récemment des systèmes permettant l’obtention d’émulsions doubles en une unique étape140. Cela

permet de s’affranchir des risques de déstabilisation lors de la deuxième étape d’émulsification.

Les émulsifiants utilisés sont souvent des polymères ou des particules, ce qui conduit également

à une meilleure stabilité des deux types d’interfaces. Ces émulsifiants plus volumineux vont en

effet très peu, voire pas, s’échanger entre les interfaces tournées vers l’eau et celles tournées vers

l’huile. La répulsion stérique entre les gouttes permise par ce type de stabilisants accroît encore la

stabilité des édifices100.

Les mécanismes de formation de ces émulsions en une étape sont encore mal compris, notam-

ment le choix de la phase continue de l’émulsion double. Très récemment, l’équipe de Zhang141
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a tenté de rationaliser la formation d’émulsions multiples en une étape à partir d’un système

stabilisé par plusieurs tensioactifs et/ou copolymères. Ils concluent qu’il est primoridal que les

tensioactifs soient capables de stabiliser une interface E/H, ce qui est lié à la structure chimique

du tensioactif hydrophobe et à sa solubilité dans l’huile. La solubilité du tensioactif hydrophile en

phase huile semble en revanche peu importante. Dans le cas de copolymères amphiphiles, ceux-ci

ne doivent pas être trop hydrophiles. Enfin, la formation d’émulsions doubles est favorisée par une

huile peu polaire. Ces critères ont cependant été vérifié uniquement pour des systèmes particuliers

et les conclusions ne s’appliquent pas forcément dans tous les cas.

Cette méthode en une étape présente elle aussi quelques inconvénients, notamment le fait

que les phases internes et externes soient identiques. Cela conduit à une mesure difficile du

taux d’encapsulation, mais également à la présence de principe actif dans la phase externe si

l’on souhaite protéger une molécule au sein des émulsions. Cependant ce dernier point n’est pas

nécessairement problématique, dès lors que les éventuels produits de dégradation de la molécule

ne sont pas dangereux ou mauvais.

Des exemples de formation d’émulsions multiples par cette technique seront détaillés dans le

prochain paragraphe.

Formation d’émulsions multiples par voie microfluidique Nous avons au cours de ce travail

étudié la formation d’émulsion E/H/E par voie microfluidique. Plus de détails à propos de cette

technique seront donnés dans le dernier chapitre de ce manuscrit.

La microfluidique utilise des canaux micrométriques pour former une à une les gouttes consti-

tutives de l’émulsion. On commence par produire des gouttelettes de phase interne dans la phase

intermédiaire, et dans un second temps sont formés les globules de phase intermédiaire encapsu-

lant des gouttelettes142–144. La microfluidique présente l’intérêt de former des gouttes de taille et

de composition parfaitement maîtrisées. Les gouttes sont monodisperses, et là encore les phases

internes et externes sont distinctes, ce qui permet l’encapsulation sélective d’un principe actif en

phase aqueuse interne, ainsi que la connaissance précise du taux d’encapsulation. Cette technique

permet de former aussi bien des émulsions doubles des deux types que des émulsions d’ordre plus

élevé, au moins jusqu’à 6145. Elle offre aussi la possibilité d’encapsuler deux (ou plusieurs) phases

internes différentes au sein des gouttes146.

En revanche, c’est une technique assez complexe à mettre en place, qui nécessite des équipe-

ments particuliers. Elle est également coûteuse en temps car nécessite la création des microcanaux

dans un premier temps, puis la formation des gouttes à des débits de l’ordre de la dizaine de

microlitres par minute.

Formation d’émulsions multiples par voie membranaire Cette méthode de formation des

émulsions multiples consiste à faire passer une émulsion simple au travers des pores d’une

membrane. Les globules ainsi formés sont détachés des pores et libérés dans la phase externe147 (cf

Figure I.10). Cette technique présente l’avantage d’être rapide, tout en conduisant à des globules

relativement monodisperses. Cela en fait une technique de choix pour la production industrielle

d’émulsions.
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Figure I.10 – Formation d’émulsions doubles par voie membranaire.

II.3.c État de l’art de la formation des émulsions multiples en une étape

Comme vu au paragraphe précédent, la formation d’émulsions multiples en deux étapes est

complexe et conduit à des émulsions difficiles à stabiliser. L’émulsification en une étape permet de

répondre à ces problématiques. Pour les systèmes stabilisés par des tensioactifs uniquement, il est

possible d’obtenir des émulsions multiples dans une zone très restreinte autour de l’inversion de

phase catastrophique des émulsions. C’est d’ailleurs ainsi que furent observées pour la première

fois des émulsions multiples131. Les émulsions ainsi obtenues sont généralement très peu stables,

seulement quelques heures pour les émulsions observées par Seifriz. Li et al. ont cependant réussi

récemment à produire des émulsions multiples stables par inversion catastrophique, stabilisées par

l’acide 12-acryloxy-9-octadécénoïque (AOA), neutralisé par ajout d’ammoniac148. Ce phénomène

est expliqué par les auteurs par la capacité de l’AOA à stabiliser les deux types d’émulsions simples.

Cependant, les stabilisants polymères ou à base de particules sont généralement préférés pour

l’obtention d’émulsions multiples stables sur plusieurs mois138.

Émulsions multiples en une étape stabilisées par des particules Les premiers systèmes ayant

permis la formation en une étape d’émulsions multiples furent stabilisés par des particules et dé-

veloppés par Binks et son équipe en 2003149. Leur système basé sur l’utilisation de nanoparticules

de silice partiellement hydrophobisées par le greffage de silanes à longue chaîne carbonée permit

l’obtention d’émulsions E/H/E par inversion de phase catastrophique108,149,150.

Un peu plus tard, la même équipe étudie les émulsions stabilisées par des latex de polystyrène

(PS) entourés par des copolymères diblocs poly(méthacrylate de méthyle)-poly(méthacrylate de

diméthylaminoéthyle) (PMMA-b-PDMAEMA)127. Le bloc PMMA permet l’adsorption des chaînes

de polymères à la surface des particules de PS, tandis que le PDMAEMA confère aux particules

ainsi formées une sensibilité à l’environnement extérieur. L’évolution du type d’émulsion formé en

fonction de la température, variant entre 25 et 70°C, est étudiée. Deux types d’expériences sont

menées : dans le premier cas, une émulsion H/E préparée à température ambiante est chauffée

progressivement. Aucune inversion de phase n’est constatée, mais la coalescence des gouttes est

observée à partir de 60°C. Dans le second cas, les deux phases (eau et hexadécane) et les particules

déposées à l’interface sont mises en contact et chauffées avant émulsification, une émulsion

différente étant réalisée pour chaque température. Une inversion de phase est observée vers 55°C :

les émulsions formées aux températures inférieures sont directes, et aux températures supérieures
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inverses. Dans la zone de transition, des émulsions multiples E/H/E stables sont observées. La

différence de comportement mise en évidence dans ces deux expériences est expliquée par les

auteurs par une meilleure répartition des particules entre les deux phases lorsqu’elles sont mises au

contact préalablement à l’émulsification. Quand la température augmente, les liaisons hydrogènes

créees par le PDMAEMA avec l’eau sont rompues, et le polymère devient plus hydrophobe, ce qui

favorise la formation d’émulsions à phase huile continue. L’inversion de phase observée est ici

standard et non dynamique puisqu’elle n’est pas observée in situ en chauffant une émulsion.

Le groupe de Liu stabilise des émulsions doubles grâce à des nanoparticules de silice fonc-

tionnalisées par des polymères en étoile à base de polyéthylène glycol (PEG), PS et poly((3-

triisopropyloxysilyl)propylméthacrylate) (PIPSMA)151. La stabilité de ces émulsions n’est pas

étudiée ici car les polymères stabilisants les interfaces sont réticulés après formation des émulsions

pour conduire à la formation de capsules. Dans ce système, le PIPSMA joue le rôle de point

d’ancrage des polymères à la surface des particules de silice. Le PEG est hydrophile, et le PS

hydrophobe. Différents types d’émulsions sont formées, dépendantes de la phase dans laquelle

les particules sont initialement dispersées. Si elles sont ajoutées à la phase huile, alors les PS sont

étendus et les PEG sous forme collapsée, et des émulsions inverses sont stabilisées. A l’inverse,

en phase aqueuse, les PS sont sous forme collapsée et les PEG étendus et des émulsions directes

sont formées. Si les particules sont dispersées dans les deux phases, des émulsions multiples

H/E/H sont obtenues. Il est intéressant de noter que la règle de Finkle reliant la mouillabilité des

particules au type d’émulsion formé114 est ici difficile à appliquer.

Zhu et son équipe utilisent des micelles de copolymères statistiques autoassemblées puis séchées

pour obtenir des particules152. Ce système, basé sur l’utilisation du copolymère poly(dodecylacrylate-

stat-acide acrylique) pour la formation des particules, permet d’obtenir des émulsions avec des

phases organiques variées, très peu visqueuses comme l’acétate d’éthyle ou beaucoup plus comme

l’huile de paraffine. Lorsque la proportion d’huile est modifiée, une inversion de phase catastro-

phique est obtenue avec formation d’émulsions multiples. De façon intéressante, les deux types

d’émulsions doubles, E/H/E et H/E/H, peuvent être obtenues, selon la phase organique utilisée.

Ces particules sont également sensibles au pH de par les groupes acides carboxyliques portés par

le copolymère. Une inversion de phase transitionnelle standard est observée par variation du pH :

des émulsions E/H/E sont stabilisées aux bas pH et des émulsions inverses aux pH élevés. Une

émulsion double formée à pH 5,5 est stable sur plus de 4 mois.

Tu et al. travaillent avec des particules Janus présentant une moitié riche en PS, hydrophobe, et

une moitié riche en poly(acide acrylique), hydrophile153. Ce système est susceptible de conduire à

une inversion de phase catastrophique : en diminuant la fraction de la phase huile, ici du toluène,

on passe d’émulsions inverses à des émulsions multiples E/H/E. La morphologie des émulsions

peut également être modifiée par le pH : en effet, l’acide acrylique est chargé à haut pH, et donc

plus hydrophile. À basse fraction volumique en toluène, la formation d’émulsions directes est

ainsi favorisée à haut pH, tandis que des émulsions E/H/E sont formées à bas pH. Il est possible

de passer de façon continue d’une émulsion multiple à une émulsion directe par simple ajout de

NaOH en phase aqueuse externe : on est alors capable de libérer de façon contrôlée un éventuel

principe actif encapsulé dans les gouttes d’eau internes. Les auteurs réalisent d’ailleurs des tests
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d’encapsulation d’un colorant modèle, la calcéine, dont le relargage contrôlé a pu être observé par

augmentation du pH.

Enfin, Chen et al.154 ont développé un stabilisant à la frontière entre polymère et particule, basé

sur l’utilisation d’un cœur de polymère réticulé sur lequel sont fixés des bras de PDMAEMA (CCS

ou Core Cross-linked Star). Le cœur est compact et dur, comme une particule solide, tandis que les

bras sont mobiles et flexibles, de la même façon qu’une chaîne de polymère linéaire. Le PDMAEMA

est un polymère sensible au pH, chargé à bas pH et neutre à pH élevé. Les CCS sont initialement

solubilisés en phase aqueuse à tous pH, et stabilisent des émulsions eau - toluène directes à bas

pH, des émulsions inverses à haut pH, et aux pH intermédiaires des émulsions E/H/E puis H/E/H.

L’inversion de phase transitionnelle est ici reliée à la solubilité du stabilisant : à bas pH, il est

soluble en phase aqueuse tandis qu’à haut pH il est présent en phase huile. La formation de

multiples est ici expliquée par l’équilibre créé aux pH intermédiaires entre la présence majoritaire

de CCS dans la phase continue et minoritaire dans la phase constituant les globules, permettant la

stabilisation des deux types d’interfaces.

Émulsions multiples en une étape stabilisées par des polymères Il existe plusieurs systèmes

utilisant à la fois un ou plusieurs polymères et un ou plusieurs tensioactifs pour stabiliser des

émulsions E/H/E en une seule étape. Par exemple, Hoppel et al.155 forment des émulsions doubles

stabilisées conjointement par du Tween® et du Span® 80, ainsi que par du stéarate de saccharose.

La stabilité à long terme est accrue grâce à l’ajout d’un mélange commercial de deux polymères,

les gommes xanthane et d’acacia, permettant de viscosifier les phases aqueuses et de défavoriser la

coalescence. Le 5-fluorouracile, un anticancéreux, est encapsulé dans les émulsions et sa diffusion

au travers de la peau après déstabilisation des émulsions multiples sous contrainte mécanique a

pu être observée. Suivant la même idée, l’équipe de Patel156 forme des émulsions eau-huile de

tournesol en présence d’un tensioactif courant, le polyglycérol polyricinoléate (PGPR), et d’un

mélange carraghénane - gomme de caroube. Ces deux polymères naturels n’ont pas de pouvoir

tensioactif en tant que tels, mais sont capables de former un gel faible en phase aqueuse lorsqu’ils

y sont tous deux présents, favorisant ainsi la stabilisation d’émulsions doubles.

Hanson et al.157 furent les premiers, en 2008, à proposer un système capable de former des

émulsions multiples basé sur l’utilisation d’un stabilisant polymère unique, sans y adjoindre de

tensioactifs. Ils utilisent pour cela un copolypeptide constitué d’un bloc de polylysine, hydrophile,

et d’un bloc de polyleucine, hydrophobe. Des émulsions multiples sont obtenues entre l’eau

dans laquelle est dissous le polymère et une huile siliconnée, via un système d’émulsification à

haute pression. Les gouttes obtenues sont de l’ordre de la centaine de nanomètres, taille visée par

les auteurs pour permettre l’utilisation des émulsions ainsi formées par voie intraveineuse. Les

émulsions doubles sont stables sur plus de 9 mois, possiblement grâce aux liaisons hydrogènes

interchaînes qui peuvent se former en phase huile, rendant ainsi l’interface H/E très robuste. Des

colorants hydrophiles et lipophiles peuvent être encapsulés pendant 3 mois dans ces émulsions,

durée au delà de laquelle ils commencent à diffuser à l’extérieur.

Le travail sur ce système a été poursuivi en 2014 par l’équipe de Zhang158 qui étudie l’effet

du sel sur la formation d’émulsions multiples entre l’eau et des chaînes triglycérides de taille

moyenne (Medium Chain Triglycerides, MCT) stabilisées par les mêmes copolymères. Ils obtiennent
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des émulsions multiples E/H/E en présence de chlorure de sodium pour des fractions d’huile

entre 40 et 60 %. Ils observent que le nombre de gouttelettes par globule varie avec la valence de

l’anion utilisé : plus la valence est élevée, plus les gouttelettes au sein d’un globule d’huile sont

petites et nombreuses. La valence du cation, en revanche, n’a aucune influence, probablement car

le bloc polylysine est chargé positivement et interagit donc uniquement avec les anions.

L’équipe de Ngai a travaillé sur des copolymères poly(éthylène glycol)-polystyrène (PEG-PS),

qui sont capables lorsque dissous en phase huile de stabiliser des émulsions multiples E/H/E entre

l’eau et le toluène, pour des fractions volumiques de toluène comprises entre 20 et 70 %159. La

formation de ces émulsions se produit lors d’une inversion de phase catastrophique. La bonne

stabilité, sur plus de six mois, de ces émulsions, est expliquée comme suit par les auteurs : le bloc

PEG ayant une bonne affinité pour la phase aqueuse tandis que le PS est soluble exclusivement en

phase huile, le copolymère se place spontanément à l’interface. La non solubilité du bloc PS dans

l’eau favorise l’extension maximale du bloc PEG en phase aqueuse afin de protéger au mieux le bloc

hydrophobe. Cette extension engendre un fort encombrement stérique aux interfaces et empêche

ainsi la coalescence des gouttes. De plus, contrairement aux émulsions doubles classiquement

stabilisées par une combinaison de différents tensioactifs, le copolymère complètement soluble en

phase huile ne va pas y former de micelles inverses qui pourraient solubiliser les émulsifiants, et

donc conduire à la rupture des films d’huile, c’est-à-dire à la coalescence des gouttelettes internes

avec la phase externe.

Par la suite, les auteurs ont étudié l’influence de la taille des différents blocs du copolymère et

ont montré que ce paramètre était crucial pour le type d’émulsions formé160. Ainsi, un polymère

muni d’un long bloc hydrophobe ne sera capable de stabiliser que des émulsions inverses, car il

sera préférentiellement soluble en phase huile. Un polymère avec un ratio nombre d’unités hydrophiles
nombre d’unités hydrophobes

d’environ 1 stabilise des émulsions multiples E/H/E pour des ratios d’huile entre 20 et 70% du fait

de son étendue similaire dans les deux phases, tandis qu’il se forme des émulsions directes pour

des ratios d’huile inférieurs à 20% et inverses pour des ratios supérieurs à 70%. Étonnamment,

pour un copolymère avec un bloc hydrophobe très court, la séquence suivie en fonction de la

quantité d’huile est E/H/E, H/E et enfin E/H. La formation d’émulsions inverses pour des fractions

volumiques d’huile élevées est habituelle. En revanche, il est surprenant que des émulsions

multiples soit formées pour des ratios d’eau de l’ordre de 90%. Ngai et son équipe expliquent

ce phénomène par le fait que la quantité de polymère en phase aqueuse pour des ratios d’huile

très faibles est elle aussi très faible, et en dessous de la CMC. Quand le ratio d’huile augmente,

la concentration en polymère en phase aqueuse augmente également et la CMC est atteinte. Des

micelles sont alors formées en phase aqueuse, ce qui conduirait à la formation d’émulsions directes.

Bae et al. en proposent l’utilisation d’un système eau / chloroforme / polystyrène-b-poly(N-

isopropylacrylamide) (PS-b-PNIPAM)161. Ils constatent qu’une goutte de solvant dans laquelle est

dissous le copolymère tend à se troubler lorsqu’elle est déposée dans l’eau. Cette turbidité est liée à

l’apparition spontanée de petites gouttelettes d’eau au sein de la goutte de chloroforme. L’interpré-

tation donnée par Bae et son équipe est la suivante : des ions issus de la synthèse du copolymère

subsistent en phase huile. Ces impuretés ioniques génèrent une pression osmotique suffisamment

forte pour contrebalancer la pression de Laplace et favoriser la formation de gouttelettes d’eau

pour venir diluer ces impuretés. Forts de cette constatation, les auteurs ont utilisé ce phénomène
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spontané pour former des émulsions multiples de façon maîtrisée. Ils observent que la quantité

d’impuretés présente en phase huile a un rôle sur la taille des gouttelettes d’eau formées : plus il y

a d’impuretés, plus les gouttelettes sont grosses. Ils démontrent également que l’encapsulation de

dextrane (polymère de sucre) marqué par un fluorophore, préalablement dissous en phase huile,

est possible.

Enfin, Besnard et Protat117,162,163 ont travaillé sur des copolymères à base de styrène hydrophobe

et de méthacrylate de diméthylaminoéthyle hydrophile, parvenant à stabiliser des émulsions E/H,

H/E, E/H/E ou H/E/H selon le pH et la force ionique de la phase aqueuse. Une inversion de

phase transitionnelle dynamique a pu être observée en variant le pH ou bien la température.

Protat et al.128,163 ont poursuivi le travail en adaptant ce système pour le rendre biocompatible,

en utilisant des copolymères diblocs PDMS-b-PDMAEMA et des huiles utilisées en cosmétique

ou pharmaceutique. L’encapsulation et le relargage d’un colorant hydrophile par variation de la

température, du pH ou encore de la force ionique, ont pu être observés. Ces deux systèmes seront

détaillés dans la partie III de ce chapitre.

Émulsions multiples en une étape stabilisées par des polymères supramoléculaires L’équipe

de Wang a très récemment proposé une alternative à l’utilisation de copolymères amphiphiles,

permettant une plus grande maîtrise et souplesse des types d’émulsions formées. L’idée est

d’utiliser un homopolymère capable de créer des liaisons supramoléculaires, qui peuvent être de

différents types (liaisons hydrogènes, électrostatiques, liaisons de coordination...)164, avec un autre

polymère ou avec une petite molécule.

Ils présentent par exemple un système à base de blocs polyéthylèneimine (PEI) et poly(acide

lactique) (PLA)165. Ces deux blocs sont sensibles au pH. Le PLA, quand son extrémité est chargée

(pour des pH>5), constitue un émulsifiant hydrophobe capable de stabiliser des émulsions inverses.

Le PEI, quand il est neutre, à pH>9, constitue quant à lui un émulsifiant hydrophile capable de

stabiliser des émulsions directes. A bas pH, ce couple de polymère ne stabilise donc aucune

émulsion, puis des émulsions inverses sont stabilisées par le PLA aux pH intermédiaires, et enfin à

haut pH des émulsions doubles E/H/E sont stabilisées par le couple d’homopolymères. Ce système

présente l’intérêt de suivre un enchaînement inhabituel dans le type d’émulsions formées en

fonction du pH.

Huang et son équipe166 utilisent quant à eux un dibloc polystyrène-poly(4-vinylpyrridine)

(PS-P4VP), hydrophobe, couplé à une petite molécule séléniée. Seul, le polymère est incapable

de stabiliser des émulsions car il n’a pas d’affinités pour l’eau. La liaison N-Se qui se crée entre

la petite molécule et le bloc P4VP conduit à la formation d’azotes chargés positivement, ce qui a

pour conséquence de rendre la structure amphiphile et permet la formation d’émulsions multiples

E/H/E.

Enfin, Wang et al.167 ont remarqué que l’utilisation du PEG seul comme stabilisant était à

même de produire des émulsions entre l’eau et le dichlorométhane. Celui-ci est dissous à la fois en

phase huile et en phase aqueuse, dans des concentrations assez élevées allant jusqu’à 198 mg/mL.

La concentration du PEG en phase aqueuse semble être le paramètre dirigeant le type d’émulsions

formées. Il est ainsi possible de stabiliser des émulsions doubles E/H/E pour des concentrations

en PEG intermédiaires. Les auteurs rationnalisent la formation de ces émulsions en supposant que

le PEG forme des complexes avec la phase aqueuse par création de liaisons hydrogènes entre les
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oxygènes du PEG et les hydrogènes de l’eau, ce qui lui permet d’interagir à la fois avec la phase

huile et la phase aqueuse. Ils poursuivent le travail en étudiant l’influence de la présence de diiode

en phase aqueuse : le PEG forme là encore des complexes avec I2 par liaisons hydrogènes, mais

cette fois la formation des deux types d’émulsions doubles, à phase eau et à phase huile continues,

est observée.

L’avantage d’utiliser des stabilisants basés sur la création de liaisons faibles est que celles-

ci peuvent être faciles à rompre pour réaliser un relargage contrôlé d’une espèce encapsulée.

Cependant aucun des systèmes évoqués ici ne présente de résultats de libération contrôlée. La

durée de stabilité de ces édifices supramoléculaires n’est de plus pas évoquée précisément dans ces

articles, on peut donc supposer qu’elle n’est pas excellente.

Encapsulation et relargage contrôlé de principes actifs au sein d’émulsions doubles formées
en une étape Dans les systèmes présentés dans cette partie, très peu sont sensibles à un stimulus
externe permettant d’envisager une inversion de phase transitionnelle dynamique, et ainsi la

possible libération d’un principe actif encapsulé en phase aqueuse interne. Les systèmes de

Pickering développés par les équipes de Zhu152 et Tu107 sont à notre connaissance les seuls

à présenter une sensibilité au pH permettant de passer d’une émulsion inverse à multiple par

diminution du pH pour le système de Zhu, et d’une émulsion double à une émulsion directe

par augmentation du pH pour le système de Tu. Le système de Chen154 basé sur l’utilisation de

CCS (Core Crossed-linked Stars) de PDMAEMA offre lui aussi une sensibilité au pH permettant le

relargage. Le système supramoléculaire de Wang165 permet également l’accès à différents types

d’émulsions en fonction du pH, mais la stabilité des multiples obtenues dans ce cas est peu discutée.

Enfin, pour les systèmes stabilisés par des polymères, les copolymères développés par Besnard et

Protat sont les seuls à être stimulables et à stabiliser des émulsions doubles de façon durable.

Très peu de systèmes sont effectivement étudiés pour l’encapsulation d’un composé, bien que

beaucoup mettent en avant leur potentiel pour ce type d’applications. Pour les émulsions de Picke-

ring, Tu et al.107 sont les seuls à étudier l’encapsulation d’un fluorophore, et sa libération contrôlée

sous l’action d’un stimulus externe, ici le pH. Les particules à base de styrène et l’utilisation du

toluène comme huile en font cependant un système inenvisageable pour développer des appli-

cations pour l’homme. Pour les stabilisants polymères, Bae et ses collaborateurs161 mentionnent

l’encapsulation d’un fluorophore au sein d’un système à base de chloroforme mais sans moyen de

le libérer, de même que Hanson et al.157 dont le système a l’avantage d’être biocompatible. Protat

et al.128,163 présentent un système multistimulable et biocompatible, permettant un relargage

contrôlé, mais l’encapsulation de molécules actives est peu étudiée et n’a pas conduit à des résultats

concluants. Hoppel et son équipe155 sont les seuls à s’intéresser à l’encapsulation d’une molécule

active, un anti-cancéreux. Cette molécule est relarguée par effet mécanique lors de l’application

de l’émulsions sur la peau. Bien que ce système soit prometteur, il est limité à des applications

restreintes. En outre, la formulation de l’émulsion est assez complexe (bien qu’en une seule étape)

car elle nécessite l’utilisation de nombreux stabilisants.

Conclusion Bien que plusieurs systèmes prometteurs aient été développés au cours des quinze

dernières années pour permettre la formation d’émulsions doubles de façon très simple, en une

seule étape, leur utilisation pour l’encapsulation de composés reste encore très restreinte. Peu de

systèmes sont à la fois stimulables, permettant d’envisager un relargage contrôlé de l’espèce encap-
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sulée, et biocompatibles, condition indispensable au développement de ces émulsions pour des

applications à l’homme. Seul le système de Protat et son équipe128,163 réunit ces deux conditions,

mais l’encapsulation de composés d’intérêt n’a été que peu étudiée.

III Présentation du sujet d’étude

Comme nous l’avons vu, les émulsions doubles sont d’excellentes candidates pour l’encapsula-

tion de principes actifs. Une molécule hydrophile en solution dans les gouttelettes d’eau internes

est en effet protégée de façon efficace de son environnement extérieur par la couche d’huile qui

l’entoure. De plus, un des avantages des émulsions multiples est la possibilité d’encapsuler conjoin-

tement des molécules hydrophiles au sein des gouttelettes d’eau internes, et hydrophobes dans la

phase huile. Cette codélivrance est particulièrement intéressante pour la libération simultanée de

molécules ayant un effet synergique. C’est aussi une voie d’encapsulation qui offre de nombreuses

possibilités de libération par un stimulus externe, comme nous l’avons vu en deuxième partie

de cette introduction. Ainsi, des émulsions doubles peuvent être déstabilisées par action de la

température, du pH, ou encore de la force ionique. Cependant, il existe encore peu de systèmes

qui permettent de former de façon simple ce type de structure tout en offrant biocompatibilité et

stimulabilité.

III.1 Développement d’un système modèle multi-stimulable par Lucie Bes-
nard

Lucie Besnard a développé au sein des laboratoires LIONS (Laboratoire Interdisciplinaire

d’Organisation Nanométrique et Supramoléculaire) du CEA et SIMM (Science et Ingénierie de la

Matière Molle) de l’ESPCI Paris un système modèle particulièrement intéressant pour la forma-

tion d’émulsions multiples117,162,168. Le stabilisant utilisé est un copolymère dibloc amphiphile,

présentant un bloc hydrophobe de polystyrène (PS) et un bloc hydrophile statistique alternant

des unités hydrophobes de PS et hydrophiles de poly(méthacrylate de diméthylaminoéthyle)

(PDMAEMA), noté PS-b-(PS-stat-PDMAEMA). Il permet de former en une seule étape différents

types d’émulsions entre l’eau et le toluène, dont des multiples.

Le PDMAEMA est un polymère multi-stimulable sensible à trois paramètres physico-chimiques :

— le pH, via les groupements amines secondaires portés par la chaîne, qui sont chargés po-

sitivement à bas pH et neutres à haut pH, le pKA se situant autour de 7,5169 (cf Figure

I.11(a)) ;

— la force ionique, qui a une influence aux bas pH quand le polymère est sous forme chargée.

La présence de sel conduit à l’écrantage des charges portées par la chaîne et à une diminution

de l’hydrophilie ;

— la température, ce polymère présentant une LCST (Lower Critical Solution Temperature) pour

des pH au dessus de son pKA, c’est-à-dire une température de transition au delà de laquelle

il cesse d’être soluble en phase aqueuse. Celle-ci correspond à la température au delà de

laquelle les liaisons hydrogènes formées entre le polymère et l’eau sont détruites, du fait de

l’agitation thermique trop importante (cf Figure I.11(b)). Cette transition se produit entre

35 et 65°C pour l’homopolymère, la température exacte dépendant notamment de la masse

molaire de la chaîne170,171.
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(a) Sensibilité au pH (b) Sensibilité à la température

Figure I.11 – Stimulabilité du PDMAEMA.

Lucie Besnard et Marine Protat ont étudié l’influence du pH, de la concentration en sel et du

type de sel en phase aqueuse sur le type d’émulsions formé. Elles ont montré que des émulsions

directes, inverses mais surtout multiples E/H/E et H/E/H pouvaient être stabilisées par les

copolymères PS-b-(PS-stat-PDMAEMA).

En plus d’influer sur le type d’émulsions formé, les trois stimuli évoqués plus haut peuvent

conduire à une inversion de phase transitionnelle des émulsions. La transition de phase a notam-

ment été observée pour le pH et la température.

Malgré les propriétés prometteuses de ce système, l’utilisation d’une huile et d’un polymère

hydrophobe toxiques empêchent d’envisager toute application biologique.

III.2 Vers un système biocompatible...

Un système alternatif a été proposé par Marine Protat, se basant sur l’utilisation d’un copoly-

mère polydiméthylsiloxane-b-poly(méthacrylate de diméthylaminoéthyle) (PDMS-b-PDMAEMA)128,163.

Ce copolymère présente un bloc hydrophile de PDMAEMA, qui lui permet de conserver ses proprié-

tés de multi-stimulabilité. En revanche le PS a été remplacé par du PDMS, polymère biocompatible.

Ce polymère est capable de stabiliser en une seule étape d’émulsification une phase aqueuse et

une huile biocompatible pour obtenir, selon les conditions de pH et de force ionique choisies, des

émulsions directes, multiples E/H/E ou inverses. Les émulsions multiples peuvent également

être déstabilisées en jouant sur le pH, la force ionique ou la température. L’encapsulation et le

relargage d’un colorant hydrophile sous l’action de chacun de ces stimuli ont pu être observés. En

particulier, des émulsions E/H/E formées autour d’un pH neutre peuvent être déstabilisées en

émulsions directes par une diminution du pH. Ce système est à notre connaissance le seul système

biocompatible permettant de former en une seule étape et avec un seul émulsifiant des émulsions

multiples E/H/E dont la nature peut être modifiée par des stimuli externes.

III.3 ... et l’encapsulation de principes actifs

Le travail présenté ici repose sur la capacité des émulsions E/H/E formées à partir du copo-

lymère PDMS-b-PDMAEMA à être déstabilisées en émulsions directes lorsque le pH est abaissé.

Cette modification du type de l’émulsion conduit à la libération contrôlée d’un éventuel principe

actif encapsulé au sein des gouttelettes d’eau internes.

Cette propriété est particulièrement intéressante pour l’élaboration d’un système administré

par voie orale, pour des applications en pharmacie ou agroalimentaire. En effet, on peut imaginer

encapsuler une substance active dans une émulsion E/H/E. Pendant toute la durée du stockage, la
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molécule active est protégée de son environnement externe par la phase huile. Lors de l’ingestion,

l’émulsion sera confrontée à une baisse du pH lors de son arrivée dans l’estomac, dont le pH

est compris entre 1 et 2172. La molécule encapsulée sera alors libérée et pourra être absorbée au

début de l’intestin. Ce système permet également d’envisager une coencapsulation de substances

hydrophile et hydrophobe. Dans ce cas, la digestion de la phase huile dans l’intestin conduit à la

libération de la molécule hydrophobe.

Les objectifs de ce travail sont doubles.

Encapsulation de principes actifs Le premier objectif est l’étude de l’encapsulation et du re-

largage d’un principe actif hydrophile, ainsi que sa coencapsulation avec une molécule active

hydrophobe. Marine Protat avait entamé ce travail avec l’encapsulation de vitamine C au sein de la

phase aqueuse interne des émulsions163. Cependant, cette molécule capable de libérer des protons

(pKA=4,2173) perturbe le pH habituel de formation des émulsions, rendant celles-ci instables. Pour

ce travail, nous souhaitons donc travailler avec une molécule ne risquant pas d’avoir une incidence

sur le pH de la phase aqueuse. Cette substance doit avoir un effet thérapeutique intéressant,

présenter un intérêt à être encapsulée et ne pas avoir d’effet tensioactif susceptible de modifier la

conformation du polymère à l’interface. Elle doit également être facile à détecter pour simplifier

les différentes études à effectuer. Dans l’idéal, elle doit avoir un intérêt à être coencapsulée avec

une autre molécule hydrophobe présentant des caractéristiques similaires.

Notre choix s’est porté pour cette étude sur la catéchine, qui présente un intérêt à être coen-

capsulée avec la molécule hydrophobe de curcumine. Ces deux molécules répondent aux critères

physico-chimiques listés plus hauts. Elles sont toutes deux facilement détectables en spectroscopie

UV-visible : épaulement à 230 nm et maximum local d’absorption à 280 nm dans le cas de la

catéchine, et maximum d’absorption à 418 nm dans le cas de la curcumine. Les droites d’étalonnage

associées sont présentée en Annexes B.1.a pour la catéchine et B.2 pour la curcumine. La catéchine

peut également être détectée par fluorescence en excitant la molécule à 280 nm et en relevant

l’intensité de fluorescence à 314 nm. Malheureusement cette méthode n’est utilisable que pour

des solutions de catéchine fraîche (<24 h), le vieillissement des solutions et la dégradation de la

catéchine conduisant à une diminution de l’intensité du pic. Bien que les mécanismes d’action

ne soient pas parfaitement compris, la catéchine et la curcumine présentent l’une comme l’autre

de nombreuses propriétés thérapeutiques (anticancéreuses, anti-microbiennes, anti-oxydantes ou

encore anti-inflammatoires)174–176. Elles sont également très sensibles à l’oxydation. Des études

ont montré des effets synergiques de ces molécules contre les maladies infectieuses177 ou le can-

cer178. Les propriétés anti-inflammatoires de la catéchine et de la curcumine pourraient en faire un

traitement efficace contre la maladie de Crohn, pathologie incurable auto-immune d’inflammation

de l’intestin. Les traitements utilisés jusqu’alors sont peu efficaces ou au contraire contraignants et

engendrent une accoutumance ou des effets secondaires.

La coencapsulation de ces deux molécules au sein d’une émulsion double a déjà été étudiée par

l’équipe d’Aditya179,180. Leurs émulsions E/H/E, formées en deux étapes, permettent la libération

conjointe des deux molécules au niveau de l’intestin sous l’action du liquide gastrique par un

mécanismes qui n’est pas détaillé. Ces émulsions ne sont stables que durant deux semaines, et de

nombreux excipients sont nécessaires pour conserver les molécules encapsulées à l’intérieur de la

structure. De plus, les émulsions sont formées à 60°C, température à laquelle la catéchine risque
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d’être au moins en partie dégradée181. Développer un système permettant l’encaspulation efficace

de ces deux molécules, sur de longues périodes, et par un procédé simple en une étape, constitue

donc un défi intéressant à relever.

L’encapsulation de la molécule de catéchine seule sera étudiée dans un premier temps, puis

nous nous intéresserons à la coencapsulation.

Formation des émulsions par voie microfluidique Le deuxième objectif de ce travail est la for-

mation d’émulsions stabilisées par des copolymères PDMS-b-PDMAEMA par voie microfluidique.

Bien que beaucoup plus complexe à mettre en place que l’émulsification mécanique en une étape

permise par notre système, cette technique présente malgré tout des avantages non négligeables :

— la maîtrise de la taille des gouttes ;

— la monodispersité, conduisant à une meilleure stabilité des édifices, propriété également

recherchée par les industriels qui préfèrent travailler avec des systèmes bien calibrés ;

— la possibilité d’avoir des phases aqueuses internes et externes de compositions différentes, et

ainsi d’encapsuler de façon sélective la substance active dans les gouttelettes d’eau internes ;

— la possibilité de connaître précisément le taux d’encapsulation de l’émulsion.

La suite de ce manuscrit est divisée en quatre grandes parties. La synthèse et la caractérisation

d’une famille de copolymères PDMS-b-PDMAEMA sera présentée au Chapitre II, ainsi que des

mesures de cytotoxicité réalisées sur notre système. Le Chapitre III consistera en l’étude des

émulsions stabilisées par les différents copolymères synthétisés, en fonction du pH et de la force

ionique de la phase aqueuse. L’encapsulation et le relargage d’une molécule modèle, le saccharose,

sera également présentée. Dans le Chapitre IV, nous nous intéresserons à l’encapsulation et au

relargage de la catéchine, et à des résultats préliminaires de coencapsulation avec la curcumine.

Enfin, le Chapitre V présentera les résultats obtenus pour la formation d’émulsions stabilisées par

des copolymères PDMS-b-PDMAEMA par voie microfluidique.
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I. PRINCIPES DE LA POLYMÉRISATION RADICALAIRE

I Principes de la polymérisation radicalaire

La polymérisation radicalaire est une technique de choix pour la synthèse de polymères au

niveau industriel. Elle fait partie des procédés dits "en chaîne", c’est-à-dire que les monomères

s’additionnent un à un sur les chaînes en croissance, qui sont porteuses de radicaux libres ? . Elle

peut être utilisée pour polymériser une large gamme de monomères, ceux-ci devant présenter une

insaturation (typiquement une double liaison carbone-carbone)2. Elle est également peu coûteuse

et facile à mettre en œuvre, et se prête à l’utilisation de différents procédés permettant une mise

en forme directe du polymère, tels que la polymérisation en suspension ou en émulsion.

On distingue trois étapes dans le mécanisme d’une polymérisation radicalaire2 :

— l’amorçage, au cours duquel l’amorceur A va se décomposer en une ou plusieurs molécules

porteuses d’un radical libre R, puis réagir avec le premier monomère M ;

Aº 2Ra

R
a

�Mº RM
a

— la propagation, qui correspond à l’ajout successif de monomères sur les chaînes via une

réaction entre le radical libre de la chaîne en croissance et l’insaturation portée par le

monomère ;

RM
a

n �Mº RM
a

n�1

— la terminaison, qui met fin à la croissance des chaînes par désactivation des centres actifs

lors de réactions de combinaison ou de dismutation.

Combinaison :
RM

a

n �RM
a

pº RMn�pR

Dismutation :
RM

a

n �RM
a

pº RMnH �RMp

Généralement, pour une polymérisation radicalaire classique, l’amorçage est lent et la propa-

gation très rapide3. Les chaînes croissent rapidement et de façon inégale, ce qui conduit à une

dispersité élevée dans la taille des chaînes, de plus de 1,54. Pour obtenir des chaînes de longueur

contrôlée et une distribution de taille étroite, il a donc été nécessaire de développer des méthodes

de polymérisation radicalaire dite contrôlée, permettant de maîtriser la croissance des chaînes. Ces

techniques feront l’objet du paragraphe suivant.

I.1 La polymérisation radicalaire contrôlée

Contrairement à la polymérisation radicalaire classique, l’étape d’amorçage d’une polyméri-

sation radicalaire contrôlée est très rapide et initie la totalité des chaînes. Puis, les chaînes en

croissance sont à l’équilibre entre une forme active (radical libre) et une forme dormante majoritaire,

dans laquelle le radical est temporairement désactivé par un médiateur radicalaire5. Cet équilibre

permet de limiter la vitesse de propagation et d’obtenir un bon contrôle de la taille des chaînes. En

outre, la concentration de chaînes actives étant limitée dans le milieu, les réactions de terminaison

conduisant aux espèces mortes sont restreintes.
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Les réactions mises en jeu sont illustrées sur la Figure II.15. L’étape d’amorçage n’y est pas

présentée.

RMn�p, RMnH, RMp RMa

n RMnX

M,kp

X,kdes

kact

RMa

p , kt

Espèces dormantesEspèces activesEspèces mortes

Figure II.1 – Mécanisme de la polymérisation radicalaire contrôlée. X, RMa

n , et M désignent respective-
ment le médiateur radicalaire, la chaîne active, et le monomère. kp, kt , kact , kdes représentent quant à
elles les constantes de vitesse des réactions de propagation, terminaison, activation et désactivation des
chaînes en croissance.

Pour que la polymérisation soit contrôlée, il faut que3,6 :

— La vitesse de dissociation de l’amorceur soit grande devant la vitesse de propagation (amor-

çage "instantané"), de façon à pouvoir initier de façon simultanée toutes les chaînes ;

— L’équilibre entre les chaînes actives et les chaînes dormantes soit très déplacé vers la forma-

tion de chaînes dormantes (kdes9 kact) ;

— La vitesse d’activation des chaînes dormantes soit plus élevée que la vitesse de propagation

(kact9 kp), pour que chaque chaîne ait la même probabilité d’additionner un monomère, de

façon à contrôler le nombre de monomères ajoutés.

Si ces conditions sont respectées, la taille des chaînes est proportionnelle à la concentration en

monomère et inversement proportionnelle à la concentration en amorceur. Le rapport du nombre

de moles de monomères et d’amorceur fixe le degré de polymérisation des chaînes et donc la

masse molaire du polymère obtenu. Les réactions de terminaison étant limitées du fait de la faible

concentration en radicaux libres dans le milieu à un instant donné, la polymérisation radicalaire

contrôlée permet l’obtention de polymères avec une dispersité faible, généralement inférieure à

1,3 et pouvant même atteindre des valeurs très proches de 1. Matyjaszewski et al. obtiennent par

exemple des dispersités de 1,05 pour leurs polymères en étoiles7.

Il existe trois types de polymérisations radicalaires contrôlées, qui diffèrent par les espèces mises

en jeu dans la réaction d’activation/désactivation ? :

— Le transfert par addition-fragmentation réversible (RAFT), pour lequel le médiateur radica-

laire est un groupe dithiocarboxylate ;

— La polymérisation à médiation nitroxyde (NMP), où un radical nitroxyde stable (RN-Oa) est

utilisé comme médiateur radicalaire ;

— La polymérisation radicalaire par transfert d’atome (ATRP), pour laquelle le médiateur

radicalaire est un halogénure d’alkyle, et où des mécanismes d’oxydo-réduction et de com-

plexation d’un métal de transition permettent de contrôler la réaction.

Pour synthétiser nos polymères diblocs, nous avons utilisé la polymérisation par transfert d’atome

dont les mécanismes seront détaillés dans le prochain paragraphe.
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I.2 La polymérisation radicalaire contrôlée par transfert d’atome (ATRP)

Classiquement, un système d’ATRP est composé d’un monomère M, d’un amorceur halogénure

d’alkyle R�X (bromure ou chlorure) et d’un métal de transition complexé par un ligand qui joue

le rôle de catalyseur (MtN�Lx, où Mt représente un métal de transition au degré d’oxydation N,

et L un ligand). Le métal le plus couramment utilisé est le cuivre8. Ce métal catalyseur intervient

à la fois à l’étape d’amorçage pour rompre la liaison carbone-halogène de l’halogénure d’alkyle,

et à l’étape de propagation pour permettre la transition de l’espèce active à l’espèce dormante et

vice-versa. L’espèce dormante est constituée par une chaîne en croissance liée à l’atome d’halogène,

le passage de l’espèce dormante à l’espèce active se faisant par échange de cet atome, et réduction

du métal de transition. Le mécanisme de polymérisation est présenté dans la Figure II.25.

RX �MtN�Lx Ra �X �MtN�1
�Lx

ka

kd

Ra �M RMa

Amorçage :

Propagation :

RMnX �Mt
NLx RMa

n �X �Mt
N�1

�Lx

kact

kdes

Espèces dormantes Espèces actives

RMa

n�1 �X �Mt
N�1

�Lx
M,kp

Terminaison :

RMn�p, RMnH, RMpRMa

n �RM
a

p

kt
Espèces mortes

Figure II.2 – Schéma réactionnel de la polymérisation par ATRP. RX représente l’halogénure d’alkyle, X
étant l’atome d’halogène. Mt est un métal de transition de degré d’oxydation N ou N � 1, lié à x ligands
L, et M est le monomère. ka, kd , kact , kdes, kp, kt représentent respectivement les constantes de vitesse
d’activation et de désactivation de l’amorceur, d’activation et de désactivation de la chaîne en croissance,
de propagation et de terminaison.

Nous utiliserons l’ATRP pour synthétiser des copolymères à blocs de type polydiméthylsiloxane-

b-poly(méthacrylate de diméthylaminoéthyle) (PDMS-b-PDMAEMA) de dispersité faible, en utili-

sant comme halogénure d’alkyle un macroamorceur polydiméthylsiloxane (PDMS) bromé, comme

catalyseur le bromure de cuivre (I), et comme monomère le méthacrylate de diméthylaminoéthyle

(DMAEMA).Le ligand est le 1,1,4,7,10,10-hexaméthyltriéthylenetetramine (HMTETA).

II Protocole de synthèse

Notre objectif est de synthétiser grâce à l’ATRP une série de copolymères diblocs amphiphiles

PDMS-b-PDMAEMA, capables de stabiliser des émulsions. Nous ferons varier :
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— Le rapport nombre d’unités hydrophiles
nombre d’unités hydrophobes du polymère (noté plus simplement dans la suite rapport

hydrophile
hydrophobe ), en fixant la taille du bloc PDMS et en ajustant le degré de polymérisation (DP)

du bloc PDMAEMA ;

— La longueur globale du polymère à rapport hydrophile
hydrophobe fixé.

La synthèse des copolymères est réalisée en deux étapes présentées Figure II.3, à partir d’un

bloc de PDMS commercial portant une fonction hydroxyle en bout de chaîne (PDMS-OH). En

premier lieu, ce bloc est fonctionnalisé via une estérification (Figure II.3(a)) pour obtenir un atome

de brome terminal (PDMS-Br). Ce premier bloc ainsi modifié sert de macroamorceur pour la

polymérisation du bloc PDMAEMA (Figure II.3(b)).

PDMS-OH PDMS-Br

(a) Étape 1 : Synthèse du macroamorceur bromé, PDMS-Br

PDMS-Br PDMS-b-PDMAEMA

(b) Étape 2 : Polymérisation du bloc de PDMAEMA à partir du macroamorceur

Figure II.3 – Mécanisme réactionnel des deux étapes de synthèse des copolymères amphiphiles à bloc
PDMS-b-PDMAEMA.

Nous travaillerons avec deux PDMS hydroxylés commerciaux différents, dont les longueurs

seront vérifiées par résonance magnétique nucléaire du proton (RMN1H). La longueur du second

bloc est ajustée en faisant varier le nombre d’équivalents de DMAEMA introduit pour un équi-

valent de macroamorceur. A priori, le nombre d’équivalents à introduire est égal au degré de

polymérisation souhaité pour le PDMAEMA. Cependant, en fin de réaction, l’ajout des monomères

sur la chaîne en croissance se fait de façon moins bien contrôlée. Pour éviter cela, la réaction est

stoppée avant qu’elle n’arrive à son terme. Nous introduirons donc un nombre d’équivalents plus

important déterminé empiriquement, égal au degré de polymérisation visé multiplié par 1,5.

Les produits obtenus dans la suite (macroamorceurs et copolymères) sont tous analysés par

RMN1H, à 1% en masse dans le chloroforme deutéré (CDCl3) et à température ambiante, sur

un appareil Bruker 400 MHz. Ces mesures permettront d’une part de vérifier que les produits

attendus ont bien été obtenus, et d’autre part de déterminer la composition et la masse molaire des

copolymères formés.

Leur dispersité est déterminée par chromatographie d’exclusion stérique (SEC), grâce à un

appareil Viscotek GPC max VE 2001 équipé d’un triple détecteur TDA 302. Les échantillons
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sont préparés dans le THF, à 2% en triéthylamine, et les mesures effectuées à 35°C (dans un

soucis d’assurer une meilleure reproductibilité quelle que soit la température ambiante). La masse

molaire des chaînes ne peut pas être mesurée par cette méthode, du fait de l’incrément d’indice de

réfraction du PDMS (dn
dc

) quasi-nul.

II.1 Synthèse du macroamorceur PDMS-Br

II.1.a Réactifs

Les réactifs utilisés pour la synthèse du macroamorceur PDMS-Br sont présentés dans le

tableau II.1. La réaction est réalisée dans le tétrahydrofurane (THF) anhydre. Tous les réactifs

sont utilisés sans purification préalable. La masse molaire exacte du PDMS-OH commercial est

déterminée par RMN1H à 1% en masse dans le CDCl3.

Réactif Nom Formule neq

Alcool PDMS-OH Si
O

Si O
OH

n 1

Bromure
d’acyle

Bromure de
bromoisobutyryle Br

Br

O

2,75

Triéthylamine (Et3N) N 4

Tableau II.1 – Réactifs utilisés pour la synthèse du macroamorceur PDMS-Br. neq représente le nombre
d’équivalents molaires introduits.

Le bromure d’acyle est introduit en excès pour assurer la quantitativité de la réaction.

II.1.b Protocole expérimental

Le protocole de synthèse a été développé par Luo et al.9, puis adapté par Protat et al.10. Dans

un ballon bicol sont introduits une olive aimantée, 20 g de PDMS-OH (2,5 mmol) et 1,43 mL de

triéthylamine (10 mmol). 15 mL de THF anhydre sont ajoutés, puis, sous forte agitation, 848 µL

(6,90 mmol) de bromure de bromoisobutyryle. Un précicipité blanc, constitué des sels de bromure

de triéthylammonium, apparaît immédiatement. On laisse réagir durant 72 h à température

ambiante, puis le ballon est chauffé dans un bain d’huile à 60°C pendant une heure pour assurer

la transformation complète des fonctions hydroxyles.

Le milieu réactionnel est ensuite filtré sur Büchner pour se débarrasser du précipité, puis le

THF éliminé à l’évaporateur rotatif pour obtenir une huile brune. Cette huile est diluée dans

400 mL de dichlorométhane, et la phase organique ainsi obtenue est lavée trois fois par 300 mL

de solution saturée d’hydrogénocarbonate de sodium, puis trois fois par 300 mL d’eau distillée.

La phase organique est enfin séchée sur sulfate de magnésium anhydre avant évaporation du

dichlorométhane et séchage sous cloche à vide de l’huile récupérée pendant 24h.
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L’efficacité de la fonctionnalisation est contrôlée par RMN1H (1% en masse dans le CDCl3).

Des extraits de spectres sont présentés Figure II.4. On vérifie notamment le décalage du triplet

de 3,65 ppm (protons c sur la Figure II.4(a)) à 4,2 ppm après fonctionnalisation (protons d sur

la Figure II.4(b)). Les protons b (cf Figure II.4) sont également plus déblindés. On voit que la

fonctionnalisation n’est pas totale puisqu’il reste des signaux peu intenses à 3,45 et 3,65 ppm. Le

triplet de faible intensité à 3,75 ppm apparaissant sur les deux extraits de spectre correspond

probablement à une impureté.

L’analyse RMN permet également de connaître la taille exacte du composé commercial PDMS-

OH permettant la synthèse du macroamorceur, en comparant l’intensité relative du signal à 0 ppm

(protons portés par les carbones liés aux silicium) et celle des triplets entre 3 et 4 ppm qui intègrent

chacun pour 2 protons, soit 6 protons au total. Nous avons travaillé avec deux longueurs différentes,

60 et 104 unités diméthylsiloxanes (DMS) (à � 5 unités près). Le spectre RMN1H complet du

PDMS-OH est présenté en Annexe A, ainsi que le calcul du nombre d’unités DMS de la chaîne.

(a) Extrait du spectre du PDMS-OH (b) Extrait du spectre du PDMS-Br

Figure II.4 – Signaux RMN1H caractéristiques des blocs PDMS utilisés (ici pour le bloc de 60 unités
DMS). Les spectres sont mesurés dans le CDCl3.

Une fois que le macroamorceur est synthétisé et caractérisé, nous l’utilisons pour amorcer la

polymérisation du DMAEMA et ainsi construire le second bloc du copolymère.

II.2 Synthèse du copolymère PDMS-b-PDMAEMA

II.2.a Réactifs

Les réactifs de la synthèse sont présentés sur la tableau II.2. La synthèse est réalisée dans du THF.

Le DMAEMA et le THF sont préalablement purifiés sur colonne d’alumine activée basique afin de

retirer les inhibiteurs et retardeurs de polymérisation et les stabilisants présents dans les produits

commerciaux. Les autres réactifs sont directement utilisés sans purification supplémentaire.

II.2.b Protocole expérimental

La synthèse est réalisée entièrement sous azote. On travaille avec deux rampes, une pour le

vide et l’autre pour l’azote, comme représenté dans la Figure II.5.
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Réactif Nom Formule neq

Monomère DMAEMA O
N

O

1,5xDP

Amorceur Macroamorceur PDMS-Br Si
O

Si O
O

O

Br

n
1

Catalyseur Bromure de Cuivre (I) CuBr 1

Ligand
1,1,4,7,10,10-

Hexamethyltriethylenetetramine
(HMTETA)

N
N

N
N 2

Tableau II.2 – Réactifs utilisés pour la synthèse du copolymère PDMS-b-PDMAEMA. neq représente
le nombre d’équivalents molaires introduits et DP le degré de polymérisation souhaité pour le bloc
PDMAEMA.

Le bromure de cuivre ainsi qu’une olive aimantée sont introduits dans un ballon bicol de 50 mL

(Ballon 1 sur la Figure II.5). Le petit col est fermé par un septum, et un robinet trois voies est

adapté sur le grand col. Le bromure de cuivre est alors soumis à trois cycles "vide/azote" successifs

de dix minutes chacun pour éliminer l’oxygène du milieu réactionnel.

Dans un deuxième ballon bicol (Ballon 2 sur la Figure II.5) sont introduits les autres réactifs :

— Le macroamorceur PDMS-Br

— Le monomère DMAEMA

— Le ligand HMTETA

— Le solvant THF

Le ballon 2 est également fermé par un septum (petit col) et un robinet 3 voies (grand col), et son

contenu est dégazé par barbotage à l’azote durant 5 min (cf Figure II.6(a)). Le contenu du ballon
2 est ensuite transféré dans le ballon 1 par canulation sous flux d’azote (cf Figure II.6(b)), et le

ballon 1 est placé pendant 3 h dans un bain d’huile à 60 °C.

A l’issue des 3 h, la réaction est stoppée. Le milieu réactionnel est dilué dans un grand volume

de THF, puis filtré sur colonne d’alumine activée basique pour éliminer le cuivre. Une majorité du

THF du filtrat récupéré est évaporée à l’évaporateur rotatif pour ne garder qu’un volume d’une

trentaine de millilitres.

Le liquide est alors mis à dialyser (membrane de cut-off 6000-8000) dans un grand volume

d’eau à pH 9-10. La taille des pores de la membrane est choisie de façon à laisser passer les

chaînes de macroamorceur n’ayant pas réagi, mais à contenir le polymère. L’eau de dialyse est

légèrement basifiée pour obtenir le polymère sous sa forme neutre. Elle est changée de façon

régulière plusieurs fois par jour et, après une semaine, le contenu de la membrane est lyophilisé

pour récupérer le polymère.
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Figure II.5 – Schéma du montage expérimental pour la synthèse du PDMS-b-PDMAEMA.

(a) Barbotage à l’azote (b) Transfert par canulation sous flux d’azote

Figure II.6 – Schéma des différentes étapes préalables à la synthèse.
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II.2.c Caractérisation

Les copolymères sont caractérisés par RMN1H et chromatographie d’exclusion stérique.

La RMN1H permet de déduire le rapport nombre d’unités DMS
nombre d’unités DMAEMA , et donc d’estimer la longueur

du bloc PDMAEMA à partir du nombre d’unités diméthylsiloxanes du macroamorceur. Pour cela,

on compare les intensités relatives du signal obtenu pour les groupements méthyles portés par

les atomes de silicium (δ=0ppm, signal a sur la Figure II.7), et les signaux des hydrogènes portés

par le bloc DMAEMA, en particulier ceux des méthyles portés par l’atome d’azote (δ=2,2 ppm,

6 protons, signal f sur la Figure II.7), et par les deux carbones en α et β (δ=2,4 ppm, 2 protons,

signal e, et δ=4 ppm, 2 protons, signal d).

Figure II.7 – Spectre RMN1H typique d’un polymère PDMS-b-PDMAEMA dans le CDCl3, ici le
PDMS60-b-PDMAEMA50.

La mesure de SEC, dont un exemple est présenté à la Figure II.8, nous donne accès à la dispersité

de nos copolymères. Elle permet de vérifier qu’on a bien formé un polymère monomodal, et qu’il

ne reste pas de macroamorceur qui n’aurait pas réagi.
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Figure II.8 – Signaux de SEC typiques obtenus pour le macroamorceur PDMS-Br (train plein) et pour le
polymère PDMS-b-PDMAEMA associé (train pointillé), ici le PDMS104-b-PDMAEMA89.
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II.3 Conclusions : Polymères synthétisés

Le tableau II.3 présente les différents polymères qui ont été synthétisés et étudiés au cours de

ce travail.

Formule brute
Rapport
Hydrophile
Hydrophobe

Dispersité Schéma

PDMS60-b-
PDMAEMA40

0,67 1,26

PDMS60-b-
PDMAEMA50

0,83 1,08

PDMS60-b-
PDMAEMA80

0,67 1,26

PDMS60-b-
PDMAEMA265

4,4 1,24

PDMS104-b-
PDMAEMA89

0,86 1,11

Tableau II.3 – Copolymères PDMS-b-PDMAEMA synthétisés et étudiés - Une boule représente envi-
ron 10 unités monomères (jaune pour le diméthylsiloxane, bleu pour le métacrylate de diméthyle de
diaminoétyle). Le rapport hydrophile

hydrophobe R est estimé par RMN 1H , et la dispersité par SEC.

Les quatre premiers polymères ont été synthétisés à partir du même bloc de PDMS hydroxylé

de 60 unités DMS. Pour le dernier, un PDMS plus long (104 unités DMS) a été utilisé.
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III Étude de la cytotoxicité des copolymères synthétisés

Nous souhaitons utiliser ces polymères pour développer des applications pour l’homme. Il

est donc nécessaire de s’assurer de leur biocompatibilité. Après une étude bibliographique de la

toxicité de chacun des deux blocs composant notre polymère, nous présenterons les expériences

réalisées pour mesurer la cytotoxicité des copolymères formulés en émulsions.

III.1 Étude bibliographique de la cytotoxicité des copolymères PDMS-b-PDMAEMA

III.1.a Utilisations et toxicité du PDMAEMA

Les polycations, comme le PDMAEMA à bas pH, sont capables d’interagir avec la membrane

cellulaire et d’induire sa perméabilisation, conduisant à une diminution du métabolisme de la cel-

lule, puis à sa nécrose11,12. La perméabilisation est déclenchée par l’hydrolyse des phospholipides

qui composent la membrane cellulaire, catalysée par les polycations et leur capacité à échanger

des protons12. À structure égale, la toxicité des polycations est d’autant plus forte que la chaîne

est longue et chargée11, car la capacité à perméabiliser la membrane est accrue.

Malgré cette toxicité, les polycations sont toutefois couramment utilisés pour des applications

biologiques. En particulier, ils constituent de très bons vecteurs dans le cadre de la thérapie

génique. De par leurs charges positives, ils sont capables de se lier de façon électrostatique à l’ADN

chargé négativement, et permettent ainsi de le transporter au cœur des cellules par endocytose

(internalisation d’une particule au sein de la cellule après que celle-ci a été entourée par la

membrane cellulaire)13. La formation du complexe polycation/ADN permet de protéger ce dernier

de l’action de la nuclease (enzyme clivant les acides nucléiques) et permet de maximiser les chances

de transfection de la cellules et l’expression du gène ainsi transporté.

Le PDMAEMA a été largement étudié comme vecteur dans le cadre de la thérapie génique12,14,15,

mais la transfection n’est pas la seule application biologique envisagée pour ce polymère. Ainsi,

par exemple, Rawlinson et al.16 utilisent le PDMAEMA pour ses propriétés antimicrobiennes :

le polymère, comme d’autres biocides cationiques, est capable de se lier à la bactérie, puis de

perméabiliser sa membrane et d’entraîner la mort cellulaire. Une autre application, étudiée en

particulier par Keely et al.17, est d’utiliser le PDMAEMA comme mucoadhésif grâce à sa capacité

à interagir électrostatiquement et par liaisons hydrogènes avec le mucus. Ceci lui permet par

exemple d’augmenter le temps de résidence gastrointestinal de principes actifs et ainsi de favoriser

leur biodisponibilité.

Pour mieux connaître les possibilités d’utilisation du PDMAEMA, sa toxicité a été étudiée dans

différentes conditions. Ainsi, Layman et al.15 mesurent la viabilité de cellules endothéliales de

moelle osseuse mises au contact pendant 12h avec des concentrations variées de PDMAEMA,

de masse molaire comprise entre 43 kDa et 915 kDa. Ils concluent que pour une concentration

donnée, les chaînes les plus longues conduisent à une IC50 (concentration à laquelle on obtient

une diminution de 50% de la viabilité des cellules) comprise entre 5 et 15 µg/mL. Celle-ci est

plus élevée pour les chaînes les plus courtes qui sont donc moins toxiques, entre 20 et 30 µg/mL.

Rawlinson et al.18 travaillent avec des cellules permettant de quantifier la cytotoxicité lors d’une

injection par voie intraveineuse, et trouvent pour leur PDMAEMA de 12,8 kDa une IC50 comprise
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entre 25 et 50 µg/mL après une mise en contact de 24 à 72 h avec les cellules. Enfin, Moreau et

al.19 couplent une étude in vitro sur des globules rouges et in vivo sur des souris. Ils concluent

qu’une exposition des globules rouges à une concentration de PDMAEMA de 10 mM (exprimée en

concentration équivalente en monomère, soit 1,93 mg/mL) conduit à une augmentation significa-

tive de l’hémolyse, c’est-à-dire de la libération dans le sang de l’hémoglobine suite à la destruction

des globules rouges. Concernant les tests in vivo, ils observent le décès des animaux en moins

d’une heure pour des concentrations injectées autour de 5 g/kg, et leur mort quasi-instantanée

pour des concentrations injectées plus élevées.

A notre connaissance, Rawlinson et ses collaborateurs18 sont les seuls à avoir étudié la cytotoxi-

cité du PDMAEMA sur des cellules intestinales (Caco-2), dans le but de quantifier la toxicité par

voie orale du polycation. D’après leurs expériences, celle-ci s’avère nettement moins élevée que

pour la voie intraveineuse, avec une IC50 comprise entre 100 et 250 µg/mL.

Toutes ces expériences sont réalisées à pH biologique, c’est-à-dire autour de 7,4. Cette valeur

est proche du pKA du polycation, qui est alors relativement peu chargé. Les IC50 obtenues sont

finalement relativement élevées pour ce polymère, qui présente donc une toxicité limitée. Il faut en

effet prendre en compte le fait que le polymère, une fois formulé, est administré par intraveineuse

ou ingéré, et sa concentration est alors fortement diminuée par rapport à la concentration initiale

dans la formulation. Il est donc peu probable d’atteindre in vivo les concentrations au delà

desquelles le polymère va devenir toxique. La toxicité observée in vivo par l’équipe de Moreau pour

des concentrations supérieures à 5 g/kg représenteraient pour un humain l’injection de plusieurs

centaines de grammes en une seule prise, c’est-à-dire une quantité très importante.

III.1.b Utilisations et toxicité du PDMS

Le PDMS est largement utilisé dans le domaine du biomédical, en particulier pour recouvrir

des implants20, ou bien pour les lentilles de contact21.

En 1977, l’institut américain du cœur, du poumon et du sang (NHLBI) a constaté que les

informations manquaient quant aux potentielles interactions entre les biomatériaux alors utilisés,

dont le PDMS, et le sang avec lequel ils sont fréquemment en contact22. A la suite de cela, de

nombreuses études de cytotoxicité et d’hémocompatibilité furent effectuées pour le PDMS. On

peut citer par exemple l’étude de Bordenave et ses collaborateurs23 qui ont réalisé des tests de

cytotoxicité sur des cellules endothéliales. Dans leurs expériences, les cellules ne sont pas en contact

direct avec le PDMS, leur étude se concentrant sur les potentielles molécules toxiques relarguées

par le matériau dans le milieu. Ils concluent que la croissance des cellules en présence de PDMS

est similaire au contrôle. Ertel et al.24 étudient quant à eux directement la croissance de cellules

de différentes lignées sur le PDMS. Lorsque celles-ci sont cultivées dans du milieu de culture

(acides aminés, vitamines, sels et glucose) sans ajout de sérum ou de protéines, leur mortalité

s’avère importante lorsqu’elles sont en contact avec le PDMS. En revanche, en présence de sérum

(constitué essentiellement de protéines), la mortalité est nettement diminuée. Ce phénomène est

expliqué par le fait que le PDMS ne relargue pas de composés toxiques dans la milieu, la mortalité

observée semblant plutôt liée aux propriétés physiques du substrat (par exemple la capacité des

protéines membranaires à être solubilisées dans le polymère, ce qui engendre la destruction des
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cellules). En présence de protéines adsorbées sur le substrat, cette toxicité intrinsèque de la surface

est grandement diminuée. In vivo, en présence de protéines, la mort cellulaire est donc très limitée.

Des études réalisées in vivo sur des rats ou des lapins après injection d’un implant recouvert

de PDMS montrent que le processus d’inflammation puis de guérison lié à l’introduction dans

l’organisme d’un corps étranger est similaire à celui observé avec d’autres biomatériaux, et que les

cellules semblent se développer normalement à la surface de l’implant22,25,26.

Le PDMS est principalement étudié pour sa toxicité en tant que matériau et il n’existe pas à

notre connaissance de tests de cytotoxicité des chaînes non réticulées pour une administration par

voie orale. En revanche il est fait mention dans la littérature de systèmes microfluidiques où des

cellules Caco-2, souvent utilisées pour mimer les parois intestinales, sont cultivées à la surface de

PDMS sans incidence notable sur leur croissance et leur métabolisme27,28 .

III.1.c Etude de toxicité des polymères diblocs PDMS-b-PDMAEMA

Dans la littérature, nous n’avons trouvé qu’un exemple d’étude de cytotoxicité de polymères

diblocs PDMS-b-PDMAEMA. Car et son équipe29 ont examiné la viabilité de cellules cancéreuses

au contact de copolymères PDMS-b-PDMAEMA avec un bloc PDMS de taille fixée à 74 unités

monomères, et un bloc hydrophile de longueur variable (5, 13 ou 22 unités monomères). Le milieu

de culture est à pH proche de 7,4, et contient divers sels.Ils concluent que la cytotoxicité est

d’autant plus forte que la chaîne PDMAEMA est longue, comme dans le cas des homopolymères.

Seul le plus petit polymère ne présente pas de toxicité pour des concentrations en dessous de

300 µg/mL, les autres commencent à affecter la croissance cellulaire dès 50 µg/mL.

III.1.d Conclusion et remarques

Le PDMAEMA et les copolymères PDMS-b-PDMAEMA présentent une toxicité pour l’homme

pour des concentrations dépendant de la taille de la chaîne. Dans le cas d’une injection par voie

intraveineuse, une toxicité a pu être observée dès 5 µg/mL, la toxicité étant moindre pour une

ingestion par voie orale.

La concentration de copolymères utilisée dans nos émulsions est bien supérieure aux différents

seuils de toxicité trouvés dans la littérature pour le PDMAEMA. En revanche, comme dit plus

haut, le polymère une fois ingéré sera dilué dans le milieu digestif. De plus, contrairement aux

études présentées, notre polymère est administré sous forme d’émulsions, une grande partie de

celui-ci n’est donc pas libre, mais adsorbée aux interfaces eau/huile, le reste étant réparti entre la

phase huile, et a priori dans une moindre mesure la phase aqueuse.

De façon à vérifier la biocompatibilité de notre polymère sous cette formulation, et son utilisa-

tion pour des applications avec administration par voie orale à l’homme, nous avons réalisé nos

propres études de cytotoxicité adaptées à nos conditions expérimentales.

III.2 Etude de cytotoxicité des copolymères PDMS-b-PDMAEMA formulés
en émulsions

Comme nous souhaitons administrer nos émulsions par voie orale, les mesures de cytotoxicité

seront effectuées sur des cellules intestinales. Les cellules classiquement étudiées pour ce genre de

tests sont les cellules Caco-230, d’ailleurs utilisées par Rawlinson et al.18 pour mesurer l’IC50 du
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PDMAEMA pour une administration par cette voie. Cependant, l’utilisation simple de cellules

Caco-2 ne permet pas d’avoir un modèle satisfaisant de paroi intestinale : la surexpression des

jonctions serrées (qui assurent l’étanchéité entre les cellules épithéliales, notamment intestinales),

et l’absence de mucus (couche protectrice lubrifiante présente à la surface des cellules) faussent les

résultats obtenus pour l’absorption de molécules par l’organisme31.

De façon à mieux mimer les parois intestinales humaines, nous allons utiliser ici une co-culture

de Caco-2 et d’une autre lignée cellulaire, les HT29-MTX. Les HT29 sont des cellules cancé-

reuses humaines du cancer du colon. Lorsqu’elles sont cultivées en présence de l’anticancéreux

méthotrexate (MTX) en faibles concentrations (inférieures à l’IC50, entre 10�5 et 10�7 M), elles

sont capables de se différencier en cellules productrices de mucus32. Au cours du processus de

différenciation, on observe une altération de la croissance cellulaire, et même une mortalité des

cellules. Il faut trois mois aux cellules pour retrouver un processus de croissance semblable aux

cellules HT29 non différenciées. Ici, nous avons choisi de nous procurer des cellules HT29 déjà

différenciées en présence de MTX, de façon à faire l’économie de l’étape de différenciation coûteuse

en temps.

III.2.a Protocole des tests de cytotoxicité

Nous nous basons sur le protocole élaboré par Bénudeau et al.31, 33.

Les cellules Caco-2 et HT29-MTX sont adhérentes, c’est-à-dire qu’elles poussent sur le substrat

sur lequel elles sont cultivées, en y adhérant.

Le milieu de culture utilisé pour les deux lignées est du DMEM (Dulbecco/Vogt Modified Eagle’s
minimal essential Medium) , un milieu utilisé pour tout type cellulaire et constitué d’acides aminés,

de différents sels, de glucose et de vitamines. On y ajoute 10% de FBS (Fetal Bovine Serum), 1%

d’acides aminés non essentiels (les acides aminés essentiels étant ceux que le corps ne peut pas

synthétiser par lui-même, ou bien en quantité insuffisante) et 1% d’antibiotiques (pénicilline et

streptomycine). Ce milieu de culture contient un indicateur coloré : il doit être utilisé lorsque la

coloration est rouge orangée.

Décongélation des cellules Pour la conservation sur des temps longs, les cellules sont congelées

dans du DMSO et stockées dans de l’azote liquide. Le DMSO permet une bonne conservation

des cellules congelées, mais devient toxique pour les cellules une fois qu’elles sont décongelées.

Rapidement après décongélation dans un bain à 37°C, les cellules sont diluées dans 9 fois leur

volume de milieu de culture, puis centrifugées à 200 g pendant 5 min dans un tube Eppendorf®

afin de former un culot. Le surnageant est retiré à la pipette et le culot est redispersé dans du

milieu neuf. Cette étape de centrifugation permet d’éliminer le DMSO. Les cellules sont ensuite

introduites dans une flasque de culture de 75 cm² (cf Figure II.9(a)) dans 15 mL de milieu, et

laissées se multiplier dans un incubateur à 37°C, avec atmosphère saturée en eau et un taux de

CO2 égal à 5%.

Repiquage Préalablement aux tests proprement dits, les cellules sont cultivées pendant 22 jours

pour les Caco-2 et 25 jours pour les HT29-MTX, de façon à ce qu’elles puissent se remettre de

l’important stress causé par la congélation/décongélation et retrouver un rythme de croissance

normal. Durant cette période, elles sont repiquées tous les 3 à 4 jours.
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(a) Flasque de culture cellulaire (b) Plaque 96 puits

Figure II.9 – Matériel utilisé pour la culture cellulaire.

Le repiquage consiste à diminuer la concentration cellulaire dans le milieu et permet ainsi

d’éviter que les nutriments ne viennent à manquer ou que les cellules ne s’auto-étouffent. Celui-ci

se fait en plusieurs étapes : tout d’abord, après aspiration du milieu de culture, les cellules sont

"lavées" par une solution de tampon phosphate salin afin d’éliminer les protéines en suspension.

Les cellules sont ensuite décollées à l’aide d’une protéine, la trypsine. Cette protéine est une

endoprotéase capable d’hydrolyser les liaisons peptidiques entre certains acides aminés. Elle est

ainsi capable de cliver les protéines membranaires d’adhésion des cellules et de les détacher de

leur substrat. On laisse agir la trypsine pendant 5 min à 37°C jusqu’à ce que toutes les cellules

soient décollées. Les cellules sont ensuite diluées dans du milieu de culture et centrifugées à 200 g

pendant 5 min. Le culot est récupéré. Cette étape permet d’éliminer la trypsine qui peut avoir

un effet nocif sur les cellules. Le culot est dilué dans la quantité appropriée de milieu de façon à

obtenir le taux de dilution souhaité dans chaque flasque. Cette valeur est estimée de façon à avoir

un taux de recouvrement des cellules au fond de la flasque d’environ 70 à 80% lors du prochain

repiquage quelques jours plus tard. On dit qu’on est à 70-80% de la confluence, c’est-à-dire l’état

où toutes les cellules sont au contact.

Une étape de repiquage suivie par une dilution cellulaire est appelée un passage, noté P suivi

du numéro du passage. Ici, les cellules Caco-2 étaient déjà présentes au laboratoire et ont été

décongelées au P71. Les cellules HT29-MTX ont été décongelées au P50.

Tests de cytotoxicité Au cinquième passage après décongélation, les cellules Caco-2 sont comp-

tées sous microscope dans une lame de Kova après décollement par la trypsine. Les lames de Kova

sont des cellules de microscope dans lesquelles on peut introduire une suspension cellulaire. Au

fond de la cellule est dessiné un carré de 81 cases, qui est recouvert par un volume de 1 µL de

liquide lorsque la cellule est remplie. En comptant les cellules présentes dans chaque case du

carré on peut déduire le nombre de cellules par microlitre de suspension, et calculer les volumes

de dilution nécessaires pour avoir le nombre de cellules souhaité pour les tests de toxicité. 5000

cellules sont introduites dans chaque puits d’une plaque 96 puits (cf Figure II.9(b)), en suspension

dans 200 µL de milieu de culture. Les puits des bords sont laissés vides pour éviter tout risque de

contamination. Deux plaques sont ainsi remplies.

Après trois jours, les puits sont vidés de leur milieu de culture qui est remplacé par 100 µL de
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milieu neuf. 10 000 cellules HT29-MTX sont ajoutées dans chaque puits, dispersées dans 100 µL

de milieu. Les deux lignées sont laissées à l’incubateur en coculture durant 18 jours, le milieu de

culture étant remplacé trois fois par semaine par du milieu neuf.

A l’issue de ces 18 jours, le mucus s’est développé à la surface des cellules grâce aux HT29-MTX,

et ce de façon uniforme. Le milieu est aspiré et 100 µL de milieu de culture et 100 µL d’échantillon

sont ajoutés dans chaque puits. Les échantillons testés seront détaillés dans le prochain paragraphe.

Les échantillons sont laissés au contact des cellules durant 24h. Les puits sont ensuite vidés par

aspiration et remplis par 200 µL de milieu neuf auxquels sont ajoutés 20 µL de solution de MTT à

5 mg/mL (bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl tetrazolium), composé de couleur

jaune. Le MTT est réduit en formazan au contact des mitochondries des cellules saines, plus

précisément grâce à la production par les mitochondries de NADH-déshydrogénase34,35 (cf Figure

II.10). Le formazan est un composé violet insoluble dans l’eau, qui précipite dans le milieu, en

quantité proportionnelle à l’activité cellulaire. Le MTT est laissé au contact des cellules pendant

environ 3h à l’incubateur. Le milieu de culture de chaque puits est ensuite aspiré : le précipité de

formazan formé au niveau des mitochondries reste dans les cellules. 200 µL de DMSO sont alors

ajoutés dans chaque puits pour dissoudre le formazan et obtenir une solution de couleur violette.

L’absorbance des puits est mesurée à 570 nm grâce à un lecteur de plaques : plus la viabilité des

cellules est bonne, plus on aura formé de formazan et plus la solution sera colorée.

NADH-Déshydrogénase

MTT Formazan

Figure II.10 – Réduction du MTT en formazan.

III.2.b Échantillons étudiés

Peu de détails sont volontairement donnés ici sur la formation des émulsions et leur déstabili-

sation. Cette étude au complet sera présentée dans le Chapitre III.

Pour ces tests, nous travaillons avec le Miglyol® 812, une huile biocompatible. 3 mL de phase

aqueuse à pH 3 et [NaCl]=0,15 M sont mis au contact durant 24h avec 3 mL d’huile dans laquelle

le PDMS60-b-PDMAEMA50 est dissous à 5 mg/mL. A l’issue de ces 24h, le pH de la phase aqueuse

a augmenté et vaut environ 8. Les deux phases sont émulsifiées à l’Ultra Turrax® durant 40 s.

L’émulsion obtenue est multiple E/H/E, comme attesté par une observation en microscopie optique.

Les émulsions sont ensuite divisées en deux : une partie est laissée telle quelle, l’autre partie

de l’émulsion est laissée crémer, puis la phase aqueuse sous-nageante est prélevée et remplacée

par une phase aqueuse de même concentration en NaCl mais de pH 1. Après une légère agitation

manuelle, l’émulsion devient directe.

Chacune de ces deux émulsions filles est diluée 5 fois et 50 fois dans du milieu de culture. Au

préalable il a été vérifié que la dilution de nos émulsions dans le milieu de culture ne conduisait
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pas à une déstabilisation des émulsions. A titre indicatif, après l’ingestion d’une gorgée d’émulsion,

celle-ci sera diluée dans 30 à 40 mL de liquide digestif dans l’estomac à jeun, et maximum 1 L lors

d’un repas. Elle sera donc diluée entre 2 et 200 fois approximativement, ce qui correspond aux

taux de dilution testés.

Lors des tests de cytotoxicité, 100 µL de milieu de culture et 100 µL d’échantillon sont introduits

dans chaque puits, ce qui double encore le taux de dilution. Six échantillons d’émulsions sont

ainsi testés : l’émulsion double E/H/E diluée 2, 10 et 100 fois et la même émulsion déstabilisée

en émulsion directe avec les mêmes taux de dilution. Les phases aqueuses à pH 1 et pH 8,

[NaCl]=0,15 M, diluées 2 et 10 fois, sont testées comme contrôle. Enfin, le Triton™ X100 (TX 100),

qui perméabilise les membranes36,37 et conduit à la mort cellulaire, est utilisé comme contrôle à

0,1 % massique dans l’eau pour s’assurer que nous sommes bien dans des conditions où l’on est

capable de tuer les cellules.

Toutes les mesures de viabilité cellulaires seront effectuées par rapport à une référence consti-

tuée par les cellules mises au contact avec 200 µL de milieu de culture sans ajout d’échantillon

(conditions pour lesquelles la viabilité sera maximale).

Pour chacune des conditions énoncées, six puits sont traités de façon identique pour améliorer

la fiabilité des résultats. Les six puits de référence sont présents sur chaque plaque.

III.2.c Résultats des tests de cytotoxicité

Ainsi qu’il est mentionné plus haut, l’estimation de la viabilité cellulaire s’effectue par mesure

d’absorbance : plus celle-ci est élevée, plus la viabilité des cellules sera importante. Ces mesures

s’effectuent en pourcentage par rapport au contrôle, c’est-à-dire par rapport à la valeur d’absor-

bance obtenue pour les cellules qui n’ont été en contact qu’avec du milieu de culture cellulaire.

Pour chaque échantillon, la moyenne des absorbances mesurées sur les six puits est calculée, puis

le pourcentage de viabilité est calculé en faisant le rapport entre cette absorbance moyenne et

l’absorbance moyenne obtenue pour les six puits de contrôle.

Les résultats sont présentés à la Figure II.11, les barres bleues représentant les pH autour de 8

et les barres roses les pH acides.

Émulsions E/H/E Pour les émulsions E/H/E non déstabilisées, dont la phase aqueuse externe est

à un pH d’environ 8, toutes les valeurs de viabilité cellulaire obtenues pour nos échantillons sont

supérieures à 70% (cf Figure II.11, échantillon 2). Elles ne sont pas significativement différentes

de la viabilité obtenue pour la phase aqueuse à pH 8 et 0,15 M de NaCl (échantillon 1).

Émulsions E/H/E déstabilisées en émulsions H/E Pour les émulsions E/H/E mises au contact

d’une phase aqueuse pH 1 et déstabilisées en émulsions directes, la viabilité cellulaire est autour

de 10% pour l’échantillon le plus concentré et dépasse 70% pour les autres (cf Figure II.11,

échantillon 4). On constate cependant que la mortalité observée n’est pas due au polymère, mais

au pH trop acide de la solution en contact avec les cellules : en effet l’échantillon 3, qui ne contient

pas de polymère, conduit lui aussi à une baisse significative de la viabilité cellulaire, tandis que

l’on retrouve une viabilité élevée dès que les échantillons sont plus dilués et que le pH est plus

élevé (pH 2 pour 4’ et 3 pour 4”). Le pH de l’intestin étant légèrement basique, cela est cohérent

avec la viabilité faible des cellules dans des conditions de pH bas.
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Figure II.11 – Résultats de cytotoxicité obtenus sur des cocultures Caco-2/HT29-MTX : 1 : phase aqueuse
pH 8, [NaCl]=0,15 M - 2 : émulsions doubles E/H/E à pH 8 - 3 : phase aqueuse pH 1, [NaCl]=0,15 M -
4 : émulsions doubles déstabilisées en émulsions simples par mise au contact avec une phase aqueuse à
pH 1. Taux de dilution : sans marque, diluées 2 fois - primées, diluées 10 fois - double primées, diluées
100 fois. C représente la concentration de PDMS60-b-PDMAEMA50 introduite dans chaque échantillon
(mg/mL).

III.2.d Conclusion

Avec ces tests de cytotoxicité sur cocolture de cellules Caco-2 et HT29-MTX, nous avons

démontré qu’il n’existe pas d’IC50 pour le polymère PDMS60-b-PDMAEMA50 formulé en émulsion

avec du Miglyol® 812, dans les conditions de concentrations étudiées. L’état du polymère après

passage de l’émulsion par un milieu acide comme c’est le cas dans l’estomac n’engendre en outre

pas de toxicité supplémentaire.

Ces résultats nous confirment qu’il est raisonnable d’utiliser ce polymère pour développer des

systèmes à libération contrôlée de molécules au niveau de l’estomac humain.

A retenir de ce chapitre :

• Une famille de copolymère PDMS-b-PDMAEMA a été synthétisée en deux étapes.

• Des émulsions stabilisées par le copolymère PDMS60-b-PDMAEMA50 n’ont pas montré

de toxicité sur une coculture cellulaire Caco-2/HT29-MTX mimant la paroi intestinale

� utilisation possible pour des applications à l’homme.
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I. FORMATION DE DIFFÉRENTS TYPES D’ÉMULSIONS STABILISÉES PAR DES COPOLYMÈRES
PDMS-B-PDMAEMA

I Formation de différents types d’émulsions stabilisées par des

copolymères PDMS-b-PDMAEMA

Nous avons vu en partie introductive que le PDMAEMA est un polymère multi-stimulable,

sensible au pH et à la force ionique par son groupement amine, ainsi qu’à la température de par

sa capacité à former des liaisons H qui sont rompues à haute température. Nous utiliserons cette

propriété pour former différents types d’émulsions stabilisées par ces copolymères, en jouant sur

les différents paramètres physico-chimiques. Plus précisément, nous ferons varier ici uniquement

le pH et la force ionique de la phase aqueuse, laissant la température de côté. En effet, Marine

Protat a montré dans sa thèse1 que la température à partir de laquelle un effet est observé sur

les émulsions était autour de 60°C, ce qui ne nous semble pas une température pertinente pour

mettre au point des applications pour le vivant.

Nous étudierons les émulsions formées avec deux huiles différentes, le Miglyol® 812 et le

myristate d’isopropyle.

La première huile est composée principalement d’un mélange de triglycérides capryliques et

capriques, c’est-à-dire de triglycérides portant des chaînes carbonées C8 et C10. Les chaînes les

plus courtes (capryliques) sont en excès, constituant 50 à 65% du mélange, les chaînes les plus

longues (capriques) représentant quant à elles 30 à 45% du mélange. On y trouve également une

petite quantité de chaînes plus courtes et plus longues, et une faible proportion d’acides gras libres.

Le Miglyol® 812 entre dans la formulation de nombreuses crèmes hydratantes2, anti-rides3 ou

encore démaquillants4. C’est une huile trente fois plus visqueuse que l’eau.

Le myristate d’isopropyle est un ester en C14 qui est largement utilisé en cosmétique comme

agent huileux non gras et entre dans la formulation de nombreux produits hydratants à application

cutanée5–7. La viscosité du myristate d’ispropyle est plus faible que celle du Miglyol® 812, elle

vaut 5 mPa.s à 20°C.

Bien que de façon plus marginale, on trouve aussi des applications pour lesquelles ces huiles

sont utilisées comme composant d’une émulsion destinée à la voie orale8–11. Elles sont autorisées

par l’EFSA (European Food and Safety Authority) et considérées comme GRAS (Generally Recognized
as Safe) par la FDA (Food Drug Administration) américaine10.

Ces deux huiles sont représentées sur la Figure III.1.

(a) Miglyol® 812 (b) Myristate d’isopropyle

Figure III.1 – Représentation des huiles utilisées pour former nos émulsions.

En premier lieu, nous présenterons le mode opératoire nous permettant d’obtenir nos émulsions,

puis nous verrons les types d’émulsions obtenus en fonction du pH et de la force ionique pour

différents polymères. Enfin, nous étudierons la stabilité et l’évolution au cours du temps des

émulsions formées.
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CHAPITRE III. FORMATION PAR VOIE MÉCANIQUE D’ÉMULSIONS STABILISÉES PAR DES
COPOLYMÈRES PDMS-B-PDMAEMA - ENCAPSULATION ET RELARGAGE D’UNE MOLÉCULE MODÈLE,
LE SACCHAROSE

I.1 Protocoles de formation et d’étude des émulsions

I.1.a Formation des émulsions à l’Ultra-Turrax®

De façon à pouvoir comparer au mieux les résultats obtenus, le protocole de formation des

émulsions utilisé est identique au protocole développé par Lucie Besnard et Marine Protat12,13 qui

a permis l’obtention d’émulsions doubles stables. Il n’a pas été modifié.

Les émulsions sont toutes composées d’une phase huile dans laquelle le copolymère PDMS-

b-PDMAEMA est dissous à 5 mg/mL, ainsi que d’une phase aqueuse dont le pH est modifié par

ajout d’acide chlorhydrique (HCl) ou d’hydroxyde de sodium (NaOH), et dont la force ionique est

ajustée grâce à l’ajout de chlorure de sodium (NaCl). Les volumes d’eau et d’huile sont identiques,

3 mL pour chaque phase. Dans un premier temps, les deux phases sont mises au contact durant

24 h. Pour cela, la phase huile est déposée doucement à la pipette sur la phase aqueuse en prenant

garde à ne pas créer de gouttes, directement dans le pilulier en verre dans lequel les deux phases

seront émulsifiées.

Ces 24 h de mise au contact vont permettre au copolymère, initialement en phase huile mais

ayant une affinité pour la phase aqueuse, de passer partiellement dans l’eau. Durant ces 24 h,

il peut également y avoir une évolution du pH de la phase aqueuse. En effet, le copolymère est

capable de capter des protons dans l’eau, ce qui conduit à une augmentation du pH. Le pH reporté

sur les diagrammes d’émulsions est le pH remesuré après les 24 h de mise au contact des deux

phases et avant émulsification.

La durée de 24 h a été établie par Marine Protat et Lucie Besnard comme suffisante pour que

le partitionnement du copolymère entre les deux phases ait atteint son équilibre. Cette durée a

été évaluée grâce au suivi de la concentration en copolymère en phase aqueuse par spectroscopie

UV-visible, grâce au styrène qui absorbe à 254 nm14. Dans notre cas, nous n’avons pas de moyen

simple de savoir si l’équilibre de partitionnement est atteint (et nous verrons par la suite qu’il ne

l’est probablement pas toujours), nous avons cependant respecté cette durée de mise au contact

préalable à l’émulsification pour tous nos échantillons.

A l’issue des 24 h de mise au contact, les deux phases sont émulsifiées à l’Ultra-Turrax® T10

(Ika®) muni d’un outil de dispersion fine S10N-8G. L’Ultra-Turrax® est un système rotor-stator

couramment utilisé en formulation, qui permet de cisailler les deux liquides pour former des

gouttelettes. L’émulsification se fait à 30 000 tours/min et dure 40 s.

Après émulsification, le pH de la phase aqueuse est mesuré dans la phase sous-nageante de

l’émulsion (si on est en présence d’une émulsion à phase eau continue) pour obtenir la valeur

de pH stable aux temps longs, c’est-à-dire le pH d’équilibre. C’est ce pH qui apparaît sur les

diagrammes d’émulsions vieillies.

Pour résumer, trois valeurs de pH distinctes seront utilisées et discutées dans la suite de ce

manuscrit : le pH de préparation de la phase aqueuse ou pH initial, le pH après 24 h de mise au

contact avec la phase huile avant émulsification, et le pH d’équilibre mesuré aux temps longs sur

la phase sous-nageante de l’émulsion.

Des émulsions de référence ont été réalisées en suivant le même protocole mais en l’absence de

copolymère en phase huile.
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I.1.b Observation des émulsions

La quasi-totalité de nos observations est effectuée en microscopie confocale. Cette technique

de microscopie a l’avantage de permettre la focalisation sur un plan unique avec une profondeur

de champ d’environ 400 nm, et ainsi l’observation nette d’une émulsion même concentrée. La

microscopie optique non confocale nécessite quant à elle de diluer les émulsions pour pouvoir

observer des gouttes. Cette dilution, effectuée dans une eau de même pH et de même concentration

en NaCl que l’émulsion pour les émulsions à phase eau continue et dans l’huile pour les émulsions

à phase huile continue, présente le risque de déstabiliser ou de modifier la morphologie de

l’émulsion considérée. Suite à un dysfonctionnement du microscope confocal au tout début du

travail, les premières émulsions ont cependant été étudiées en microscopie optique classique.

De façon à pouvoir observer nos émulsions en microscopie confocale, un colorant insoluble dans

l’eau, le Rouge Nil, est introduit en phase huile préalablement à l’émulsification, ce même pour des

émulsions qui ont été au tout début observées en microscopie optique. L’observation se fait dans

une cellule en quartz de 500 µm d’épaisseur qui peut contenir 150 µL d’émulsion. L’utilisation

d’une telle cellule permet d’éviter aux gouttes d’être contraintes et éventuellement déstabilisées

par le cisaillement et la pression qui seraient imposés par une lamelle déposée sur une lame de

microscope. 150 µL d’émulsion sont prélevés à la pipette pour chaque observation, directement

dans le pilulier où est stockée l’émulsion.

Le type d’émulsion est déterminé en microscopie confocale sur un appareil Olympus® Fluoview

FV1000. Grâce à la fluorescence du Rouge Nil excité par un LASER multi-argon à 488 nm, il est

possible de distinguer la phase huile (colorée) de la phase aqueuse qui apparaît noire. Sur les

images qui suivront, pour assurer un meilleur contraste, la phase huile apparaîtra colorée en bleu

et non en rouge, cette coloration étant purement artificielle.

I.1.c Vieillissement des émulsions

Après formation et observation, les émulsions sont stockées à température ambiante et à l’abri

de la lumière et leur évolution est observée de façon régulière en microscopie confocale jusqu’à

déstabilisation. Pour certains échantillons, l’évolution de la taille des gouttes au cours du temps

est mesurée grâce à un programme de détection des contours des gouttes réalisé sur MatLab par

Jean-Baptiste Thomazo (Laboratoire Jean Perrin, Sorbonne-Universités).

Ce programme a été développé car les fonctions de détection de contour classiquement propo-

sées par le logiciel ImageJ ne permettent pas de détecter simplement les globules car ceux-ci sont

très proches les uns des autres, et il est également très difficile de détecter les gouttelettes internes

qui ont un contraste identique au fond de l’image.

Ce programme développé sur Matlab renvoie dans deux fichiers séparés les diamètres des

globules d’huile et des gouttelettes d’eau internes et génère en outre une image sur laquelle

sont représentés les contours détectés, permettant de s’assurer de la véracité des informations

recueillies. La Figure III.2 donne un exemple de ce traitement d’image.

Les études de tailles de gouttes sont réalisées sur au moins deux images de microscopie

confocale, le nombre de gouttes utilisées pour le calcul du diamètre moyen étant dans la grande

majorité des cas supérieur à 200, sauf pour les émulsions présentant des tailles de globules très

importantes.
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(a) Image avant traitement par le programme (b) Contours détectés par le programme

Figure III.2 – Exemple de détection de contours de gouttes sur une image d’émulsion typique. Les
contours en vert représentent les globules d’huile dans lesquelles sont détectés des gouttes d’eau, en rouge
les globules d’huile dans lesquels rien n’est détecté, et ceux en jaune les contours des gouttelettes d’eau
internes.

Comme on peut le voir sur la Figure III.2, le programme ne permet pas la détection de toutes

les gouttes. On peut cependant considérer que les gouttes "oubliées" sont représentatives de

l’échantillon, on ne discrimine pas uniquement les petites gouttes ou bien les grosses. Malgré

tout, les gouttelettes internes sont parfois trop petites pour être détectées car elles ne mesurent

que quelques pixels (1 pixel vaut entre 0,3 et 0,5 µm selon les images). La précision des mesures

renvoyées par ce programme n’est donc pas excellente, mais elle n’est pas moins bonne que les

résultats qu’on obtiendrait par des mesures à la main où il est très difficile de mesurer la totalité

des gouttes et où un biais peut facilement être introduit inconsciemment (mesure préférentielle

des gouttes les plus grosses par exemple).

Il est à noter que dans le cas de globules dans le diamètre excède 50 µm, la détection est très

mauvaise du fait du contour mal défini de ces gouttes. Pour ces quelques échantillons, la mesure

est effectuée manuellement.

I.1.d Caractérisations physico-chimiques des phases non émulsifiées

Mesures de tensions interfaciales La grande majorité des mesures de tensiométrie sont effec-

tuées par goutte tournante.

Nous travaillons pour ces mesures avec un appareil SVT 20N de Data Physics muni d’un

capillaire cylindrique en quartz thermostaté à 20°C, mesurant 500 µm de diamètre et 11 cm de

long. Les densités des huiles et des phases aqueuses à différentes concentrations en sel ont été

déterminées à l’aide d’un densitomètre DMA™ 4500 Anton Paar, également thermostaté à 20°C.

Le capillaire est rempli de la phase la plus dense, l’eau ici. Celui-ci est mis en rotation sur son

axe, et une goutte de la phase la moins dense, l’huile ici, est introduite à l’aide d’une seringue.

La goutte ainsi formée s’allonge du fait de la rotation du capillaire (cf Figure III.3). Si elle est
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suffisamment allongée, il est possible de remonter à la valeur de la tension interfaciale γ qui

s’exprime en fonction de la vitesse de rotation du capillaire ω, du rayon r de la section verticale de

la goutte et de la différence des masses volumiques ∆ρ selon l’équation de Vonnegut15 :

γ �
ω2

∆ρr3

4

(a) Schéma de principe de la mesure de tensions interfaciales par la méthode de la goutte tournante

(b) Type d’images obtenues et
étudiées. La barre d’échelle représente

100 µm.

Figure III.3 – Tensiométrie à goutte tournante.

Le logiciel lié à l’appareil permet de détecter les contours de la goutte introduite et réalise trois

ajustements basés sur différentes méthodes de calcul. Les valeurs de tension retenues résultent

de la moyenne de deux de ces valeurs, issues des travaux de Laplace et Young16 et de Cayias,

Schechter et Wade17.

Les échantillons utilisés pour réaliser ces mesures sont préparés comme suit : 2,4 mL de phase

aqueuse et le même volume d’huile contenant le copolymère à 5 mg/mL sont mis au contact

durant 24 h. Chaque phase est ensuite prélevée séparément : la phase aqueuse est utilisée pour

remplir le capillaire, la phase huile est prélevée à la seringue et une goutte en est injectée dans le

capillaire en rotation pour faire la mesure. Une mesure est réalisée chaque seconde. La tension

interfaciale met un certain temps à atteindre l’équilibre, de l’ordre de la dizaine de minutes à

une heure, du fait de la diffusion lente du copolymère vers l’interface, et du temps nécessaire à

l’adoption de sa conformation d’équilibre. Les mesures ont été stoppées quand la variation de

tension était inférieure à 0,05 mN/m pendant plus de 30 s.

Les mesures de tension interfaciale entre l’eau milliQ et les huiles en l’absence de copolymère

ont été mesurées par tensiométrie à goutte montante sur un appareil Teclis.

Mesures de diffusion de la lumière (DLS) 1,5 mL de phase aqueuse filtrée à 0,22 µm est mis

au contact durant 24h avec 1,5 mL de phase huile contenant le copolymère à 5 mg/mL. Les phases

huiles myristate d’isopropyle ont également été filtrées à 0,22 µm; mais pas les phases Miglyol®

812, trop visqueuses. Durant ces 24 h, le polymère est susceptible de s’auto-assembler en phase

huile pour former des micelles, a priori gonflées d’eau, mais également de passer en phase aqueuse

et d’y former là aussi des édifices auto-assemblés. Des mesures de diffusion dynamique de la
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lumière (Dynamic Light Scattering ou DLS) sont susceptibles de donner des informations sur la

présence de ce type d’objets dans chaque phase ainsi que sur leurs tailles.

Les mesures de diffusion sont effectuées dans chaque phase à l’issue des 24 h de mise au contact

avec un granulomètre Cordouan Vasco Flex™ muni d’une tête de mesure in situ qui évite d’avoir à

prélever chaque phase séparément pour réaliser la mesure. L’échantillon est éclairé par un LASER

de longueur d’onde 658 nm et le signal rétrodiffusé est mesuré à 170°. Le corrélogramme en

intensité est récupéré, et une courbe exponentielle est ensuite ajustée aux données expérimentales

pour déterminer la ou les tailles correspondant au signal mesuré. Il est à noter qu’avec ces mesures,

nous n’avons aucune information concernant la concentration en objets dans chaque phase puisque

les corrélogrammes sont malheureusement normalisés directement par l’appareil.

Mesures de cryo-microscopie électronique en transmission (cryo-MET) 1 mL de phase aqueuse

est mis au contact durant 24 h avec 1 mL de myristate d’isopropyle contenant le copolymère à

5 mg/mL. Les deux phases sont ensuite prélevées ; filtrées à 0,22 µm et utilisées pour préparer les

grilles.

Pour les échantillons aqueux, les grilles Quantifoil R2/2 recouvertes d’un film de carbone sont

d’abord rincées à l’acétate d’éthyle puis exposées à un rayonnement plasma pour les nettoyer et

améliorer le mouillage de l’eau. Les grilles sont ensuite préparées à l’aide d’un appareil Vitrobot

de Leica. Une goutte d’eau est déposée sur la grille, l’excès de liquide est épongé par pression

avec du papier absorbant par la machine, puis la grille est plongée dans l’éthane liquide pour la

congélation.

Pour les phases huile, le protocole est similaire mais les grilles ne sont pas exposées au plasma

car nous ne souhaitons pas qu’elles soient trop hydrophiles. La congélation est réalisée dans l’éthane

liquide ou dans l’azote liquide. L’azote liquide n’est jamais utilisé comme liquide cryogénique pour

des échantillons aqueux car il conduit à l’obtention d’eau sous forme cristalline et non vitreuse

comme nécessaire. Ce n’est pas le cas pour des phases organiques, et l’utilisation de ce cryogène

permet d’éviter que les solvants et huiles ne se solubilisent dans l’éthane18–21.

Les grilles sont ensuite observées avec Frédéric Gobeaux (LIONS, CEA) au Laboratoire de

Physique du Solide à Orsay, sur un microscope JEOL 2010 FEG utilisé à 200 kV à basse température.

I.2 Diagrammes d’émulsions

Les diagrammes d’émulsions présentent le type d’émulsion obtenu en fonction de la concen-

tration en NaCl et du pH (pH après 24 h de mise au contact pour les diagrammes juste après

émulsification, pH d’équilibre pour les diagrammes d’émulsions vieillies). Les émulsions sont

considérées comme directes (H/E) dès lors que plus de la moitié des globules d’huile ne contient

pas de gouttelettes d’eau. Elles sont considérées comme multiples E/H/E lorsque plus de la moitié

des globules d’huile contient des gouttelettes d’eau. Elles sont considérées comme inverses (E/H)

lorsque la phase continue est de l’huile. Nous n’avons jamais observé de multiples H/E/H au cours

de cette étude.

Chaque point d’un diagramme représente un échantillon différent. Les émulsions directes sont

symbolisées par des carrés bleus, les émulsions inverses par des triangles jaunes, les multiples

E/H/E par des disques verts, et les émulsions déstabilisées par des croix rouges. Nous avons
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travaillé avec des phases aqueuses de pH initiaux de 1, 3, 6 et 12, et des concentrations en NaCl

variant entre 0 et 2 M. Les couleurs en fond de diagramme sont là uniquement pour aider l’œil à

repérer les différentes zones, elles sont qualitatives et placées de façon arbitraire. Il peut arriver

que l’on observe une coexistence entre deux types d’émulsions, notamment des grandes plages

d’émulsion inverse conjointement à des gouttes E/H/E ou H/E (voir un exemple de ce type

d’émulsion sur la Figure III.4). Ce type d’émulsion sera alors représenté par des zones hachurées.

Figure III.4 – Exemple d’émulsion pour laquelle on observe conjointement des plages d’émulsion inverse
et des gouttes H/E. La barre d’échelle représente 30 µm.

Il est à noter que toutes les zones du diagrammes ne sont pas accessibles : la famille de

polymères utilisée pour stabiliser des émulsions est en effet, comme on l’a vu plus haut, capable

de capter des protons. Il en résulte une sorte d’effet tampon du copolymère sur la phase aqueuse

engendrant un saut de pH : presque toutes les phases aqueuses qui sont initialement à un pH de 3

ou 6 se stabilisent à un pH autour de 8, atteint la plupart du temps à l’issue des 24 h de mise au

contact, parfois 24 h après émulsification pour un pH de 3 et des concentrations en NaCl faibles.

Deux émulsions de même concentration en NaCl mais de pH initiaux différents (typiquement 3

et 6) peuvent donc avoir des pH d’équilibre similaires et apparaître très proches sur le diagramme.

Elles ne seront pas forcément explicitement différenciées dans la suite, mais il faut prendre en

compte que le pH initial étant différent, le polymère ne sera pas dans le même état de charge pour

ces deux émulsions après la remontée du pH à 8. Ceci peut expliquer les stabilités et évolutions

éventuellement différentes de ces émulsions.

Les émulsions sont observées à intervalles réguliers pour voir leur évolution. Toutes les émul-

sions crèment ou sédimentent (selon leur type) en quelques heures. Si l’intégrité des gouttes est

préservée durant ce phénomène, nous ne considèrerons pas cela comme une déstabilisation. Une

émulsion est dite déstabilisée lorsque la coalescence a été suffisante pour qu’une couche d’huile

devienne visible à la surface des émulsions à phase eau continue, ou une couche d’eau au fond des

piluliers pour les émulsions à phase huile continue.

Nous présenterons les diagrammes obtenus pour trois polymères qui présentent des comporte-

ments différents :

— Le PDMS60-b-PDMAEMA50, noté COPO 60b50 (rapport hydrophile
hydrophobe = 0,83), sera le polymère

avec lequel seront réalisées la totalité des études de la fin de ce chapitre et des deux suivants ;

— Le PDMS60-b-PDMAEMA265, noté COPO 60b265 (rapport hydrophile
hydrophobe = 4,4), présente un

long bloc hydrophile ;

— Le PDMS104-b-PDMAEMA89, noté COPO 104b89 (rapport hydrophile
hydrophobe = 0,86), est deux fois

plus long que le premier polymère pour un rapport hydrophile
hydrophobe similaire.
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Les deux autres polymères synthétisés (PDMS60-b-PDMAEMA40 et PDMS60-b-PDMAEMA80)

ont présenté des comportements semblables au COPO 60b50 et ne seront donc pas présentés ici.

I.2.a Émulsions formées sans polymère

Les huiles utilisées pour former nos émulsions présentent des têtes polaires et de longues

chaînes carbonées hydrophobes. Elles sont donc potentiellement à même de stabiliser des émul-

sions sans ajout d’autre stabilisant. De façon à s’assurer que les émulsions obtenues en présence

de copolymère ne sont pas en réalité stabilisées par les huiles, nous avons réalisé des émulsions

sans copolymère. Pour la quasi-totalité des échantillons testés, il a été impossible de former des

émulsions (démixtion immédiate dès arrêt de l’agitation). Seule une émulsion directe est obtenue

pour une phase aqueuse de pH 12 et sans NaCl, pour les deux huiles. Ces émulsions ne sont stables

que pendant 24 h. Les résultats sont illustrés sur la Figure III.5. Il est à noter que l’on n’observe

pas de saut de pH dans ces conditions, ce qui confirme que celui-ci est bien lié à la présence de

polymère.

(a) (b)

(c)

Figure III.5 – Diagrammes présentant les types d’émulsions obtenus sans ajout de copolymère PDMS-b-
PDMAEMA. (a) pour le Miglyol® 812 et (b) pour le myristate d’isopropyle, � = Émulsion H/E, � =
Émulsion instable, (c) : Images de microscopie confocale des émulsions obtenues, A avec le Miglyol® 812
et B avec le myristate d’isopropyle. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

Malgré les valeurs de pH élevées dans les conditions de formation de ces émulsions, les huiles

ne sont pas saponifiées ou très peu. En effet, leurs valeurs de saponification (c’est-à-dire la masse de

NaOH en mg à ajouter à 1g d’huile pour en obtenir la saponification complète) sont respectivement
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de 330 pour le Miglyol® 81222 et de 210 pour le myristate d’isopropyle23. Or, les phases aqueuses

contiennent ici moins de 1,4 mg de NaOH par gramme d’huile, ce qui est très en dessous de la

valeur de saponification.

I.2.b Émulsions stabilisées par le COPO 60b50

Les diagrammes des émulsions stabilisées par le COPO 60b50, présentés aux Figures III.6

(pour le Miglyol® 812) et III.7 (pour le myristate d’isopropyle) sont globalement similaires pour

les deux huiles. Trois tendances générales peuvent y être distinguées :

— À pH 1 et/ou à basse concentration en NaCl, des émulsions directes sont observées ;

— À pH et à concentration en sel élevés, des émulsions inverses sont formées ;

— Entre ces deux comportements extrêmes, le copolymère est capable de stabiliser des émul-

sions doubles E/H/E.

L’évolution des émulsions au cours du temps est présentée aux Figures III.8 (Miglyol® 812) et

III.9 (myristate d’isopropyle).

Les émulsions formées en présence de NaCl dont le pH est de 3 lors de l’émulsification (à l’issue

des 24 h de mise au contact des deux phases) ont un pH d’équilibre de 8. Seule l’émulsion formée

avec le myristate d’isopropyle à pH 3 sans sel ne subit pas d’augmentation de pH. Le Tableau III.1

permet de résumer toutes les variations de pH observées pour ce copolymère.

Huile pHinitial [NaCl] (M) pH24h pHéquilibre

Miglyol® 812 3 0 3 8
Miglyol® 812 3 0,15 à 2 8 8

Myristate d’isopropyle 3 0 3 3
Myristate d’isopropyle 3 0,15 à 0,5 entre 3 et 5 8
Myristate d’isopropyle 3 0,6 à 2 8 8

Les deux 6 0 à 2 8 8

Tableau III.1 – Évolution des pH pour les différentes conditions physico-chimiques étudiées. pHinitial
représente le pH de préparation de la phase aqueuse, pH24h le pH mesurée avant émulsification, et
pHéquilibre le pH définitif, remesuré après émulsification dans la phase aqueuse sous-nageante de l’émul-
sion.

Les émulsions inverses obtenues à pH 12 et 2 M en NaCl sont très instables pour les deux

huiles et commencent à démixer dès leur formation. La séparation de phase est totale en quelques

heures. Les émulsions à pH 1 sont toutes instables et ont complètement démixé en quelques jours.

Les émulsions multiples E/H/E sont quant à elles pour la plupart stables sur plus de deux ans, la

stabilité étant meilleure pour le Miglyol® 812 dans lequel toutes les émulsions doubles restent

stables, tandis que les émulsions doubles sans sel formées avec le myristate d’isopropyle se vident

de leurs gouttes internes pour donner à terme des émulsions directes.
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(a) Diagramme d’émulsions (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.6 – Diagramme présentant les types d’émulsions obtenus juste après émulsification pour le
Miglyol® 812 et en présence du COPO 60b50. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ = Émulsion
E/H. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Les émulsions A0, E0 et I0 sont observées en
microscopie confocale, les autres émulsions en microscopie optique.

(a) Diagramme d’émulsions (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.7 – Diagramme présentant les types d’émulsions obtenus juste après émulsification pour le
myristate d’isopropyle et en présence du COPO 60b50. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ =
Émulsion E/H. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Les émulsions J0, N0 et R0 sont observées
en microscopie confocale, les autres émulsions en microscopie optique.
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(a) Diagramme d’émulsions à 12 mois (b) Vieillissement à 1 mois

(c) Vieillissement à 12 mois (d) Vieillissement à 24 mois

Figure III.8 – Diagramme et images de microscopie confocale présentant l’évolution des émulsions
obtenues pour le Miglyol® 812 et en présence du COPO 60b50.  = Émulsion E/H/E, � = Émulsion
instable. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Les émulsions A, B, C et I sont déstabilisées et
n’ont donc pas été observées.
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(a) Diagramme d’émulsions à 12 mois (b) Vieillissement à 1 mois

(c) Vieillissement à 12 mois (d) Vieillissement à 24 mois

Figure III.9 – Diagramme et images de microscopie confocale présentant l’évolution des émulsions
obtenues pour le myristate d’isopropyle et en présence du COPO 60b50.  = Émulsion E/H/E, � =
Émulsion instable. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Les émulsions J, K, L et R sont
déstabilisées et n’ont donc pas été observées.
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Rationalisation des diagrammes d’émulsions Ces diagrammes d’émulsions sont à mettre en

regard des résultats obtenues par Lucie Besnard12–14 et Marine Protat1 qui ont travaillé avec

des copolymères à base de stryrène et de DMAEMA. Ce système et la façon dont il a été étudié

se rapprochent en effet de ce qui est fait ici : stabilisation des interfaces par un copolymère

amphiphile, étude de l’influence de pH et du sel sur les émulsions formées, protocole de formation

des émulsions identique.

L’étude menée par Lucie Besnard et Marine Protat avait permis de mettre en avant trois

critères nécessaires (mais pas suffisants) pour la formation d’émulsions doubles stabilisées par le

copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) :

— une tension interfaciale basse (<1,5 mN/m) entre le toluène contenant le copolymère et la

phase aqueuse aux pH et concentration en NaCl considérés ;

— un transfert du copolymère depuis la phase huile vers la phase aqueuse relativement faible

(<25%), conférant à ce système des propriétés anti-Bancroft12 ;

— une conformation du copolymère pour laquelle l’extension est similaire dans chacune des

deux phases, rendant possible la stabilisation des deux types de courbures (conformément à

l’étude présentée par Kabalnov et Wennerström24 sur l’incidence de la courbure spontanée

de l’émulsifiant).

Pour ce système, des émulsions directes ont toujours été obtenues lorsque les tensions interfaciales

étaient supérieures à 2 mN/m, et lorsque le transfert du copolymère en phase aqueuse était

supérieur à 25%. La formation d’émulsions inverses a pu être corrélée à un transfert très faible

(inférieur à 10%).

De façon plus générale, le type d’émulsion formé a pu être corrélé à la conformation du co-

polymère à l’interface grâce à des mesures de réflectivité de neutrons12,25. Cette technique de

caractérisation est très utile pour les systèmes organiques car il existe un contraste important

entre l’atome d’hydrogène et les autres atomes. En jouant sur la présence de deutérium dans

certaines parties du système, il est possible d’obtenir des informations sélectives, par exemple sur

l’étendue du polymère à l’interface. L’étude réalisée par Marine Protat a permis de montrer que le

copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) est environ deux fois plus étendu côté eau que côté

huile dans le cas de la formation d’une émulsion directe. Dans le cas des émulsions inverses, une

fine couche dense de copolymère en phase aqueuse s’oppose à une couche plus étendue et plus

diluée en phase huile. Pour les émulsions doubles, on assiste à un comportement intermédiaire

avec une extension semblable dans chacune des deux phases.

La Figure III.10 compare le diagramme d’émulsion obtenu par Marine Protat avec le copolymère

PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) et le toluène, et les diagrammes d’émulsion obtenus avec le COPO

60b50 et les deux huiles biocompatibles utilisées ici.

Au premier abord, le diagramme obtenu par Protat peut sembler très différent de ceux présentés

ici. On retrouve cependant les trois grandes zones : émulsions directes aux bas pH et concentrations

en NaCl, inverses aux pH et concentrations en NaCl élevés, et une zone intermédiaire où des émul-

sions doubles sont formées. Le copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) présente la particularité

de stabiliser une émulsion multiple à phase huile continue, ce qui n’a pas été observé avec les

copolymères PDMS-b-PDMAEMA. La zone où sont formées les émulsions doubles est également
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(a) PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) / Toluène

(b) COPO 60b50 / Miglyol ® 812 (c) COPO 60b50 / Myristate d’isopropyle

Figure III.10 – Comparaison des diagrammes d’émulsions juste après émulsification obtenus (a) par
Marine Protat1 avec le PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) pour le toluène, (b) en présence du COPO
60b50 pour le Miglyol ® 812 et (c) en présence du COPO 60b50 pour le myristate d’isopropyle. � =
Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,� = Émulsion H/E/H,[ = Émulsion E/H.

beaucoup plus restreinte, et, à l’inverse, la zone où sont formées les émulsions E/H est beaucoup

plus étendue. Cela peut s’expliquer par la structure différente des deux copolymères. En effet,

nous utilisons ici un copolymère dibloc, tandis que Lucie Besnard et Marine Protat ont travaillé

avec un bloc hydrophile alternant de façon statistique des monomères hydrophiles et hydrophobes.

Les maillons styrènes du bloc hydrophile, en phase aqueuse malgré leur caractère hydrophobe,

interagissent entre eux par liaisons de Van der Waals pour minimiser leurs interactions avec l’eau.

Cela conduit à une contraction de la chaîne en phase aqueuse, et favorise la formation d’émulsions

inverses.

Le système de Lucie Besnard et Marine Protat est aussi beaucoup plus sensible aux paramètres

physico-chimiques de la phase aqueuse puisqu’une légère variation de la concentration en sel ou

du pH conduisent à la formation de différents types d’émulsions. La formation de multiples est

corrélée à un réglage très précis de l’extension des chaînes qui va dépendre de l’état de charge du

copolymère.

Avec notre copolymère, nous formons quasi exclusivement des émulsions doubles, et seules

ces émulsions sont stables. Le type d’émulsion formé n’est que peu sensible à la concentration en

NaCl, probablement car les émulsions stables ont toutes un pH d’équilibre supérieur à 7/8, pH au
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dessus du pKA du copolymère pour lequel la chaîne est donc peu chargée26. A pH 1 en revanche,

une émulsion directe est obtenue sans sel pour le Miglyol® 812 tandis qu’une émulsion E/H/E est

formée pour une concentration de 1 M en NaCl : pour cette dernière concentration on peut donc

supposer que les charges sont suffisamment écrantées pour que la chaîne se comporte comme une

chaîne neutre, et par conséquent le comportement est similaire à celui observé pour des pH plus

élevés.

La conformation du polymère aux interfaces et le type d’émulsion qui en découle semblent

donc pouvoir être rationalisés de la même façon que le copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68).

Pour avoir des informations plus quantitatives, il serait intéressant de réaliser des expériences de

réflectivité de neutrons avec les copolymères biocompatibles, mais aussi plus ardu. En effet, il n’est

pas possible dans notre cas d’utiliser une huile deutérée car les huiles biocompatibles utilisées

n’existent pas sous cette forme. Il pourrait être envisageable de travailler avec un copolymère

deutéré, mais le développement d’un protocole pour la synthèse d’un tel polymère représenterait

un travail important et en marge du projet développé ici. Nous ferons donc l’hypothèse raisonnable

que les comportements de ces deux copolymères à l’interface présentent des similitudes et peuvent

être interprétés de façon semblable. En particulier, nous supposerons que la formation d’émulsions

doubles est liée à l’adoption par le copolymère d’une conformation dans laquelle son extension est

similaire en phase huile et en phase aqueuse.

Nous allons maintenant voir si le critère de la tension interfaciale basse dans la zone de formation

des émulsions E/H/E est également respecté.

Mesures de tensions interfaciales La formation d’émulsions multiples a été corrélée par Lucie

Besnard et Marine Protat avec des tensions interfaciales basses, inférieures à 1,5 mN/m. Une faible

valeur de tension favorise en effet la création d’interfaces et permet la formation d’émulsions

multiples. De façon à voir si notre système suit également cette règle, des mesures de tensions

interfaciales ont été réalisées.

La méthode la plus couramment utilisée pour la mesure de tension interfaciale entre l’eau

et l’huile est la méthode de la goutte montante. A l’aide d’une seringue, une goutte du liquide

le moins dense est formée en sortie de l’aiguille incurvée dont est munie la seringue, dans une

cellule contenant la phase la plus dense. La tension interfaciale est alors déterminée en analysant

le profil de la goutte et en résolvant l’équation de Laplace qui exprime l’équilibre entre les forces

interfaciales et la gravité.

Dans notre cas, en présence de copolymère, les tensions sont pour la plupart très basses : la

goutte d’huile formée en sortie de la seringue est arrachée en quelques minutes et la mesure n’est

pas possible. Nous avons donc utilisée une méthode alternative pour la mesure de nos tensions

interfaciales : la tensiométrie en goutte tournante.

Les résultats de ces mesures sont présentées à la Figure III.11. Les incertitudes sur les mesures

effectuées avec le myristate d’isopropyle sont parfois très importantes. En effet, du fait des tensions

très basses, la gouttes a tendance à s’allonger énormément au cours de l’expérience, rendant la

mesure difficile.

Les tensions interfaciales eau / myristate d’isopropyle et eau / Miglyol® 812 en l’absence de

copolymère sont respectivement de 27,1 et 24,3 mN/m (mesurées par la méthode de la goutte

91



CHAPITRE III. FORMATION PAR VOIE MÉCANIQUE D’ÉMULSIONS STABILISÉES PAR DES
COPOLYMÈRES PDMS-B-PDMAEMA - ENCAPSULATION ET RELARGAGE D’UNE MOLÉCULE MODÈLE,
LE SACCHAROSE

(a) Miglyol® 812 (b) Myristate d’isopropyle

Figure III.11 – Mesures de tensions interfaciales en goutte tournante : (a) entre l’eau et le Miglyol®

812, en présence du COPO 60b50 , (b) entre l’eau et le myristate d’isopropyle, en présence du COPO
60b50 - � : pH24h = 1,� : pH24h = 3,  : pH24h = 8,[ : pH24h = 12 ; Échantillon correspondant
à une émulsion directe, Échantillon correspondant à une émulsion multiple E/H/E, Échantillon
correspondant à une émulsion inverse.

montante). Les valeurs des tensions sont diminuées de façon importante en présence de copolymère,

ce qui confirme bien son effet tensioactif.

Les tensions mesurées sont toutes très basses, et les échantillons correspondant à des émulsions

E/H/E stables conduisent à des valeurs de tension interfaciale faibles, autour de 1,5 mN/m pour le

Miglyol® 812 et encore plus basses, entre 0,1 et 1 mN/m, pour le myristate d’isopropyle. Le critère

de formation des émulsions doubles énoncé par Lucie Besnard et Marine Protat est donc vérifié.

Partitionnement du copolymère - Mesures de DLS Le transfert du copolymère de la phase

huile vers la phase aqueuse lors des 24 h de mise au contact des deux phases préalablement à

l’émulsification a été mis en évidence par Lucie Besnard et Marine Protat comme un facteur déter-

minant pour la formation d’émulsions multiples. Un transfert trop important en phase aqueuse

conduit en effet à des émulsions directes, il est nécessaire pour pouvoir stabiliser des émulsions

doubles que moins de 25% du copolymère initialement introduit diffuse en phase aqueuse. Si

la quantification du transfert était facile avec le copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) qui

présente une bande d’absorption en UV grâce aux groupements aromatiques portés par le PS, elle

est beaucoup moins évidente avec les copolymères PDMS-b-PDMAEMA.

Pour essayer d’obtenir malgré tout des informations à ce sujet, nous avons réalisé des mesures

de DLS dans chacune des phases afin de voir si des autoassemblages sont observés.

Des mesures ont d’abord été effectuées sur les phases huiles seules dans lesquelles le copolymère

est en solution, ce avant leur mise au contact avec la phase aqueuse. Des objets de 4 nm sont

détectés dans ces phases, ce qui correspond à la taille typique de simples pelotes de copolymère en

bon solvant, et démontre l’absence d’autoassemblage à ce stade. Le corrélogramme obtenu pour le

myristate d’isopropyle est présenté en Figure III.12(a) (—).

Les mesures ont été ensuite réalisées sur trois échantillons pour chaque huile, après 24 h

de mise au contact des deux phases : pour les conditions extrêmes de pH et de concentrations

en sel étudiées pour lesquelles des émulsions directes et inverses instables sont obtenues, et
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(a) Corrélogrammes en phase huile (b) Corrélogramme en phase aqueuse

Figure III.12 – Corrélogrammes typiques obtenus pour les objets formés par le COPO 60b50 (a) en
phase huile, (b) en phase aqueuse. (a) — phase myristate d’isopropyle avant mise au contact de l’eau,
– – – phase myristate d’isopropyle après 24 h de mise au contact avec une phase aqueuse à pH24h=8 et
[NaCl]=0,6 M, ···· phase Miglyol® 812 après 24 h de mise au contact avec une phase aqueuse à pH24h=8
et [NaCl]=0,6 M, (b) phase aqueuse à pH24h=8 et [NaCl]=0,6 M après 24 h de mise au contact avec une
phase myristate d’isopropyle.

pour un échantillon intermédiaire qui conduit à une émulsion multiple stable. Des exemples de

corrélogrammes sont présentés à la figure III.12.

Les diamètres des objets observés, déterminés par ajustement d’une exponentielle sur le

corrélogramme mesuré, sont présentés dans le Tableau III.2.

Huile pH24h [NaCl] Émulsion Deau Dhuile

Miglyol® 812 1 0 M H/E 60 nm + 184 nm 566 nm
Miglyol® 812 8 0,6 M E/H/E 84 nm 1240 nm
Miglyol® 812 12 2 M E/H 84 nm 1800 nm

Myristate d’isopropyle 1 0 M H/E 70 nm + 236 nm 64 nm
Myristate d’isopropyle 8 0,6 M E/H/E 300 nm 64 nm
Myristate d’isopropyle 12 2 M E/H 272 nm 64 nm

Tableau III.2 – Tailles des objets formés par le COPO 60b50 en phase aqueuse et en phase huile pour
différents échantillons dont les phases ont été laissées en contact durant 24 h. Deau et Dhuile représentent
respectivement les diamètres des objets observés dans l’eau et dans l’huile.

Pour tous les échantillons, des objets ont été observés à la fois en phase aqueuse et en phase huile.

Les objets observés en phase huile sont de tailles nettement plus importantes qu’avant la mise

au contact avec la phase aqueuse, ce qui laisse supposer qu’on a dans ce cas auto-assemblage des

chaînes autour d’un cœur aqueux. Dans le myristate d’isopropyle, des objets de tailles identiques de

64 nm sont formés dans l’huile quels que soient le pH et la concentration en NaCl, correspondant

probablement à des micelles gonflées par l’eau. En revanche, les objets formés dans le Miglyol® 812

sont de tailles très importantes, on peut supposer qu’il s’agit plutôt d’émulsification spontanée,

conduisant à la formation de petites gouttes d’eau au sein de la phase huile, plutôt que de micelles
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gonflées. Il pourrait également s’agir éventuellement de vésicules à cœur huileux. Les tailles exactes

sont cependant à considérer avec précaution car on sort ici de la gamme de taille accessibles pour

des mesures de DLS.

Deux populations sont observées en phase aqueuse à pH 1, ce pour les deux huiles. Ce phéno-

mène est typique des chaînes polyélectrolytes en solution aqueuse en l’absence de sel pour écranter

les charges27. Aucune des deux populations ne représente la taille réelle des objets : la taille la

plus faible (mode rapide) est un pic diffusif correspondant à la diffusion conjointe des chaînes et

de leurs contre-ions, tandis que la taille la plus élevée (mode lent) semble liée à des interactions

interchaînes conduisant à la formation de clusters. Les objets observés en phase aqueuse pour les

échantillons à pH 8 et 12 sont de tailles similaires, ce qui est cohérent avec le fait que le taux de

charge du polymère varie peu, mais ils sont plus gros lorsque la phase aqueuse a été au contact du

myristate d’isopropyle.

Ces résultats peuvent être analysés par analogie avec les microémulsions où les objets formés

ont une courbure proche de la courbure spontanée des émulsifiants. L’observation d’objets dans

les deux phases paraît dans ce cas cohérente pour les échantillons conduisant à des émulsions

multiples : les deux types d’interfaces peuvent être stabilisées par le copolymère, la courbure est

donc proche de zéro et les deux types de micelles peuvent être formées. Il est plus surprenant

d’obtenir des objets dans les deux phases pour les échantillons qui conduisent à la formation d’une

émulsion simple. On s’attendrait en effet à ce que la courbure spontanée du polymère, plutôt

tournée vers l’huile ou bien plutôt vers l’eau, interdise la formation de micelles dans une des

deux phases. Cependant, la taille de ces objets reste relativement importante devant la taille du

copolymère, la frustration de courbure engendrée par leur formation est donc limitée.

Ces résultats de DLS ne donnent pas d’informations directes sur le partitionnement du copoly-

mère entre les deux phases, mais confirment qu’il a une affinité pour les deux phases, ce qui est en

accord avec la stabilisation quasi exclusive d’émulsions E/H/E.

L’appareil de DLS utilisé pour ces expériences fournit un corrélogramme en intensité déjà

normalisée. Il est donc impossible de remonter à la concentration des objets présents dans chaque

phase. Cette information pourrait cependant être utile à la compréhension : par exemple, on

s’attendrait à ce que la concentration d’objets observés en phase huile à pH 1 soit assez faible car

la conformation du copolymère à bas pH n’est pas en faveur d’une courbure tournée vers l’eau.

Nous pourrions également voir si le critère de formation des émulsions mutiples établi par Lucie

Besnard et Marine Protat concernant le partitionnement du copolymère est vérifié pour notre

système, à savoir un transfert de moins de 25% du copolymère vers la phase aqueuse, sous peine

d’obtenir une émulsion directe. Dans cette optique, il serait intéressant de réitérer ces mesures

avec un appareil différent donnant accès à ce type d’informations.

Pour avoir de plus amples informations sur les objets formés dans les différentes phases, nous

avons voulu réaliser des mesures de cryo-microscopie électronique en transmission (cryo-MET).

Marine Protat28 avait réalisé quelques mesures de ce type sur les phases aqueuses d’un échan-

tillon eau/myristate d’isopropyle en présence d’un copolymère PDMS38-b-PDMAEMA25 ayant un

comportement très similaire au COPO 60b50. Dans les conditions conduisant après émulsification

à la formation d’une émulsion directe, des sphères de 16 nm de diamètre ont été détectées (cf

Figure III.13 a.), tandis que dans les conditions conduisant à une multiple E/H/E un mélange de

sphères de 21 nm de diamètre et de cylindres de 99 nm de long et de diamètre de 19 nm ont été
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observés (cf Figure III.13 b.). Ces mesures sont en accord avec l’évolution supposée de la courbure

spontanée du polymère : la courbure du polymère sera en effet plus proche de zéro dans le cas

d’un cylindre que dans celui d’une sphère.

Figure III.13 – Images cryo-MET obtenues par Marine Protat28 : a. dans une phase aqueuse à pH 1
sans NaCl, b. dans une phase aqueuse à pH 8 et 1 M en NaCl ; après 24 h de mise au contact avec une
phase myristate d’isopropyle contenant du PDMS38-b-PDMAEMA25 à 5 mg/mL. Les barres d’échelle
représentent 100 nm.

Nous avons voulu étendre ces résultats en réalisant des mesures sur les phases aqueuses et

huiles, pour les échantillons à base de myristate d’isopropyle qui sont ceux qui ont donné des

résultats pour Marine Protat. Malheureusement, nous n’avons pu observer aucun objet dans nos

échantillons, que ce soit en phase aqueuse ou en phase huile, et quel que soit le liquide utilisé pour

la congélation des phases huiles (éthane ou azote). Étant donné que des objets ont été observés

en DLS, nous supposons que cela est dû au protocole de préparation des échantillons : il est

possible que la pression exercée par le papier absorbant pour retirer l’excès de liquide soit trop

importante et conduise à l’absorption d’une grande partie de l’échantillon. Cette hypothèse semble

plausible car de nombreux trous de la grille sont vides et ne contiennent pas de liquide congelé.

La concentration en objets est peut être aussi trop faible, ce qui augmente la difficulté à les trouver

sur une grille.

Il serait intéressant de refaire des tests en modifiant un peu le protocole de préparation des

échantillons afin de voir si des objets peuvent être observés.

Conclusions Les critères de formation d’émulsions multiples établis à l’issue du travail de thèse

de Lucie Besnard et Marine Protat avec le PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) semblent aussi vérifiés

avec le COPO 60b50 (PDMS60-b-PDMAEMA50). Il est raisonnable de corréler le type d’émulsion

formé avec la conformation du polymère à l’interface et son extension dans chaque phase. Les

tensions interfaciales correspondant aux échantillons formant des émulsions doubles sont faibles,

inférieures à 2 mN/m, et le copolymère se répartit entre les deux phases lors des 24 h de mise au

contact de l’eau et l’huile, sans que l’on sache toutefois si la répartition est asymétrique comme

observé auparavant.

Cependant, avec ce système biocompatible, nous stabilisons quasi-exclusivement des émulsions

doubles E/H/E, dans une large gamme de pH de départ et de concentration en NaCl. Cette facilité

à obtenir des émulsions doubles sera un atout pour formuler des émulsions encapsulant une

molécule d’intérêt.

Nous allons maintenant nous intéresser aux diagrammes d’émulsions obtenus pour les deux
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autres copolymères, les COPO 60b265 et 104b89.

I.2.c Émulsions stabilisées par le COPO 60b265

Les diagrammes d’émulsions pour le COPO 60b265 sont présentés aux Figures III.14 pour le

Miglyol ® 812 et III.15 pour le myristate d’isopropyle.

Le diagramme obtenu avec le Miglyol ® 812 est très semblable à celui obtenu en présence

du COPO 60b50, avec une zone à bas pH et faibles concentrations en NaCl où des émulsions

directes sont obtenues, une zone à haut pH et concentrations en NaCl élevées où l’on forme

des émulsions inverses, et une large zone intermédiaire où des émulsions doubles E/H/E sont

stabilisées. L’évolution de ces émulsions au cours du temps est présentée à la Figure III.16(a).

Elle est très similaire à celle présentée précedemment, à savoir que les émulsions à pH 1 sont

déstabilisées en quelques jours, et l’émulsion à pH 12 et 2 M en NaCl en quelques minutes.

La formation d’émulsions doubles avec ce copolymère très asymétrique est surprenante : avec

ce long bloc hydrophile, on s’attendrait plutôt à former des émulsions directes. Il existe donc

probablement des interactions entre le copolymère et l’huile qui restreignent son extension en

phase huile. Le but étant ici de stabiliser des émulsions doubles, le Miglyol ® 812 semble une huile

particulièrement intéressante.

Le diagramme est assez différent dans le myristate d’isopropyle où des émulsions inverses

sont formées aux pH autour de 8. Toutes les émulsions, hormis les émulsions à pH 12 et moins

de 1 M en NaCl, sont déstabilisées en quelques semaines (cf Figure III.16(b)). Ces résultats

peuvent être interprétés comme suit : le COPO 60b265 est nettement plus long que le COPO

60b50. Son passage de la phase huile vers la phase aqueuse est donc fortement ralenti, car les

mécanismes d’adsorption puis de désorption du copolymère à l’interface, nécessaires à la traversée

de cette dernière, prendront plus de temps. Lors de l’émulsification, lorsque l’on forme de nouvelles

interfaces à peupler, le copolymère couvrira en outre les interfaces moins rapidement et mettra plus

de temps à adopter sa conformation d’équilibre. On peut supposer que pour les émulsions formées à

partir de myristate d’isopropyle, le copolymère n’a que très peu transféré en phase aqueuse à l’issue

des 24 h de mise au contact des deux phases. Il se trouve donc majoritairement en phase huile lors

de l’émulsification, ce qui conduit à la formation d’émulsions inverses. Cependant, ce copolymère

est très hydrophile du fait de son très long bloc de PDMAEMA. Aux temps longs, lorsque le

copolymère a adopté la conformation qui lui est préférable et a atteint son partitionnement

d’équilibre entre les deux phases, la stabilisation d’une interface tournée vers l’eau n’est plus du

tout favorable et les émulsions démixent. Le diagramme d’émulsions après trois mois ressemble

finalement beaucoup au diagramme obtenu sans copolymère. La morphologie des émulsions

stables obtenues à pH 12 est très similaire à l’émulsion formée au même pH sans copolymère, avec

des gouttes d’huile très petites. Il serait intéressant de voir si des émulsions stables peuvent être

obtenues en laissant les deux phases en contact pendant plus de 24 h avant émulsification, afin de

laisser au copolymère le temps d’atteindre sa répartition d’équilibre entre les deux phases, ainsi

que sa conformation à l’équilibre.
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(a) Diagramme d’émulsion (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.14 – Diagramme présentant les types d’émulsions obtenus juste après émulsification pour le
Miglyol® 812 en présence du COPO 60b265. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ = Émulsion
E/H. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Tous les clichés ont été pris en microscopie confocale.

(a) Diagramme d’émulsion (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.15 – Diagramme présentant les types d’émulsions obtenus juste après émulsification pour le
myristate d’isopropyle en présence du COPO 60b265. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ =
Émulsion E/H, � = Émulsion instable. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Tous les clichés
ont été pris en microscopie confocale.
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(a) Diagramme d’émulsions à 6 mois avec le Miglyol® 812 (b) Diagramme d’émulsions à 3 mois avec le myristate
d’isopropyle

Figure III.16 – Diagrammes présentant l’évolution des émulsions stabilisées par le COPO 60b265 (a)
pour le Miglyol® 812 et (b) pour le myristate d’isopropyle. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[
= Émulsion E/H, � = Émulsion instable.

I.2.d Émulsions stabilisées par le COPO 104b89

Les diagrammes d’émulsions pour le COPO 104b89 sont présentés aux Figures III.17 pour le

Miglyol ® 812 et III.18 pour le myristate d’isopropyle.

Là encore, le diagramme obtenu dans le Miglyol® 812 est tout à fait similaire à celui obtenu avec

le COPO 60b50. Une grande zone d’émulsions doubles est obtenue aux pH autour de 8 et quelle

que soit la concentration en NaCl. Ce copolymère étant symétrique (rapport hydrophile
hydrophobe proche

de 1), l’obtention d’émulsions multiples paraît moins surprenante qu’avec le COPO 60b265. Cela

confirme cependant que le Miglyol® 812 est une huile de choix pour former ce type d’émulsions

avec notre système. La coexistence d’émulsions directes ou multiples avec des phases d’émulsions

inverses est observée à bas pH : cela peut être lié au passage plus lent du COPO 104b89 de la

phase huile vers la phase aqueuse, du fait de sa taille mais aussi de sa plus grande hydrophobie

qui rendent la traversée de l’interface moins favorable. Lors de la formation des émulsions, une

bonne partie du copolymère n’a pas encore eu le temps de passer en phase aqueuse pour atteindre

l’équilibre de partitionnement entre les deux phases. La courbure préférée à ces pH serait plutôt

une interface tournée vers l’huile du fait des charges portées par la chaîne PDMAEMA, mais

comme une bonne partie du copolymère subsiste en phase huile lors de l’émulsification, des

interfaces tournées vers l’eau sont également obtenues. Ces émulsions sont très vite déstabilisées

(cf Figure III.19(a)). Là encore, il serait intéressant de laisser les phases aqueuse et huile au contact

plus longtemps avant émulsification pour voir si des émulsions directes ou multiples pourraient

être obtenues.
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(a) Diagramme d’émulsion (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.17 – Diagramme présentant les types d’émulsions juste après émulsification obtenus pour le
Miglyol® 812 et en présence du COPO 104b89. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ = Émulsion
E/H. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Les points et les parties hachurés du diagramme
représentent la coexistence de deux types d’émulsions à phases continues opposées. Tous les clichés ont
été pris en microscopie confocale.

(a) Diagramme d’émulsion (b) Images des émulsions correspondantes

Figure III.18 – Diagramme présentant les types d’émulsions obtenus juste après émulsification pour le
myristate d’isopropyle et en présence du COPO 104b89. � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[ =
Émulsion E/H. Toutes les barres d’échelles représentent 30 µm. Tous les clichés ont été pris en microscopie
confocale.
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(a) Diagramme d’émulsions à 6 mois avec le

Miglyol® 812

(b) Diagramme d’émulsions à 3 mois avec le myristate
d’isopropyle

Figure III.19 – Diagrammes présentant l’évolution des émulsions stabilisées par le COPO 104b89 (a)
pour le Miglyol® 812 et (b) pour le myristate d’isopropyle � = Émulsion H/E,  = Émulsion E/H/E,[
= Émulsion E/H, � = Émulsion instable.

Le diagramme obtenu juste après émulsification pour le myristate d’isopropyle est assez

similaire à celui obtenu en présence du COPO 60b265. En revanche, les émulsions obtenues sont

stables (hormis les émulsions J, K, L et R) (cf Figure III.19(b)). Ce copolymère présente un bloc

hydrophobe deux fois plus long que les deux autres, il paraît donc cohérent qu’il soit capable de

stabiliser des interfaces tournées vers l’eau. La formation d’émulsions doubles à pH 12 peut être

expliquée par la tendance naturelle de l’huile à former des émulsions directes à ces pH.

I.2.e Conclusions

Quels que soient le copolymère et l’huile utilisés, aucune émulsion n’est stabilisée plus de

quelques jours à des pH d’équilibre inférieurs à 7, à l’exception d’une émulsion à pH 3 sans sel

dans le myristate d’isopropyle dont la stabilité est de quelques mois. La stabilité restreinte à pH 1

pourrait être liée à la mauvaise couverture des interfaces par le copolymère. Le copolymère déjà

adsorbé à l’interface, très chargé, pourrait compliquer l’insertion de nouvelles chaînes à l’interface

du fait de la répulsion électrostatique qu’il engendre.

La concentration en NaCl semble avoir assez peu d’influence sur la conformation du copolymère

et le type d’émulsions formées. Ceci est lié au fait que les émulsions stables sont obtenues dans

une gamme de pH supérieurs au pKA pour lesquels la chaîne polymère est principalement neutre.

Dans le Miglyol® 812, les trois copolymères ont des comportements très proches et les dia-

grammes d’émulsions obtenus sont quasi-identiques. La structure du copolymère semble très

peu influencer le type d’émulsions formées, ce qui peut paraître étonnant, en particulier avec le

COPO 60b265 qui présente un bloc hydrophile pourtant très long. Cela semble montrer que le

Miglyol® 812 interagit avec le copolymère, et limite d’une certaine façon son extension en phase

aqueuse. Des différences plus marquées sont observées avec le myristate d’isopropyle pour lequel
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l’architecture du copolymère modifie le type d’émulsions obtenues. La traversée de l’interface

pour atteindre l’équilibre de partitionnement lors des 24 h de mise au contact des deux phases

semble moins efficace dans cette huile où beaucoup d’émulsions inverses, stables pour le COPO

104b89 et instables pour le COPO 60b265, sont obtenues, indiquant a priori qu’une grande partie

du copolymère se trouve encore en phase huile lors de l’émulsification.

Une des explications possibles pour rationaliser ces observations serait l’existence d’interactions

entre les chaînes hydrophiles des copolymères et les acides gras libres résiduels présents en

phase huile. Il est difficile de trouver des informations précises sur les quantités effectivement

présentes dans chaque huile. Celle-ci est quantifiée par la "valeur acide", c’est-à-dire le nombre

de milligrammes d’hydroxyde de potassium à ajouter à un gramme d’huile pour le neutraliser.

Nous avons trouvé des valeurs de 0,1 pour le Miglyol® 812 (fiche technique du fabricant) et de 1

pour le myristate d’isopropyle29. Ces acides, composés d’une tête polaire et d’une longue chaîne

hydrophobe, vont a priori se placer aux interfaces. À pH autour de 8, ces acides gras sont neutres.

Ils sont donc à même de former des liaisons hydrogènes avec le bloc PDMAEMA du copolymère.

Pour les blocs hydrophiles courts (cas du COPO 60b50), on peut supposer que la création de

liaisons hydrogènes n’est pas favorable car cela contraindrait la chaîne à être très courbée : le

bloc reste donc étendu de façon symétrique dans chaque phase et des émulsions multiples sont

obtenues. Les acides gras joueraient donc dans ce cas un rôle limité.

Pour les blocs hydrophiles plus longs, en revanche, et en particulier pour le COPO 60b265,

la création de liaisons hydrogènes pourrait minimiser l’extension du bloc hydrophile en phase

aqueuse en constituant des point d’ancrage de la chaîne en phase huile. Cela permettrait de

réduire la courbure spontanée et de stabiliser des émulsions doubles avec le Miglyol® 812, comme

représenté à la Figure III.20(a). Dans le myristate d’isopropyle qui contient une proportion plus

importante d’acides gras libres, un nombre plus conséquent de liaisons serait créé, à l’origine

de la formation d’émulsions inverses du fait de l’extension très faible du copolymère en phase

aqueuse (cf Figure III.20(b)). Les émulsions inverses obtenues avec le COPO 60b265 sont malgré

tout rapidement déstabilisées, probablement du fait du passage de ce copolymère très hydrophile

en phase aqueuse aux temps longs.

Des études de RMN1 H sur les huiles pourraient permettre de quantifier de façon plus précise

les acides gras qu’elles contiennent et ainsi de valider ou d’infirmer cette hypothèse.

Dans ce travail nous n’avons pas été en mesure de quantifier les taux d’encapsulation de nos

émulsions, c’est-à-dire la proportion d’eau constituant la phase aqueuse interne par rapport au

volume d’eau total. Lucie Besnard et Marine Protat1,14 ont utilisé une méthode basée sur la mesure

de conductivité de la phase aqueuse avant émulsification, puis de la phase aqueuse externe de

l’émulsion. Le rapport σ de ces deux conductivités permet de remonter à la fraction volumique de

phase aqueuse externe, puis au taux d’encapsulation ε, selon la formule30 :

ε � 1�
6σ�1� 11σ�

1� 25σ � 10σ2

Malheureusement, avec les huiles biocompatibles utilisées, nous n’avons jamais mesuré de taux

d’encapsulation cohérents par cette méthode électrique (le plus souvent la valeur de 0 était obtenue

même pour des émulsions qui présentaient un grand nombre de gouttes internes).
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(a) Miglyol® 812

(b) Myristate d’isopropyle

Figure III.20 – Schéma représentant les possibles liaisons hydrogènes (représentées par les petits rec-
tangles noirs à l’interface) existant entre le bloc hydrophile du copolymère et les acides gras libres de
chacune des huiles. Le nombre plus important de liaisons possibles avec le myristate engendre une
extension plus faible du copolymère en phase aqueuse.

Les COPO 60b265 et 104b89 n’ont pas été étudiés plus en détails (pas de mesures de DLS

ni de tensiométrie) car ils semblent moins performants pour stabiliser des émulsions doubles

que le COPO 60b50 et n’ont pas été utilisés dans la suite. Il serait cependant intéressant de

réaliser ces mesures de façon à voir si des différences sont observées entre les trois copolymères,

notamment dans le myristate d’isopropyle pour lequel les diagrammes d’émulsions diffèrent selon

le copolymère considéré.

II Déstabilisation des émulsions multiples E/H/E

Le copolymère choisi pour stabiliser nos émulsions est sensible au pH, à la force ionique et à

la température. Nous avons vu dans la partie précédente qu’il était possible de former différents

types d’émulsions en faisant varier les deux premiers paramètres. Nous pouvons aussi jouer sur

ces différents paramètres pour déstabiliser les émulsions multiples E/H/E. Marine Protat a étudié

dans sa thèse les trois stimuli1. Elle a pu montrer de façon qualitative qu’il était possible de

déstabiliser les émulsions par ces trois voies :

— L’exposition d’une émulsion E/H/E à une phase aqueuse à pH inférieur au pH d’équilibre

conduit à une émulsion directe ;

— L’exposition d’une émulsion E/H/E à une phase aqueuse de force ionique différente conduit

à un gonflement - pour une force ionique plus faible à l’extérieur - ou un dégonflement -

pour une force ionique plus élevée à l’extérieur - des gouttes internes.

— L’exposition d’une émulsion E/H/E à une température supérieure à 60°C conduit au dépha-

sage complet des deux phases, en passant par une émulsion intermédiaire inverse.
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Comme nous souhaitons développer pour notre système des applications administrées par voie

orale, nous nous sommes concentrés sur la déstabilisation par le pH qui correspond bien à la situa-

tion retrouvée lors de l’ingestion : la diminution du pH dans l’estomac permettra la déstabilisation

de l’émulsion et donc la libération d’un éventuel principe actif encapsulé à l’intérieur.

Nous utilisons deux méthodes de déstabilisation des émulsions par le pH, qui seront présentées

dans la suite. Ces deux méthodes conduisent à des résultats légèrement différents. Nous avons

travaillé avec des émulsions à pH d’équilibre de 8 (au départ de pH 3) stabilisées par le COPO

60b50.

II.1 Déstabilisation par prélèvement de la phase aqueuse sous-nageante

Comme on l’a vu plus tôt, les émulsions E/H/E formées par notre système crèment en quelques

heures, les globules d’huile plus légers remontant à la surface de l’émulsion. Ce phénomène laisse

apparaître une phase aqueuse sous-nageante d’un volume d’environ 1,5 mL qui est exploitée pour

la déstabilisation. Celle-ci est prélevée délicatement à la pipette ou à la seringue, en prenant soin

d’éviter au maximum les globules d’huile. Cette phase aqueuse est remplacée aussitôt par le même

volume d’une phase aqueuse à pH inférieur et de même concentration en NaCl. Après une simple

agitation manuelle, l’émulsion est observée. Il faut noter que la concentration en copolymère en

phase aqueuse externe est modifiée lors du remplacement de la phase sous-nageante par une phase

aqueuse à pH inférieur. La Figure III.21 représente schématiquement les différentes étapes suivies

pour la déstabilisation.

(a) Émulsion E/H/E (b) Crémage (c) Déstabilisation (d) Émulsion directe

Figure III.21 – Déstabilisation d’émulsions par prélèvement de la phase aqueuse sous-nageante : (a)
Émulsion de départ E/H/E, pH de la phase aqueuse d’environ 8 - (b) Crémage de l’émulsion - (c)
Prélèvement de la phase aqueuse sous-nageante à la seringue ou à la pipette, remplacement de cette phase
par un même volume de phase aqueuse à pH 1 et de même concentration en NaCl - (d) Déstabilisation en
moins d’une minute de l’émulsion E/H/E en émulsion directe H/E.

Si la phase aqueuse remplaçant la phase aqueuse sous-nageante est à pH 1, l’émulsion multiple

est déstabilisée en émulsion directe en moins d’une minute et l’étape de transition ne peut pas

être observée. La déstabilisation est possible avec les deux huiles et à toutes les concentrations

en sel étudiées. Si le pH de la phase aqueuse de substitution est supérieur à 1, rien ne se passe
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car le polymère est capable de compenser rapidement la diminution du pH par son effet tampon

(cf 83). Une très légère variation de pH est observée, inférieure à une unité, lorsque la phase

aqueuse de substitution est à pH 2, et aucune variation n’est observée à pH 3. L’émulsion reste

multiple dans ces deux cas. Le Tableau III.3 présente les émulsions obtenues dans différents cas

de déstabilisation, pour des émulsions dont la phase aqueuse est à pH 8 et contient 1 M de NaCl.

Huile
utilisée

pH Émulsion avant
déstabilisation

Émulsion quelques
minutes après
déstabilisation

Émulsion une
semaine après
déstabilisation

Myristate
d’isopro-

pyle
1 émulsion démixée

Miglyol®

812
1 émulsion démixée

Miglyol®

812
2

Miglyol®

812
3

Tableau III.3 – Étude de la déstabilisation d’émulsions multiples E/H/E à pH 8 et 1 M en NaCl par
prélèvement de la phase aqueuse sous-nageante, à différents pH. La colonne "pH" renseigne la valeur du
pH de la phase substituant la phase aqueuse sous-nageante lors de la déstabilisation. Les barres d’échelle
représentent 30 µm.

La déstabilisation, liée à un déséquilibre de la concentration en protons entre les phases aqueuses

internes et externes, peut être expliquée par deux mécanismes :
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— les protons, en excès à l’extérieur, sont transportés par les micelles inverses gonflées d’eau de

la phase aqueuse externe vers les gouttelettes d’eau internes pour équilibrer les concentra-

tions (mécanisme n°1) ;

— l’eau interne est transportée par les micelles inverses de la phase aqueuse interne vers la

phase aqueuse externe (mécanisme n°2) pour diluer les protons à l’extérieur.

Dans le cas du mécanisme n°1, l’arrivée des protons en phase aqueuse interne conduit au

chargement des chaînes polymères et donc à la déstabilisation de l’interface tournée vers l’eau.

Cela se traduit par la coalescence des gouttelettes internes avec la phase aqueuse externe, ce qui

conduit à la formation d’une émulsion directe. Dans le cas du mécanisme n°2, le transfert de toute

la phase aqueuse interne vers l’extérieur conduit également à une émulsion directe.

A priori, le mécanisme n°2 semble plus favorable. En effet, le transfert se fait par l’intermédiaire

des micelles qui se créent à l’interface autour d’une petite quantité d’eau, un peu comme pour

un mécanisme d’endocytose. Or, la création de ce type de micelles en phase aqueuse externe est

défavorisée par le bas pH auquel le copolymère, chargé, est relativement étendu en phase aqueuse.

La courbure spontanée est dans ce cas plutôt tournée vers l’huile (cf Figure III.22(a)). Elle est

beaucoup plus favorable depuis la phase aqueuse interne où le pH est toujours élevé (cf Figure

III.22(b)) et donc la courbure spontanée du copolymère proche de zéro.

(a) pH 1 - Cas défavorable (b) pH 8 - Cas favorable

Figure III.22 – Illustration de la formation de micelles (a) depuis la phase aqueuse externe à pH 1 et (b)
depuis la phase aqueuse interne à pH 8 lors de la mise au contact de l’émulsion avec une phase à bas pH.

Cependant les mesures de DLS (cf paragraphe I.2.b page 92) montrent que le copolymère forme

des micelles en phase huile, même à pH 1. Nous n’avons en revanche aucune information sur la

concentration de ces objets par rapport à ceux formés à pH plus élevé, il est probable qu’elle soit

plus faible. Malgré tout la présence de ces micelles suggère que les deux mécanismes pourraient

agir conjointement.

II.2 Déstabilisation par dialyse

La déstabilisation par dialyse donne des résultats différents de la méthode par prélèvement.

Contrairement à la première méthode, elle a en effet l’avantage de préserver l’intégrité de l’émul-

sion (pas de risque de prélever une partie des gouttes ou du copolymère présent en phase aqueuse

externe). Elle permet également un contrôle plus fin du pH : comme l’émulsion est dialysée face à

un grand volume d’eau, l’effet tampon du polymère sur le pH est négligeable. Il est ainsi possible

de forcer le maintien du pH de la phase aqueuse à 2 ou 3, et de déstabiliser des émulsions multiples

à ces pH, ce qui n’était pas le cas avec la méthode du prélèvement.
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L’émulsion après formation est placée dans une membrane de dialyse (cut off : 6000-8000, qui

ne permet pas le passage du polymère). Les 6 mL d’émulsion sont mis à dialyser sous agitation

avec 250 mL de phase aqueuse de pH inférieur à 8 et de même force ionique (ajustée par ajout de

NaCl) (cf Figure III.23). Un petit volume d’émulsion est prélevé à intervalle régulier pour être

observé en microscopie confocale.

(a) Mise à dialyser de l’émulsion à
pH<8

(b) Déstabilisation au cours du temps

Figure III.23 – Déstabilisation d’émulsions par dialyse.

L’influence du pH sur la cinétique de déstabilisation a été étudiée avec cette méthode. Nous

avons travaillé pour cette étude avec une émulsion à base de Miglyol® 812, présentant une phase

aqueuse à pH 8 et 0,3 M de NaCl. Le test est réalisé à température ambiante à pH 1; 2 et 3, et

également à 37°C pour le pH 1, de façon à mieux mimer les conditions de déstabilisation effectives

dans l’organisme. Les résultats sont présentés dans le Tableau III.4.

La déstabilisation est d’autant plus rapide que le pH est bas, comme présenté dans le Tableau

III.4. Ainsi, à pH 1 et température ambiante, une émulsion directe est obtenue en moins de 2 min.

À pH 2, il faut attendre 5 min, et 30 min à pH 3. À pH 1 et 37°C, il faut 5 min pour obtenir une

émulsion directe. La déstabilisation est un peu plus lente qu’à pH 1 et température ambiante,

mais il faudrait réitérer ces expériences à plusieurs reprises pour s’assurer que la différence est

significative.
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T
(°C)

pH Émulsions avant
déstabilisation Émulsions au cours de la déstabilisation

25 1

1 min 2 min 5 min

37 1

1 min 2 min 5 min

25 2

1 min 2 min 5 min

25 3

5 min 15 min 30 min

Tableau III.4 – Déstabilisation à différents pH et températures d’une émulsion formée à partir de
Miglyol® 812 et d’une phase aqueuse à pH 8 et 0,3 M de NaCl. Toutes les barres d’échelle représentent
30 µm.
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II.3 Conclusions

Avec ces deux méthodes nous sommes capables d’obtenir une émulsion directe à partir d’une

émulsion multiple E/H/E, c’est-à-dire de potentiellement libérer un principe actif encapsulé dans

les gouttes internes de l’émulsion. La cinétique de la déstabilisation peut être ajustée en jouant

sur le pH lorsque la méthode de déstabilisation adoptée est la méthode par dialyse. Nous avons

également vérifié que la déstabilisation à 37°C, c’est-à-dire la température du corps humain, était

possible. Notre système va donc pouvoir être utilisé pour le développement d’applications par

voie orale destinées à l’homme.

III Encapsulation d’une molécule modèle, le saccharose

Dans un premier temps, le saccharose a été choisi comme molécule modèle pour explorer les

capacités d’encapsulation de notre système.

C’est une molécule biocompatible, non tensioactive31, et non sensible au pH dans les gammes

de pH considérées32. Elle ne devrait donc pas venir se placer aux interfaces, et ne devrait pas

affecter le comportement du polymère en modifiant le pH.

C’est également une molécule insoluble en phase huile. Son relargage pourra donc se faire soit

par des mécanismes de coalescence, soit par diffusion en phase huile au sein de micelles gonflées

d’eau.

Toute cette étude a été réalisée avec le COPO 60b50 et le Miglyol® 812. Nous commencerons

par étudier les émulsions formées en présence de saccharose à différentes concentrations, puis

nous nous intéresserons à son relargage.

III.1 Émulsions chargées en saccharose

Le but étant d’encapsuler un composé au sein d’une émulsion double, nous avons choisi de

limiter l’exploration du diagramme d’émulsions à la zone où des émulsions doubles E/H/E sont

formées en l’absence de saccharose.

III.1.a Méthode de formation des émulsions chargées en saccharose

La quantité de saccharose souhaitée est d’abord dissoute dans les 3 mL de phase aqueuse aux

pH et concentration en NaCl voulus. La phase huile est ensuite déposée à la surface de la phase

aqueuse et les deux phases sont laissées au contact durant 24 h avant émulsification. Le protocole

suivi ensuite est en tout point identique à la formation d’émulsion sans cargo (c’est-à-dire sans

ajout d’une molécule en phase aqueuse, cf I.1.a page 78).

Nous avons fait varier la concentration en NaCl entre 0,15 et 1 M, et la concentration en

saccharose entre 1 et 100 mg/mL.

III.1.b Émulsions obtenues en présence de saccharose

Variation de la concentration en saccharose Le Tableau III.5 présente les émulsions formées

en présence de saccharose à des concentrations variant entre 1 et 100 mg/mL, pour des phases

aqueuses toutes identiques à un pH d’environ 8 et une concentration en NaCl de 0,3 M, juste après

et un an après formation.
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Émulsions juste après formation

Concentration

saccharose
1 mg/mL 10 mg/mL 30 mg/mL 60 mg/mL 100 mg/mL

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 8,8 � 1,6 9,3 � 2,0 9,7 � 2,9 9,0 � 2,1 9,7 � 2,3
Deau (µm) 2,3 � 0,8 2,5 � 0,9 2,3 � 1,0 2,3 � 0,9 2,7 � 1,0

Émulsions 1 an après formation

Concentration

saccharose
1 mg/mL 10 mg/mL 30 mg/mL 60 mg/mL 100 mg/mL

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 9,7 � 2,3 8,4 � 1,8 9,5 � 2,3 9,1 � 2,1 8,5 � 1,9
Deau (µm) 2,3 � 1,0 2,0 � 0,9 2,2 � 1,0 2,0 � 0,8 2,4 � 0,9

Tableau III.5 – Émulsions obtenues en présence de différentes concentrations de saccharose en phase
aqueuse, juste après formation et après un an de conservation à l’abri de la lumière et à température
ambiante. Les phases aqueuses des émulsions sont toutes à pH 8 et 0,3 M en NaCl. Dhuile et Deau
représentent respectivement les diamètres moyens des globules d’huile et des gouttelettes d’eau internes
pour chaque émulsion, estimés grâce au programme Matlab (cf I.1.c). Les écarts au diamètre moyen
représentent la polydispersité de l’émulsion et non l’erreur sur la mesure. Les barres d’échelle représentent
30 µm.
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Juste après formation, les émulsions ont une morphologie très semblables, indépendamment

de la quantité de saccharose introduite, avec des globules d’huile de diamètre moyen de 9,3 �

0,5 µm (soit 5% de variation entre les émulsions) et des gouttes d’eau interne de 2,4 � 0,4 µm (soit

17% de variation entre les émulsions, la variation plus élevée pouvant s’expliquer par la moins

bonne précision de mesures sur ces gouttes parfois très petites).

Après un an de vieillissement des émulsions, les tailles des gouttes ont globalement peu varié,

hormis pour l’émulsion contenant 100 mg/mL de saccharose pour laquelle la taille des gouttes a

légèrement diminuée.

Variation de la concentration en NaCl Le Tableau III.6 présente les émulsions obtenues en

présence de saccharose à 10 mg/mL pour différentes concentrations en NaCl. La formation

d’émulsions multiples E/H/E est possible quelle que soit la concentration en NaCl parmi la gamme

étudiée. Nous avons pu conserver ces émulsions pendant une année sous forme multiple sans

observer de démixion. La taille des globules d’huile tend cependant à légèrement diminuer au

cours du temps.

Conclusions Le système semble peu perturbé par la présence de saccharose, même en grande

quantité. Les émulsions formées sont similaires à celles qui sont obtenues sans cargo sur toute la

gamme de concentration en sel étudiée. Ceci confirme que le COPO 60b50 et le Miglyol® 812 sont

de bons candidats pour l’obtention d’émulsions doubles stables.

Nous n’avons pas réalisé d’émulsions chargées en saccharose avec le myristate d’isopropyle.

Cette huile ayant conduit à la formation de types d’émulsions différents du Miglyol® 812, il

pourrait être intéressant de voir si la présence de saccharose en phase aqueuse modifie le type

d’émulsions formées.
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Émulsions juste après formation

Concentration

en NaCl
0,15 M 0,3 M 0,6 M 1 M

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 12,6 � 2,6 9,3 � 2,0 10,8 � 2,3 12,3 � 2,8
Deau (µm) 2,9 � 1,1 2,3 � 1,0 2,4 � 0,8 2,9 � 1,1

Émulsions 1 an après formation

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 10,6 � 2,3 8,4 � 1,8 9,8 � 2,2 8,9 � 1,9
Deau (µm) 2,3 � 1,1 2,0 � 0,9 2,2 � 0,9 2,0 � 0,9

Tableau III.6 – Émulsions obtenues en présence de saccharose et pour différentes concentrations de
NaCl en phase aqueuse, juste après formation et après un an de conservation à l’abri de la lumière
et à température ambiante. Les phases aqueuses des émulsions sont toutes à pH 8 et 10 mg/mL en
saccharose. Dhuile et Deau représentent respectivement les diamètres moyens des globules d’huile et des
gouttelettes d’eau internes pour chaque émulsion, estimés grâce au programme Matlab (cf I.1.c). Les
écarts au diamètre moyen représentent la polydispersité de l’émulsion et non l’erreur sur la mesure. Les
barres d’échelle représentent 30 µm.
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III.2 Encapsulation et relargage de saccharose

L’objectif de cette partie est de pouvoir quantifier la quantité de saccharose encapsulée dans

nos émulsions et pouvant être relarguée.

III.2.a Détection du saccharose

Pour réaliser ces études, nous avons besoin de pouvoir quantifier le saccharose. Cette molé-

cule n’est pas directement détectable avec les techniques facilement accessibles de spectroscopie

UV/visible ou de fluorescence. Nous avons donc utilisé un kit de détection du saccharose (K-

SUFRG) développé par la société Megazyme et basé sur l’action d’enzymes.

Dans un premier temps, le saccharose est décomposé quantitativement en glucose et fructose

par action de la β-fructosidase.

Saccharose
β�f ructosidase
������������ Glucose�Fructose

La quantité de glucose ainsi produite est alors dosée. Le glucose réagit dans un premier temps

avec l’ATP (adénosine-5’-triphosphate) pour former sous l’action de l’hexokinase (HK) un glucose

portant un groupement phosphate (glucose-6-phosphate, G6P) ainsi que de l’ADP (adénosine-5’-

diphosphate).

Glucose�AT P
HK
��� G6P �ADP

Le glucose ainsi phosporylé réagit avec le NADP� (nicotinamide-adenine dinucleotide phosphate)

en présence de l’enzyme glucose-6-phosphate dehydrogénase (G6P-DH) pour former entre autres

produits du NADPH. Ce produit est caractérisable en UV-visible et présente un pic d’absorption à

340 nm.

G6P �NADP �
G6P�DH
�������� Gluconate� 6� phosphate�NADPH

Le kit se compose de β-fructosidase en solution dans l’eau à pH 4,6 ; d’un tampon à pH 7,6 ;

d’un mélange de NADP� et d’ATP en solution, ainsi que d’un mélange des deux enzymes HK et

G6P-DH.

Le test de détection s’effectue ainsi :

— 200 µL de β-fructosidase sont mis au contact avec un volume x d’échantillon (x étant compris

entre 0,1 et 1 mL) directement dans une cuve en quarz. Ce mélange est laissé incuber

5 min à température ambiante. Le volume d’échantillon choisi doit permettre l’introduction

d’une masse de saccharose comprise entre 4 et 80 µg. A l’issue de cette étape la totalité du

saccharose a été décomposé en fructose et glucose.

— 1-x mL d’eau distillée contenant 0,15 M de NaCl et 1 mL d’eau distillée sont ajoutés dans

la cuve, ainsi que 100 µL de tampon et 100 µL de mélange NADP�/ATP. L’échantillon est

laissé incuber pendant 3 min, puis on prend une mesure d’absorbance à 340 nm notée A1.

— 20 µL de mélange d’enzymes HK et G6P-DH sont alors ajoutés. Après 5 min d’incubation,

une deuxième mesure d’absorbance à 340 nm, A2, est faite.

Le blanc est réalisé en ajoutant de l’eau distillée à la place de l’échantillon à la première étape.

La valeur d’absorbance considérée pour le calcul de concentration est alors ∆A = (A2−A1)échantillon
− (A2−A1)blanc.
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Une droite d’étalonnage, présentée en Annexe B.3, est réalisée pour des solutions de saccharose

à 0,15 M en NaCl dont la concentration varie entre 5 et 100 µg/mL. Malgré les préconisations du

kit, la linéarité est conservée jusqu’à 100 mg de saccharose introduit. Cette droite nous permettra

de connaître la quantité de saccharose présente en solution et ainsi de suivre le relargage de la

molécule.

Les enzymes utilisées pour ce test sont sensibles au pH et ne fonctionnent correctement qu’à

pH neutre. Il est donc important que l’échantillon testé soit à un pH proche de 7.

III.2.b Lavage de la phase aqueuse externe de l’émulsion

Nos émulsions multiples présentent l’avantage d’être formées en une seule étape. Cependant,

cela signifie que si l’on souhaite encapsuler une molécule, celle-ci sera présente en phase aqueuse

interne mais aussi externe. Pour s’affranchir de la présence de la molécule en phase aqueuse

externe, et ainsi pouvoir suivre le relargage de la molécule, il a été nécessaire de développer un

protocole de lavage de nos émulsions.

L’émulsion choisie pour réaliser ces tests a une phase aqueuse à pH 8 et 0,3 M en NaCl, et

contient 30 ou 60 mg/mL de saccharose.

Les 6 mL d’émulsion sont placés après formation dans une membrane de dialyse (cut off :

6000-8000), et mis au contact avec 250 mL de phase aqueuse ne contenant pas de saccharose. La

concentration en sel de cette phase aqueuse peut être soit de 0,3 M, c’est-à-dire identique à la

concentration présente dans l’émulsion, soit de 0,15 M, c’est-à-dire plus faible. L’utilisation d’une

concentration plus faible de sel à l’extérieur permet d’avoir un déséquilibre de pression osmotique

en faveur du gonflement des gouttelettes, et ainsi de minimiser les chances de fuite de la molécule

présente en phase aqueuse interne. La dialyse se fait sous agitation et à température ambiante.

L’eau de dialyse est changée à intervalles réguliers jusqu’à ce que le saccharose ne soit plus

détectable en phase aqueuse externe. La mesure de la quantité de saccharose se fait par prélèvement

d’une partie de la phase aqueuse externe à la membrane de dialyse, et mesure de la concentration

en solution grâce au kit K-SUFRG, après dilution ou concentration à l’évaporateur rotatif pour

être dans la bonne gamme de concentration pour réaliser le test. L’équilibre entre les phases

aqueuses internes et externes à la membrane de dialyse est d’autant plus long à atteindre que la

concentration en saccharose est faible, la première eau de dialyse est donc laissée 6 h au contact de

l’émulsion, la seconde environ 16 h, la troisième et l’éventuelle quatrième 24 h.

Évolution de la morphologie des émulsions au cours des lavages Nous présentons au Tableau

III.7 les résultats obtenus pour des émulsions contenant 30 et 60 mg/mL de saccharose, lavées

avec des phases aqueuses de même concentration en NaCl (0,3 M) ou plus faible (0,15 M).

Nous pouvons constater que les émulsions sont très robustes car les lavages répétés ne modifient

que très peu leur morphologie. Une très légère tendance au gonflement des gouttelettes d’eau en

début de lavage et une légère diminution de leur taille en fin de lavage peuvent malgré tout être

relevées.
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Émulsions
Émulsion

après
formation

Après dialyse
1

Après dialyse
2

Après dialyse
3

1 an après
lavages

Saccharose

30 mg/mL -

Lavage à

0,15 M en

NaCl

Dhuile (µm) 7,9 � 2,1 10,9 � 2,8 10,1 � 2,3 9,9 � 2,2 10,7 � 1,6
Deau (µm) 2,2 � 1,0 2,9 � 1,4 2,6 � 1,3 2,3 � 1,1 2,7 � 1,4

Saccharose

30 mg/mL -

Lavage à

0,3 M en

NaCl

Dhuile (µm) 8,0 � 2,0 9,5 � 2,2 9,5 � 2,3 9,4 � 2,2 10,0 � 2,3
Deau (µm) 2,1 � 0,9 2,3 � 1,0 2,4 � 1,0 2,2 � 1,0 2,4 � 1,1

Saccharose

60 mg/mL -

Lavage à

0,15 M en

NaCl

Émulsion
déstabilisée à
pH 1 après les

lavages

Dhuile (µm) 9,5 � 2,5 9,1 � 2,0 9,5 � 2,1 8,8 � 2,1
Deau (µm) 2,3 � 0,9 2,6 � 1,2 2,5 � 1,2 2,4 � 1,1

Saccharose

60 mg/mL -

Lavage à

0,3 M en

NaCl

Dhuile (µm) 8,6 � 2,3 9,3 � 2,1 8,2 � 1,7 8,5 � 1,8 9,2 � 2,1
Deau (µm) 2,0 � 0,8 2,1 � 0,9 1,9 � 0,7 2,2 � 0,9 2,1 � 0,9

Tableau III.7 – Émulsions chargées à 30 mg/mL ou 60 mg/mL en saccharose et dialysées avec une phase
aqueuse de pH environ 6 et contenant 0,15 ou 0,3 M de NaCl. Dhuile et Deau représentent respectivement
les diamètres moyens des globules d’huile et des gouttelettes d’eau internes pour chaque émulsion,
estimés grâce au logiciel Matlab (cf I.1.c). Les écarts au diamètre moyen représentent la polydispersité de
l’émulsion et non l’erreur sur la mesure. Les barres d’échelle représentent 30 µm.
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III.2.c Relargage du saccharose

Les tests de relargage sont tous réalisés avec une émulsion contenant 0,3 M de NaCl et

60 mg/mL de saccharose, soit au total 180 mg de saccharose introduits en phase aqueuse. Les

lavages sont effectués avec des phases aqueuses contenant 0,15 M de NaCl. A l’issue des étapes

de lavages présentés au paragraphe précédent, l’émulsion peut être déstabilisée pour relarguer

le saccharose. Pour cela, on place la membrane de dialyse contenant l’émulsion dans 90 mL de

phase aqueuse à pH 1 et 0,15 M en NaCl. La quantité de phase aqueuse contre laquelle est réalisée

la dialyse a été diminuée par rapport aux lavages de façon à faciliter la détection du saccharose

relargué. L’émulsion est observée après une demi heure et est bien devenue directe. L’émulsion

est laissée à dialyser pendant trois jours avant mesure de la concentration en saccharose en phase

aqueuse externe à la membrane de dialyse de façon à assurer que l’équilibre soit atteint (il a été

vérifié que les concentrations de saccharose détecté dans la phase aqueuse externe de l’émulsion et

dans la phase aqueuse externe à la membrane de dialyse étaient identiques à l’issue de ces trois

jours). La concentration en saccharose est alors mesurée à l’aide du kit dans la phase aqueuse

externe à la membrane de dialyse, après avoir ajusté le pH de l’échantillon autour de 7 par ajout

de NaOH. Les concentrations obtenues suite aux différents lavages sont présentées sur le Tableau

III.8.

Étape considérée Concentration mesurée Masse de saccharose
en phase aqueuse externe correspondante

Dialyse 1 620 µg/mL 154,6 mg
Dialyse 2 22 µg/mL 5,4 mg
Dialyse 3 5 µg/mL 1,3 mg
Dialyse 4 0,1 µg/mL 0,05 mg

Dialyse à pH 1 3,8 mg/mL 3,4 mg

Tableau III.8 – Concentration de saccharose mesurée à l’issue des différentes étapes de dialyse, et masse
de saccharose effective correspondante.

L’ajout d’un cargo dans nos émulsions peut nous permettre de déterminer le taux d’encapsulation

de nos émulsions doubles, c’est-à-dire à la proportion d’eau constituant initialement la phase

aqueuse interne. Connaissant la concentration en saccharose introduite, qui ne devrait pas varier au

sein des gouttelettes d’eau pendant les lavages car leur taille n’est pas modifiée au cours des lavages,

la masse de saccharose détectée après déstabilisation permet de remonter au volume d’eau interne

et donc au taux d’encapsulation. Ici, 3,4 mg de saccharose sont relargués, ce qui correspondrait à

un taux d’encapsulation de 1,9%. La reproduction à l’identique de la même expérience a conduit au

relargage de 3,3 mg de saccharose, soit 1,8% d’encapsulation. Ces valeurs paraissent très faibles par

rapport aux images observées. Nous avons réalisé une estimation grossière du taux d’encapsulation

de nos émulsions en mesurant les rayons des gouttes d’eau et d’huile, et en déduisant le rapport
volume d’eau interne

volume d’huile . Le volume d’eau total étant égal au volume d’huile, ce rapport permet d’estimer

la valeur du taux d’encapsulation. Cette mesure a été réalisée manuellement afin de prendre en

compte la totalité des gouttes. Par cette méthode, nous obtenons un taux d’encapsulation de 5,6%,
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probablement sous-estimé car de nombreuses gouttes d’eau ne sont pas prises en compte car

trop petites, ou bien hors du plan où l’image est prise. A titre de comparaison, pour l’émulsion

formée avec du toluène et stabilisée par du PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68) présentée à la Figure

III.24(b), Marine Protat avait mesuré par conductimétrie un taux d’encapsulation de 34%. Il est

donc vraisemblable que notre taux d’encapsulation soit supérieur à la valeur estimée. La quantité

de saccharose relarguée paraît donc très faible.

(a) Émulsion chargée en
saccharose

(b) Émulsion stabilisée par le
PS40-b-P(S21-stat-

DMAEMA68)

Figure III.24 – Comparaison des taux d’encapsulation de (a) une émulsion chargée en saccharose après
formation et (b) une émulsion eau/toluène stabilisée par le copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68)
dont le taux d’encapsulation est de 34%. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

En outre, la quantité totale de saccharose récupérée au cours de l’ensemble des lavages est de

164,8 mg ; soit une perte de 15,2 mg de saccharose.

La courbe d’étalonnage du kit K-SUFRG a été réalisée pour de simples solutions aqueuses

de saccharose. Le milieu dans lequel évolue le saccharose lors de nos expériences est en réalité

beaucoup plus complexe. Nous avons donc commencé par nous assurer que la quantité de sac-

charose détectée par le kit était inchangée en présence d’huile et de polymère, et pour différents

pH. Pour cela, nous avons placé au contact dans des piluliers en verre une phase aqueuse à pH

donné et à 0,15 M en NaCl contenant 60 mg/mL de saccharose et une phase huile contenant ou

non du polymère à 5 mg/mL. Nous avons suivi sur 7 jours la quantité de saccharose détectée en

phase aqueuse. Cette durée a été choisie car elle correspond à la durée totale de nos expériences

de lavages puis relargage. Nous avons étudié 3 pH différents : pH 1 qui correspond au pH de

déstabilisation, pH 3 qui est le pH initial de la phase aqueuse des émulsions étudiées, et pH 8

(ajusté par un tampon phosphate) qui correspond au pH d’équilibre de l’émulsion.

Les concentrations mesurées pour les différents échantillons varient entre 88% et 96% de la

concentration réellement introduite, et aucune évolution significative de la concentration n’a pu

être observée au cours du temps, comme présenté à la Figure III.25. Il n’y a donc a priori pas de

soucis de détection du saccharose dans les conditions étudiées, mimant les conditions réelles de

nos mesures lors des lavages et du relargage. Cependant, les concentrations sont en moyenne plus

faibles que les concentrations réellement introduites, ce qui pourrait expliquer la perte apparente

de 8% du saccharose lors de ces expériences de lavages et relargage.
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Figure III.25 – Évolution sur 7 jours de la concentration en saccharose mesurée avec le kit K-SUFRG
pour différents échantillons comprenant 1,5 mL de phase aqueuse contenant 0,15 M de NaCl, et 1,5 mL
de phase huile Miglyol® 812 contenant ou non du polymère à 5 mg/mL : # = pH 1, sans polymère ;  =
pH 1, avec polymère ;W = pH 3, sans polymère ;[ = pH 3, avec polymère ; u = pH 8, sans polymère ; �
= pH 8, avec polymère.

Deux hypothèses au moins sont alors possibles pour expliquer la faible concentration relarguée

après déstabilisation de l’émulsion :

— le saccharose fuit au cours des différents lavages, c’est-à-dire est transporté par des micelles

de polymères hors des gouttes internes pour équilibrer les concentrations en saccharose en

phase aqueuse interne et externe ;

— le saccharose n’est pas réellement libéré lors de la déstabilisation, mais reste à l’interface

eau/huile du fait d’interactions copolymère / saccharose et n’est par conséquent pas détec-

table.

La diffusion de la molécule encapsulée au travers de la phase huile a été observée dans la

littérature pour de nombreux systèmes33–35, et est d’ailleurs mise à profit pour libérer un composé

de façon passive en phase aqueuse externe. Le saccharose étant insoluble en phase huile, il

est nécessairement transporté au sein de micelles gonflées d’eau. Comme nous n’avons pas vu

d’évolution de la taille des gouttelettes internes au cours des lavages, si le saccharose fuit hors

de la phase aqueuse interne, il y a probablement une partie de l’eau externe qui passe en phase

aqueuse interne pour compenser. Il est aussi possible que le saccharose interagisse avec l’interface,

ou que ces deux phénomènes agissent conjointement.

Étude de l’hypothèse de la fuite du saccharose La première hypothèse peut être vérifiée en

encapsulant dans les émulsions une molécule de trop grande taille pour être transportée par les

micelles de polymères. Nous avons choisi d’utiliser un polymère de sucre, le mannane, qui est un

polymère de mannose.

La première étape de cette étude consiste à s’assurer qu’il est possible de former des émulsions

chargées en mannane. Nous avons travaillé avec un polymère comprenant des chaînes entre 34

000 et 62 500 g/mol. La méthode de formation des émulsions chargées en mannane est identique

à celle des émulsions chargées en saccharose. La concentration de mannane introduite est de

1 mg/mL. Nous avons constaté que les émulsions formées à partir d’une phase aqueuse de pH
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initial de 3 étaient assez instables, les gouttes internes se vidant rapidement. Les émulsions à pH

initial de 6 sont nettement plus stables mais elles finissent par se vider également de leurs gouttes

internes et sont au bout de 3 mois presque directes, comme présenté au Tableau III.9. Nous avons

malgré tout réalisé des tests de lavage avec une émulsion chargée en mannane, ayant une phase

aqueuse de pH initial de 6 (pour une meilleure stabilité) et une concentration en NaCl de 0,3 M

(de façon à être dans les mêmes conditions de concentration en NaCl que pour les expériences

réalisées avec le saccharose).

Concentration

en NaCl
0,3 M 1 M 0,3 M 1 M

pH initial

de la phase

aqueuse

3 3 6 6

Émulsions

juste après

formation

Émulsions

un an après

formation

Tableau III.9 – Émulsions obtenues en présence de 1 mg/mL de mannane, juste après formation et après
un an de conservation à l’abri de la lumière et à température ambiante. Les barres d’échelle représentent
30 µm.

Le mannane a été quantifié par une méthode de détection UV/visible des carbohydrates utilisée

par Plata et son équipe36, inspirée du test de Molisch. Celle-ci consiste à mélanger 1 équivalent

de solution aqueuse de carbohydrates (ici le mannane) avec 1 équivalent de solution aqueuse

de phénol à 5% en masse et 5 équivalents d’acide sulfurique concentré. La présence d’acide

engendre un réarrangement des cycles des sucres en solution, et des molécules de phénol viennent

s’additionner sur la molécule réarrangée, conduisant à la formation d’un composé coloré car

présentant de nombreuses délocalisations. La solution devient aussitôt rouge orangée. Elle est

ensuite laissée reposer 10 min à température ambiante puis 20 min à l’étuve à 30°C avant mesure

d’absorbance à 488 nm. Une droite d’étalonnage est établie avec des solutions de concentrations

connues et présentée en Annexe B.4. La reproductibilité n’est pas excellente, mais cette technique

permet malgré tout de quantifier des concentrations en mannane comprises entre 15 et 200 mg/L.

Les étapes de lavages de l’émulsion chargée en mannane furent réalisées selon le même protocole

que les émulsions chargées en saccharose, à une exception près : le mannane ayant une masse

molaire supérieure au seuil de coupure des pores de la membrane de dialyse alors utilisée, nous
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avons utilisé une membrane avec des pores plus larges, laissant passer des masses molaires jusqu’à

100 000 g/mol. Ces pores sont également suffisamment grands pour laisser passer le copolymère :

contrairement aux expériences réalisées avec le saccharose, la phase aqueuse externe à la membrane

de dialyse contiendra donc du copolymère.

Lors des tests de quantification du mannane réalisés sur les différentes phases aqueuses de

lavages (éventuellement concentrées à l’évaporateur rotatif), la coloration obtenue pour la solution

après ajout de l’acide sulfurique est cette fois bleutée au lieu d’orangée. La coloration se maintient

après les 30 min de repos. Cette coloration bleue apparaît à l’identique si les mêmes étapes sont

réalisées sur une émulsion ne contenant pas de mannane. La coloration est donc probablement

due à la présence du copolymère dans les eaux de dialyse récupérées. La Figure III.26 présente les

spectres obtenus pour les dialyses 1 et 3 pour le "blanc", c’est-à-dire l’émulsion sans mannane, et

pour l’émulsion chargée en mannane. Pour la dialyse 1, un très léger signal est obtenu à 488 nm

en l’absence de mannane, mais le pic est plus prononcé en présence du polymère de sucre. En

revanche, les deux spectres sont très différents lors de la dialyse 3, où un maximum d’absorbance

est observé vers 600 nm en l’absence de mannane, l’intensité du signal à 488 nm étant beaucoup

plus faible. La ligne de base est également très élevée, à 0,2. Cette ligne de base élevée est conservée

en présence de mannane, mais on retrouve un maximum d’absorbance à 488 nm.

Figure III.26 – Spectres UV/visibles obtenus pour les eaux de dialyse 1 et 3, en pointillé en absence de
mannane et en trait plein en présence de mannane. — Dialyse 1, — Dialyse 3. Attention, l’intensité
relative des différents spectres présentés sur cette figure n’est pas significative : en effet, les phases aqueuses
ont été concentrées à des taux différents. Ces taux de concentration ont été pris en compte dans les calculs
de concentration de mannane.

Nous pouvons supposer qu’il se produit une réaction parasite entre les réactifs (acide sulfu-

rique et phénol) et le polymère stabilisant nos émulsions, conduisant à la modification du signal

UV/visible et à l’impossibilité de détecter plus précisément le mannane.

Nous pouvons évaluer la quantité de mannane récupéré à chaque étape de dialyse en sous-

trayant la valeur d’absorbance à 488 nm pour le blanc de la valeur obtenue pour l’émulsion chargée

en mannane. En faisant la somme des quantités récupérées à chaque étape, 4 mg de mannane sont

obtenus, soit 133% de la quantité réellement introduite, ce avant même d’avoir libéré le mannane

encapsulé au sein des gouttes internes.

Cette méthode de détection, parasitée par le présence de polymère, pose donc un réel problème.
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Faute de temps, et du fait de la stabilité moyenne des émulsions chargées en mannane, nous

avons décidé de ne pas poursuivre cette étude, bien que son intérêt dans la compréhension des

mécanismes soit important. Pour poursuivre l’étude, il faudrait mettre en place une méthode de

quantification plus précise et pour laquelle la présence de polymère en solution ne risquerait pas

de perturber la mesure.

En revanche, il pourrait être intéressant de voir si cette réaction parasite est quantitative

et permet de remonter à une concentration de polymère. Cette méthode pourrait alors nous

aider à répondre à la question du partitionnement du copolymère dans chaque phase lors de

l’émulsification.

Étude de l’hypothèse de l’interaction du saccharose avec l’interface Le saccharose, comme

tous les sucres, n’est pas réputé pour avoir un effet tensioactif mais au contraire pour engendrer

une légère augmentation de tension de surface liée à la création de liaisons hydrogènes entre l’eau

et la molécule qui conduit à une augmentation de l’énergie de cohésion et donc de la tension de

surface31. Pour le vérifier, nous avons mesuré la tension de surface d’une solution de saccharose

par la méthode d’arrachement de la lame de Wilhelmy37. Une vingtaine de millilitres de solution

sont déposés dans une cuve préalablement lavée et rincée. La lame de platine, lavée dans un

mélange sulfochromique, est doucement amenée au contact de la solution. La tension exercée sur

la lame est ensuite mesurée chaque minute jusqu’à stabilisation à l’aide d’un tensiomètre K10

de la marque Kruss. Les valeurs de tension mesurées, présentées à la Figure III.27(a) sont bien

inférieures à la tension de surface de l’eau pure. Ce phénomène peut être expliqué par la présence

d’impuretés tensioactives dans le produit commercial. Ces impuretés pourraient venir se mettre à

l’interface eau/huile de nos émulsions et ainsi modifier l’affinité du saccharose pour celle-ci, ce

qui pourrait expliquer que le saccharose ne soit pas réellement relargué lors de la déstabilisation

de l’émulsion.

(a) (b)

Figure III.27 – Mesures de tension de surface de solutions de saccharose à l’aide de la méthode d’arrache-
ment de la lame de Wilhelmy. (a) Solutions avant moussage, — Eau pure, – · – Solution de saccharose à
60 mg/mL, – – Solution de saccharose à 60 mg/mL, et 0,3 M en NaCl, (b) — Solution de saccharose à
60 mg/mL, et 0,3 M en NaCl moussée.

Pour essayer de se débarrasser de cette impureté, la solution de saccharose est moussée : de

l’azote est injecté par le bas de la solution, ce qui crée une mousse en surface (où seront a priori
localisées les impuretés). Cette mousse est retirée par aspiration. La tension de surface de cette
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solution moussée est également mesurée (cf Figure III.27(b)). La chute de tension est beaucoup

plus lente mais on peut constater que le moussage n’a pas suffi à débarrasser le saccharose de ses

impuretés, bien qu’une partie semble avoir été éliminée.

Nous pourrions envisager une recristallisation pour améliorer la pureté de notre saccharose, en

identifiant la nature des impuretés et en choisissant un solvant dans lequel elles sont plus solubles

que le saccharose.

Cependant, il nous semble peu probable que ces impuretés puissent être à l’origine du relargage

incomplet obtenu pour notre système. En effet, malgré leur léger effet tensioactif, elles ne semblent

pas du tout perturber le système lors de la formation des émulsions puisque des émulsions doubles

très stables ont pu être obtenues. Il paraîtrait donc surprenant que leur présence affecte le système

uniquement à l’étape du relargage.

Une autre hypothèse est la capacité du saccharose à former des liaisons hydrogènes38–40 et à

pouvoir se lier par ce biais au bloc PDMAEMA du copolymère de façon relativement forte, ce qui

empêcherait sa réelle libération en solution. Des exemples de liaisons hydrogènes possibles entre

le saccharose et le DMAEMA sont donnés à la Figure III.28.

Figure III.28 – Exemples de formation de liaisons hydrogènes DMAEMA/saccharose.

La présence de ces interactions pourrait également expliquer la mauvaise stabilité des émulsions

formées en présence de mannane. Le mannane, comme le saccharose, se fixe à la chaîne PDMAEMA

par des liaisons hydrogènes à l’interface eau/huile. Du fait de ces liaisons avec un polymère, le bloc

hydrophile du copolymère devient beaucoup plus volumineux en phase aqueuse, et la stabilisation

d’interfaces tournées vers l’eau devient très défavorable, comme illustré de façon schématique à la

Figure III.29. Les émulsions doubles évoluent donc vers des émulsions directes, probablement par

coalescence des gouttelettes internes avec la phase aqueuse externe.

Pour essayer de caractériser ces éventuelles interactions, nous avons dissous un homopolymère

de PDMAEMA dans des solutions aqueuses de saccharose à 60 mg/mL, 0,15 M en NaCl, et à

différents pH : 1 et 3 ajustés par ajout d’HCl, 6 et 8 ajustés par un tampon phosphate. Les objets

formés dans ces phases aqueuses sont suivis par DLS au cours du temps (Zetasizer Malvern Nano

ZS utilisé en rétrodiffusion) et comparés à ceux obtenus pour les mêmes solutions en l’absence de

saccharose. On peut supposer que si le saccharose peut se lier au polymère, cela aura un impact

sur les objets formés, la taille des édifices "chaîne + saccharose" étant a priori plus élevée que
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Figure III.29 – Schéma représentant les interactions copolymères/mannane de façon simplifiée, et leur
incidence sur la conformation et la courbure spontanée du copolymère. Le mannane est représenté
par des pelotes grises, et les liaisons hydrogènes par des rectangles noirs. Pour plus de lisibilité, le
globule représenté ne contient qu’une seule goutte d’eau, et seul le copolymère à l’interface gouttelettes
internes/huile a été représenté.

les chaînes seules. Les corrélogrammes obtenus sont cependant identiques, ce sur 20 jours, ne

permettant donc pas de confirmer l’existence d’interactions saccharose/copolymère.

D’autres techniques de caractérisation pourraient être envisagées pour étudier ces interactions,

comme par exemple la titration calorimétrique isotherme qui permet de détecter la formation de

liaisons entre deux composés.

III.3 Conclusions

Nous sommes capables de former des émulsions doubles chargées en saccharose stabilisées par

le copolymère PDMS60-b-PDMAEMA50 dans des conditions variées de pH et de concentrations en

sel. Ces émulsions sont stables sur l’année durant laquelle elles ont été étudiées. Il est également

possible de laver la phase aqueuse externe de l’émulsion double par dialyse, de façon à s’affranchir

de la présence du saccharose à l’extérieur, ceci sans déstabilisation de l’émulsion ni modifications

significatives de sa morphologie. Cette étape est nécessaire pour pouvoir dans un second temps

suivre le relargage du saccharose lors de la déstabilisation de l’émulsion.

Les émulsions doubles ainsi lavées peuvent être déstabilisées par mise au contact avec une

phase aqueuse à pH 1 pour donner une émulsion directe. Nous sommes ainsi capable de relarguer

le saccharose de façon contrôlée sous l’action d’un stimulus. Cependant, les résultats obtenus

pour le relargage montrent que la quantité de saccharose récupérée est faible et ne correspond

qu’à 2% de la quantité initialement introduite. Le taux d’encapsulation de nos émulsions nous

paraissant supérieur à 2%, nous pouvons supposer que le relargage n’est pas aussi efficace qu’il

le pourrait, soit parce que l’émulsion s’est vidée du saccharose présent dans les gouttes internes

lors des différentes étapes de lavages, soit parce qu’une certaine quantité de celui-ci est piégé à

l’interface. Nous n’avons malheureusement pas été en mesure de confirmer avec certitude l’une ou

l’autre de ces hypothèses, même s’il semble probable que le saccharose crée des liaisons hydrogènes

avec le copolymère qui pourraient gêner sa libération.

Le saccharose étant une molécule modèle n’ayant pas de réel intérêt à être protégée dans une

émulsion multiple, nous avons choisi de poursuivre le travail avec une molécule d’intérêt, la

catéchine.

122



III. ENCAPSULATION D’UNE MOLÉCULE MODÈLE, LE SACCHAROSE

A retenir de ce chapitre :

• Des émulsions doubles E/H/E stables sur plus de deux ans ont été obtenues avec le

Miglyol ® 812 et le myristate d’isopropyle, sabilisées par le copolymère PDMS60-b-

PDMAEMA50 .

• Avec le Miglyol® 812, seules des émulsions doubles ont pu être stabilisées quel que

soit le copolymère utilisé. L’architecture des copolymères a plus d’importance pour

les émulsions formées avec le myristate d’isopropyle. Des interactions (par liaisons

hydrogènes?) entre les blocs PDMAEMA et les huiles (acides gras libres?) pourraient

être à l’origine de ces différences.

• Nos émulsions doubles peuvent être déstabilisées par diminution du pH, via la migration

dans des micelles de copolymère de protons depuis la phase aqueuse externe ou d’eau

depuis la phase aqueuse interne.

• Des émulsions doubles stables ont été obtenues en présence de saccharose pour toutes

les concentrations en NaCl et en saccharose étudiées. Ces émulsions peuvent être lavées

par dialyse pour s’affranchir de la présence du saccharose en phase aqueuse externe sans

être déstabilisées.

• Il est possible de relarguer du saccharose encapsulé dans les émulsions après une

diminution du pH. La quantité relarguée est faible, ce qui pourrait être expliqué par une

fuite du saccharose vers la phase aqueuse externe lors des lavages ou par des interactions

entre le bloc DMAEMA et le saccharose, probablement par des liaisons hydrogènes.
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I. ÉTUDE BIBLIOGRAPHIQUE DE LA CATÉCHINE

I Étude bibliographique de la catéchine

La catéchine est un polyphénol de la famille des flavanols. Le terme catéchine désigne en fait

de façon générale toute une famille de composés qui sont présentés sur la Figure IV.1. Dans la

suite de cette partie introductive, nous utiliserons la notation (+)-catéchine ou (-)-catéchine, ou

l’abréviation C, pour désigner la molécule de catéchine proprement dite telle que représentée sur

la Figure IV.1.

Figure IV.1 – Présentation des différentes molécules de catéchine - C : Catéchine, GC : Gallocatéchine,
GCG : Gallocatéchine gallate, EC : Épicatéchine, EGC : Épigallocatéchine, EGCG : Épigallocatéchine
gallate. Toutes les molécules réprésentées ici sont les formes dextrogyres (notées (+)) des molécules, les
formes lévogyres (-) étant leurs énantiomères. A, B et C sont les notations conventionnelles des différents
cycles de la structure.

Ces molécules se trouvent à l’état naturel dans plusieurs produits : C et EC sont notamment

présentes dans le cacao1–4, mais aussi l’huile d’argan5 ou les fruits comme la pêche et la nectarine6.

Les catéchines (principalement les épicatéchines) sont cependant majoritairement étudiées comme

composants du thé vert7–10.

I.1 Propriétés thérapeutiques de la catéchine

Dans la littérature, de multiples propriétés thérapeutiques sont conférées aux catéchines et au

thé vert plus globalement. Elles sont ainsi présentées comme antioxydantes, anti-inflammatoires,

anticancérigènes, antibactériennes, antivirales, antihypertensives, antidiabétiques et antiobésités7.

Nous allons développer ici certaines de ces caractéristiques.

I.1.a Pouvoir antioxydant et propriétés anti-inflammatoires

Les catéchines sont réputées pour leurs propriétés antioxydantes. Elles peuvent agir de manière

directe en piégeant les oxydants présents dans le corps humain ou bien de manière indirecte en

limitant leur production.

Elles sont capables de neutraliser la plupart des radicaux présents dans notre corps (super-

oxyde11, oxygène singulet12, peroxyles, peroxynitrites13...). Ceci est lié à la structure chimique de

cette famille de molécules, en particulier aux deux groupements hydroxyles situés en ortho sur le
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cycle B (cf Figure IV.1). Ceux-ci sont susceptibles de donner un Ha pour neutraliser un radical,

conduisant ainsi à la formation d’un radical particulièrement stable car fortement délocalisé sur

tout le cycle B14,15 (cf Figure IV.2).

Figure IV.2 – Stabilisation par délocalisation du radical formé à partir des catéchines.

Ces molécules forment également, grâce aux deux groupes hydroxyles du cycle B, un ligand

bidentate capable de chélater les ions métalliques qui catalysent la formation de radicaux libres,

permettant de rendre ces ions inactifs16. Cette activité antioxydante des catéchines est cependant

à nuancer par le fait que la catalyse métallique n’est pas le mécanisme principal à l’origine de

la formation de radicaux in vivo. En effet les ions métalliques y sont le plus souvent liés à une

protéine, ce qui les empêche d’agir en tant que catalyseur17,18.

De façon indirecte, les catéchines ont aussi une action inhibitrice sur l’activité de certains

facteurs de transcription ou de certaines enzymes qui sont à l’origine de la formation de nombreux

radicaux17,18.

Les propriétés anti-inflammatoires des catéchines sont corrélées à leurs qualités antioxydantes

directes et indirectes. Tout d’abord, elles permettent d’inhiber l’action de certains facteurs de

transcription qui induisent la production de radicaux lors d’une inflammation. De par leurs

pouvoirs antioxydants, elles sont également à même de neutraliser ces radicaux une fois produits,

permettant une diminution du stress oxydatif19 qui fait suite à une inflammation.

I.1.b Effets anticancérigènes

Il existe bon nombre de publications présentant les effets bénéfiques des catéchines sur les

différents types de cancers20 (peau21, foie22, poumon23, estomac24, pancréas25 , sein26, vessie27,

prostate28...). Les catéchines sont présentées comme ayant un effet préventif plutôt qu’un effet

curatif, comme c’est souvent le cas pour les antioxydants. Les modes d’actions supposés sont

nombreux, et peuvent différer suivant les cancers. Les catéchines, et surtout l’EGCG, inhibent

notamment l’action de l’urokinase, une des enzymes qui permettent au cancer de se propager et de

former des métastases. Des simulations ont permis de montrer que l’EGCG est capable de se lier à

la protéine, bloquant deux des trois acides aminés de la triade catalytique (triplet d’acides aminés

qui interviennent dans le site actif de l’enzyme) et la rendant ainsi inactive29. Les catéchines

engendrent de plus l’apoptose (c’est-à-dire la mort cellulaire) des cellules cancéreuses, mais pas

des cellules saines30, et inhibent le processus de formation de la tumeur en bloquant les signaux

de transduction31.
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I.1.c Propriétés antibactériennes et antivirales

Les catéchines, en particulier l’EGCG, se sont également montrées efficaces contre la proliféra-

tion de bactéries. Ces molécules sont par exemple à l’origine de la perturbation de la composition

en acides gras de la membrane des Escherichia Coli (bactéries normalement inoffensives dont

certaines souches conduisent cependant à des infections urinaires32), ce qui engendre la mort

cellulaire33. Elles peuvent aussi aider à prévenir la résistance aux antibiotiques développée par

certaines bactéries, par exemple les staphylocoques dorés, à l’origine de la majorité des infections

nosocomiales34. Enfin, l’EGCG pourrait avoir des propriétés de prévention contre le développe-

ment du virus du sida, de par sa capacité à se lier aux récepteurs auxquels le virus se fixe pour être

répliqué, ainsi qu’à la membrane protéique du virus, inhibant donc dès le départ la propagation

de l’infection35.

I.1.d Action contre l’obésité et le diabète

Ces deux effets sont souvent présentés conjointement. Les catéchines auraient en effet une

action préventive contre le diabète de type II, dont le déclenchement chez un patient est fortement

corrélé à son environnement et à son mode de vie, le surpoids et l’obésité constituant des terrains

particulièrement favorables à ce type de diabète.

L’administration de catéchines permet d’engendrer une perte de poids. Ainsi, une injection

quotidienne de thé vert chez des rats à raison de 70 à 92 mg/kg conduit à une réduction du poids

de 20 à 30% en 7 jours36 . Ces résultats, qui paraissent étonnamment bons, sont cependant à

nuancer. Cet effet est réversible : si le traitement est stoppé, le poids remonte rapidement. De

plus, le corps "s’habitue" à la prise de catéchines et la dose nécessaire pour maintenir un poids

stable augmente petit à petit. En outre, les effets observés par voie orale sont nettement moins

spectaculaires, et c’est seulement sur le long terme que l’on peut observer une diminution légère

du poids. Cette différence est due à la faible quantité de catéchines absorbée par l’organisme lors

de l’administration par voie orale37.

Les raisons de cette baisse de poids sont multiples. Les catéchines modifient entre autres la

façon dont sont émulsifiées les lipides, et diminuent leur digestabilité (la digestion des lipides étant

réalisée par les protéines lipases, qui agissent à l’interface eau/lipide des gouttes d’émulsion)38.

De plus, les catéchines semblent inhiber certains processus impliqués dans la formation du tissu

adipeux39,40.

L’effet des catéchines sur le diabète est la combinaison de nombreuses actions différentes. On

peut citer entre autres l’augmentation de l’activité des récepteurs à insuline41 ainsi que de leur

sensibilité42, et la diminution de production de glucose37.

I.1.e Conclusions

Les propriétés qui vont particulièrement nous intéresser ici sont les pouvoirs antioxydant et

anti-inflammatoire de la catéchine, pour le traitement des inflammations de l’intestin comme dans

le cadre de la maladie de Crohn. Cette inflammation est liée à une surproduction de dérivés réactifs

de l’oxygène (entre autres des radicaux libres) qui vont interagir avec la paroi intestinale et à terme

la perméabiliser43. Malgré son hydrophilie, la catéchine est souvent mal absorbée par l’organisme.

Lors de la digestion après ingestion, on la trouve cependant en concentration importante dans
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l’intestin, où elle va pouvoir mettre à profit ses qualités de neutralisation et de prévention de la

formation des radicaux43 pour limiter l’inflammation et ses conséquences.

Cependant, la capacité des catéchines à réagir avec des espèces réactives dérivées de l’oxygène

est aussi une de leurs principales faiblesses : elles sont très sensibles à l’oxydation et sont souvent

vite dégradées quand elles se trouvent en solution aqueuse. L’encapsulation et la libération contrô-

lée de la catéchine au niveau de l’estomac permettraient de protéger la molécule pendant toute la

durée du stockage, et ainsi de préserver ses propriétés antioxydantes. Une fois libérée, la catéchine

pourrait alors agir au niveau de l’intestin pour en diminuer l’inflammation.

Dans la suite, nous allons nous intéresser aux différents mécanismes de déstabilisation de la

catéchine.

I.2 Stabilité de la catéchine

I.2.a Sensibilité à la température

La stabilité des catéchines est souvent analysée dans le cadre de l’étude des propriétés du thé

vert, c’est pourquoi beaucoup de groupes se sont intéressés à la dégradation des épicatéchines

à haute température. Tous rapportent que la dégradation des molécules est accentuée avec la

température7. Ainsi, Chen et al.10 évoquent une épimérisation (inversion de la configuration d’un

des deux carbones asymétriques de la molécule) des cis-catéchines lorsqu’elles sont chauffées à

98°C, et Komatsu et al.44 la transformation de l’EC en C à 121°C. De la même façon, Li et al.9

rapportent que la quantité de catéchines cis présente en solution diminue de façon exponentielle

au cours du temps lors d’un chauffage à 120°C, tandis que la quantité de composés trans augmente.

La quantité de composés trans finit par se stabiliser, conduisant à un plateau dont l’existence est

justifiée par les auteurs comme due à des réactions de dégradation, sans plus de précisions. La

même équipe publie l’année suivante un article centré uniquement sur l’EGCG où ils démontrent

que la dégradation à 80°C de cette molécule s’accompagne d’un brunissement de la solution,

engendré par la formation de composés d’oxydation de poids moléculaires plus important tels

que les théaflavines, les théorubigines ou les théobrownines. L’épimérisation peut conduire à la

formation de composés ayant un pouvoir antioxydant moins élevé (de façon générale les catéchines

cis ont un meilleur pouvoir antioxydant que leur équivalents trans45), mais pas à la perte totale de

cette propriété. En revanche, ce n’est pas forcément le cas si des oligomères sont formés.

I.2.b Sensibilité au pH

Les catéchines sont décrites comme étant très instables à des pH supérieurs à 61,7,46, et ce

d’autant plus que la température est élevée10,44. Par exemple, Zhu et al1 observent une disparition

complète des C ou EC présents en solution à pH 9 en seulement 4h ; tandis qu’à pH 7,4 20% de ces

molécules subsistent au bout de 24 h, et la quasi totalité à des pH inférieurs ou égaux à 6. Chen et

al.10 constatent quant à eux qu’après 20 min en autoclave à 120°C, il ne reste que 20% de catéchines

à pH 6, 55% à pH 5, et plus de 90% à pH inférieur ou égal à 4. Là encore, deux phénomènes de

déstabilisation s’affrontent : l’épimérisation, qui conduit à de nouveaux composés de la même

famille7,10, et la formation de composés de poids moléculaires plus importants (dimères ou plus)2.
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I.2.c Formation de dimères et d’oligomères de catéchine

L’épimérisation n’est pas vraiment un problème dans notre cas, puisque la propriété que nous

recherchons avant tout dans la catéchine est son pouvoir antioxydant, qui existe pour toutes les

molécules de la famille malgré des différences45. En revanche, la formation de dimères et/ou

d’oligomères peut s’avérer problématique, c’est pourquoi nous allons nous intéresser un peu plus

en détails à cette transformation.

Bailey et ses collaborateurs47 sont les premiers à constater la formation de ces oligomères

lorsqu’ils passent sur colonne une solution de thé noir. Ils récupèrent en fin de procédé une

fraction de couleur marron qu’ils appellent theafulvines, dont le spectre RMN est semblable à celui

d’un mélange de catéchines, mais avec des signaux beaucoup plus larges. Cet élargissement des

signaux peut s’expliquer par la formation de théarubigines, c’est-à-dire des polymères formés par

condensation d’EGC et d’EGCG. Pour Bailey, ceux-ci sont le résultat d’une réaction enzymatique

se produisant lors de la fermentation du thé.

Roginsky et al.48 remarquent que la quantité d’oxygène disponible au contact d’une solution

de thé diminue très rapidement, ils en concluent que les catéchines en solution sont dégradées par

oxydation. Ce phénomène a également été observé par Sang et al.49 qui constatent que la formation

de dimères d’ECG et d’EC est nettement ralentie lorsque les solutions sont conservées sous

atmosphère inerte. Roginsky et al. proposent alors un schéma de dimérisation des catéchines via la

formation d’un intermédiaire quinone, formé après oxydation de la catéchine (cf Figure IV.3). Cet

intermédiaire très réactif est ensuite susceptible de s’oligomériser. Tanaka et ses collaborateurs50

confirment le passage par des intermédiaires dimères quinones lors de la fermentation du thé

en piégeant ces dérivés à l’aide de o-phenylènediamine, formant des phénazines stables et donc

caractérisables. Zhu et al.1,2 s’intéressent à la stabilité des dimères de C et EC et constatent que

si ces molécules sont dans un premier temps dégradées en formant des dimères, ceux-ci sont

également instables et ne restent que peu de temps dans le milieu réactionnel. Ils sont ensuite

dégradés à leur tour pour former un produit qui n’est pas caractérisé mais que l’on peut supposer

être un polymère.

Figure IV.3 – Oxydation de la catéchine pour former un intermédiaire quinone, d’après Roginsky et
al.48.

Les structures des dimères proposées par ces différents groupes sont en revanche différentes et

sont présentées Figure IV.4.
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1 2 3

Figure IV.4 – Différentes structures de dimères de catéchine présentées dans la littérature. 1 : Structure
présentée par Zhu et al.1,2 et Roginsky et al.48, 2 : Structure présentée par Sang et al. en 200152, 3 :
Structure présentée par Sang et al. en 200549 et Tanaka et al.50 pour l’EGCG.

I.2.d Conclusion

Les molécules de catéchine sont très sensibles à l’oxydation et sont d’autant plus dégradées

que la température et le pH sont élevés. Les mécanismes de dégradation sont doubles : le premier

consiste en l’épimérisation des molécules pour former des composés de la même famille mais

avec une conformation différente. Ceci n’affecte pas a priori les propriétés antioxydantes qui sont

conférées à toutes les catéchines. D’autre part, les catéchines semblent sujettes à une polymé-

risation en milieu alcalin, qui se produiraient suite à l’oxydation des composés en dérivés de

quinones, composés très réactifs. Ce deuxième mécanisme est susceptible d’altérer les propriétés

antioxydantes de la molécule : nous devrons le vérifier dans la suite.

II Étude expérimentale de la stabilité de la catéchine

Pour toutes nos expériences, nous travaillons avec la molécule de (+)-catéchine, achetée sous

forme hydratée. Cette molécule n’est pas celle qui présente les meilleures propriétés antioxydantes

de la famille45, mais c’est en revanche la plus simple et la moins coûteuse, ce qui nous semblait le

plus adéquat pour réaliser des premiers essais d’encapsulation.

La quantité d’eau présente dans le composé commercial a été déterminée par RMN 1H. Nous

avons trouvé qu’il contenait un équivalent molaire d’eau pour deux équivalents molaires de

catéchine. La masse molaire de la (+)-catéchine étant de 290 g/mol contre 18 g/mol pour celle

de l’eau, nous négligerons dans la suite la quantité d’eau présente dans le composé commercial

utilisé, ce qui reviendra à une erreur de 3% en masse.

Dans toute la suite, nous travaillerons exclusivement avec la (+)-catéchine sous forme hydratée.

Celle-ci sera à partir de maintenant appelée plus simplement catéchine.

II.1 Évolution de la couleur des solutions, spectroscopie UV

Des solutions de 1 mg/mL de catéchine à pH 1 ; 4 ; 6 et 8 et 0,15 M en NaCl ont été préparées et

stockées à température ambiante, sous atmosphère non contrôlée et à l’abri de la lumière pendant

un mois. Les solutions à pH 1 et 4 sont obtenues par ajout d’acide chlorhydrique 1 M à de l’eau

milli-Q. Les pH 6 et 8, qui sont très difficiles à ajuster précisément par ajout d’HCl ou de NaOH
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car on est proche du pKA de l’eau, sont obtenus grâce à des tampons phosphate de sodium. A

intervalles réguliers ces solutions ont été observées et leur spectre UV/visible mesuré sur un

appareil UV2550 de chez Shimadzu, après avoir été diluées à 5 mg/L dans l’eau pure.

Nous avons observé l’apparition d’une coloration des solutions de catéchine lors de leur

vieillissement, comme les équipes de Li8 et Sang49. La couleur apparaît en premier, au bout de

quelques jours, pour l’échantillon à pH 8, comme illustré Figure IV.5(a). La solution à pH 4 brunit

également rapidement, la coloration étant visible au bout de 3 jours, et à pH 6 la couleur apparaît

au bout de 7 jours. La solution à pH 1 est restée incolore sur toute la durée de l’étude.

Parallèlement au suivi visuel de l’évolution des échantillons, des mesures de spectroscopie

UV/visible ont été réalisées. L’évolution de la couleur se traduit par l’apparition d’une très large

bande vers 400 nm (cf Figure IV.5(b)), dont l’intensité est d’autant plus importante que la couleur

de la solution est intense. Le maximum d’intensité de cette bande semble se décaler vers les

longueurs d’onde plus faibles au fur et à mesure de la dégradation.

On constate aussi qu’aux temps longs (1 mois), l’intensité augmente au maximum local de

280 nm. Pour quantifier la catéchine sur ces échelles de temps, il faudra par conséquent se

concentrer sur le signal à 230 nm qui lui n’évolue pas.

(a) (b)

Figure IV.5 – (a) Évolution de la coloration de solutions de catéchine à différents pH, en présence
de 0,15 M de NaCl, (b) Évolution du spectre UV/visible de la catéchine en solution dans un tampon
phosphate à pH 8 : — jour 0, � � jour 7, – · – jour 30.

La littérature corrèle l’apparition de la coloration avec une dégradation de la molécule de

catéchine, ce qui paraît cohérent à pH 8 pour lequel la catéchine est décrite comme instable1,7,46.

En revanche l’apparition de la coloration à pH 4, pH pour lequel la catéchine est censée être

relativement stable, est surprenante.
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II.2 Étude par chromatographie liquide

La méthode de choix pour étudier la dégradation des catéchines est la chromatographie liquide

couplée à la spectrométrie de masse (Liquid Chromatography Mass Spectrometry ou LCMS). Celle-ci,

si les paramètres d’élution sont bien ajustés, permettra en effet de séparer et d’identifier tous les

composés de la famille qui serait présents en solution. Cette méthode est en outre quantitative et

permet de remonter à la concentration de chaque composé à partir de la mesure de l’aire du pic

qui lui est associé.

II.2.a Mode opératoire

Ces mesures ont été réalisées au Service d’Ingénierie Moléculaire des Protéines (SIMOPRO)

de l’Institut des Sciences du vivant Frédéric Joliot au CEA Saclay, avec Sarah Brégant et Robert

Thai. La colonne utilisée est une colonne C18 Waters XBridge BEH300, remplie par des particules

de silice de 5 µm greffées par des chaînes carbonées C18. L’éluant est un mélange acétonitrile

à 0,09% en acide trifluoroacétique (TFA) (solvant A)/ eau à 0,1 % en TFA (solvant B). On élue

suivant un gradient linéaire, de 0 à 100% de A en 20 min. Deux types de détection sont employés :

la spectrométrie de masse, et la spectroscopie UV/visible à 230 et 280 nm (longueurs d’onde

pour lesquelles sont observés respectivement un épaulement et un maximum local, cf Figure

IV.5(b)). 20 µL sont injectés pour chaque mesure. Un étalonnage est réalisé pour des quantités de

catéchine injectées comprises entre 10 et 1000 pmol, en solution dans une solution d’HCl 0,1 M.

Les différentes droites obtenues en fonction de la méthode de détection sont présentées à l’Annexe

B.1.b. Cet étalonnage permet de déterminer la limite de détection de la molécule, qu’on fixe à

20 pmol.

Pour cette étude, nous avons travaillé aux quatre mêmes pH que pour les études de coloration :

1 ; 4 ; 6 et 8 ; sans sel ou avec 0,15 M de NaCl. La catéchine est dissoute dans ces différentes solu-

tions à 1 mg/mL (soit 3,44 mM). Les huit échantillons sont laissés vieillir à température ambiante,

sous atmosphère non contrôlée, et protégés de la lumière. Pour chaque mesure, 10 µL de chaque

échantillon sont prélevés après agitation, et dilués dans 700 µL d’eau pour obtenir des solutions à

50 µM en catéchine, ce qui correspond à l’injection de 1 nmol de catéchine sur la colonne.

Il est préférable pour la colonne de chromatographie d’injecter des échantillons acides. Il est

donc préalablement vérifié en injection directe (sans passer par la colonne de séparation) qu’un

échantillon fraichement préparé à pH 8 et dilué lors de l’injection dans une solution à pH 1 donne

les mêmes signaux en spectrométrie de masse que le même échantillon dilué dans une solution à

pH 8. Aucune différence n’étant observée, tous les échantillons injectés seront donc dilués dans

une solution d’acide chlorhydrique à 0,1 M.

II.2.b Résultats

Quelle que soit la méthode de détection, un unique pic de chromatographie est obtenu pour les

solutions injectées juste après préparation, comme on peut le voir sur la Figure IV.6. Il correspond

bien à la catéchine (on vérifie en spectrométrie de masse que le pic principal correspond bien à la

masse molaire de la catéchine � 1).
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(a) pH 4 - quelques heures après préparation de
l’échantillon

(b) pH 8 - quelques heures après préparation de
l’échantillon

(c) pH 4 - 21 jours (d) pH 8 - 21 jours

(e) pH 4 - 42 jours (f) pH 8 - 42 jours

Figure IV.6 – Chromatogrammes obtenus aux jours 0 ; 21 et 42 pour les échantillons de catéchine
préparés à pH 4 et pH 8 et en présence de 0,15 M en NaCl - détection UV à 230 nm.
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La Figure IV.7 présente l’évolution de la quantité de catéchine détectée au cours du temps

pour les échantillons contenant 0,15 M de NaCl, l’évolution générale observée étant la même en

absence de sel. Les valeurs données correspondent à la moyenne des concentrations obtenues pour

chacunes des trois voies de détection (spectrométrie de masse, UV à 230 nm et UV à 280 nm.).

Dans un soucis d’alléger la figure, les barres d’erreur ne sont pas représentées. Nous avons estimé

que les erreurs de mesures étaient inférieures à 20%, en se basant sur les valeurs supérieures à

100% obtenues pour la mesure au jour 0 pour trois des échantillons.

Figure IV.7 – Évolution du pourcentage de catéchine détecté en LCMS par rapport à la nanomole de
catéchine introduite initialement, pour des solutions de catéchine à différents pH et en présence de 0,15 M
de NaCl -  = pH 1, u = pH 4,[ = pH 6, � = pH 8.

On peut constater une tendance globale à la baisse de la quantité de catéchine détectée sur

toute la durée de l’étude. La diminution est cependant nettement plus rapide à pH 8 puisque lors

de la mesure au jour 0 seuls 90% de catéchine initialement introduite sont détectés, et au bout

d’une vingtaine de jours le pic a complètement disparu. La stabilité est nettement meilleure aux

pH 1 et surtout 4 pour lequel plus de la moitié de la catéchine initialement introduite est conservée

après plus de 90 jours.

De façon surprenante, cette diminution du signal ne s’accompagne pas de la croissance d’un

ou plusieurs autres pics (cf Figure IV.6), quel que soit le pH de la phase aqueuse considérée, et

quelle que soit la longueur d’onde considérée pour la détection UV/visible, ce qui signifie que les

composés formés lors de la dégradation de la catéchine ne sont pas détectés. En particulier, aucun

pic n’est détecté en UV/visible à 400 nm, longueur d’onde à laquelle semblent émettre les produits

de dégradation de la catéchine (cf paragraphe précédent).

II.2.c Conclusions

Ces résultats montrent que les produits de dégradation obtenus ici aux différents pH ne sont

pas dûs à une simple épimérisation de la catéchine, qui conduirait à des produits quantifiables en

LCMS, mais plutôt à une oligomérisation. La formation d’oligomères multiplie les interactions

possibles entre une entité moléculaire et la colonne, puisque le volume de la molécule est plus
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important, ce qui conduit in fine à une rétention irréversible des composés oligomérisés sur la

colonne, composés qui n’apparaissent donc pas sur le chromatogramme. Des modifications des

conditions d’élution ne permettent pas la récupération de ces composés adsorbés.

La dégradation est particulièrement prononcée à pH 8, et plus limitée aux autres pH. Le

pH 4 semble le plus stable (cf Figure IV.7), contrairement à ce qu’aurait pu laisser penser l’étude

visuelle des solutions aux différents pH. Cela est en accord avec les informations trouvées dans la

littérature1,7,46.

II.3 Étude par RMN

II.3.a Mode opératoire

L’étude par RMN 1H est uniquement réalisée avec un échantillon à pH 8, sans sel. Le tampon

phosphate à pH 8 est préparé en dissolvant les quantités nécessaires de NaH2PO4 et Na2HPO4

dans du D2O (pH mesuré de 7,6 du fait des ions deutérium), puis la catéchine est ajoutée à une

concentration de 1 mg/mL. Environ 600 µL de cette solution sont introduits dans un tube RMN

dont le contenu est étudié au cours du temps.

II.3.b Résultats

Les spectres obtenus présentent un important signal pour l’eau à 4,8 ppm, provenant des

molécules d’eau de la catéchine hydratée, des ions utilisés pour préparer le tampon, et de l’eau non

deutérée qui peut polluer l’eau deutérée. Malheureusement il n’a pas été possible de s’affranchir

de ce signal, même en passant par une étape de lyophilisation préalable.

De la même façon qu’en LCMS, l’intensité des signaux diminue au cours du temps, sans

apparition de nouveaux pics, comme on peut le voir sur les Figures IV.8 et IV.9.

(a) Spectre après préparation de l’échantillon (b) Spectre au 35ème jour

Figure IV.8 – Évolution du spectre RMN 1H de la catéchine en solution dans un tampon phosphate
deutéré à pH 8. L’attribution des signaux est appuyée sur les travaux de Xu et al.53.
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Figure IV.9 – Diminution des intensités des signaux du spectre RMN 1H de la catéchine en solution
dans un tampon phosphate deutéré à pH8 - zoom sur les principaux signaux (— juste après préparation
de l’échantillon, — à 35 jours).

II.3.c Conclusions

Là encore la diminution des signaux sans apparition de nouveaux pics laisse penser à une oli-

gomérisation de la catéchine, l’augmentation de la masse des molécules engendrant la diminution

des temps de relaxation, ce qui conduit à une non-détection quand les temps sont trop faibles. Il

pourrait être intéressant de réaliser des mesures en RMN DOSY (Diffusion Ordered SpectroscopY),

qui pourrait nous donner des informations sur les coefficients de diffusion et donc la taille des

composés détectés et ainsi nous permettre d’entrevoir peut être la formation de di- ou de trimères.

II.4 Étude par chromatographie d’exclusion stérique

Pour essayer de détecter les produits de dégradation oligomériques, nous avons passé en

chromatographie d’exclusion stérique (Steric Exclusion Chromatography ou SEC) une solution de

catéchine concentrée à 4 mg/mL, préparée dans du tampon phosphate pH 8, vieillie durant 50

jours, puis lyophilisée et rediluée dans l’éluant de SEC (H2O à 0,2 M en NaNO3). L’appareil utilisé

pour la mesure est un appareil Viscotek GPC max VE 2001 équipé d’un triple détecteur TDA 302,

utilisé en phase aqueuse avec une colonne en gel de poly(méthacrylate d’hydroxyéthyle) en lit

mélangé (différentes tailles de pores).

Aucun oligomère ou polymère n’a pu être détecté par ce biais, la limite de détection de

l’appareil correspondant à des assemblages de 6 ou 7 unités de catéchine. Comme dans le cas de

la chromatographie liquide, on peut supposer que les oligomères formées lors de la dégradation

adhèrent aux parois de la colonne et ne sont donc pas détectés.

II.5 Conclusion

Conformément à la littérature, nous avons trouvé que la catéchine était rapidement dégradée

aux pH supérieurs ou égaux à 6. Cette dégradation s’accompagne d’une diminution des signaux

LCMS et RMN, sans apparition de nouveaux signaux. Comme les équipes de Li8 et Sang49, nous

observons un brunissement de la solution aux pH élevés.
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Les produits de dégradation ne sont détectables ni en LCMS, ni en RMN, ni en chromatogra-

phie d’exclusion stérique. Comme évoqué dans la littérature, nous pouvons supposer que cette

atténuation des signaux serait liée à la formation de polymères en solution47,48.

Cependant, la polymérisation de la molécule n’implique pas nécessairement la diminution de

son pouvoir antioxydant, propriété qui nous intéresse ici. Pour l’évaluer, nous allons mesurer

l’évolution du pouvoir antioxydant de différentes solutions de catéchine au cours du temps.

III Evolution du pouvoir antioxydant de la catéchine

III.1 Méthode de mesure du pouvoir antioxydant

Les mesures de pouvoir antioxydant sont réalisées avec la méthode ORAC (Oxygen Radical
Absorbance Capacity). Cette méthode fut développée par le groupe de Cao54 dans les années 1990.

Initialement, elle était basée sur l’utilisation de la protéine fluorescente B ou R-phycoérythrine. Le

signal de fluorescence de cette molécule est très sensible aux changements de conformation et à

l’intégrité chimique de la molécule : en présence de radicaux, la protéine est oxydée, ce qui conduit

à une diminution progressive de l’intensité de sa fluorescence. Quand un antioxydant est ajouté

dans le milieu, il neutralise les radicaux avant que ceux-ci ne puissent oxyder la phycoérythrine, ce

qui permet de ralentir la diminution de fluorescence. La décroissance de l’intensité de fluorescence

de la phycoérythrine est donc directement liée au pouvoir antioxydant de la molécule ajoutée :

plus le pouvoir antioxydant est élevé, plus le piégeage des radicaux est efficace, plus la fluorescence

de la protéine subsistera longtemps.

Une des originalités de cette méthode consiste à baser le calcul du pouvoir antioxydant sur la

mesure de l’aire sous la courbe de décroissance de l’intensité de fluorescence de la phycoérythrine,

à une longueur d’onde donnée et en fonction du temps. Plusieurs autres techniques précédemment

utilisées se basent en effet sur la mesure de l’intensité de fluorescence à un instant donné, ce qui

suppose que les cinétiques de réaction des antioxydants avec les radicaux libres sont identiques

quels que soient les antioxydants, ce qui n’est évidemment pas le cas54,55.

Cette méthode a été améliorée en 2001 par l’équipe de Ou56. Ils choisissent d’utiliser la fluo-

rescéine plutôt que la phycoérythrine qui présente plusieurs inconvénients : un manque de

reproductibilité des mesures entre les différents lots, une diminution importante de la fluorescence

au cours du temps lors de l’exposition à un rayonnement, même en l’absence de générateur de

radicaux, ainsi que des interactions non spécifiques avec les polyphénols qui peuvent conduire à

des mesures erronées. La fluorescéine évite ces effets parasites.

Les mesures de pouvoirs antioxydants ne sont pas des mesures absolues mais sont réalisées en

comparaison avec les résultats obtenus pour un antioxydant de référence, le Trolox (acide 3,4-

dihydro-6-hydroxy-2,5,7,8-tétraméthyl-2H-1-benzopyran-2-carboxylique). Le pouvoir antioxydant

d’une molécule s’exprime donc en "équivalent Trolox" (µmol ET/µmol).

III.1.a Protocole de mesures

Les mesures de fluorescence sont réalisées sur un appareil Varian Cary Eclipse.
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L’initiateur de radicaux utilisé pour ces expériences est le 2,2’-Azobis(2-amidinopropane)

dihydrochloride (AAPH). Il est préparé en solution à 150 mM (soit 40,7 mg/mL) dans du tampon

phosphate à pH 7,4.

Dans une cuve en quartz de 1 cm de côté sont introduits 1,2 mL de solution de fluorescéine à

40 nM (15 µg/L) préparée dans le tampon phosphate, et 200 µL de solution d’antioxydant diluée

dans le tampon phosphate. L’utilisation du tampon permet de s’assurer que le pH est exactement

le même pour toutes les mesures, ce qui est primordial car la fluorescence de la molécule de

fluorescéine dépend de son pH.

L’échantillon est ensuite laissé à l’étuve à 37 °C durant 20 min, puis 200 µL de solution de

AAPH sont ajoutés. Le fait que la solution soit à 37°C permet l’activation de l’AAPH et la formation

de radicaux dès son ajout. La cuve est alors introduite dans le fluorimètre thermostaté à 33 °C

pour commencer la mesure. La longueur d’onde du maximum d’excitation de la fluorescéine est

déterminée à 492 nm. Le spectre d’émission de fluorescence de nos échantillons excité à cette

longueur d’onde est mesuré entre 500 et 650 nm, toutes les minutes jusqu’à ce que l’intensité soit

nulle.

III.1.b Analyse des données

Pour chaque spectre mesuré, on relève la valeur de l’intensité au maximum d’émission, à

514 nm. L’aire sous la courbe normalisée (ASC) est alors calculée comme suit :

ASC �
∆t
I0

n�1

=
k�0

Ik � Ik�1
2

où ∆t représente l’intervalle de temps entre deux mesures (ici 1 min), Ik l’intensité de fluorescence

à 514 nm pour la k-ième mesure (c’est-à-dire ici la k-ième minute), et n le nombre total de mesures.

On en déduit ensuite l’ASCnette :

ASCnette � ASCéchantillon �ASCblanc

où ACSblanc correspond à l’aire sous la courbe mesurée en l’absence d’antioxydant.

III.1.c Réalisation d’une gamme d’étalonnage Trolox

Cinq solutions de Trolox (5 ; 10 ; 20 ; 40 et 80 µM) sont préparées dans le tampon phosphate,

et la décroissance de l’intensité de fluorescence de la fluorescéine est mesurée pour chaque

concentration. On peut déduire de ces mesures une courbe d’étalonnage (cf Figure IV.10) qui

permettra de déduire comme suit la valeur du pouvoir antioxydant PA de la catéchine en équivalent

Trolox (µmol ET/µmol) : et est calculé comme suit à partir de la droite d’étalonnage obtenue :

PA �
ASCnette�échantillon�

0,36�Cantioxydant

où ASCnette�échantillon� représente l’aire sous la courbe mesurée pour un échantillon donné,

Cantioxydant est la concentration en antioxydant dans l’échantillon (en µM) et 0,36 est le coefficient

directeur de la droite d’étalonnage.
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(a) (b)

Figure IV.10 – (a) Évolution de l’intensité de la fluorescence de la fluorescéine à 514 nm, en présence de
radicaux et de Trolox à différentes concentrations : # = 0 µM,  = 5 µM, u = 10 µM, � = 20 µM,W =
40 µM,[ = 80 µM - (b) Droite d’étalonnage construite à partir des aires sous les courbes de (a).

III.1.d Mesure des échantillons de catéchine

Les échantillons de catéchine étudiés sont préparés à 1 mg/mL et dilués à 1 µM dans du

tampon phosphate à pH 7,4 pour faire la mesure.

III.2 Mesure du pouvoir antioxydant de la catéchine en solution aqueuse à
différents pH

III.2.a Échantillons de catéchine étudiés

L’évolution du pouvoir antioxydant de la catéchine est mesuré dans différentes conditions : dans

une phase aqueuse seule, dans une phase aqueuse surmontée d’une phase huile sans polymère,

et dans une phase aqueuse surmontée d’une phase huile contenant 5 mg/mL de PDMS60-b-

PDMAEMA50, éventuellement en présence d’un antioxydant en phase huile. Notre but en ajoutant

un antioxydant hydrophobe en phase huile est de voir s’il peut aider à préserver la catéchine de

l’oxydation. Les antioxydants utilisés sont la curcumine (que nous souhaitons à terme coencapsuler

avec la catéchine) ou l’hydroxytoluène butylé (BHT), tous deux dissous à 1 mg/mL en phase

huile. Pour ces mesures l’huile utilisée est le Miglyol® 812. Les volumes d’huile et d’eau sont

identiques. Dans tous les cas, plusieurs pH sont testés : pH 1; 4 ; 6 et 8 pour les échantillons

uniquement aqueux et pH initiaux de 1 ; 3 et 8 pour les autres. Les pH 6 et 8 sont obtenus grâce

à un tampon phosphate, les autres pH sont ajustés par dilution de HCl 1M. Toutes les phases

aqueuses contiennent également 0,15 M de NaCl.

Les différents échantillons étudiés sont représentés sur la Figure IV.11.

Ces échantillons sont stockés pendant toute la durée de l’étude à température ambiante, sous

atmosphère non contrôlée, et à l’abri de la lumière. Nous n’avons pas étudié l’évolution du pouvoir

antioxydant de la catéchine en phase aqueuse sous atmosphère inerte. Il est probable que les

propriétés antioxydantes seraient préservées plus longtemps49, mais nous avons souhaité rester

au plus proche des conditions de conservation que l’on aurait pour un produit réel utilisant nos

émulsions.
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(a) (b) (c) (d) (e)

Figure IV.11 – Différents échantillons pour lesquels le pouvoir antioxydant de la catéchine a été mesuré
au cours du temps : (a) Phases aqueuses seules, (b) phases aqueuses surmontées d’une phase Miglyol® 812,
(c) phases aqueuses surmontées d’une phase Miglyol® 812 contenant le copolymère à 5 mg/mL, (d) phases
aqueuses surmontées d’une phase Miglyol® 812 contenant le copolymère à 5 mg/mL et l’antioxydant
BHT à 1 mg/mL, (e) phases aqueuses surmontées d’une phase Miglyol® 812 contenant le copolymère
à 5 mg/mL et l’antioxydant curcumine à 1 mg/mL. Les pelotes grises représentent le polymère, [ la
catéchine,� le BHT et� la curcumine.

III.2.b Résultats

Les résultats sont présentés sur la Figure IV.12. Nous avons choisi de ne présenter ici que les

courbes obtenues pour les phases aqueuses seules (Figure IV.12(a), échantillon présenté sur la

Figure IV.11(a)), les phases aqueuses surmontées d’huile contenant le polymère (Figure IV.12(b),

échantillon présenté sur la Figure IV.11(c)), ainsi que les solutions à pHinitial 8 surmontées d’une

phase huile contenant le polymère et un antioxydant (Figure IV.12(c), échantillons présentés sur

les Figure IV.11(a), (d) et (e), à pH 8). Les conclusions générales sont en effet les mêmes pour les

autres échantillons étudiés.

Dans un soucis d’alléger la figure, nous n’avons pas représenté les barres d’erreur sur ces

graphes. L’erreur peut cependant être estimée en comparant les valeurs obtenues pour des échan-

tillons identiques comme étant inférieure à 15%.

On rappelle qu’en présence de copolymère en phase huile, le pH initial de 3 évolue pour

atteindre 8. Les pH initiaux de 1 et 8 restent inchangés.

On constate que le pouvoir antioxydant diminue très rapidement à pH 8, atteignant une

valeur proche de zéro en une vingtaine de jours, et diminue beaucoup plus lentement aux autres

pH, ce quel que soit le type d’échantillon. Cela rejoint les études réalisées en LCMS, et démontre

malheureusement que la polymérisation de la catéchine s’accompagne également d’une diminution

de son pouvoir antioxydant. De plus, la présence d’un autre antioxydant en phase huile ne semble

pas protéger la molécule puisque le pouvoir antioxydant diminue de la même façon.

Cependant, ces conditions sont très différentes de la formulation sur laquelle nous souhaitons

travailler, avec la catéchine encapsulée au sein des gouttelettes d’eau internes d’une émulsion

double. Dans l’émulsion, des gouttes d’eau de petit volume seront complètement isolés du milieu

extérieur par une couche d’huile, il est possible que cela constitue une barrière suffisante et

préserve au moins en partie la catéchine.

Nous étudierons dans la partie à suivre la formation d’émulsions en présence de catéchine,

puis le pouvoir antioxydant de la molécule protégée au sein de cette structure.
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(a) Phases aqueuses seules : � = pH 1,[ = pH 4,  = pH 6,
� = pH 8

(b) Phases aqueuses + Miglyol® 812 + Polymère : � = pH 1,
[ = pHinitial 3,� = pHinitial 8

(c) Phases aqueuses à pHinitial = 8 + Miglyol® 812 +
Polymère :� sans antioxydant en phase huile, � en

présence de curcumine en phase huile,  en présence de
BHT en phase huile

Figure IV.12 – Évolution du pouvoir antioxydant de la catéchine en fonction du pH dans différentes
conditions.

IV Formation d’émulsions chargées en catéchine à l’Ultra-Turrax®

Dans toute cette partie, nous travaillerons avec le polymère PDMS60-b-PDMAEMA50 pour

stabiliser nos émulsions.

Différentes conditions de pH et de concentrations en NaCl ont été testées pour la formation

d’émulsions doubles chargées en catéchine. Ici, nous nous concentrerons spécifiquement sur ce

type d’émulsions car notre but est d’encapsuler la molécule de catéchine, et nous étudierons donc

des émulsions formées à des pH autour de 8 pour des concentrations en NaCl comprises entre 0,15

et 1 M. Ce pH de 8 auquel nos émulsions sont typiquement formées n’est a priori pas favorable

pour la conservation de la catéchine. Nous verrons dans la partie IV.2.b comment nous pouvons

essayer d’y remédier.

IV.1 Préparation des échantillons

Les émulsions sont formées à l’Ultra-Turrax® de la même manière que décrit au chapitre

précédent. La catéchine est d’abord dissoute à 1 mg/mL dans 3 mL de phase aqueuse au pH et à la

concentration en NaCl souhaités. Dès que le solide est dissous (après une trentaine de minutes
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sous agitation magnétique à température ambiante), la phase aqueuse est délicatement mise en

contact avec 3 mL de phase huile contenant le copolymère PDMS60-b-PDMAEMA50 à 5 mg/mL.

Nous avons travaillé avec deux huiles : le Miglyol® 812 et le myristate d’isopropyle. Après 24 h de

contact, les deux phases sont émulsifiées durant 40 s, après ajout de Rouge Nil en phase huile.

Les émulsions sont observées juste après formation et à intervalles réguliers en microscopie

confocale.

IV.2 Émulsions formées en présence de catéchine

IV.2.a Formation d’émulsions chargées en catéchine au pH d’équilibre du copolymère

Comme pour le saccharose, nous nous sommes concentrés sur l’exploration des diagrammes

d’émulsions dans la zone où des émulsions multiples sont obtenues sans catéchine, c’est-à-dire

pour des phases aqueuses contenant du NaCl (entre 0,15 et 1 M) et au pH initial de 3 ou 6, évoluant

à 8 à l’issue des 24h de mise en contact.

Avec le Miglyol® 812 Les émulsions observées sont présentée dans le Tableau IV.1 Toutes les

émulsions obtenues sont doubles E/H/E, comme sans cargo dans les mêmes conditions physico-

chimiques. Le sel semble avoir un effet sur la stabilité des émulsions : celles-ci sont en effet d’autant

moins stables que la concentration en sel est élevée. Ainsi, l’émulsion formée à 1 M en NaCl est

déstabilisée en quelques jours tandis que les émulsions formées avec une quantité de sel moins

importante ne démixent pas sur une année.

En revanche les globules d’huile grossissent au cours du temps, et les gouttelettes internes

les plus grosses semblent coalescer avec la phase aqueuse externe, conduisant à une diminution

importante du diamètre moyen des gouttelettes. Ce phénomène est d’autant plus prononcé que la

concentration en sel est élevée.

La catéchine affecte donc de façon plus importante que le saccharose la stabilité des émulsions.
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Concentration

en NaCl
0,15 M 0,3 M 0,6 M 1 M

Émulsions après formation

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 21,8 � 3,6 34,4 � 6,5 43,3 � 8,2 70,9 � 22,9
Deau (µm) 3,1 � 1,2 3,1 � 1,5 3,0 � 1,5 3,2 � 1,4

Émulsions 1 an après formation
Émulsion après 3

jours

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 12,7 � 3,3 44,8 � 13,9 65,3 � 21,4 /
Deau (µm) 2,6 � 1,3 1,7 � 0,8 1,5 � 0,6 /

Tableau IV.1 – Émulsions obtenues avec le Miglyol® 812 en présence de catéchine et pour différentes
concentrations de NaCl en phase aqueuse, juste après formation et après vieillissement à l’abri de la
lumière et à température ambiante. Les phases aqueuses des émulsions sont toutes à pH 8 et contiennent
1 mg/mL de catéchine. Dhuile et Deau représentent respectivement les diamètres moyens des globules
d’huile et des gouttelettes d’eau internes pour chaque émulsion. Les écarts au diamètre moyen représentent
la polydispersité de l’émulsion et non l’erreur sur la mesure. Les barres d’échelle représentent 30 µm.
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Avec le myristate d’isopropyle Dans le myristate d’isopropyle au contraire, seules des émulsions

inverses stables sont obtenues sur toute la gamme de sel étudiée, comme présenté dans le Tableau

IV.2.

Concentration

en NaCl
0,15 M 1 M

Microscopie

confocale

Tableau IV.2 – Émulsions obtenues avec le myristate d’isopropyle en présence de catéchine et pour
différentes concentrations de NaCl en phase aqueuse juste après formation. Les phases aqueuses des
émulsions sont à pH 8 et contiennent 1 mg/mL de catéchine. Les écarts au diamètre moyen représentent
la polydispersité de l’émulsion et non l’erreur sur la mesure. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

Mesures de tensions interfaciales Afin d’essayer de rationaliser la différence de comportement

observée entre les deux huiles en présence de catéchine, nous avons étudié l’influence de la

molécule sur la tension interfaciale entre l’eau et chacune des huiles contenant le copolymère à

5 mg/mL. Nous espérons détecter une variation qui pourrait permettre d’expliquer le changement

de type d’émulsions formées avec le myristate d’isopropyle. Si la molécule de catéchine a une

interaction particulière avec le polymère, et donc avec l’interface, ces expériences devraient

permettre de la déceler.

Les mesures ont été effectuées par tensiométrie à goutte tournante en suivant le même protocole

que page 80, en dissolvant simplement 1 mg/mL de catéchine en phase aqueuse préalablement à

la mise au contact des deux phases. Nous travaillons à deux concentrations en NaCl : 0,15 et 1 M

(pH 8 lors de la mesure).

Les résultats sont présentés dans le Tableau IV.3.

Huile [NaCl]
Tension interfaciale

sans catéchine
Tension interfaciale

avec catéchine

Miglyol® 812 0,15 M 1,0 � 0,05 mN/m 0,96 � 0,1 mN/m
Miglyol® 812 1 M 1,2 � 0,1 mN/m 0,97 � 0,09 mN/m

Myristate d’isopropyle 0,15 M 0,20 � 0,1 mN/m 0,19 � 0,1 mN/m
Myristate d’isopropyle 1 M 0,45 � 0,05 mN/m 0,39 � 0,1 mN/m

Tableau IV.3 – Mesures de tensions interfaciales eau/huile en présence de PDMS60-b-PDMAEMA50,
avec ou sans catéchine en phase aqueuse.

On constate que les valeurs de tensions avec et sans catéchine sont très proches, ce pour les
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deux huiles et les deux concentrations en NaCl étudiées. Les différences de conformation du

copolymère en présence de catéchine n’engendrent donc pas de modification sensible de la tension

interfaciale. Les tensions interfaciales obtenues pour les émulsions inverses en l’absence de cargo

sont cependant du même ordre de grandeur que celles mesurées pour les émulsions multiples en

l’absence de cargo (cf 91), ce qui peut expliquer que le changement de conformation du copolymère

n’ait pas d’effet visible sur les tensions interfaciales.

Conclusions Nous avons réussi à former des émulsions doubles en présence de catéchine avec

le Miglyol® 812 pour des concentrations en NaCl inférieures ou égales à 0,6 M. Au delà, des

émulsions instables sont obtenues. Avec le myristate d’isopropyle, des émulsions inverses stables

ont été obtenues.

On peut supposer que comme le saccharose, la catéchine interagit avec le copolymère, proba-

blement par liaisons hydrogènes puisqu’il a été établi qu’elle était capable d’en former57,58.

Dans le cas d’une phase aqueuse très salée, toutes les charges portées par le copolymère

sont écrantées, la catéchine peut donc interagir de façon importante avec la chaîne PDMAEMA.

Ces interactions conduisent à une modification profonde de la conformation du copolymère à

l’interface, le rendant inapte à stabiliser des émulsions. La catéchine est moins hydrophile que le

saccharose, donc son impact sur l’hydrophilie de la chaîne DMAEMA est plus grand, ce qui peut

expliquer que des émulsions instables puissent être obtenues en présence de cette molécule alors

que toutes sont stables avec le saccharose.

La formation d’émulsions inverses avec le myristate peut s’expliquer par des mécanismes

similaires : la création d’une liaison hydrogène copolymère/catéchine signifie la destruction d’une

liaison hydrogène copolymère/eau. La catéchine étant capable de déshydrater le PDMAEMA,

la chaîne polymère devient donc de plus en plus hydrophobe et finalement la conformation du

copolymère à l’interface ne permet plus la formation d’émulsions doubles. Cela n’est observé que

pour le myristate d’isopropyle, mais nous avons vu dans le Chapitre III que des émulsions inverses

pouvaient être stabilisées avec le myristate d’isopropyle (avec le COPO 104b89), au contraire du

Miglyol® 812 où seules des émulsions doubles ont pu être stabilisées.

Le but de cette étude étant l’encapsulation de la molécule de catéchine au sein des gouttelettes

internes d’une émulsion multiple, nous nous sommes exclusivement concentrés dans la suite sur

la formation d’émulsions à base de Miglyol® 812.

IV.2.b Tentatives de formation d’émulsions chargées en catéchine à des pH inférieurs à 6

Les émulsions doubles obtenues dans le Miglyol® 812 l’ont été à pH 8, qui est le pH d’équilibre

imposé par le polymère. Or, nous avons vu précédemment qu’à ce pH, la catéchine se dégradait

rapidement, son pouvoir antioxydant approchant 0 en une vingtaine de jours.

Nous avons donc cherché des moyens de former des émulsions E/H/E stabilisées par le

PDMS60-b-PDMAEMA50 à des pH intermédiaires. Ces essais ont d’abord été réalisés en l’absence

de catéchine car celle-ci n’a pas semblé avoir d’influence sur les valeurs de pH obtenues à l’issue

des 24 h de mise au contact des deux phases.

Nous avons commencé par jouer sur la concentration en sel et le pH de départ de la phase

aqueuse. L’équilibre du pH est en effet atteint plus lentement en l’absence de sel, ou bien lorsque

149



CHAPITRE IV. ENCAPSULATION ET RELARGAGE DE (+)-CATÉCHINE DANS DES ÉMULSIONS
DOUBLES STABILISÉES PAR DES COPOLYMÈRES PDMS-B-PDMAEMA

le pH de départ est inférieur à 3. Nous avons essayé différentes concentrations en sel et différents

pH de départ, sans succès : 24 h après émulsification, le pH est toujours remonté à 8.

Nous avons également essayé de varier la concentration en copolymère : celui-ci étant à l’origine

du saut de pH, diminuer sa concentration pourrait conduire à une diminution du saut de pH.

Nous avons essayé de former des émulsions en présence de 1 et 3 mg/mL de copolymère en phase

huile. Les émulsions et les valeurs de pH pour 3 mg/mL de copolymère étaient semblables à

celles obtenues avec la concentration habituellement utilisée de 5 mg/mL. Cela n’est pas vraiment

surprenant étant donné que le pH varie en échelle logarithmique, dans l’idéal il faudrait pouvoir

diminuer la quantité de polymère d’un facteur 10. Cependant, les émulsions formées en présence

de 1 mg/mL de polymère sont instables, il n’est donc pas possible de descendre à des concentrations

vraiment faibles en copolymère tout en continuant à stabiliser les interfaces.

Enfin, nous avons utilisé comme phases aqueuses des solutions tampons : un tampon acétate

à pH 4,7 ; et un tampon phosphate à pH 6, additionnés de 0,15 M de NaCl. Le saut de pH est

bien supprimé, mais les émulsions obtenues démixent en quelques heures. En revanche, avec un

tampon phosphate à pH 8 additionné de 0,15 M de NaCl, il est possible de former des émulsions

E/H/E stables. La valeur d’équilibre du pH semble donc être un paramètre crucial pour l’obtention

d’émulsions stables avec notre copolymère. Nous avons aussi réalisé des tests en présence de

catéchine avec des tampons citrates/phosphates et des pH de 4,7 et 5,4 avec le même résultat : il a

été impossible de stabiliser une émulsion.

Nous n’avons donc pas pu former des émulsions multiples à un pH d’équilibre inférieur à 6 avec

le Miglyol® 812. Il semble que le pH soit un critère très important pour l’obtention d’émulsions

multiples stables avec notre copolymère.

Nous poursuivrons donc nos études avec les émulsions doubles obtenues à pH 8, tout en

gardant à l’esprit que ce pH n’est a priori pas favorable à la conservation de la catéchine, même si

son encapsulation au sein des globules d’huile peut améliorer sa stabilité.

IV.2.c Conclusions

Nous allons dans la suite utiliser les émulsions doubles chargées en catéchine, formées dans le

Miglyol® 812 à pH 8 et à faible concentration en NaCl, qui sont celles qui ont conduit à la meilleure

stablité. Dans la partie IV.4 ce chapitre, nous chercherons à savoir si les propriétés antioxydantes

de la catéchine encapsulée au coeur des émulsions multiples sont conservées malgré la valeur de

pH élevée. Avant cela, nous allons faire des essais de lavage de nos émulsions et de relargage de la

catéchine.

IV.3 Lavages par dialyse des émulsions chargées en catéchine, relargage de
la molécule

IV.3.a Lavage des émulsions à pH 8 et relargage de la catéchine

Comme pour les émulsions chargées en saccharose présentées au chapitre précédent, il est

nécessaire, pour suivre le relargage de la catéchine après déstabilisation de l’émulsion, de laver la

phase aqueuse externe de l’émulsion, de façon à ce qu’elle ne contienne plus de catéchine. Nous

procédons de la même façon que pour le saccharose, par étapes de dialyses successives dans des
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phases aqueuses dépourvues de catéchine (cf page 113). Dans tous les cas, l’émulsion est mise à

dialyser juste après formation, la molécule de catéchine n’est donc pas ou peu dégradée.

Les premiers essais de dialyse ont été réalisés avec une émulsion formée à partir d’une phase

aqueuse à 0,15 M en NaCl. Cependant, au cours des lavages avec une eau à 0,15 M en NaCl, les

globules d’huile se vident petit à petit de leurs gouttelettes internes. Il en est de même avec les

émulsions contenant 0,3 M de NaCl dialysées avec une eau de même concentration en sel, comme

présenté dans le Tableau IV.4. On constate une nette diminution du diamètre des gouttelettes

d’eau interne (de plus d’un facteur 2, soit une diminution du volume d’eau interne de près d’un

facteur 10). Cette diminution s’accompagne d’une diminution de la taille des globules d’huile, qui,

vidés de leurs gouttes internes, ont nécessairement un diamètre moins important.

Juste après

formation
Après dialyse 4

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 22,3 � 4,8 15,5 � 3,2
Deau (µm) 3,1 � 1,4 1,4 � 0,5

Tableau IV.4 – Émulsions à pH 8; 0,3 M en NaCl et contenant 1 mg/mL de catéchine, juste après
formation, et après la dernière étape de dialyse avec une eau à 0,3 M en NaCl. Dhuile et Deau représentent
respectivement les diamètres moyens des globules d’huile et des gouttelettes d’eau internes pour chaque
émulsion. Les écarts au diamètre moyen représentent la polydispersité de l’émulsion et non l’erreur sur la
mesure. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

De façon à éviter ce phénomène, nous avons induit un déséquilibre osmotique favorisant le

gonflement des gouttelettes en dialysant une émulsion contenant 0,3 M en NaCl avec des phases

aqueuses qui en contiennent 0,15 M. De cette façon, l’émulsion conserve sa structure multiple

au cours des lavages comme présenté dans le Tableau IV.5. On constate un léger gonflement des

gouttes internes (et donc des globules d’huile) lors des deux premières étapes de lavage, puis la

taille des gouttelettes commence à légèrement diminuer. Nous pouvons supposer que l’équilibre

osmotique est atteint à ce stade, et que le gonflement des gouttelettes n’est plus favorable. Pour

assurer une taille constante des gouttes internes, une solution pourrait être de diminuer de façon

plus progressive la concentration en sel à l’extérieur de la membrane de dialyse, de façon à ce que

l’équilibre des concentrations en NaCl ne soit jamais atteint entre les phases internes et externes à

la membrane de dialyse. Cependant pour plus de simplicité nous avons choisi pour la suite de

suivre le protocole présenté au Tableau IV.5, c’est-à-dire des lavages avec des phases aqueuses à

0,15 M en NaCl.

L’évolution de la concentration en catéchine en phase aqueuse externe est suivi par spec-

troscopie UV/visible en relevant la valeur de l’absorbance à 230 nm. Les spectres UV/visible

correspondants sont présentés à la Figure IV.13.
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Juste après

formation
Après dialyse 1 Après dialyse 2 Après dialyse 3 Après dialyse 4

Microscopie

confocale

Dhuile (µm) 26,2 � 4,8 31,4 � 5,4 29,3 � 5,2 28,0 � 4,8 27,4 � 4,7
Deau (µm) 3,2 � 1,6 3,4 � 1,8 3,5 � 1,9 2,6 � 1,4 2,8 � 1,6

Tableau IV.5 – Émulsions à pH 8 et 0,3 M en NaCl, contenant 1 mg/mL de catéchine juste après
formation et après les différentes étapes de dialyse avec une eau à 0,15 M en NaCl. Dhuile et Deau
représentent respectivement les diamètres moyens des globules d’huile et des gouttelettes d’eau internes
pour chaque émulsion. Les écarts au diamètre moyen représentent la polydispersité de l’émulsion et non
l’erreur sur la mesure. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

Figure IV.13 – Spectres UV/visible réalisés sur les phases aqueuses de dialyse successives. · · · Dialyse 1,
— Dialyse 2, – – – Dialyse 3.
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Les concentrations de catéchine mesurées après chaque étape sont présentées au Tableau IV.6.

Trois étapes de dialyse dans 200 mL de phase aqueuse sont généralement suffisantes pour laver

l’émulsion. Pour rappel, la masse totale de catéchine introduite dans l’émulsion est de 3 mg. 2,4 mg

ont été récupérés à l’issue des lavages.

Étape considérée Concentration mesurée Masse de catéchine
en phase aqueuse externe correspondante

Dialyse 1 8,3 µg/mL 1,7 mg
Dialyse 2 2,5 µg/mL 0,5 mg
Dialyse 3 1,1 µg/mL 0,2 mg

Tableau IV.6 – Concentrations de catéchine mesurées à l’issue des différentes étapes de dialyse, et masse
de catéchine effective correspondante.

Après lavage de la phase aqueuse externe de l’émulsion chargée en catéchine, celle-ci est

dialysée avec 90 mL de phase aqueuse à pH 1 et 0,15 M en NaCl. Il en résulte une déstabilisation

de l’émulsion qui devient directe en quelques minutes, de même que l’émulsion sans cargo.

La quantité de catéchine présente en phase aqueuse externe à la membrane de dialyse après

déstabilisation est mesurée par spectroscopie UV/visible. Cependant, le spectre obtenu représenté

à la Figure IV.14 ne correspond pas tout à fait au spectre de la catéchine, ni à celui de la catéchine

dégradée présenté Figure IV.5(b) à la page 135. Le pic à 280 nm disparaît en effet complètement,

tandis que l’épaulement à 230 nm est grandement déformé.

Figure IV.14 – Comparaison des spectres UV/visible de la catéchine — au cours des lavages, et — après
déstabilisation à pH 1 et obtention d’une émulsion directe.

Cette modification empêche la mesure exacte de catéchine relarguée. Cependant, l’intensité

du signal est faible. La valeur d’absorbance à 230 nm correspondrait ainsi à une concentration de

1,3 mg/mL, soit une masse de 0,13 mg. Par rapport aux 3 mg de catéchine introduits initialement

dans l’émulsion, cela représente un taux d’encapsulation de 3,9%. La répétition de cette expérience

a conduit à la libération de 0,1 mg soit 3,2% d’encapsulation. Une mesure grossière du taux
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d’encapsulation réalisée sur les images des émulsions (cf paragraphe III.2.c page 115) donne une

valeur de 7%, probablement sous-estimée. Une nouvelle fois, la masse de catéchine relarguée

semble plus faible qu’attendue (bien qu’ici elle n’ait pas pu être précisément estimée). De plus, on

ne récupèrerait que 2,5 mg de catéchine au total, soit 84% de la catéchine initialement introduite.

Bien que les valeurs à l’issue du relargage ne puissent pas être considérées comme valides du fait

de la modification du spectre obtenu, cela donne quand même une information sur l’ordre de

grandeur des concentrations libérées.

Cette faible quantité relarguée couplée à la modification du spectre confirment qu’il existe

une interaction entre la catéchine et le polymère, probablement basée sur la création de liaisons

hydrogènes, comme représenté à la Figure IV.15. La modification du spectre pourrait s’expliquer

par la formation et la détection de complexes copolymère/catéchine lors du relargage.

Figure IV.15 – Exemples de formation de liaisons hydrogènes DMAEMA/catéchine.

Il serait très intéressant de pouvoir caractériser plus en détails ces interactions. Nous avons

cherché à réaliser des expériences de ce type qui ont conduit à de premiers résultats pour l’instant

peu compris. Ces expériences sont décrites en Annexe C.

IV.3.b Lavages des émulsions à des pH intermédiaires

Pour espérer mieux préserver la catéchine, nous avons tenté de laver les émulsions formées à

0,3 M de NaCl et pH 8 avec une phase aqueuse à 0,15 M en NaCl et à pH 4 ou 5 plutôt qu’à pH 8.

L’équilibre des pH devrait permettre d’atteindre un pH autour de 4 ou 5 dans les gouttes internes

à l’issue des étapes de dialyse et offrir ainsi la possibilité de stocker les émulsions sur le long terme

dans des conditions favorables à la catéchine. Malheureusement, nous avons observé au cours des

différentes étapes de lavage que les gouttes d’eau internes ont tendance à se vider dans la phase

aqueuse externe, conduisant petit à petit à une émulsion directe, comme présenté sur les Figures

IV.16(c) et IV.17(c). Cela confirme que le paramètre du pH est critique pour la stabilité de nos

émulsions : un pH trop bas conduit à des émulsions multiples instables.

Cette déstabilisation des émulsions E/H/E en émulsions directes au cours du temps est pro-

bablement liée à une conformation défavorable du copolymère à l’interface à ces pH. Lors de

la mise en contact de l’émulsion à pH 8 avec des phases aqueuses à pH 4 et 5, un déséquilibre
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est créé entre les concentrations en protons à l’extérieur et à l’intérieur. Cependant, cet écart de

concentration est négligeable devant la concentration en NaCl. Cette dernière est deux fois plus

importante en phase aqueuse interne qu’en phase aqueuse externe, il n’est donc pas favorable

que l’eau interne fuie pour aller diluer les protons présents en quantité plus importante en phase

aqueuse externe. Ce sont donc les protons qui traversent la phase huile pour atteindre la phase

aqueuse interne et équilibrer les pH. La conformation du copolymère est modifiée en leur présence

et les interfaces, instables, coalescent avec la phase extérieure. Malgré nos efforts il aura donc été

impossible d’abaisser le pH des émulsions chargées en catéchine.

En outre, la même modification du spectre est obtenue après l’étape de déstabilisation à pH 1

pour ces émulsions lavées à pH 4 ou 5 (cf Figures IV.16(a) et IV.17(a)). La quantification précise

du taux d’encapsulation est donc toujours impossible.
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(a) Suivi des dialyses à pH 4 par UV/visible (b) Émulsion après
formation

(c) Émulsion après la
dialyse 3

Figure IV.16 – (a) : Spectres UV/visibles obtenus aux différentes étapes de lavage d’une émulsion à pH 8
et 0,3 M en NaCl, chargée en catéchine à 1 mg/mL, avec une phase aqueuse à pH 4 et 0,15 M en NaCl
(— après dialyse 1, — après dialyse 2, — après dialyse 3), puis à l’issue de sa déstabilisation par dialyse
avec une phase aqueuse à pH 1 et 0,15 M en NaCl(—). (b) et (c) : images en microscopie confocale des
émulsions après formation et à l’issue de la dernière étape de lavage. Les barres d’échelle représentent
30 µm.

(a) Suivi des dialyses à pH 5 par UV/visible (b) Émulsion après
formation

(c) Émulsion après la
dialyse 3

Figure IV.17 – (a) : Spectres UV/visibles obtenus aux différentes étapes de lavage d’une émulsion à pH 8
et 0,3 M en NaCl, chargée en catéchine à 1 mg/mL, avec une phase aqueuse à pH 5 et 0,15 M en NaCl
(— après dialyse 1, — après dialyse 2, — après dialyse 3), puis à l’issue de sa déstabilisation par dialyse
avec une phase aqueuse à pH 1 et 0,15 M en NaCl (—). (b) et (c) : images en microscopie confocale des
émulsions après formation et à l’issue de la dernière étape de lavage. Les barres d’échelle représentent
30 µm.
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IV.4 Évolution du pouvoir antioxydant au sein des gouttelettes internes des
émulsions

Les mesures de pouvoir antioxydant présentées plus haut ont été réalisées sur les phases huiles

et eau utilisées pour former nos émulsions, mais non émulsifiées. Or, il est possible que la structure

multiple puisse tout de même préserver les propriétés de la molécule de catéchine, même si le

pH au sein des gouttelettes internes est élevé. Pour le vérifier, nous avons comparé l’évolution du

pouvoir antioxydant de la catéchine contenue dans la phase aqueuse externe à celle de la phase

aqueuse interne libérée après déstabilisation de l’émulsion par diminution du pH.

IV.4.a Mode opératoire

Plusieurs émulsions à pH 8 et 0,3 M en NaCl, chargées en catéchine à 1 mg/mL, sont réalisées

à partir de 3 mL de phase aqueuse et de phase huile suivant le protocole décrit page 145. Chaque

émulsion est ensuite divisée en 2 (2x2,8 mL). Chacun de ces échantillons contient donc 1,4 mL de

chaque phase.

À différents temps, répartis sur 6 semaines, les pouvoirs antioxydants des phases aqueuses

internes et externes sont mesurés comme suit : la phase aqueuse externe sous-nageante avant

déstabilisation est d’abord prélevée à la seringue (environ 700 µL) et remplacée par le même volume

de phase aqueuse à pH 1 et 0,3 M en NaCl. Attention, il faut bien noter que la phase aqueuse sous-

nageante prélevée ici ne constitue pas la totalité de la phase aqueuse externe puisqu’une partie se

trouve dans la phase émulsion crémée. Après agitation manuelle, une émulsion directe est obtenue.

Cette émulsion est laissée crémer, puis la phase aqueuse sous-nageante après déstabilisation est

prélevée. Les pouvoirs antioxydants des deux phases aqueuses (avant et après déstabilisation) sont

mesurés comme décrit au paragraphe III.1 à la page 141. Ces différentes étapes sont schématisées

à la Figure IV.18.

Figure IV.18 – Représentation schématique des étapes suivies pour les mesures de pouvoir antioxydant
(PA) sur les émulsions.[ représente la catéchine encapsulée en phase aqueuse interne,[ celle contenue
en phase aqueuse externe. Les symboles[ et  renvoient au graphe de la Figure IV.19 page 159.

La concentration exacte en catéchine dans la phase aqueuse prelevée avant déstabilisation est a
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priori parfaitement connue puisqu’elle correspond à la concentration initialement introduite de

1 mg/mL. Cette solution est diluée pour mesurer du pouvoir antioxydant de façon à obtenir une

concentration de 5 µM (17,25 mg/L). Les mêmes taux de dilution sont appliqués pour la mesure

du pouvoir antioxydant après déstabilisation. Dans ce cas, la phase aqueuse interne libérée en

phase aqueuse externe et la phase aqueuse externe n’ayant pas été prélevée lors de la première

étape (environ 700 µL au total) sont diluées avec 700 µL de phase aqueuse à pH 1 ne contenant pas

de catéchine. La concentration en catéchine dans cet échantillon devrait donc être de 0,50 mg/mL,

et donc de 2,5 µM après dilution pour la mesure du pouvoir antioxydant.

On rappelle que la valeur du pouvoir antioxydant est exprimée en µmol ET/µmol, donc elle

est normalisée par la concentration en catéchine de la solution mesurée. Si la concentration réelle

est différente de la concentration qu’on suppose avoir en solution, alors la valeur de pouvoir

antioxydant sera faussée.

IV.4.b Comportements attendus

Si on suppose que l’encapsulation dans les gouttelettes internes permet la protection de la

catéchine et la préservation de ses propriétés antioxydantes, et que la catéchine est correctement

relarguée après la diminution du pH, on s’attend à observer les évolutions suivantes :

— le pouvoir antioxydant mesuré en phase aqueuse externe avant déstabilisation devrait baisser

car toute la catéchine présente dans cette phase va être dégradée au cours du temps ;

— le pouvoir antioxydant mesuré après déstabilisation, prenant en compte la catéchine stockée

en phase aqueuse interne mais aussi une partie de celle présente en phase externe, devrait

lui aussi diminuer. La diminution devrait cependant être plus lente car seul le pouvoir

antioxydant de la catéchine de la phase externe diminue, celui de la catéchine issue de la

phase aqueuse interne restant constant.

Le pouvoir antioxydant devrait donc initialement être identique pour les deux solutions,

puis l’écart devrait augmenter, le pouvoir antioxydant obtenu avant libération diminuant plus

rapidement.

IV.4.c Résultats

Les pouvoirs antioxydants obtenus avant et après déstabilisation sont représentés à la Figure

IV.19.

La valeur du pouvoir antioxydant est toujours plus élevée après déstabilisation. Or, au moins

au jour 0, pour lequel aucune dégradation n’a eu lieu, cette valeur devrait être similaire. Ceci peut

être expliqué par deux hypothèses :

— Dans l’émulsion double, une bonne partie de la catéchine présente en phase aqueuse externe

est liée au polymère, a priori par des liaisons hydrogènes, et cette interaction est rompue

lors de la diminution du pH du fait de la création de charges sur le polymère. Cela conduit

à la libération conjointe de la catéchine des gouttes internes et de la catéchine de la phase

aqueuse externe présente aux interfaces ;

— La catéchine se lie au copolymère à bas pH pour former une structure qui a un pouvoir

antioxydant plus élevé que la catéchine seule.
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Figure IV.19 – Evolution des pouvoirs antioxydants de la catéchine mesurés : [ en phase aqueuse
externe avant déstabilisation,  en phase aqueuse après déstabilisation.

La première hypothèse semble la plus cohérente. Elle permettrait notamment d’interpréter la

faible valeur de pouvoir antioxydant obtenue avant déstabilisation, très inférieure aux valeurs

mesurées pour la catéchine libre en solution aqueuse qui sont plutôt autour de 10-15 au jour 0

(cf paragraphe III.2.b page 144). L’écart entre les valeurs de pouvoir antioxydant s’expliquerait

alors par une erreur commise sur les concentrations en catéchine utilisées pour la normalisation

dans le calcul du pouvoir antioxydant : la concentration serait sur-estimée lors de la mesure avant

déstabilisation (puisqu’une partie de la catéchine n’est pas vraiment libre), et sous-estimée lors de

la mesure après déstabilisation (la catéchine liée au copolymère en phase aqueuse externe étant

libérée conjointement à la catéchine encapsulée au sein des gouttelettes internes), faussant les

valeurs obtenues.

Malgré tout, l’écart entre les deux valeurs est très élevé, et ne semble pas cohérent avec les

quantités de catéchine mesurées lors des différentes étapes de dialyse. En effet, 2,4 mg de catéchine

sont récupérés à l’issue des trois étapes de lavage, soit 80% de la catéchine initialement introduite.

Si on suppose que 10% de la catéchine restante est encapsulée dans les gouttelettes internes, et

que les 10% restants sont liés au copolymère en phase aqueuse externe, on trouve un pouvoir

antioxydant d’environ 5 avant déstabilisation et 10 après déstabilisation, en ayant modifié en

conséquence les concentrations de normalisation utilisées lors des calculs de pouvoir antioxydant.

L’écart entre les deux pouvoirs antioxydants serait donc réduit, mais resterait encore important :

cette hypothèse à elle seule ne suffit pas à expliquer les résultats obtenus.

Pour en apprendre plus, il faudrait mesurer la concentration en catéchine dans les phases

aqueuses avant et après déstabilisation par spectroscopie UV/visible. Il est probable que le spectre

soit modifié après déstabilisation, comme observé lors des expériences de relargage par dialyse,

mais la valeur obtenue avant déstabilisation donnera une indication de la quantité de catéchine

restant dans l’émulsion lorsque celle-ci est déstabilisée.

Des mesures sur des phases aqueuses contenant un homopolymère de PDMAEMA soluble dans

l’eau ainsi que de la catéchine pourraient également nous fournir des renseignements intéressants

sur l’impact des interactions catéchine/copolymère sur la valeur du pouvoir antioxydant. Ces

mesures sont cependant complexes à réaliser comme en attestent les résultats présentés en Annexe

C.
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Malgré notre difficulté à interpréter les résultats obtenus lors de ces expériences, ceux-ci sont

très positifs car la valeur de pouvoir antioxydant après déstabilisation reste élevée pendant de

nombreuses semaines. Il est tout à fait possible que l’adsorption de la catéchine sur la chaîne

polymère rende la molécule moins disponible pour se dégrader. Elle conserverait alors une partie

de ses propriétés antioxydantes, même dans la phase aqueuse externe. Ce phénomène a été observé

par exemple par Yoshida et al.64 avec l’adsorption de la vitamine A sur les argiles stabilisant leurs

émulsions doubles.

IV.4.d Conclusions

Bien que les résultats obtenus soient difficiles à rationaliser, ces expériences de mesure de

pouvoir antioxydant directement sur les émulsions nous permettent d’être plutôt optimistes quant

à la protection qu’offrent ces édifices à la catéchine, ce malgré la valeur de pH élevée à laquelle

sont formées nos émulsions.

V Résultats préliminaires de coencaspulation de catéchine et

curcumine au sein des émulsions

Comme nous l’avons vu en partie introductive, l’objectif ultime de ce travail de thèse est

l’encapsulation conjointe de deux molécules au sein des émulsions doubles. Nous avons choisi de

nous intéresser à la coencapsulation de la catéchine en phase aqueuse et de la curcumine en phase

huile, deux molécules connues pour avoir un effet synergique lorsque libérées ensemble59,60. La

molécule de curcumine est représentée à la Figure IV.20.

Figure IV.20 – Représentation de la molécule de curcumine.

La curcumine est une molécule hydrophobe, mais malgré tout assez peu soluble en phase huile.

Pawar et al. ont réalisé une étude de solubilité de cette molécule dans différentes huiles61. Les

meilleures solubilités sont obtenues pour la Maisine® (monolinoléate de glycérol), où l’on peut

dissoudre jusqu’à 2,83mg/mL de curcumine, et le Peceol™ (mono-oléate de glycérol), dans lequel

2,17 mg/mL de curcumine peuvent être dissous. L’huile de coco est aussi indiquée comme un bon

solubilisant de la curcumine, avec 1,35 mg dissous par millilitre. Malheureusement, le Peceol™

et l’huile de coco ne sont pas liquides à température ambiante, ce qui empêche de les envisager

comme phase huile pour formuler nos émulsions. La Maisine® CC (constituée de mono, di et

triglycérides d’acide linoléique représentés Figure IV.21) est liquide à température ambiante, son

utilisation pour la formulation des émulsions chargées en curcumine peut donc être intéressante,

à condition qu’elle soit capable de conduire à la formation d’émulsions stables.

L’huile de coco est constituée de triglycérides de tailles moyennes (Medium Chains Triglycerides
ou MCT)62,63, de même que le Miglyol® 812 utilisé pour formuler nos émulsions, non testé

par l’équipe de Pawar. Cette huile pourrait donc également constituer un bon candidat pour la

formulation d’émulsions co-chargées en catéchine et curcumine.
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Figure IV.21 – Représentation du monolinoléate de glycérol, monoglycéride constituant la Maisine CC.

En revanche, la solubilité dans le myristate d’isopropyle est assez mauvaise, avec 0,77 mg/mL.

Ajouté au fait que les émulsions stabilisées par cette huile en présence de catéchine sont inverses et

non multiples, cela en fait un mauvais candidat pour la formulation de nos émulsions co-chargées.

V.1 Mesures de solubilité de la curcumine dans différentes huiles

Pour vérifier les limites de solubilité données par Pawar et al., une étude a été menée avec

la Maisine® CC, le Miglyol® 812 et le myristate d’isopropyle. Pour cela, la curcumine à une

concentration bien inférieure à la limite de solubilité donnée par Pawar est dissoute dans chaque

huile (0,3 mg/mL) à 50°C sous agitation. La solution est laissée revenir à température ambiante

puis une droite d’étalonnage est réalisée en spectroscopie UV/visible à partir de cette solution, en

relevant l’absorbance au maximum d’absorption, à 418 nm, pour des concentrations variant entre

3 et 24 mg/L. Ces droites d’étalonnage sont données en Annexe B.2.

Un volume d’huile contenant une concentration en curcumine supérieure à la limite de solubi-

lité est ensuite préparée (2 mg/mL pour le Miglyol® 812 et le myristate d’isopropyle, et 4 mg/mL

pour la Maisine® CC). Cette solution est laissée agiter durant 72 h, en chauffant à 50°C pour

améliorer la solubilisation. Les solutions sont ensuite laissées revenir à température ambiante,

puis un petit volume est prélevé et centrifugé pour permettre la sédimentation de la curcumine

non solubilisée. Le surnageant est ensuite dilué 500 fois dans l’huile pour la mesure d’absorbance.

La concentration de curcumine dans le surnageant donne accès à la limite de solubilité.

Les résultats obtenus sont les suivants :

Huile Solubilité

Maisine® CC 1,3 mg/mL

Miglyol® 812 1,5 mg/mL

Myristate d’isopropyle 0,50 mg/mL

Les valeurs obtenues pour le myristate d’isopropyle mais surtout pour la Maisine® CC sont

inférieures à celles obtenues par l’équipe de Pawar. Cependant, dans cette publication, les solu-

bilités de la curcumine sont mesurées pour des huiles solides à température ambiante (environ

20°C), on peut donc supposer que les mesures effectuées par les auteurs sont en fait réalisées à des

températures supérieures à 25°C, ce qui expliquerait les valeurs de solubilité plus élevées qu’ils

obtiennent.

La solubilité dans le Miglyol® 812, huile non étudiée par les auteurs, est une bonne surprise

puisqu’elle est assez élevée. Il est donc envisageable de coencapsuler la catéchine et la curcumine

au sein de nos émulsions doubles formées avec cette huile.

161



CHAPITRE IV. ENCAPSULATION ET RELARGAGE DE (+)-CATÉCHINE DANS DES ÉMULSIONS
DOUBLES STABILISÉES PAR DES COPOLYMÈRES PDMS-B-PDMAEMA

V.2 Coencapsulation de catéchine et curcumine

La curcumine est une molécule fluorescente. Excitée par le LASER multi-argon utilisé pour

nos observations en microscopie confocale, elle est détectée, ce qui permet sa localisation au sein

des émulsions, ainsi que la détermination de la structure des émulsions, sans qu’il soit nécessaire

d’ajouter du Rouge Nil en phase huile. Sur les images à suivre, la curcumine apparaîtra en bleu.

Les émulsions sont formées suivant le protocole décrit page 145. La phase huile est préparée

comme suit : 1 mg/mL de curcumine sont dissous dans le Miglyol® 812, à 50°C sous agitation.

Quand la curcumine est dissoute (plus de solide visible à l’oeil nu), le PDMS60-b-PDMAEMA50 est

ajouté à la solution à une concentration de 5 mg/mL, et dissous à température ambiante dans la

phase huile chargée en curcumine.

Les solutions de curcumine dans toutes les huiles sont de couleur jaune vif et limpides. De

façon étonnante, quand la phase huile contenant le polymère est mise au contact de la phase

aqueuse, la phase huile prend après 24 h une teinte orange foncé et opaque comme illustré sur la

Figure IV.22(a). Cette solution a pourtant exactement le même spectre UV/visible que la solution

de curcumine en l’absence de polymère, comme l’atteste la Figure IV.22(b). Ce phénomène se

produit également en l’absence de catéchine en phase aqueuse. L’apparition de la coloration est

donc liée au couple copolymère/curcumine, dissous en phase huile Miglyol® 812 au contact avec

une phase aqueuse.

(a) (b)

Figure IV.22 – Changement de coloration de la phase huile mise au contact avec l’eau en présence de
curcumine et de copolymère. (a) Images des phases Miglyol® 812 + curcumine au contact d’une phase
aqueuse, avec et sans polymère ; (b) Spectre UV/visible de la curcumine en solution dans le Miglyol® 812
– – – en l’absence de copolymère, — en présence de copolymère.

Ce changement de coloration suggère une interaction entre la curcumine et le copolymère en

phase huile, en présence d’eau, conduisant probablement à la formation d’un précipité solide qui

expliquerait d’une part l’opacité de la phase huile, mais aussi les spectres UV/visibles identiques,

la mesure ne prenant en compte que la curcumine réellement dissoute en phase huile.
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V.2.a Formation des émulsions chargées en curcumine avec le Miglyol® 812

Lorsque le Miglyol® 812 contenant la curcumine est émulsifié avec une phase aqueuse contenant

la catéchine, des émulsions doubles peuvent être obtenues. Le taux d’encapsulation de celles-ci

semble en revanche bien plus faible que les émulsions chargées en catéchine uniquement (cf

Figure IV.23(a)). La curcumine est en outre répartie de façon très inhomogène en phase huile :

elle forme des agrégats, qui semblent majoritairement se trouver en phase aqueuse (cf Figure

IV.23(b)). Le même type de comportement est observé en l’absence de catéchine en phase aqueuse.

Ceci confirme qu’il doit exister des interactions curcumine/copolymère/Miglyol® 812 lorsque la

phase huile est mise au contact avec de l’eau, qui conduisent à la formation d’agrégats lors de

l’émulsification. Cela confirme la possible précipitation de la curcumine au contact avec la phase

aqueuse, conduisant à la modification de la couleur de la phase huile.

(a) Microscopie optique (b) Microscopie confocale

Figure IV.23 – Images en microscopies (a) optique et (b) confocale d’une émulsion chargée en catéchine et
curcumine, formée à pH 8 et 1 M en NaCl et avec le Miglyol® 812. La curcumine, fluorescente, apparaît
en bleu sur l’image (b), sous forme d’agrégats. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

V.2.b Utilisation de la Maisine® CC

Pour résoudre ce problème de formation d’agrégats, nous nous sommes intéressés à l’utilisation

de la Maisine® CC pour la formation de nos émulsions, afin de voir si la solubilité de la curcumine

dans cette huile pouvait être améliorée, et si des multiples pouvaient être stabilisées avec cette

huile. Nous nous sommes ici restreints à l’étude d’émulsions chargées uniquement en curcumine,

de façon à simplifier le système. Le protocole de préparation de la phase huile est le même que celui

décrit au paragraphe V.2. Plusieurs conditions de pH et de concentrations en NaCl sont étudiées.

La solution de curcumine dans la Maisine® CC reste jaune et transparente à l’issue des 24 h de mise

au contact des phases eau et huile. C’est donc bien le triptyque curcumine/copolymère/Miglyol®

812 qui pose problème. L’eau est relativement soluble dans le Miglyol® 812. La teneur en eau de

cette huile est indiquée par le fabricant comme étant autour de 10 mg/L. Les mesures de DLS

ont en outre permis de constater que de gros objets gonflés par l’eau étaient formés en phase

huile, probablement par un phénomène d’émulsification spontanée. L’eau semble avoir une affinité

moins bonne pour la Maisine® CC (sa teneur en eau est deux fois plus faible). Ce paramètre, ainsi

que les différences structurelles des deux huiles, pourraient expliquer pourquoi la curcumine

forme des agrégats avec le Miglyol® 812 mais pas la Maisine® CC.
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CHAPITRE IV. ENCAPSULATION ET RELARGAGE DE (+)-CATÉCHINE DANS DES ÉMULSIONS
DOUBLES STABILISÉES PAR DES COPOLYMÈRES PDMS-B-PDMAEMA

Nous n’avons réussi à obtenir que des émulsions inverses pour des émulsions eau / Maisine® CC

/ PDMS60-b-PDMAEMA50. Cependant, la curcumine semble cette fois-ci dissoute de façon homo-

gène en phase huile, ce qui est un progrès par rapport aux résultats obtenus avec le Miglyol® 812.

Un exemple de ces émulsions inverses est présenté à la Figure IV.24(a).

Des mélanges Miglyol®812 / Maisine® CC apparaissent alors comme une bonne alternative

pour former des émulsions doubles dans lesquelles la curcumine est correctement dissoute. Des

tests préliminaires ont été effectués pour des émulsions formées à partir d’une phase aqueuse à

pH 8 et 1 M en NaCl, pour des mélanges Maisine® CC / Miglyol® 812 en proportion 75/25, 50/50

et 25/75 en volume. Tous ces mélanges permettent une solubilisation correcte de la curcumine, et

aucun changement de couleur de la phase huile n’est observé durant les 24 h de mise au contact

des deux phases. Le meilleur résultat a été obtenu pour un mélange d’huile de 75% de Maisine®

CC et 25% de Miglyol® 812 (cf Figure IV.24(b)) pour lequel une émulsions E/H/E avec un taux

d’encapsulation correct est formée. Malheureusement cette émulsion est devenu directe 24 h

après émulsification, comme présenté à la Figure IV.24(c). Pour les autres proportions testées, des

émulsions doubles sont également obtenues mais encapsulant peu d’eau, dans des gouttelettes de

petite taille. Elles deviennent rapidement directes également.

(a) Maisine® CC + curcumine (b) 75% Maisine® CC - 25% Miglyol ®

812 + curcumine - juste après
formation

(c) 75% Maisine® CC - 25% Miglyol ®

812 + curcumine - 24 h après
formation

Figure IV.24 – Émulsions formées à partir de Maisine® CC et en présence de curcumine. (a) Exemple
d’émulsion inverse obtenue avec 100% de Maisine® CC en phase huile, (b) Émulsion E/H/E formée à
partir d’un mélange Maisine ® CC / Miglyol® 812 et d’une phase aqueuse à pH 8 et une concentration
en NaCl de 1 M, en présence de curcumine en phase huile, (c) Émulsion (b) 24 h après émulsification,
l’émulsion est devenue directe. Les barres d’échelle représentent 30 µm.

V.2.c Conclusion

Nous n’avons pas réussi à obtenir d’émulsions doubles stables dans laquelle la curcumine

est correctement solubilisée. Cependant, l’utilisation d’un mélange Maisine® CC / Miglyol® 812

permet d’obtenir une phase huile où la curcumine est solubilisée de façon homogène, et des

émulsions multiples ont pu être observées même si les gouttes internes coalescent rapidement

avec la phase aqueuse externe. Ce travail seulement préliminaire est à poursuivre, notamment

pour explorer d’autres conditions de pH et de concentrations en NaCl, et d’autres proportions

de mélange entre les deux huiles. L’objectif sera d’obtenir des émulsions doubles stables dans

lesquelles la curcumine est correctement solubilisée, le but in fine étant d’ajouter la catéchine en
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V. RÉSULTATS PRÉLIMINAIRES DE COENCASPULATION DE CATÉCHINE ET CURCUMINE AU SEIN
DES ÉMULSIONS

phase aqueuse afin d’avoir une émulsion co-chargée.

De plus, il a été observé dans la littérature par Yoshida et al.64 que l’ajout d’un antioxydant

en phase huile permettait d’aider à préserver le pouvoir antioxydant d’une molécule fragile

encapsulée en phase aqueuse interne. Nous n’avons pas observé cet effet sur les mesures de pouvoir

antioxydant sur les phases non émulsidiées présentées au paragraphe III.2.b page 144, mais nous

avons pu voir que la formulation en émulsions conduit à des résultats différents des mesures en

volume, probablement du fait de la quantité d’interface beaucoup plus grande. La curcumine

pourrait donc aider à préserver l’intégrité de la catéchine, la coencapsulation présentant alors un

double avantage.

A retenir de ce chapitre :

• La catéchine est un antioxydant fragile, son oxydation conduit à son oligomérisation et à

la dégradation des ses propriétés antioxydantes. La catéchine libre présente une stabilité

optimale pour des pH autour de 4.

• Le copolymère PDMS60-b-PDMAEMA50 est capable de stabiliser des émulsions doubles

E/H/E avec le Miglyol® 812 en présence de catéchine si la concentration en sel est

suffisamment faible. Il a cependant été impossible de stabiliser des émulsions à des pH

inférieurs à 8. Avec le myristate d’isopropyle, des émulsions inverses sont obtenues.

• Il est possible de laver la phase aqueuse des émulsions chargées en catéchine sans

les déstabiliser. Le relargage d’une certaine quantité de catéchine a été observé après

déstabilisation à pH 1. Le spectre UV/visible de la molécule relarguée est modifié, ce

qui empêche la quantification précise du taux d’encapsulation, mais il semble faible.

• La formulation en émulsion permet de préserver le pouvoir antioxydant de la caté-

chine sur plusieurs semaines, même à pH 8, les mécanismes de cette stabilisation étant

cependant encore mal compris.

• Les phénomènes observés (relargage incomplet, modification du spectre UV/visible,

pouvoir antioxydant élevé) sont probablement liés à la formation de liaisons hydrogènes

copolymère/catéchine.

• La formulation d’émulsions cochargées catéchine/curcumine pose des problèmes de

solubilisation de la curcumine en phase huile. Un mélange d’huiles pourrait permettre

de résoudre ce problème mais aucune émulsion double stable n’a pour l’instant été

obtenue.
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Chapitre V

Formation d’émulsions E/H/E par

voie microfluidique, encapsulation

de catéchine
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I La microfluidique et son utilisation pour la génération de gouttes

I.1 Principes généraux de la microfluidique

Des écoulements dominés par des forces inhabituelles La microfluidique est la science de la

manipulation de fluides à l’échelle micrométrique. Se placer à cette échelle permet d’obtenir des

comportements différents de ceux observés habituellement à l’échelle macroscopique. En effet, les

différentes forces s’appliquant sur les particules fluides ne vont pas avoir la même importance

selon que l’on se place à l’échelle du micromètre ou du mètre. Pour un système de dimension

caractéristique L, une force variant en Lα aura d’autant plus d’influence que l’exposant α sera

grand si on se place à l’échelle macroscopique. A l’inverse, à l’échelle microscopique où les tailles

varient entre 10�6 et 10�4 m, les forces seront d’autant plus importantes que l’exposant α sera

petit. Par exemple, le poids, qui varie en L3, sera négligeable à l’échelle microscopique devant les

forces capillaires qui varient en L, ou devant les forces de tension interfaciale qui varient en L².

Microfluidique et écoulements laminaires Le nombre de Reynolds Re est un nombre sans

dimension utilisé couramment en fluidique pour prédire le régime d’un écoulement. Il compare

l’importance relative des forces d’inertie et des forces d’origine visqueuse et s’exprime en fonction

de la dimension caractéristique du système, `, de la vitesse de l’écoulement U et de la viscosité

cinématique du fluide ν :

Re �
`U
ν

A bas nombre de Reynolds (<1), l’écoulement sera dit laminaire, c’est-à-dire que toutes les particules

fluides suivent la même trajectoire rectiligne, tandis qu’à haut nombre de Reynolds on parle

d’écoulements turbulents, avec apparition de tourbillons. Dans le cadre de la microfluidique, les

tailles sont de l’ordre de la dizaine à la centaine de micromètres, et les vitesses de l’ordre du

cm/s. Le nombre de Reynolds est donc dans la très grande majorité des cas compris entre 0,1 et

1 ; c’est-à-dire que l’écoulement sera laminaire et donc mieux maîtrisé. On peut ainsi envisager

d’avoir un co-écoulement de deux liquides miscibles dans le même canal sans véritable mélange

entre eux, le seul moteur du mélange étant alors la diffusion1,2.

Avantages et applications de la microfluidique Un système microfluidique est classiquement

appelé une puce (chip en anglais), par analogie avec les semi-conducteurs, les canaux remplaçant

ici les transistors. Elle est constituée d’un assemblage de petits canaux circulaires ou rectangulaires

de taille comprise entre 10 µm et 1 mm. Les liquides sont injectés dans ces canaux par des

seringues dont on contrôle le débit, ou bien par des dispositifs permettant d’injecter les liquides à

une pression donnée. Au sein de ces puces peuvent être réalisées diverses opérations comme la

formation de gouttes ou le mélange de plusieurs fluides.

La microfluidique a ouvert la porte à de nouvelles façons d’envisager la chimie ou la biologie.

Travailler sur des systèmes de quelques centimètres, avec des volumes du pico au nanolitre,

permet d’envisager de nombreuses applications impensables jusqu’alors. En chimie, on peut

créer des microréacteurs dans des gouttelettes et cribler rapidement des dizaines de molécules

pour comparer leur réactivité, tout en utilisant très peu de réactifs3,4. Il est aussi possible de

miniaturiser sur des puces les techniques classiques de séparation et d’analyse5–8, permettant de

créer des laboratoires sur puce (lab-on-a-chip) qui sont facilement transportables, et nécessitent des
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volumes extrêmement faibles de substance à analyser. En biologie, ces microcanaux permettent de

réaliser rapidement des immunoessais9,10, par exemple en injectant des anticorps dans un canal

greffé d’antigènes, ou encore de cultiver et transporter des cellules11,12.

I.2 Matériaux utilisés pour former les puces microfluidiques

I.2.a Verre et silicium

La technologie de la microfluidique est directement inspirée de la microélectronique. Les

premières puces ont donc été créées avec des techniques analogues à celles existant déjà dans ce

domaine. Elles étaient souvent constituées d’un substrat de verre ou de silicium, sur lesquels les

canaux étaient gravés de façon mécanique ou chimique13. Ces techniques sont contraignantes car

elles nécessitent du matériel coûteux qui n’est pas forcément accessible pour tous les laboratoires,

et sont longues à mettre en œuvre. De plus, il faut trouver un moyen de fermer les canaux après

la gravure. Cela implique un chauffage à très haute température (>600°C) ou bien l’ajout d’un

"adhésif" susceptible de venir polluer les canaux. Enfin, dans le cas du silicium, l’intérieur des

canaux n’est plus visible en microscopie optique, ce qui pose des problèmes pour contrôler ce

qui s’y passe. Malgré tout, ces matériaux présentent l’intérêt d’être compatibles avec une grande

diversité de solvants organiques.

Le verre est également utilisé sous la forme de canaux circulaires ou carrés directement

assemblés les uns aux autres14–16. Dans ce cas, on s’affranchit de l’étape de fermeture des canaux,

mais il est difficile d’obtenir un bon alignement des différents canaux à des échelles aussi petites,

nécessaires pour obtenir des gouttes régulières. La Figure V.1 présente un exemple de ce type de

systèmes.

Figure V.1 – Exemple de formation de gouttes dans des capillaires en verre insérés l’un dans l’autre (ex-
trait de Toldy et al.16). La formation de gouttes régulières nécessite que le canal interne soit parfaitement
centré par rapport au canal externe.

I.2.b Polymères

Les polymères sont des matériaux de choix pour la microfluidique, le plus largement utilisé

étant le PDMS. George Withesides a développé à la fin des années 1990 la technique dite de "litho-

graphie molle" (plus couramment désignée par sa dénomination anglaise soft-lithography)17, en

opposition à la lithographie "dure" utilisée en microélectronique et aux débuts de la microfluidique.

Les différentes étapes de formation d’une puce par la méthode de soft-lithography sont représentées

à la Figure V.2.
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Figure V.2 – Schéma présentant les différentes étapes de formation d’une puce microfluidique par la
technique de soft-lithography : (a) Wafer de silicium - (b) Dépôt de résine photosensible par enduction
centrifuge - (c) Exposition de la résine à un rayonnement UV sous un masque, réticulation de la résine
dans les parties non masquées - (d) Dissolution de la résine non réticulée pour laisser apparaître les
motifs en positif (en relief) - (e) Dépôt de PDMS non réticulé et de son agent réticulant sur le moule ainsi
créé - (f) Découpage et démoulage de la puce en PDMS, perçage des orifices qui permettront l’injection
des liquides à l’aide d’un poinçon - (g) Exposition de la puce et de son substrat au plasma - (h) Collage de
la puce sur son substrat par simple contact.
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Cette technique présente plusieurs avantages, et en particulier sa simplicité de mise en place

au regard des autres techniques. Un moule de la puce est d’abord créé sur un wafer de silicium :

une résine photosensible est déposée en film fin par enduction centrifuge sur le wafer (Figure

V.2(b)), réticulée sous un masque qui représente les circuits que l’on souhaite reproduire (c), puis

les parties non réticulées sont dissoutes, permettant d’obtenir les canaux en positifs (c’est-à-dire

en relief) (d). Le PDMS non réticulé, sous forme de liquide visqueux, est ensuite coulé dans ce

moule avec son agent réticulant (e). Après réticulation, on obtient un solide souple qu’on peut

démouler, avec les canaux en négatifs (c’est-à-dire en creux) mais ouverts (f). Pour les fermer, la

puce en PDMS est "collée" sur un substrat de verre ou de PDMS grâce à l’action d’un plasma à

oxygène (g). Les ions oxygènes générés oxydent la surface pour former en surface des groupements

-OH susceptibles de créer par simple contact des ponts Si-O-Si avec le substrat, et lier de façon

covalente la puce à son substrat. On peut ainsi facilement et rapidement reproduire des puces à

l’identique.

L’inconvénient du PDMS est sa mauvaise résistance aux solvants : en présence de la plupart des

solvants organiques, le matériau gonfle18, rendant la puce inutilisable. Avec cette technique il faut

donc privilégier les huiles végétales ou minérales, ainsi que les huiles fluorées. De plus, la surface

exposée au plasma est très fragile et doit absolument rester propre pour permettre le collage : il est

donc critique d’être vigilant lors de la manipulation des puces en sortie de plasma et avant collage.

Pour pallier ces inconvénients, et notamment celui de la mauvaise résistance aux solvants,

d’autres polymères ont été utilisés en microfluidique, comme le polyméthacrylate de méthyle19

ou le polycarbonate20, ou plus récemment les copolymères cyclooléfines21. Ces thermoplastiques

sont moulés par embossage ou thermoformage, puis les canaux sont fermés avec des techniques

similaires ou en utilisant des vapeurs de solvant qui vont venir dissoudre localement le matériau

en surface.

I.2.c Autres matériaux

Des matériaux plus exotiques sont parfois utilisés. En particulier, George Whitesides a pour

ambition de développer les puces en papier pour réaliser des systèmes à très bas coûts accessibles

en particulier aux pays en voie de développement22. Ces systèmes sont basés sur l’utilisation de

papier sur lequel des motifs sont dessinés grâce à l’utilisation d’une résine photosensible. Les

fluides s’y déplacent par capillarité. Ces systèmes sont très faciles à transporter car très légers, et

ne nécessitent pas d’environnement particulier pour leur manipulation comme des seringues pour

injecter les liquides. Malgré tous ces avantages, toutes les applications de la microfluidique ne sont

pas réalisables avec ce type de systèmes : il n’est pas exemple par possible d’y former des gouttes

et de les récolter.

I.3 Génération de gouttes en microfluidique

Les premiers systèmes microfluidiques ont été conçus pour réaliser des analyses habituellement

conduites à l’échelle macroscopique, le but étant simplement de diminuer les échelles afin de

limiter les temps d’analyse et les volumes nécessaires pour les réaliser23. Dans cette optique, de

simples écoulements parallèles au sein de canaux droits étaient utilisés. Cette approche n’est

cependant pas pleinement satisfaisante. L’existence d’effets de bord, non négligeables à d’aussi
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petites échelles, peut poser des problèmes liés au profil de vitesse parabolique qui régit les

écoulements dans les canaux : les particules fluides au centre des canaux auront une vitesse plus

importante que celles des bords, ce qui conduit à une répartition inhomogène des molécules ou

des particules transportées par le liquide. En outre, le mélange entre les liquides dans le cas d’un

co-écoulement parallèle est uniquement diffusif, du fait du régime d’écoulement laminaire. Le

mécanisme de mélange est donc très peu efficace, ce qui a conduit au développement de géométries

spécifiquement dédiées au mélange de liquides pour certaines applications24–26.

Rapidement se sont développés des systèmes alternatifs à base de bulles (cf Figure V.3(a)) ou

de gouttes (cf Figure V.3(b))23,27, permettant d’avoir des compartiments liquides isolés les uns

des autres, au sein desquels le mélange est plus efficace car à la diffusion s’ajoute une composante

convective28. Les effets de bords sont également limités de par la petite taille des compartiments

et l’impossibilité d’échange entre eux. Les systèmes basés sur l’utilisation de bulles présentent

malgré tout un risque d’obstruction des canaux en cas de réaction chimique rapide au sein des

compartiments liquides. Les compartiments étant en contact direct avec les parois des canaux, les

réactions qui conduisent à des produits solides, très visqueux, ou sous forme de gel bouchent le

canal et bloquent l’écoulement. Les gouttes, qu’on peut à l’inverse calibrer de façon à ce qu’elles

ne soient pas en contact avec les parois en cas de formation de produits solides, permettent

d’envisager des applications variées et leur utilisation est à la base d’une grande quantité de

systèmes microfluidiques.

(a) Bulle d’air dans un liquide (b) Goutte d’un liquide dans un autre

Figure V.3 – Deux méthodes d’obtention de compartiments isolés en microfluidique - le liquide d’intérêt
apparaît en gris foncé.

La microfluidique offre la possibilité de former des gouttes avec une dispersité de tailles

très faible, de 1 à 3 % en moyenne29. De nombreuses applications microfluidiques, comme par

exemple le criblage de molécules susceptibles de présenter des propriétés chimiques ou biologiques

intéressantes30,31, sont basées sur la génération de gouttes. Le possibilité de former des gouttes

monodisperses est également un atout majeur pour les émulsions. Cela permet d’avoir un contrôle

précis de la morphologie des émulsions formées, mais aussi d’envisager la formation de structures

plus complexes comme des émulsions multiples32. La stabilité des gouttes est en outre accrue33

car le mûrissement d’Ostwald est limité.

Un paramètre très important à prendre en compte pour la formation de gouttes en microfluidique

est la mouillabilité du canal dans lequel elles sont formées. En effet, il faut que les canaux soient

mouillés préférentiellement par la phase continue, de façon à ce que celle-ci forme un film de

liquide dispersant isolant les gouttes des parois du canal. Si la phase dispersée a une bonne affinité

pour les canaux, les gouttes risquent de se coller aux parois et d’être détruites34. Il faut donc dans

certains cas envisager des traitements de surface qui seront détaillés dans la suite.

177



CHAPITRE V. FORMATION D’ÉMULSIONS E/H/E PAR VOIE MICROFLUIDIQUE, ENCAPSULATION DE
CATÉCHINE

I.3.a Différentes géométries permettant la formation de gouttes simples

La formation de gouttes une à une à l’échelle micrométrique est rendue possible par des

agencements particuliers des canaux. Il existe trois principales géométries permettant de former

des gouttes de façon passive en microfluidique, c’est-à-dire sous l’action des cisaillements induits

par les écoulements29 :

— Le co-écoulement (co-flowing) ;

— Les jonctions en T (T-junctions) ;

— La focalisation de flux (flow-focusing).

Ces différentes géométries seront décrites dans la suite. Il existe également des techniques de

formation de gouttes dites actives faisant intervenir par exemple des gradients de tension ou de

température35, que nous ne décrirons pas ici.

Le co-écoulement Pour former des gouttes par co-écoulement, on utilise un canal inséré dans un

autre. Généralement, le liquide circulant dans le canal interne constitue la phase dispersée tandis

que celui circulant dans le canal externe est la phase continue. La formation des gouttes a lieu à

l’extrémité du canal interne (cf Figure V.4).

Figure V.4 – Formation de gouttes par co-écoulement. Le liquide dispersé est représenté en gris, le liquide
dispersant en blanc.

Cette configuration nécessite le plus souvent l’utilisation de capillaires en verre imbriqués

les uns dans les autres. Umbanhovar et al.14 furent les premiers à développer des systèmes

microfluidiques de ce type en 1999, en imbriquant un capillaire circulaire au centre d’un capillaire

carré.

Deux régimes de formation des gouttelettes sont observés avec cette géométrie36 :

— le dripping (goutte-à-goutte), où les gouttes se forment juste en sortie du capillaire interne ;

— le jetting (écoulement en jet), où on a formation d’un jet à la sortie du capillaire interne, qui

se rompt en gouttelettes à distance de l’orifice.

Le jetting est favorisé par une augmentation du débit de la phase interne ou de sa viscosité,

ou bien encore par une diminution de la tension interfaciale entre les deux liquides qui rend la

formation d’une longue colonne de liquide moins coûteuse en énergie.

Les jonctions en T L’équipe de Thorsen fut la première en 2001 à développer cette géométrie37.

Deux canaux perpendiculaires sont utilisés, la phase continue arrivant dans un canal et la phase

dispersée dans un autre. La contrainte normale appliquée par le fluide dispersant sur le fluide

dispersé conduit à la formation d’une goutte à la jonction entre les deux canaux, comme on peut le

voir sur la Figure V.5.
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Figure V.5 – Formation de gouttes à une jonction T. Le liquide dispersé est représenté en gris, le liquide
dispersant en blanc.

Pour être capable de former des gouttes dans cette configuration, il faut que les débits des

phases continues et dispersées soient du même ordre de grandeur29. Là encore on distingue deux

régimes : le régime confiné, dans lequel la goutte qui se forme grossit suffisamment pour emplir le

canal en étant contrainte de se déformer à cause de ses parois, et le régime non confiné où la goutte

formée a un diamètre inférieur au canal, comme c’est le cas sur la représentation de la Figure V.5.

Plus le canal où sont formées les gouttes est grand, et plus le débit de la phase dispersé est faible,

plus le régime non confiné est favorisé.

La focalisation de flux Plusieurs géométries différentes sont basées sur ce principe, qui consiste

à former des gouttes par focalisation du flux de phase dispersée entre deux langues de phase

continue. Le premier système de ce type fut développé par Anna et al.38 en 2003 (voir Figure

V.6(a)). Ce système se rapproche de la géométrie du co-écoulement, mais le liquide dispersé est

dans ce cas contraint de passer par une constriction, ce qui conduit à la formation des gouttes. On

retrouve aussi dans cette catégorie les systèmes les plus classiques39–41, présentant une jonction

en croix qui permet de par sa symétrie de focaliser le flux (voir Figure V.6(b)).

(a) Premier montage, développé par Anna et
al. 38

(b) Jonction en croix

Figure V.6 – Formation de gouttes par focalisation de flux. Le liquide dispersé est représenté en gris, le
liquide dispersant en blanc.

On retrouve ici les deux régimes de formation de gouttes observés en co-écoulement : le dripping
et le jetting. Dans le cadre du jetting, les gouttes sont souvent plus grosses et moins uniformes que

pour le dripping, car la rupture du jet en gouttelettes a lieu de façon moins régulière15.

I.3.b Adaptation à la formation de doubles émulsions

Les trois géométries détaillées au paragraphe précédent peuvent être adaptées pour former des

doubles émulsions.
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La géométrie la plus simple et la plus couramment utilisée est la succession de deux jonctions

en croix. Cette géométrie se prête en effet très bien à la fabrication des puces par soft-lithography,

et a permis la génération d’émulsions doubles ou d’ordre plus élevé32,40–42.

On trouve malgré tout dans la littérature des exemples d’émulsions doubles générées en co-
flowing43 (cf Figure V.7(a)) ou bien en focalisation de flux, avec notamment le célèbre montage

développé par l’équipe de Weitz15 (cf Figure V.7(b)) à base de capillaires en verre imbriqués les

uns dans les autres.

(a) Formation de double émulsion en co-écoulement -

Reproduction de Panizza et al. 43
(b) Formation de double émulsion par focalisation de flux -

Reproduction d’Utada et al. 15

Figure V.7 – Montages permettant la formation d’émulsions doubles en microfluidique.

Okushima et al.44 ont également développé un système à base de deux jonctions T successives

gravées dans le quartz ou le pyrex. Ils comparent les émulsions obtenues en travaillant avec les

deux jonctions implémentées au sein de la même puce, et celles obtenues avec deux puces distinctes

mises en série. Dans le premier cas, les gouttes formées à la première jonction circulent au sein

de la puce dans un canal de quelques dizaines de microns pour atteindre la seconde jonction,

tandis que dans le second cas elles sont transportées au sein d’un capillaire de diamètre interne de

500 µm qui relie la sortie de la première puce à l’entrée de la seconde puce. Ils concluent que la

maîtrise de la taille des gouttes est meilleure dans le cas d’une puce unique, malgré la complexité

accrue et le manque de souplesse imposés par ce choix.

Pour nos expériences, nous utiliserons des puces en PDMS fabriquées par soft-lithography et

fermées par traitement plasma. Les gouttes seront générées à des jonctions en croix, les émulsions

doubles étant formées au sein de la même puce présentant deux jonctions en croix successives.

Le paramètre qui rend complexe la formation d’émulsions multiples en microfluidique est la

mouillabilité. Comme mentionné plus haut, il est nécessaire que la phase continue ait une meilleure

affinité pour les canaux que la phase dispersée pour être capable de former des gouttelettes.

Or, pour une émulsion multiple, on forme successivement des gouttes de liquides différents,

alternativement hydrophiles et hydrophobes. Par exemple, dans le cas d’une émulsion E/H/E,

des gouttes d’eau dans l’huile sont formées dans un premier temps : il faut donc être dans un

canal hydrophobe. Ensuite, on forme des gouttes d’eau dans l’huile dans l’eau, et on a besoin de

parois hydrophiles. Il faut donc être capable, au sein de la même puce, de concilier des canaux de

mouillabilités opposées. Quand on travaille avec des capillaires en verre imbriqués les uns dans

les autres, ou avec plusieurs puces en séries, chaque élément peut subir un traitement différent

avant assemblage. Ce n’est en revanche plus le cas lorsque l’on travaille avec du PDMS sur une

puce unique. Différentes méthodes ont donc été développées pour pouvoir obtenir ce résultat.

Elles seront détaillées dans le prochain paragraphe.
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I.3.c Modification de la surface du PDMS pour concilier des mouillabilités opposées sur la
même puce

Activation des surfaces et greffage/adsorption de molécules Le PDMS est un matériau intrin-

sèquement hydrophobe. Quand il est exposé à un traitement plasma, pour le "collage" de la puce,

l’oxydation induit la formation de silanols de surface et rend le matériau hydrophile17. Cependant,

cette hydrophilie ne dure que quelques heures. En effet, les chaînes non réticulées et les oligomères

ont tendance à migrer petit à petit vers la surface, rendant au PDMS ses propriétés hydrophobes45.

L’exposition au plasma est également un moyen d’activer temporairement la surface des canaux.

Les groupements silanols ainsi créés sont susceptibles de se lier de façon ionique ou covalente avec

une molécule neutre ou chargée positivement. Pour rendre pérenne l’hydrophilie du PDMS, ou

pour améliorer son hydrophobie, on peut ainsi greffer ou adsorber sur les parois des molécules,

comme des silanes, ou des polymères, hydrophiles ou hydrophobes suivant l’effet recherché, après

activation des surfaces par traitement plasma. Il est aussi possible d’adsorber des tensioactifs

hydrophiles à la surface du PDMS46.

Ces méthodes sont efficaces, cependant elles ne sont pas facilement transposables pour la

formation d’émulsions doubles au sein d’une unique puce microfluidique, puisqu’il est difficile de

réaliser un traitement local de la puce.

Développement de techniques permettant de réaliser un traitement de surface local Des tech-

niques plus complexes ont été mises au point pour permettre de concilier deux mouillabilités

opposées sur la même puce. Dans chaque cas, les parties hydrophiles sont obtenues par greffage

ou adsorption de molécules hydrophiles après une exposition au plasma, et dans un second temps

les parties non traitées de la puce sont laissées redevenir hydrophobes par migration des espèces

de faible poids moléculaire au sein du PDMS.

Hu et al.47 font polymériser de l’acide acrylique à la surface des canaux après adsorption d’un

photoinitiateur, la benzophénone, sur les parois. La polymérisation radicalaire est déclenchée par

une exposition à des rayonnements UV. Dans le cas de la formation d’une double émulsion, la

polymérisation est réalisée de façon sélective dans les canaux devant être hydrophiles à l’aide d’un

masque apposé lors de l’exposition aux UV. Dans le même esprit, l’équipe de Weitz32,39 greffe des

silanes photoiniateurs à la surface des canaux avant de réaliser la polymérisation d’acide acrylique

par activation UV, toujours en utilisant un masque.

Bauer et ses collaborateurs41 proposent de réaliser une adsorption successive de polyélec-

trolytes cationiques et anioniques à la surface des canaux activée par exposition au plasma, en

s’inspirant de la méthode layer-by-layer développée par Decher48 à la fin des années 90. L’alter-

nance de couches permet d’obtenir un revêtement à la fois plus durable et plus homogène. Pour

permettre la formation d’émulsions doubles, l’adsorption des polymères doit être limitée aux

canaux devant être hydrophiles. Les canaux à garder hydrophobes sont donc protégés par un flux

d’air lors de l’injection des solutions de polyélectrolytes.

Ces techniques sont efficaces, mais sont souvent complexes à réaliser, coûteuses en temps, et

nécessitent l’introduction de réactifs et de solvants au sein de la puce avant son utilisation, ce qui

risque de la polluer et augmente la probabilité d’introduire des poussières pouvant la boucher.

Coexistence des deux mouillabilités sans traitement de surface Il est également possible de

former des émulsions doubles dans une unique puce microfluidique sans utiliser de traitement de

181



CHAPITRE V. FORMATION D’ÉMULSIONS E/H/E PAR VOIE MICROFLUIDIQUE, ENCAPSULATION DE
CATÉCHINE

surface.

L’utilisation de puces en trois dimensions permet d’obtenir ce résultat. Le principe est le

suivant : l’émulsion primaire est formée dans des canaux très fins mouillables par la phase

intermédiaire. Dans un second temps, l’émulsion double est formée à la seconde jonction dans des

canaux qui s’élargissent brusquement, en largeur mais aussi en hauteur49,50. Cet élargissement en

trois dimensions permet d’éviter que la goutte formée à la seconde jonction n’entre en contact avec

les parois de même mouillabilité (cf Figure V.8(a)). La formation de ces puces est relativement

complexe puisqu’elle nécessite deux étapes successives de soft-lithography pour former des moules

présentant deux épaisseurs différentes, puis l’assemblage par plasma de deux demi-puces créées

à partir de ce moule. Il faut prendre soin d’aligner parfaitement les canaux des deux moitiés de

puces, ce qui est une étape délicate compte tenu de leur petite taille (cf Figure V.8(b)). L’alignement

est souvent facilité par la présence de petits crans sur chaque demi puce, qui doivent être emboités.

(a) (b)

Figure V.8 – Formation d’une émulsion double dans une puce en trois dimensions (reproduction de
Rotem et al.50) : (a) Principe de formation des gouttes dans une puce en 3D, avec élargissement du canal
à la seconde jonction, (b) Assemblage des deux demi-puces pour former la puce, l’alignement étant permis
par la présence de crans triangulaires sur le côté de la puce.

Plus récemment se sont développées des techniques plus simples, ne nécessitant pas d’injecter

des solvants dans la puce, et se basant uniquement sur l’exposition contrôlée de la puce aux

rayonnements plasma.

Kim et al.40 commencent ainsi par préparer une puce de façon classique, fermée par collage

plasma. La puce est laissée reposer à 65°C jusqu’à ce que les canaux retrouvent leurs propriétés

hydrophobes par migration des chaînes non réticulées. La puce fermée est alors à nouveau exposée

au plasma. Les ions oxygènes pénètrent dans les canaux par les orifices percés pour l’injection des

liquides, et oxydent leur surface. Les ouvertures proches des canaux devant rester hydrophobes

sont fermées par du ruban adhésif pour éviter que les ions ne pénètrent via ces entrées. Cette

technique très simple et propre nécessite malgré tout selon les auteurs d’optimiser la géométrie de

façon à obtenir l’oxydation sélective des canaux que l’on souhaite hydrophiles, en utilisant des

zigzags ou des rétrécissements pour éviter que les ions oxygènes ne diffusent dans les mauvais

canaux.

Li et al.42 protègent les canaux à conserver hydrophobes par un dépôt de colle réalisé préala-

blement à l’exposition au plasma. La colle agit comme une barrière empêchant les ions générés

par le plasma de venir oxyder la surface. Après le plasma, la colle est retirée et la puce est fermée
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par collage classique. Cette technique a l’avantage d’être simple et rapide, mais le retrait de la

colle sèche après le plasma et avant collage présente le risque de dégrader la surface activée, et de

conduire ensuite à un collage défectueux.

Ces deux dernières techniques sont plus simples et plus rapides à mettre en œuvre que les

précédentes. En revanche, les puces réalisées ainsi ne peuvent être utilisées que quelques heures,

avant que les effets du plasma ne s’estompent.

Dans la lignée de ces deux techniques, nous avons choisi de développer une nouvelle méthode

pour oxyder de façon sélective la surface du PDMS, basée sur l’utilisation d’un marqueur perma-

nent pour protéger les surfaces lors de l’exposition au plasma. Cette technique sera présentée de

façon détaillée au paragraphe suivant.

II Mise au point d’une technique permettant la formation de

gouttes multiples au sein de la même puce microfluidique

Nous avons mis au point une technique permettant de protéger sélectivement certains canaux

de la puce lors de leur exposition aux ions oxygènes générés par le plasma. Cette technique permet

d’éviter d’injecter différentes substances dans la puce, elle est également très simple d’utilisation et

rapide. Elle conduit à des puces utilisables durant quelques heures. Avant l’exposition au plasma,

les canaux que l’on souhaite garder hydrophobes sont recouverts de marqueur permanent. La seule

condition à remplir pour ce marqueur est sa capacité à recouvrir le PDMS d’une fine couche d’encre

homogène. Le PDMS utilisé en regard pour fermer la puce est marqué de la même façon. Lors de

l’exposition au plasma, le marqueur agit comme une barrière qui empêche les ions d’atteindre

la surface de PDMS et donc de l’oxyder. A l’issue du traitement plasma, la puce est directement

collée sur le substrat par simple contact, en prenant soin d’aligner les traits de marqueur. L’encre

est rincée après collage, ce qui permet d’éviter de manipuler les surfaces fragiles ayant été oxydées.

Dans cette partie, nous montrerons d’abord que l’encre permet de conserver localement les

propriétés hydrophobes intrinsèques du PDMS, et dans un second temps nous illustrerons avec un

système modèle la possibilité de former des émulsions doubles E/H/E au sein de puces traitées

par cette technique.

II.1 Mode opératoire

Les étapes de fabrication des moules et de fermeture des puces sont toujours réalisées en salle

blanche sous une hotte à flux laminaire.

Fabrication des moules Sur un wafer de silicium est déposée par enduction centrifuge une

fine couche d’une résine polymère photosensible appelée SU-8. L’épaisseur de résine déposée

correspondra à l’épaisseur des canaux des puces microfluidiques formées par la suite à partir de

ces moules : la viscosité de la résine utilisée (différentes résines disponibles) ainsi que la vitesse de

rotation lors du dépôt sont donc adaptées en fonction de l’épaisseur visée. Le wafer de silicium

recouvert de SU-8 est ensuite exposé à un rayonnement UV permettant de réticuler les chaînes

polymères constituant la résine. Pour obtenir les géométries souhaitées, cette réticulation s’effectue

sous un masque, laissant passer le rayonnement uniquement à l’emplacement des futurs canaux.
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Ensuite, la résine qui n’a pas été réticulée est dissoute, pour obtenir un wafer sur lequel les canaux

en résine apparaissent en positif (en relief). Ces différentes étapes sont schématisées sur la Figure

V.2 en page 175.

Fabrication des puces Deux grands types de PDMS sont utilisés pour la microfluidique : le

PDMS Sylgard® 184, et le PDMS Momentive™ RTV 615. Le premier offre une plus grande pureté et

une meilleure reproductibilité entre les différents lots. Le deuxième permet d’obtenir généralement

de meilleurs collages PDMS/PDMS. Nous avons travaillé principalement avec le second type.

Dix équivalents massiques de PDMS, sous forme de liquide visqueux, sont tout d’abord mélan-

gés avec un équivalent d’agent réticulant. Le mélange est versé sur le moule avec une épaisseur de

5 à 7 mm. Les bulles formées lors du mélange, qui risquent de venir se coincer dans les canaux

micrométriques, sont éliminées sous vide. De fins substrats de PDMS (environ 2 mm d’épaisseur)

sont également réalisés en coulant le même mélange dans des boîtes de Pétri. Le PDMS est ensuite

laissé réticuler pendant une nuit dans une étuve à 65°C.

Après réticulation, le PDMS devient un solide souple que l’on peut démouler. Le PDMS coulé

sur le wafer présente cette fois les canaux imprimés en négatif (c’est-à-dire en creux).

Fermeture des puces Une fois démoulées, les puces sont rincées à l’isopropanol afin d’éliminer

toute trace de poussières qui pourraient boucher les canaux de la puce fermée. Des orifices sont

percés pour pouvoir injecter les liquides lors de l’utilisation de la puce. Il faut ensuite fermer la

puce : elle est collée pour cela sur un substrat de PDMS par exposition à un rayonnement plasma.

Nous travaillons avec un plasma Femto Sciences Cute. Le plasma est généré à une puissance de

50 W, et une fréquence de 50 kHz, avec un débit en oxygène de 30 sccm (Standard Cubic Centimeter
per Minute). La puce et son substrat y sont exposés durant 1 min. Àl’issue de l’exposition, la puce

est délicatement déposée sur le substrat de PDMS, ce qui conduit immédiatement à la création

de liaisons covalentes Si-O-Si. Pour parfaire le collage, la puce ainsi fermée est chauffée à 70°C

pendant 3 min.

Si on souhaite préserver une partie des canaux de l’oxydation, le substrat de PDMS est tout

d’abord placé sur la puce pour marquer par transparence les futures zones hydrophobes. Durant

cette étape, la puce est protégée par un morceau de ruban adhésif afin d’éviter l’introduction

de poussière dans les canaux. Ensuite, le ruban adhésif est retiré et les canaux que l’on souhaite

conserver hydrophobes sont recouvert d’encre par le marqueur. Pour la quasi-totalité de nos

expériences, un marqueur permanent rouge de la marque Simbalion® a été utilisé. La puce et

son substrat sont exposés au plasma, puis collés ensemble en prenant soin d’aligner les traits de

marqueur. Ce dernier n’est rincé qu’après le collage, en injectant de l’éthanol dans les canaux. Ces

différentes étapes sont schématisées sur la Figure V.9.
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Figure V.9 – Présentation des différentes étapes permettant de concilier deux mouillabilités opposées sur
la même puce en PDMS grâce à un marqueur permanent : (a) Découpage et démoulage d’une puce en
PDMS et d’un morceau de PDMS utilisé comme substrat, perçage des orifices permettant l’injection des
liquides - (b) La puce est protégée par un morceau de ruban adhésif. Le substrat PDMS est déposé sur la
puce ainsi protégée et les canaux à maintenir hydrophobes sont repassés au marqueur sur le substrat par
transparence - (c) Le ruban adhésif protecteur est retiré et les canaux devant rester hydrophobes sont
repassés au marqueur directement sur la puce - (d) La puce et son substrat sont exposés au plasma durant
1 min - (e) Collage de la puce sur son substrat par simple contact, en prenant soin d’aligner les traits de
marqueur - (f) Rinçage du marqueur après collage de la puce par injection d’éthanol.

II.2 Caractérisation des surfaces protégées par le marqueur

II.2.a Mesures d’angles de contact

Pour confirmer que le marqueur constitue une barrière efficace aux ions oxygènes et per-

met de conserver une surface hydrophile, nous avons réalisé des mesures d’angles de contact

PDMS/eau/air sur du PDMS recouvert de marqueur, puis exposé au plasma pendant une durée

variant entre 30 s et 30 min et enfin rincé à l’éthanol et séché par un souffle d’azote. Ces angles

de contact ont été comparés à ceux obtenus pour une surface de PDMS non protégée. Le mode

opératoire est présenté à la Figure V.10. Ces mesures ont été réalisées en déposant des gouttes

d’eau de 10 µL à la surface du PDMS, prises en photo à l’aide d’une caméra. Les valeurs des angles

de contact ont été déterminées grâce à l’extension Drop Analysis du logiciel ImageJ.

Marqueur
PDMS

1) Plasma x min

2) Rinçage à l’éthanol

Dépôt d’une goutte

d’eau de 10 µLpermanent

Figure V.10 – Schéma présentant le protocole suivi pour les mesures d’angles de contact PDMS/eau/air.
x représente le nombre de minutes durant lesquelles le PDMS est exposé au plasma.

Les résultats obtenus sont présentés sur la Figure V.11. L’angle de contact PDMS/eau/air à

la surface du PDMS protégé par l’encre du marqueur lors du traitement plasma est supérieur à

100°, ce quel que soit le temps d’exposition au plasma. Ceci démontre que la surface a conservé ses

185



CHAPITRE V. FORMATION D’ÉMULSIONS E/H/E PAR VOIE MICROFLUIDIQUE, ENCAPSULATION DE
CATÉCHINE

propriétés hydrophobes. L’angle de contact sur le PDMS non protégé, inférieur à 30°, confirme

que le plasma hydrophilise la surface. On peut remarquer que l’angle de contact PDMS/eau/air

augmente avec la durée d’exposition au plasma pour le PDMS non protégé : cela est dû à une

dégradation de la surface pour des expositions longues, avec apparition de fissures à la surface du

PDMS51.

Figure V.11 – Angles de contact PDMS/eau/air obtenus pour du PDMS exposé au plasma pendant
différentes durées : en haut, pour du PDMS protégé par un marqueur pendant le traitement plasma - en
bas, pour du PDMS non protégé

II.2.b Utilisation d’un marquage fluorescent

Pour vérifier que notre technique permet d’obtenir de façon sélective des mouillabilités diffé-

rentes au sein d’une même puce, nous avons mis en évidence les parties hydrophiles de la puce

grâce à un fluorophore qui s’adsorbe exclusivement sur les surfaces activées du PDMS. Nous avons

utilisé des chaînes polylysines (PLL) de 20 000 g/mol greffées de polyéthylènes glycols (PEG), et

marquées par un fluorophore, l’isothiocyanate de fluorescéine (FITC). Ce polycation, du fait de

ses charges positives, interagit électrostatiquement avec les surfaces exposées au plasma qui sont

chargées négativement. Après traitement plasma et rinçage du marqueur, une solution aqueuse de

polymère marqué est injectée dans la puce et laissée incuber 8 min. La puce est ensuite séchée par

injection d’air.

Les propriétés hydrophiles ou hydrophobes des surfaces sont ensuite vérifiées par observation

en microscopie confocale, en excitant le FITC à l’aide d’un LASER multi-argon à 488 nm et en

récoltant la lumière émise entre 500 et 600 nm. On constate que les canaux masqués par du

marqueur lors du traitement plasma ne présentent aucune fluorescence tandis que ceux qui n’ont

pas été protégés fluorescent en surface, comme on peut le voir sur la Figure V.12, indiquant qu’ils

sont hydrophiles. Une petite zone de fluorescence apparaît cependant dans la zone ayant été

protégée par le marqueur. Celle-ci étant très proche de la limite du trait de marqueur, on peut

supposer que le recouvrement n’y est pas parfait. Dans la suite, ces éventuelles imperfections à la

limite entre les deux types de mouillabilités n’ont pas posé de problèmes pour la formation des

gouttes.
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(a) (b) (c)

Figure V.12 – Mise en évidence de l’adsorption sélective de PLL-g-PEG/FITC sur les canaux hydrophiles,
non protégés par l’encre d’un marqueur durant le traitement plasma. (a) Géométrie des puces utilisées.
En rouge, le canal protégé par l’encre du marqueur lors du traitement plasma. Le rectangle noir représente
la zone où ont été prises les images (b) et (c). (b) Image à la seconde jonction en lumière directe +
fluorescence. (c) Fluorescence uniquement.

II.2.c Conclusion

Ces deux expériences nous ont permis de montrer que l’encre d’un marqueur permanent

permet de protéger efficacement la surface du PDMS des ions oxygènes générés par le plasma, et

ainsi de conserver ses propriétés hydrophobes. Nous avons également montré qu’il était possible de

réaliser cette protection sélectivement de façon à obtenir des puces combinant deux mouillabilités

opposées.

II.3 Formation de doubles émulsions E/H/E avec des tensioactifs modèles

Nous avons utilisé la technique présentée plus haut pour fonctionnaliser des puces en PDMS et

y former des doubles émulsions stabilisées par des tensioactifs modèles, le Tween® 20 et le Span®

80. Le premier est un tensioactif hydrophile, tandis que le second est hydrophobe. De la même

façon que pour les techniques classiques de formulation des émulsions en deux étapes par voie

mécanique s’appuyant sur la règle de Bancroft52, nous avons stabilisé les gouttes d’eau formées

à la première jonction par le Span® 80 dilué en phase huile, et les gouttes d’huile formées à la

seconde jonction par le Tween® 20 dilué en phase aqueuse externe.

La géométrie de la puce utilisée est représentée Figure V.13. Les canaux mesurent 50 µm de

haut et 100 µm de large. Le canal entre les deux jonctions est protégé par l’encre d’un marqueur

pendant le traitement plasma pour conserver ses propriétés hydrophobes et permettre la formation

de gouttes d’eau dans l’huile à la première jonction, et d’huile dans l’eau à la seconde.

Les liquides sont injectés dans la puce par des seringues, à débits contrôlées par l’interface

neMESYS développée par CETONI. La phase aqueuse interne est composée d’eau distillée, la phase

huile de myristate d’isopropyle à 3,5 % en masse de Span® 80, et la phase aqueuse externe d’une

solution aqueuse à 0,7 % en masse de Tween® 20. Les débits sont de l’ordre de 1 µL/min pour la

phase aqueuse interne, de 5 à 10 µL/min pour la phase huile et de 15 à 25 µL/min pour la phase

aqueuse externe.

Avec ce dispositif, nous avons pu former une émulsion double monodisperse avec une déviation

standard de 1,2% pour les diamètres des gouttes d’eau internes et de 1,7% pour les globules d’huile

(calculée sur 28 gouttes) (cf Figure V.14).
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Figure V.13 – Géométrie des puces utilisées pour la formation de nos émulsions doubles stabilisées par
des tensioactifs modèles. La phase aqueuse interne est représentée en bleu foncée, l’huile en jaune et la
phase aqueuse externe en bleu clair.

La variation des débits d’eau interne et d’huile permet également d’ajuster la taille des gouttes

formées, comme illustré à la Figure V.15. Ainsi, à débits de phase aqueuse externe et d’huile fixés,

les gouttes internes auront un diamètre d’autant plus grand que le débit d’eau interne sera élevé. A

l’inverse, à débits de phases aqueuses interne et externe fixés, le diamètre des gouttes interne sera

d’autant plus petit que le débit d’huile sera élevé. Cette évolution est en adéquation avec ce qui est

observé dans la littérature42,53.

L’encre du marqueur constitue une barrière aux ions oxygènes générés par le plasma. Il n’y a

donc pas a priori de formation de ponts Si-O-Si à ce niveau là, donc pas de collage. Nous avons

vérifié que le trait de marqueur, bien qu’il soit plus large que le canal protégé, n’engendrait pas de

décollement gênant pour la formation des émulsions. Pour cela, nous avons utilisé un canal droit

de 100 µm de large, protégé lors du traitement plasma par l’encre d’un marqueur et bouché à une

extrémité. De l’eau est injectée dans celui-ci à pression croissante. Un fin film d’eau peut s’infiltrer

au niveau du marqueur (visible sous microscope), mais nous n’avons pas constaté de décollement

complet de la puce, ce jusqu’à 2 bars, ce qui correspond à un débit de 600 µL/min bien supérieur

aux débits utilisés pour la formation de nos émulsions. De plus, nous n’avons jamais été gênés par

ce phénomène lors de la formation des émulsions.

II.4 Conclusions

Cette technique basée sur l’utilisation de l’encre d’un marqueur permanent pour protéger les

canaux lors du traitement plasma permet d’obtenir simplement des puces combinant de façon

contrôlée des canaux hydrophiles et hydrophobes. Des émulsions doubles stabilisées par un

système de tensioactifs modèles ont pu être formées dans ces puces.

Dans la suite, nous allons nous intéresser à la formation par voie microfluidique d’émulsions

stabilisées par notre copolymère, d’abord simples, puis multiples E/H/E.
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Figure V.14 – Émulsion E/H/E stabilisée par le Span® 80 (interface E/H) et le Tween® 20 (interface
H/E), formée dans les puces utilisant la technique du marqueur : (a) Formation de l’émulsion inverse
E/H à la première jonction - (b) Pas de mouillage par les gouttelettes d’eau des canaux protégés par le
marqueur - (c) Formation de gouttes E/H/E à la seconde jonction - (d) Gouttes E/H/E dans la chambre
de sortie - (e) Distribution de taille des gouttelettes d’eau internes (à gauche, en bleu), et des globules
d’huile (à droite, en orange).

Figure V.15 – Évolution des diamètres des gouttes d’eau interne en fonction du débit d’eau interne :  
pour un débit d’huile de 6 µL/min,[ pour un débit d’huile de 8 µL/min. Les images en insert représentent
les gouttes obtenues pour chaque débit d’huile Dh pour les débits d’eau interne étudiés les plus bas et les
plus élevés. Les barres d’échelle représentent 40 µm.
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III Formation d’émulsions stabilisées par des copolymères PDMS-

b-PDMAEMA par voie microfluidique

III.1 Formation d’émulsions simples

La microfluidique, contrairement à l’émulsification par voie mécanique, permet de forcer la

formation d’un type d’émulsion donné, qui peut être différent de celui obtenu à l’Ultra-Turrax®.

Nous avons donc exploré la formation d’émulsions simples (directes et inverses), dans plusieurs

conditions de pH et de concentrations en chlorure de sodium, représentatives des trois types

d’émulsions obtenus à l’Ultra-Turrax®.

Pour ces expériences, nous avons travaillé avec deux types de puces dont la géométrie est

présentée Figure V.16 :

— Pour former les émulsions directes, nous utilisons directement après leur exposition au

plasma des puces en PDMS hydrophiles collées sur un substrat de PDMS (cf Figure V.16(a)) ;

— Pour former les émulsions inverses, nous utilisons des puces en PDMS collées par exposition

au plasma sur un substrat de PDMS, et conservées à 65°C pendant plus de 48 h pour leur

permettre de retrouver leurs propriétés hydrophobes (cf Figure V.16(b)).

Les canaux font 50 µm de haut et 50 µm de large, jusqu’à la chambre de sortie où le canal

s’élargit brutalement à 500 µm.

(a) Émulsions directes - Puce hydrophile (b) Émulsions inverses - Puce hydrophobe

Figure V.16 – État de surface et géométries des puces utilisées pour la formation d’émulsions simples.

Pour toutes les expériences microfluidiques, nous avons travaillé avec le myristate d’isopropyle.

C’est en effet la moins visqueuse des huiles que nous avons étudiées (5 mPa.s contre 30 pour

le Miglyol® 812 à température ambiante), ce qui permet d’obtenir de meilleurs résultats pour

la formation d’émulsions directes puisque la formation de gouttes est favorisée par un rapport
viscosité phase continue
viscosité phase dispersée élevé54.

Dans un pilulier, 2 mL de phase aqueuse sont mis au contact durant 24h avec 2 mL de myristate

d’isopropyle, contenant 5 mg/mL de PDMS60-b-PDMAEMA50, dans un souci d’avoir le protocole

de préparation le plus proche possible de celui utilisé pour former les émulsions à l’Ultra-Turrax®.

Les phases sont ensuite prélevées chacune séparément à la seringue, puis utilisées pour former des

émulsions. Les liquides sont injectés dans la puce par des pousse-seringues dont les débits sont

contrôlés par l’interface neMESYS développée par CETONI.

Cinq échantillons, présentés dans le Tableau V.1, sont étudiés. Pour chacun d’entre eux, la

formation des deux types d’émulsions simples est considérée. On rappelle que le pH initial est le
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pH de préparation de la phase aqueuse, et pH24h le pH après les 24 h de mise au contact des deux

phases. Ce pH peut être différent du pH d’équilibre, pH définitif remesuré dans la phase aqueuse

sous-nageante après formation de l’émulsion (cf Chapitre III page 78).

Nom de
l’échantillon

pHinitial pH24h
[NaCl]

(M)
Type d’émulsion obtenu à

l’Ultra-Turrax®

S1-0 1 1 0
Directe instable (stabilité : quelques

jours)

S3-0,15 3 3 0,15 Multiple E/H/E

S3-0,6 3 8 0,6 Multiple E/H/E

S6-1 6 8 1 Multiple E/H/E

S12-2 12 12 2
Inverse instable (stabilité : quelques

minutes)

Tableau V.1 – Échantillons étudiés pour la formation en microfluidique d’émulsions directes et inverses
stabilisées par le copolymère PDMS60-b-PDMAEMA50.

III.1.a Émulsions directes

Deux régimes sont observés dans les puces lors de la génération de gouttes huile dans eau

stabilisées par notre polymère : le dripping (goutte-à-goutte), où les gouttes sont formées à la

jonction, et le jetting, ou l’huile forme un jet qui se rompt en gouttelettes en aval de la jonction.

Le régime de "goutte-à-goutte" est obtenu sans difficulté pour les échantillons à bas pH (S1-0

et S3-0,15, dont les phases aqueuses sont respectivement à pH 1 et pH 3), et ce dans une large

gamme de débits (cf Figure V.17(a)). En revanche, pour les échantillons à pH plus élevés, autour

de 8, la formation d’un jet est observée lorsque le rapport débit huile
débit eau est trop élevé, comme on peut

le voir à la Figure V.17(b). Ce régime conduit souvent à des gouttes moins monodisperses15, il est

donc préférable dans la mesure du possible de générer des gouttes en dripping. Ce régime a pu

être obtenu en diminuant le débit de la phase huile (cf Figure V.17(c)).

L’échantillon à pH 12 (S12-2) n’a quant à lui pas permis de former d’émulsion directe, même

pour des rapports débit huile
débit eau très faibles (cf Figure V.18). Cela est cohérent avec la formation

spontanée d’émulsions inverses lors de l’émulsification à l’Ultra-Turrax® et avec la conformation

plutôt étendue vers l’huile du copolymère dans ces conditions.
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(a) S1-0 - dripping (b) S6-1 - jetting (c) S6-1 - dripping

Figure V.17 – Formation de gouttes d’huile dans l’eau, Deau=10 µL/min, (a) à bas pH (ici échantillon
S1-0), en régime "goutte-à-goutte", pour Dhuile=7 µL/min - (b) à pH 8 (ici échantillon S6-1), en mode
jet, loin de la jonction, pour Dhuile=7 µL/min - (c) à pH 8, retour en régime de "goutte-à-goutte", pour
Dhuile=1 µL/min. Les barres d’échelle représentent 100 µm.

(a) (b)

Figure V.18 – Échantillon S12-2, pas de formation de gouttes : (a) Deau=10 µL/min - Dhuile=7 µL/min :
régime de "jet" qui se poursuit jusque dans la chambre de sortie des gouttelettes, sans jamais se rompre
- (b) Deau=10 µL/min - Dhuile=0,03 µL/min : même à très bas rapport débit huile

débit eau , on ne forme pas de
gouttes mais simplement un mélange erratique d’eau et d’huile. Les barres d’échelle représentent 100 µm.

Émulsions obtenues et stabilité Pour chaque échantillon, hormis S12-2, nous avons récolté les

émulsions formées dans les puces et étudié leur vieillissement. Pour cela, il suffit de relier la

sortie de la puce à un pilulier via un capillaire. Les résultats sont présentés dans le Tableau V.2.

L’émulsion issue de S1-0 est complètement déstabilisée en une semaine. En revanche, les émulsions

issues de S3-0,15 ; S3-0,6 et S6-1 ne présentent pas d’évolution sur deux mois. L’émulsion formée à

partir de S6-1 est très polydisperse, probablement parce qu’il est difficile d’éviter le jetting avec cet

échantillon, ce qui conduit à des gouttes de tailles moins maîtrisées et à la production de petites

gouttes satellites.
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Échantillon
Émulsion juste après

formation
Émulsion vieillie

Durée de
stabilité

S1-0 < 4 jours

24h

S3-0,15 > 2 mois

2 mois

S3-0,6 > 2 mois

2 mois

S6-1 > 2 mois

2 mois

Tableau V.2 – Évolution des émulsions directes formées en microfluidique. Les barres d’échelle repré-
sentent 100 µm.
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III.1.b Émulsions inverses

Nous avons réussi à former des émulsions inverses en puce pour tous les échantillons, malgré

le fait qu’aucune émulsion inverse stable ne soit obtenue de façon spontanée à l’Ultra-Turrax® avec

ce copolymère (cf Chapitre III). Toutes les gouttes sont formées en régime de dripping. Ce régime

est ici favorisé par la plus grande viscosité de la phase huile continue qui implique une contrainte

plus importante sur le flux de phase dispersé que lorsque les rapports de viscosité sont inversés.

Émulsions obtenues et stabilité Nous avons récolté pour chaque échantillon les émulsions E/H

formées dans les puces et étudié leur vieillissement. Elles sont présentées dans le Tableau V.3.

L’émulsion issue de l’échantillon S1-0 est déstabilisée en quelques jours. De façon surprenante,

la formation spontanée d’une émulsion double H/E/H est observée au bout de 24 h en pilulier,

avant le déphasage de l’émulsion (cf photo à 24 h à la première ligne du Tableau V.3). Cela

peut s’expliquer par le pH très bas favorisant la formation d’interfaces tournées vers l’huile. Le

transport d’huile est probablement rendu possible par la présence de micelles de polymère dans

les gouttes d’eau (cf Chapitre III, paragraphe I.2.b page 92).

Les émulsions sont relativement difficiles à observer et on constate une déstabilisation rapide

lorsqu’elles sont déposées sur la lame d’observation du microscope. En particulier, de nombreuses

gouttes non sphériques sont observées, ce qui est probablement dû au mouillage de celles-ci sur la

lame de verre hydrophile.

Les émulsions S3-0,15 ; S3-0,6 et S6-1 commencent à démixer en quelques jours (et sont donc

à partir de là considérées comme déstabilisées, comme précisé au début du Chapitre III). En

revanche, une petite phase d’émulsion inverse subsiste à l’interface entre les deux phases, c’est

cette phase qui est observée et présentée sur le Tableau V.3. Cette phase est observable pendant

21 jours pour l’échantillon S6-1 et plus d’un mois pour les échantillons S3-0,15 et S3-0,6.

III.1.c Conclusions

Il est intéressant de voir comment se comporte notre système lorsqu’on impose la formation

d’un type d’émulsion qui n’est pas celui spontanément obtenu à l’Ultra-Turrax®. Hormis à pH 12

et 2 M en NaCl où la formation de directe n’a pas pu être observée, il a toujours été possible de

former les deux types d’émulsions, directe et inverse, quels que soient le pH et la concentration en

sel de la phase aqueuse. On note malgré tout que les émulsions à pH 1 sont instables, de même que

celles formées à l’Ultra-Turrax®. Les émulsions directes obtenues pour les échantillons S3-0,15 ;

S3-0,6 et S6-1 sont stables sur plus de deux mois, tandis qu’une phase émulsion subsiste pendant

plus d’un mois dans le cas des émulsions inverses.

Cela semble cohérent avec la capacité du polymère à stabiliser les deux types d’interface par

voie mécanique dans ces conditions physico-chimiques. En revanche, les interfaces tournées vers

l’eau semblent moins stables puisqu’une démixtion partielle des émulsions inverses est rapidement

observée. Ceci laisse penser que la présence de l’interface tournée vers l’huile joue un rôle dans la

bonne stabilité de l’interface opposée, tournée vers l’eau, dans nos émulsions doubles.
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Échantillon
Émulsion juste après

formation
Émulsion vieillie

Durée de
stabilité

S1-0 < 4 jours

24h

S3-0,15 < 7 jours

1 mois

S3-0,6 < 7 jours

1 mois

S6-1 < 7 jours

21 jours

S12-2 × < 2 jours

Tableau V.3 – Évolution des émulsions inverses formées en microfluidique. Les barres d’échelle repré-
sentent 100 µm.
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III.2 Formation d’émulsions doubles en microfluidique

Pour réaliser nos émulsions doubles, nous avons utilisé la méthode présentée au paragraphe

II à la page 183 qui permet de concilier au sein de la même puce des canaux hydrophiles et

hydrophobes.

La phase huile utilisée est le myristate d’isopropyle dans lequel le PDMS60-b-PDMAEMA50

est dissous à 5 mg/mL. Les phases aqueuses ont des pH et des concentrations en NaCl variées.

Les mêmes volumes de chaque phase sont mis au contact pendant 24 h dans un pilulier en verre.

Chaque phase est ensuite prélevée à la seringue. La phase aqueuse est séparée en deux seringues,

l’une jouant le rôle de phase aqueuse interne, l’autre de phase aqueuse externe. Les liquides

sont ensuite injectés dans la puce par des pousses-seringues dont les débits sont contrôlées par

l’interface neMESYS développée par CETONI.

Il faut noter que si les conditions de préparation des échantillons sont identiques à celles

utilisées pour l’Ultra-Turrax®, les fractions volumiques d’eau et d’huile constituant l’émulsion

finale ne seront pas identiques mais contrôlées par les débits utilisés pour former les gouttes.

III.2.a Optimisation de la géométrie de la puce

Dans un premier temps, nous avons travaillé avec une géométrie très simple pour nos canaux :

deux jonctions en croix successives, avec uniquement des canaux droits. Les diamètres du canal

reliant les deux jonctions et du canal en aval de la seconde jonction étaient les mêmes et valaient

100 µm (cf Figure V.19(a)).

(a) (b)

Figure V.19 – Géométries des puces utilisées pour former nos émulsions doubles : (a) Géométrie posant
des problèmes de désorganisation des gouttes d’eau dans l’huile (zone mise en évidence par un rectangle
rouge) et de coalescence (zone mise en évidence par une ellipse rouge), (b) Nouvelle géométrie permettant
de résoudre ces problèmes.

Cette géométrie pose deux difficultés :

— Tout d’abord, les gouttelettes d’eau internes ont tendance à se désorganiser entre les deux

jonctions, c’est-à-dire qu’elles arrivent avec une fréquence variable à la seconde jonction (cf

zone mise en évidence par un rectangle rouge sur la Figure V.19(a)). Ceci est lié à la largeur

identique des canaux en amont et en aval de la seconde jonction : pour être correctement

encapsulées à la seconde jonction, les gouttelettes d’eau formées à la première jonction

doivent avoir un diamètre suffisamment inférieur aux globules d’huile formés à la seconde

jonction. Les gouttelettes générées pour répondre à cette exigence ne touchent pas les parois

du canal, ce qui conduit à leur désorganisation au cours de leur trajet entre les deux jonctions.

Elles arrivent donc de façon aléatoire à la seconde jonction, rendant impossible la formation

de gouttes multiples régulières encapsulant un même nombre de gouttelettes dans chaque

globule (cf Figure V.20(a) et (b)).
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— Ensuite, beaucoup de globules d’huile coalescent dans la chambre de sortie de la puce (cf

zone mise en évidence par une ellipse rouge sur la Figure V.19(a)), laissant penser que le

polymère n’a pas suffisamment de temps pour venir se placer aux interfaces et les stabiliser

correctement (cf Figure V.20(c)).

(a) (b) (c)

Figure V.20 – Difficultés rencontrées lors de la formation d’émulsions doubles stabilisées par le copoly-
mère PDMS60-b-PDMAEMA50 : (a) formation organisée des gouttelettes d’eau dans l’huile à la première
jonction, (b) les gouttelettes d’eau dans l’huile arrivent à la seconde jonction de façon désorganisée,
avec une fréquence irrégulière, (c) coalescence des globules d’huile dans la chambre de sortie. Les barres
d’échelle représentent 100 µm.

Pour résoudre ces problèmes, nous avons développé une nouvelle géométrie de puce, en

réduisant le diamètre du canal entre les deux jonctions à 50 µm : au lieu d’être libres de se déplacer

dans le canal, les gouttes vont cette fois-ci être contraintes par les parois, comme illustré sur

la Figure V.21. Un long canal de sortie en serpentin a en outre été créé, qui laisse le temps au

polymère de venir se placer aux interfaces avant que les gouttes n’entrent en contact dans la

chambre de sortie de la puce où le canal s’élargit (cf Figure V.19(b)). La coalescence des globules

d’huile dans la chambre de sortie des puces a pu être supprimée grâce à cet ajout.

Figure V.21 – Gouttes contraintes par les parois dans un canal plus fin de 50 µm, ce qui permet d’éviter
leur désorganisation.

III.2.b Influence des paramètres physico-chimiques sur la formation des émulsions

Comme pour les émulsions simples, il est possible en microfluidique de forcer la formation

d’émulsions doubles dans des conditions de pH et de concentration en sel qui donnent d’autres

types d’émulsions à l’Ultra-Turrax®. Nous nous sommes ici concentrés sur l’étude des phases

aqueuses à pH d’équilibre entre 3 et 8. En effet, pour d’éventuelles applications pour le vivant,

le pH 12 semble moins pertinent tandis que les émulsions formées à pH 1 ont une stabilité très

limitée, et conduisent à la perte du levier de déstabilisation que constitue la diminution du pH.

Nous avons donc étudié des échantillons avec des phases aqueuses à pH initiaux de 3 ou 6,

pour des concentrations en NaCl variant entre 0 et 2 M. Les valeurs de pH de ces phases aqueuses

après 24 h de mise au contact avec une phase myristate d’isopropyle en présence de copolymère,

et les valeurs de pH à l’équilibre de ces mêmes phases, sont rappelées dans les quatre premières

colonnes du Tableau V.4. En résumé, le pH à l’issue des 24 h de mise au contact est compris entre
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3 et 4 pour des pH initiaux de 3 et des concentrations en NaCl comprises entre 0 et 0,4 M. Pour

tous les autres échantillons, le pH est de 8 à l’issue des 24 h de mise au contact.

pH initial
Gamme de

[NaCl]
pH24h pHéquilibre

Formation de
doubles

émulsions?

3 0 M 3 3 oui
3 0,15 à 0,4 M entre 3 et 4 8 oui
3 0,6 à 2 M 8 8 non
6 0 à 2 M 8 8 non

Tableau V.4 – Conditions de pH et de concentration en NaCl dans lesquelles il est possible de former des
émulsions doubles stabilisées par un copolymère PDMS-b-PDMAEMA en microfluidique.

Nous avons fait une constatation surprenante : il est possible de générer des émulsions doubles

lorsque le pH de la phase aqueuse lors de la formation des gouttes est autour de 3, comme présenté

sur les Figures V.22(a) et (b) (attention, c’est bien le pH après 24 h de mise au contact qui est à

considérer ici et non le pH d’équilibre, cf Chapitre III page 78). En revanche, lorsque le pH de la

phase aqueuse lors de la formation de l’émulsion est autour de 8, il est impossible de générer des

gouttes à la seconde jonction. Dans ce cas, la phase huile forme un fin filet que la phase aqueuse

ne parvient pas à rompre, même à des rapports de débits très élevés entre la phase continue et les

phases dispersées (un facteur 50 entre les débits de phase aqueuse externe et de phase dispersée

n’a pas permis de former des gouttes à la seconde jonction à ces pH, quand un facteur 4 peut

suffire pour un pH de 3). Ceci est illustré aux Figures V.22(c) et (d).

Ces constatations sont résumées en dernière colonne du Tableau V.4.

(a) pH 3 - [NaCl] = 0 M (b) pH 3 - [NaCl] = 0,4 M (c) pH 8 - [NaCl] = 0 M (d) pH 8 - [NaCl] = 1 M

Figure V.22 – Observation de la formation des gouttes d’huile à la seconde jonction des puces microflui-
dique. Les phases aqueuses à pH 3 des échantillons (a) et (b) permettent la formation de gouttes, tandis
que les phases aqueuses à pH 8 des échantillons (c) et (d) conduisent à des filets d’eau impossible à rompre.
(a) DEE = 12 µL/min, DH = 4,5 µL/min, DEI = 2 µL/min ; (b) DEE = 18 µL/min, DH = 4 µL/min, DEI
= 1 µL/min ; (c) DEE = 25 µL/min, DH = 0,1 µL/min, DEI = 0,05 µL/min ; (d) DEE = 20 µL/min, DH =
0,4 µL/min, DEI = 0,05 µL/min ; avec DEE débit de la phase aqueuse externe, DH débit de la phase huile,
et DEI débit de la phase eau interne. Les barres d’échelle représentent 100 µm.

De plus, des échantillons de pH initial de 3 et de concentration en sel élevées, incapables de

former des gouttes à la seconde jonction, peuvent en former s’ils sont utilisés sans mise au contact

préalable des deux phases (et donc avant que la phase aqueuse n’ait subi un saut de pH). C’est le

cas par exemple de l’échantillon à pH 3 et 1 M en NaCl présenté Figure V.23. En revanche deux

phases non mises en contact de pH initial de 6 conduisent à la formation d’une langue de liquide

insécable, de la même façon qu’après 24 h de mise au contact.
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Figure V.23 – Formation de gouttes d’huile à la seconde jonction pour un échantillon de pH 3 et 1 M en
NaCl dont les deux phases n’ont pas été mises au contact, et dont le pH évolue pour atteindre 8 après
24 h.

Le pH semble donc être le facteur déterminant pour la formation d’émulsions doubles dans nos

systèmes microfluidiques. Il est à noter que ce phénomène n’est pas lié à la façon dont nos puces

sont traitées pour concilier les deux mouillabilités au sein d’une même puce. En effet, les premiers

essais de formation d’émulsions doubles avaient été réalisés avec des puces fonctionnalisées par

la méthode de Bauer et al.41 (cf page 181), basée sur l’utilisation d’un revêtement de couches de

polyélectrolytes de charges opposées (layer-by-layer), et les mêmes constatations ont été effectuées.

Pour tenter d’expliquer ce phénomène, nous avons réalisé plusieurs mesures physico-chimiques :

— Des mesures de tensions interfaciales entre les phases aqueuses et les phases huiles dans les

différentes conditions de pH et de concentration en NaCl : en effet, une tension interfaciale

plus basse favoriserait la stabilisation d’une colonne de liquide sans fractionnement en

gouttes ;

— Des mesures de viscosité : une phase aqueuse plus visqueuse ou une phase huile moins

visqueuse augmenterait la contrainte exercée sur la langue d’huile à la seconde jonction et

donc favoriserait la formation de gouttes ;

— Des mesures d’angles de contact PDMS/eau/huile : comme on l’a vu, le mouillage des

différentes phases est un paramètre critique pour obtenir la formation de gouttes. Un angle

de contact faible de l’huile dans l’eau sur le PDMS hydrophile défavoriserait la formation

des gouttes.

Mesures de tensions interfaciales Les mesures de tensions interfaciales entre les phases myri-

state d’isopropyle contenant 5 mg/mL de copolymère et les phases aqueuses aux différents pH et

concentrations en NaCl ont été décrites au Chapitre III, paragraphe I.2.b, à la page 91. Les résultats

sont présentés ici sous une autre forme à la Figure V.24.

Comme on peut le voir, les valeurs de tensions obtenues ne semblent pas significativement

différentes selon que la formation de gouttes d’huile à la seconde jonction soit ou non possible. Ce

paramètre ne semble pas déterminant ici.
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Figure V.24 – Tensions interfaciales entre les phases eau et huile de nos émulsions mesurées par
tensiométrie à goutte tournante.� Conditions de pH et de NaCl permettant de former des gouttes d’huile
en microfluidique à la seconde jonction,[ Conditions de pH et de NaCl ne permettant pas de former des
gouttes à la seconde jonction des puces.

Mesures de viscosité Des mesures de viscosité ont été réalisées sur un viscosimètre à billes

Anton Paar Lovis 2000 M sur deux échantillons différents : un pour lequel la formation de gouttes

d’huile à la seconde jonction est possible (pH 3, [NaCl]=0 M), l’autre pour lequel elle est impossible

(pH 8, [NaCl]=1 M). Les phases eau et huile de ces deux échantillons ont été mises au contact

durant 24 h puis chacune des phases a été prélevée séparément pour réaliser la mesure de viscosité.

Les résultats sont présentés au Tableau V.5.

Échantillon Viscosité eau Viscosité huile

pH 3, [NaCl]=0 M 0,99 � 0,02 mPa.s 5,47 � 0,2 mPa.s
pH 8, [NaCl]=1 M 1,04 � 0,03 mPa.s 5,32 � 0,06 mPa.s

Tableau V.5 – Mesures de viscosité réalisées sur les phases eau et huile de deux échantillons grâce à un
viscosimètre à billes.

Là encore les valeurs de viscosité obtenues ne permettent pas d’expliquer les différences

obtenues.

Mesures d’angles de contact Deux types d’angles de contact sont mesurés : les angles de contact

d’une goutte d’eau sur du PDMS non exposé au plasma (hydrophobe) dans l’huile, et ceux d’une

goutte d’huile sur du PDMS exposé au plasma (hydrophile) dans l’eau. On s’attend à obtenir des

angles de contact élevés pour ces différentes mesures. Cependant, si des angles de contact faibles

de l’huile sur le PDMS exposé au plasma sont obtenus, cela pourrait expliquer les difficultés

rencontrées pour former des gouttes à pH élevé.

Pour les différents échantillons testés, 4 mL de phase aqueuse sont d’abord mis au contact avec

4 mL de phase huile, puis chaque phase est prélevée séparément. Le même échantillon est utilisé

pour effectuer les deux mesures. Les mesures sont réalisées dans une cuve en quartz cubique de

2 cm de côté.
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Les mesures sur les gouttes d’eau sont les plus simples à réaliser car l’eau est plus dense que

l’huile. Un morceau de PDMS propre mais non exposé au plasma est déposé au fond de la cuve en

quartz. Il est ensuite recouvert par la phase huile de l’échantillon étudié. Une goutte d’eau de 5 µL

est ensuite déposée à la pipette à la surface du PDMS (cf Figure V.25(a)).

Les mesures sur les gouttes d’huile sont un peu plus complexes. La cuve est remplie d’eau à

ras bord, puis un morceau de PDMS ayant été exposé au plasma et percé d’un trou de 500 µm est

déposé à la surface de l’eau, face oxydée tournée vers l’eau. Un capillaire est introduit dans l’orifice

et une goutte d’huile de 5 µL est alors formée à l’aide d’un pousse-seringue (cf Figure V.25(b)).

(a) Angle de contact eau dans
huile

(b) Angle de contact huile dans
eau

Figure V.25 – Schéma des montages expérimentaux permettant la détermination des angles de contact

Dans les deux cas, une image de la goutte est prise puis la valeur de l’angle de contact est

déterminée à l’aide de l’extension Drop Analysis du logiciel ImageJ. Des exemples des images

obtenues sont présentées à la Figure V.26.

(a) Goutte d’huile dans
l’eau

(b) Goutte d’eau dans
l’huile

Figure V.26 – Exemples d’images obtenues pour la mesure des angles de contact.

Les mesures sont présentées dans le Tableau V.6.

L’échantillon à pH 3 sans sel présente un angle de contact pour l’huile plus élevé que les autres,

et un angle plus faible pour l’eau. Un angle de contact élevé pour l’huile dans l’eau au contact du

PDMS hydrophile est en faveur de la formation de gouttes à la seconde jonction, ce qui est bien

observé.

En revanche, les valeurs d’angle de contact ne semblent pas constituer un paramètre critique

puisque l’échantillon à pH 3 et 0,3 M de NaCl est capable de former des gouttes à la seconde

jonction, au contraire des échantillons à pH 8, qui présentent pourtant des angles de contact tout à

fait similaires. Les mesures d’angles de contact ne révèlent pas de changements de mouillabilité
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pH24h [NaCl] Angle de contact huile Angle de contact eau

Sans copolymère

eau milli-Q 0 M 167° � 4° 158° � 4°

En présence de copolymère

3 0 M 149° � 2° 152° � 2°
3 0,3M 138° � 4° 163° � 7°

8 0 M 131° � 6° 165° � 4°
8 0,6 M 135° � 6° 166° � 6°
8 1 M 139° � 4° 163° � 7°

Tableau V.6 – Mesures d’angles de contact sur les phases eau et huile de plusieurs échantillons. Les pH
mentionnés ici sont les pH de la phase aqueuse à l’issue des 24 h de mise au contact des deux phases.
Angle de contact huile désigne l’angle de contact que forme une goutte d’huile dans l’eau au contact
de PDMS exposé au plasma, tandis que Angle de contact eau désigne l’angle de contact formé par une
goutte d’eau dans l’huile au contact de PDMS non exposé au plasma.

importants à même d’expliquer les différences observées.

On note que la présence de copolymère conduit à un angle de contact légèrement plus faible

pour l’huile sur le PDMS hydrophile, celle-ci a donc une hydrophobie moins prononcée. Au

contraire, l’angle de contact d’une goutte d’eau sur le PDMS non exposé au plasma est légèrement

plus élevé en présence de copolymère. La présence de copolymère diminue donc légèrement

l’hydrophobie de l’huile et celle de l’eau.

Conclusions Aucune des mesures que nous avons effectuées ne permet de mettre en avant une

explication à la différence de comportement observé à la seconde jonction entre les échantillons

à pH 3 et ceux à pH supérieurs à 6. Il faut cependant prendre en compte le fait que ces mesures

sont effectuées en statique et relevées à l’équilibre. Les valeurs, notamment celles des tensions

interfaciales, peuvent être très différentes localement lors de la formation de la goutte, par exemple

du fait du délai de la diffusion du copolymère vers l’interface. A titre indicatif, les mesures de

DLS ont montré que le coefficient de diffusion du copolymère en phase myristate d’isopropyle

est de 2,7x10�12m²/s, ce qui signifie qu’il faut 30 s aux chaînes pour parcourir 10 µm. Cette

durée est extrêmement grande devant le temps de formation d’une goutte qui est de l’ordre de la

microseconde.

Nous pouvons imaginer que les phénomènes observés sont liés à des différences de tensions

interfaciales apparaissant dans les premiers instants après la création de l’interface eau/huile.

Lors de la formation d’une langue de liquide d’huile dans l’eau, le copolymère vient s’adsorber

aux interfaces pour les stabiliser. A bas pH, les chaînes nouvellement adsorbées vont se charger,
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ce qui va rendre difficile l’adsorption de nouvelles chaînes aux interfaces, du fait de la répulsion

électrostatique ainsi engendrée. A pH plus élevé, le copolymère sera neutre, et de nouvelles chaînes

pourront plus facilement venir à l’interface pour la stabiliser. La tension interfaciale sera donc

plus faible dans ce deuxième cas, ce qui permet la stabilisation d’une langue de liquide. A bas pH,

la tension est plus importante et il est alors plus favorable de rompre l’interface pour former des

gouttes.

(a) Bas pH - tension suffisamment
élevée : formation de gouttes possible

(b) Haut pH - tension très basse :
stabilisation d’une langue de liquide

Figure V.27 – Représentation schématique du comportement du copolymère lors de la formation d’une
goutte lorsque les deux phases ont été mises au contact (a) à bas pH et (b) à haut pH.

Pour la suite nous nous concentrerons sur les échantillons pouvant produire des gouttes, obtenus

pour des pH autour de 3 et des concentrations en NaCl faibles.

III.2.c Formation et récolte d’émulsions doubles

Nous avons vu à la partie précédente comment optimiser la géométrie de la puce et les

paramètres physico-chimiques de la phase aqueuse pour parvenir à former des gouttes doubles

sur puce. L’étape suivante est la récolte de l’émulsion et son étude au cours du temps.

Nous avons dû faire face à deux difficultés :

— dans certains cas, la coalescence des gouttes internes avec la phase externe au sein même de

la puce, à cause de micro-poussières dont la présence est impossible à éviter ;

— la coalescence des gouttes internes avec la phase aqueuse externe après récolte, indiquant

une mauvaise stabilité de l’interface tournée vers l’eau.

Le premier problème n’a pas de solution directe mais peut être contourné en travaillant avec

une autre puce traitée de façon identique. En revanche, la coalescence des gouttes internes en

sortie de puce n’a pas pu être évitée. Ce phénomène n’est pas observé pour tous les échantillons.

La seule émulsion que nous avons réussi à récolter et à stabiliser sur plus d’une semaine sous

forme de multiple est une émulsion formée à partir d’une phase aqueuse à pH 3 sans sel. Il faut

noter que ces conditions, qui apparaissent comme optimales pour la stabilisation d’émulsions

formées par voie microfluidique, sont des conditions qui conduisent à la formation d’une émulsion

directe à l’Ultra-Turrax®, qui démixe en quelques mois. Nous avons pu conserver une de ces

émulsions pendant deux ans. Durant cette période, l’émulsion est restée multiple et monodisperse,

mais la taille des gouttelettes internes a diminuée, passant d’un diamètre moyen de 75 µm à un

diamètre de 37 µm. L’évolution des gouttes est illustrée à la Figure V.28. On peut supposer que les
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gouttelettes internes se sont vidées par transfert de l’eau interne via la phase huile, probablement

par transport au sein de micelles de copolymère.

(a) Émulsion juste après récolte (b) Émulsion 2 ans après récolte

Figure V.28 – Évolution d’une émulsion E/H/E formée en microfluidique, à pH initial de 3 et sans NaCl.
Les barres d’échelle représentent 100 µm.

Conclusions Alors que des émulsions doubles sont très facilement obtenues de façon spontanée

à l’Ultra-Turrax®, leur formation en microfluidique est plus complexe. Nous avons dû faire face à

plusieurs difficultés dont nous n’avons pas toujours su établir l’origine avec certitude, démontrant

la complexité du système sur lequel nous travaillons. En optimisant la géométrie de la puce et

en travaillant dans des conditions physico-chimiques bien précises, nous avons cependant réussi

à former des émulsions doubles par cette voie. En particulier, il a été possible de conserver une

émulsion à pH 3 sans sel pendant deux ans, avec préservation de sa structure multiple malgré une

diminution de la taille des gouttelettes internes.

III.2.d Formation d’émulsions doubles chargées en catéchine

Préparation des échantillons Un volume de phase aqueuse au pH et à la concentration en NaCl

souhaités est mis au contact avec le même volume de phase huile contenant le copolymère. Après

24 h de contact, ces deux phases sont prélevées à la seringue pour constituer les phases externes

et huile de l’émulsion. Un autre échantillon, dont la phase aqueuse contient de la catéchine à

1 mg/mL, est préparé de la même façon. Seule la phase aqueuse de cet échantillon sera prélevée,

pour constituer la phase aqueuse interne de l’émulsion double.

Résultats obtenus Il a été difficile d’obtenir des émulsions doubles stables chargées en catéchine

de façon reproductible. De la même façon que pour les émulsions sans molécule encapsulée, les

gouttelettes internes ont tendance à rapidement coalescer avec la phase aqueuse externe une

fois hors de la puce. Ce phénomène se produit uniquement pour certains échantillons. De façon

surprenante, un même échantillon peut conduire d’une fois sur l’autre à une émulsion double très

stable ou bien à une émulsion très vite déstabilisée en directe.

Nous avons testé différentes conditions pour essayer d’améliorer la stabilité des émulsions et

éviter d’observer la coalescence rapide des gouttelettes internes :

— Des concentrations en NaCl variant entre 0 et 0,3 M ;

— L’utilisation du copolymère PDMS104-b-PDMAEMA89 comme stabilisant au lieu du PDMS60-

b-PDMAEMA50 (ce copolymère étant à même de stabiliser des émulsions inverses, on peut
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espérer que les interfaces tournées vers l’eau soit mieux stabilisées).

D’autres essais ont également été réalisés pour des émulsions chargées en saccharose pour

lesquelles les émulsions présentent les mêmes difficultés à être stabilisées. Nous avons essayé :

— De doubler la concentration en polymère en phase huile, pour essayer de mieux couvrir les

interfaces ;

— D’utiliser d’une phase aqueuse externe moins concentrée en NaCl que la phase aqueuse

interne dans le but d’essayer de favoriser le gonflement des gouttelettes et de défavoriser

leur déstabilisation.

La plupart de ces essais ont conduit à des émulsions instables dont les gouttelettes internes

coalescent rapidement avec l’extérieur. Les meilleurs résultats furent obtenus pour des phases

aqueuses chargées en catéchine et des concentrations en NaCl de 0 et 0,15 M, stabilisées par le

copolymère habituel en solution dans l’huile à 5 mg/mL.

Nous avons réussi à plusieurs reprises à former une émulsion double chargée en catéchine très

stable pour une concentration en NaCl de 0,15 M et un pH initial de 3. Nous avons pu conserver

durant 5 mois une de ces émulsions sans modification de sa structure (cf Figure V.29(a) et (b)).

Cependant, il a été impossible de former cette émulsion de façon reproductible et le plus souvent

(environ pour 80% des échantillons testés), l’émulsion ainsi formée devient rapidement directe

par coalescence des gouttelettes internes avec la phase aqueuse externe.

Les meilleurs résultats furent finalement obtenus avec des phases aqueuses sans sel, à pH

initial de 3, conditions dans lesquelles à la fois la stabilité et la reproductibilité furent optimales

(cf figure V.29(c) et (d)), c’est-à-dire que l’obtention d’une émulsion double dont les gouttelettes

internes coalescent avec la phase aqueuse externe est limitée à de rares cas.

(a) [NaCl]=0,15 M, après
formation

(b) [NaCl]=0,15 M, après 5
mois

(c) [NaCl]=0 M, après
formation

(d) [NaCl]=0 M, après 2 mois

Figure V.29 – Émulsions chargées en catéchine formées à pH 3 et (a) 0,15 M ou (c) 0 M en NaCl. Les
images (b) et (d) représentent les mêmes émulsions respectivement 5 et 2 mois après formation. Les barres
d’échelle représentent 100 µm.

Relargage de la catéchine Une émulsion E/H/E chargée en catéchine a été formée en micro-

fluidique à partir de phases aqueuses à pH 3 et sans NaCl, puis récoltée dans deux piluliers

différents.

L’émulsion contenue dans le premier pilulier, représentée à la Figure V.30(a), a été utilisée juste

après formation. Cette émulsion est constituée de 770 µL de phase aqueuse se répartissant entre

700 µL de phase aqueuse externe et 70 µL de phase aqueuse interne contenant 70 µg de catéchine.

Les images de la Figure V.30 ne sont pas représentatives des proportions gouttelettes internes /
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eau externe car elles ont été prises sur un échantillon d’émulsion crémée. La phase aqueuse des

émulsions est prélevée après crémage et la quantité de catéchine qu’elle contient est mesurée par

fluorescence. Cette phase aqueuse est remplacée par un même volume de phase aqueuse à pH 1,

et l’émulsion ainsi obtenue est laissée agiter pendant 3 h. L’émulsion devient rapidement directe

(cf Figure V.30(b)). La phase aqueuse sous-nageante est à nouveau prélevée à l’issue des 3 h et la

concentration en catéchine ainsi que le pouvoir antioxydant sont mesurés.

(a) Juste après formation (b) Après déstabilisation (c) 1 mois après formation (d) Après déstabilisation

Figure V.30 – Emulsion chargée en catéchine formée à pH 3, en l’absence de NaCl, (a) et (b) après
formation, (c) et (d) un mois après formation. Les flèches jaunes mettent en évidence les gouttelettes
d’eau interne présentant un aspect solide. Les barres d’échelle représentent 100 µm.

Avant déstabilisation, on s’attend à avoir une quantité extrêmement faible, voire nulle, de

catéchine en phase aqueuse, puisque dans le cas de la microfluidique la phase aqueuse externe

n’en contient initialement pas du tout. Or, une concentration de 55,2 µg/mL est détectée, ce qui

correspond à 55% de la catéchine initialement introduite.

Cette proportion est très élevée, et peut s’expliquer soit par la coalescence de certaines gouttes

internes avec la phase aqueuse externe lors de la formation de l’émulsion au sein de la puce,

soit par la fuite très rapide de la catéchine des gouttelettes internes de l’émulsion vers la phase

aqueuse externe du fait de la différence de pression osmotique entre ces deux phases. La première

explication paraît peu vraisemblable car si ce phénomène avait été important il aurait été visible.

La deuxième hypothèse a en outre été observée dans la littérature lors du relargage passif de

composés encapsulés dans des émulsions doubles formées en deux étapes55–57.

Le phénomène de fuite est cependant très rapide ici. Cela est probablement dû au fait que

le copolymère ne couvre pas encore très bien les interfaces, comme illustré à la Figure V.31. En

effet, en microfluidique, la migration du copolymère vers les interfaces est uniquement gouvernée

par la diffusion, au contraire de la voie mécanique où une composante convective importante s’y

ajoute. La faible couverture est encore renforcée par l’adsorption probable du copolymère présent

en phase aqueuse externe à la surface des canaux hydrophiles. La plupart du copolymère se trouve

donc à cette étape réparti entre les phases huile et eau sous forme de micelles. La catéchine peut

alors facilement traverser la phase huile en étant transportée par celles-ci.

La fuite pourrait être limitée par la présence de sel. Nous avons en effet constaté que la phase

aqueuse externe de l’émulsion contenant 0,15 M de NaCl présentée aux Figures V.29(a) et (b) reste

incolore pendant tout son vieillissement, tandis que la phase aqueuse de l’émulsion présentée aux

Figures V.29(c) et (d) en absence de sel se colore assez rapidement en brun, comme les solutions

de catéchine vieillies présentées au Chapitre IV. Il semble donc que la fuite n’a pas lieu si les

phases aqueuses contiennent du sel. Le déséquilibre osmotique induit par la catéchine est en effet

négligeable dans ce cas (la concentration molaire en catéchine étant près de 50 fois inférieure à la
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Figure V.31 – Représentation schématique de la couverture des interfaces par le copolymère juste après
récolte de l’émulsion. Celui-ci y est peu présent, rendant les interfaces faciles à traverser pour la molécule
de catéchine.

concentration en sel), et la molécule reste encapsulée dans les gouttelettes internes. Cela pourrait

être un moyen d’éviter la fuite de la catéchine à ce stade. Il est donc regrettable que la formation

d’émulsions doubles en microfluidique en présence de NaCl ne puisse pas être obtenue de façon

fiable.

Après déstabilisation de l’émulsion multiple formulée sans NaCl, la phase aqueuse sous-nageante

prélevée est concentrée à 38,3 µg/mL en catéchine, concentration qui prend en compte à la fois à

la catéchine présente dans la phase aqueuse externe résiduelle après le premier prélèvement, et la

catéchine libérée lors de la diminution du pH. 29,4 µg sont réellement issus de la phase aqueuse

interne, soit 42% de la quantité de catéchine initalement introduite en phase aqueuse interne. Au

total, 67,7 µg de catéchine sont récupérés sur les 70 µg introduits, c’est-à-dire la quasi-totalité.

Contrairement aux expériences réalisées avec l’Ultra-Turrax®, il a été possible ici de récupérer

une quantité importante de catéchine après déstabilisation, ce qui montre que le relargage de

cette molécule est possible. Là encore, ceci peut s’expliquer par la couverture encore faible des

interfaces par le copolymère, la catéchine ne peut donc former qu’une quantité restreinte de

liaisons hydrogènes avec le copolymère présent à l’interface. La quasi-totalité de la molécule après

relargage est donc libre et peut être détectée.

Le pouvoir antioxydant mesuré en phase aqueuse externe après déstabilisation est de 20,8 µmol

ET/µmol, ce qui est cohérent avec les valeurs de pouvoir antioxydant de la catéchine obtenues au

jour 0 sur les mesures présentées au Chapitre IV à la page 143.

La même expérience est réalisée pour une émulsion vieille de 1 mois. Le pH de la phase aqueuse

est alors remonté à 6. La Figure V.30(c) représente l’émulsion avant utilisation : la morphologie

est identique à celle juste après formation, avec des gouttelettes internes de 34 µm de diamètre et

des globules d’huile de 52 µm.

Les mêmes études que précédemment ont été réalisées sur cette émulsion. La déstabilisation

à pH 1 n’a pas été complète, et à l’issue des 3 h sous agitation les globules contiennent encore

pour certains de petites gouttelettes d’eau (cf Figure V.30(d)). La plupart des gouttes internes

qui subsistent présentent un aspect solide, certaines d’entre elles sont mises en évidence par des

flèches sur la Figure V.30(d). Nous supposons que cela est lié à la façon dont sont déstabilisées les

émulsions. Nous avons vu au Chapitre III que le mécanisme principal probable de déstabilisation
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est la fuite d’eau interne dans la phase aqueuse externe via les micelles formées par le copolymère en

phase huile. Au fur et à mesure de la fuite de l’eau, la concentration en catéchine et en copolymère

au sein des gouttelettes internes augmente, pour former in fine un gel physique composé des

chaînes polymères et des molécules de catéchine liées par des liaisons hydrogènes. Ce phénomène

est représenté de façon schématique à la Figure V.32. Il pourrait être renforcé par la dégradation

et l’oligomérisation d’une partie de la catéchine au sein des gouttelettes durant le mois de stockage

à pH 6.

Figure V.32 – Représentation schématique de la déstabilisation de l’émulsion formée en microfluidique
vieille de 1 mois. Le copolymère couvre bien les interfaces. La fuite de l’eau vers l’extérieur lors de la
diminution du pH conduit à la formation d’un gel physique catéchine/copolymère. Les liaisons hydrogènes
sont représentées par les épais traits noirs.

Cette mauvaise déstabilisation n’a jamais été observée dans d’autres cas, et en particulier ne l’a

pas été pour l’émulsion non vieillie. Cela peut être expliqué par la couverture encore mauvaise

de l’interface par le polymère aux temps courts en microfluidique, limitant les interactions caté-

chines/copolymère possibles pour la formation du gel. L’absence d’oligomères de catéchine à ce

stade peut également expliquer que la déstabilisation puisse être complète.

Ce phénomène n’a pas été observé non plus à l’Ultra-Turrax® avec le Miglyol® 812.

Malheureusement, nous n’avons pas été en mesure de quantifier la catéchine en phase aqueuse

avant et après déstabilisation, ni par spectroscopie UV/visible où les spectres obtenus ne sont pas

ceux habituellement observés pour la molécule, ni par fluorescence qui permet uniquement de

quantifier une solution de catéchine non dégradée. Nous avons donc supposé pour la mesure de

pouvoir antioxydant que la concentration en catéchine en phase aqueuse après déstabilisation était

identique à la concentration mesurée lors de la déstabilisation juste après formation. Nous avons

obtenu un pouvoir antioxydant de 5,9 µmol ET/µmol, presque 4 fois inférieur à celui mesuré

après déstabilisation de l’émulsion juste formée. Il est possible que cette diminution soit liée à une

perte d’activité de la catéchine, ce qui signifierait qu’elle n’est pas correctement protégée au sein

des gouttelettes internes. Cependant, comme l’émulsion n’est pas correctement déstabilisée, cela

pourrait aussi être lié à une concentration de catéchine relarguée moins importante, conduisant à

fausser la mesure du pouvoir antioxydant et à sous-estimer sa valeur. Enfin, cela pourrait être dû

au fait que la catéchine continue à fuir en phase aqueuse externe dans les premiers jours après

formation de l’émulsion, conduisant tout simplement à une diminution de la quantité de catéchine
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encapsulée. Il est possible aussi que ces phénomènes se conjuguent.

Conclusions L’obtention d’émulsions doubles chargées en catéchine en microfluidique est égale-

ment complexe, et il est difficile de former des émulsions stables de façon reproductible. Les essais

de relargage réalisés n’ont pas permis de conclure quant à l’effet protecteur des émulsions sur la

catéchine, il serait intéressant de poursuivre l’investigation de façon à vérifier la reproductibilité

de la solidification des gouttelettes internes lors de la déstabilisation, ainsi que la durée nécessaire

à l’obtention d’une telle structure.

A retenir de ce chapitre :

• Nous avons développé une méthode basée sur l’utilisation d’un marqueur permanent

permettant de concilier au sein d’une même puce en PDMS des canaux hydrophiles et

hydrophobes.

• Des émulsions directes et inverses stabilisées par le PDMS60-b-PDMAEMA50 ont pu être

formées avec le myristate d’isopropyle dans des conditions où des émulsions doubles sont

obtenues à l’Ultra-Turrax®. Les émulsions inverses commencent à démixer en quelques

jours tandis que les émulsions directes sont stables sur plus de deux mois.

• Des émulsions doubles E/H/E stabilisées par le PDMS60-b-PDMAEMA50 ont pu être

formées à condition que le pH de la phase aqueuse lors de la formation de l’émulsion

soit de 3.

• Des études d’encapsulation et de relargage de catéchine ont été effectuées sur une émul-

sion à pH initial de 3 et sans sel. Une grande quantité de catéchine fuit en phase aqueuse

externe dans les premiers instants, ce qui semble être évité en présence de sel (mais la for-

mation des émulsions n’est pas reproductible dans ce cas). Le relargage complet n’est pas

possible lorsque la déstabilisation est effectuée un mois après formation, probablement

car on forme un gel copolymère/catéchine au sein des gouttelettes internes.
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Chapitre VI

Discussion

Dans ce travail, nous avons étudié les différents types d’émulsions pouvant être stabilisées par

une famille de copolymères polydiméthylsiloxane-b-(polyméthacrylate de diméthylaminoéthyle)

(PDMS-b-PDMAEMA), dont la biocompatibilité a été démontrée grâce à des tests de cytotoxicité

sur des cellules d’intestin. Ces copolymères sont synthétisés en deux étapes à partir d’un bloc

PDMS hydroxylé commercial sur lequel est polymérisé par ATRP le second bloc de PDMAEMA.

Ils sont amphiphiles et permettent de stabiliser des émulsions doubles en une unique étape

d’émulsification. Nous avons présenté les résultats obtenus pour trois copolymères différents et

avec deux huiles, le myristate d’isopropyle et le Miglyol® 812, couramment utilisées en formulation

cosmétique ou pharmaceutique.

Trois types d’émulsions ont pu être formés par voie mécanique (Ultra Turrax®) avec ce système,

en fonction des pH et concentrations en chlorure de sodium de la phase aqueuse : directe H/E,

multiple E/H/E et inverse E/H, les émulsions simples étant formées de façon assez marginale.

Nous avons pu rationaliser les types d’émulsions obtenus en nous appuyant sur les travaux

de Lucie Besnard et Marine Protat avec leur copolymère PS40-b-P(S21-stat-DMAEMA68)1,2. La

formation dans la plupart des cas d’émulsions H/E à bas pH et concentrations en NaCl, E/H à

pH et concentrations en NaCl élevés, et E/H/E dans des conditions intermédiaires peut ainsi être

reliée à la conformation du polymère à l’interface et donc à sa courbure spontanée. De plus, les

émulsions multiples sont formées dans des conditions où les tensions interfaciales sont basses

(<2 mN/m), et où des objets de type micelles ont été observés dans les deux phases, sans que la

répartition exacte du copolymère entre les deux phases n’ait pu être estimée.

De façon intéressante, très peu d’émulsions directes sont stables avec notre système, et aucune à

bas pH et faibles concentrations en sel, qui sont pourtant les conditions les plus favorables pour

former ce type d’émulsions, puisque le polymère, très chargé, aura a priori une courbure spontanée

tournée vers l’huile. Ceci n’a été observé que rarement dans la littérature : en effet, pour les rares

systèmes sensibles au pH permettant la formation en une étape d’émulsions doubles, il existe

généralement une zone (à bas pH2,3 ou à haut pH4 suivant la nature du stabilisant) dans laquelle

des émulsions directes sont obtenues. Cependant, ce phénomène a été observé par l’équipe de

Zhu5, dont le système permet la stabilisation d’émulsions E/H/E pour des pH compris entre 4 et 6

et inverses pour des pH plus élevés, les émulsions formées à des pH inférieurs à 4 étant instables.
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Il serait intéressant de voir si une variation des proportions huile/eau utilisées pour réaliser nos

émulsions pourrait avoir une influence sur ce phénomène. En effet, bon nombre de systèmes6–8

permettent d’obtenir différents types d’émulsions lorsque les fractions volumiques de chaque

phase sont modifiées.

La possibilité ou non de former des émulsions doubles stables aux temps longs (plusieurs mois)

en fonction de l’huile et du copolymère utilisés est résumée dans la première partie du Tableau

VI.1.

Copolymère Huile
Molécule

encapsulée Émulsions doubles stables ?

COPO 60b50 Miglyol® 812 / oui (8<pH<12)
COPO 60b265 Miglyol® 812 / oui (8<pH<12)
COPO 104b89 Miglyol® 812 / oui (8<pH<12)

COPO 60b50 Myristate d’isopropyle / oui (8<pH<12)
COPO 60b265 Myristate d’isopropyle / non

COPO 104b89 Myristate d’isopropyle /
oui (mais seulement à

pH�12)
COPO 60b50 Maisine® CC / non
COPO 60b50 Miglyol® 812 Saccharose oui

COPO 60b50 Miglyol® 812 Mannane
oui mais évoluent vers des

directes en 3 mois

COPO 60b50 Miglyol® 812 Catéchine oui ([NaCl]<0,6 M)
COPO 60b50 Myristate d’isopropyle Catéchine non

COPO 60b50 Miglyol® 812
Curcumine (+

Catéchine)
oui mais curcumine non

dissoute

COPO 60b50 Miglyol® 812 + Maisine®

CC
Curcumine non mais curcumine dissoute

Tableau VI.1 – Récapitulatif des systèmes copolymères / huile / molécule encapsulée permettant l’obten-
tion d’émulsions doubles dans les conditions étudiées.

Ce tableau montre bien que le choix du copolymère et de l’huile sera déterminant pour la

capacité du système à former des émulsions doubles stables. Des émulsions doubles ont pu être

obtenues avec le Miglyol® 812 pour tous les copolymères étudiés. Cela n’a pas été le cas avec le

myristate d’isopropyle pour lequel des émulsions majoritairement inverses ont été obtenues en

présence du COPO 104b89, et majoritairement instables en présence du COPO 60b265.

La conformation du copolymère à l’interface dépend donc beaucoup des huiles utilisées, et des

interactions qui existent entre ces huiles et le copolymère. En particulier, nous supposons que la

présence d’acides gras libres dans les huiles pourrait expliquer les différences de conformation du

copolymère et les variations du type d’émulsion qui en découlent.

Nous avons vu que le myristate d’ispropyle contient plus d’acide gras libres que le Miglyol®

812. Dans le cas des copolymères à longs blocs hydrophiles, la création de liaisons hydrogènes

entre ces acides gras et certaines unités DMAEMA pourraient limiter l’extension de la chaîne en
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phase aqueuse, ce d’autant plus que les liaisons sont nombreuses. Un schéma de l’effet de ces

interactions est représenté aux Figures VI.1(a) et (b). En présence de Miglyol® 812, la chaîne

conserverait une extension similaire dans chaque phase grâce à ces points d’ancrage. En revanche,

l’extension en phase aqueuse serait plus restreinte avec le myristate d’isopropyle qui créera plus

de liaisons hydrogènes avec la chaîne à l’interface, d’où la formation d’émulsions inverses.

Dans le cas de chaînes hydrophiles courtes cependant, comme dans le cas du COPO 60b50,

la formation de ces liaisons contraindrait trop la chaîne, il est donc plus favorable qu’elle reste

étendue en phase aqueuse : le copolymère étant à peu près symétrique, l’extension de la chaîne

dans chaque phase sera semblable et des émulsions doubles seront obtenues, quelle que soit l’huile.

La Maisine® CC est quant à elle composée d’un mélange de mono, di et triglycérides d’acide

linoléique. Les mono et diglycérides, qui composent l’huile à plus de 70% d’après la fiche technique

du fabricant, sont porteurs de fonctions hydroxyles, qui peuvent interagir de façon importante

avec le copolymère par des liaisons hydrogènes. La conformation du copolymère en sera probable-

ment grandement modifiée, cette fois-ci même dans le cas d’une chaîne hydrophile courte. Cela

expliquerait que des émulsions instables soient obtenues dans cette huile même avec le COPO

60b50. Le comportement de la chaîne dans ces conditions est illustré à la Figure VI.1(c).

.

(a) Cas du Miglyol® 812 (b) Cas du myristate
d’isopropyle

(c) Cas de la Maisine® CC

Figure VI.1 – Représentation schématique des liaisons hydrogènes (représentées par des rectangles noirs)
pouvant exister entre le bloc PDMAEMA et les différentes huiles.

Dans un second temps, nous nous sommes intéressés à l’ajout d’une molécule neutre en phase

aqueuse ou en phase huile, et à son effet sur les émulsions formées.

Nous avons obtenu des émulsions E/H/E chargées en saccharose, en mannane ou en catéchine

avec le Miglyol® 812. Les émulsions encapsulant du mannane sont assez peu stables et évoluent

vers des émulsions directes. Les émulsions chargées en catéchine sont instables si elles contiennent

une quantité de sel trop importante, et seules des émulsions inverses ont été obtenues avec cette

molécule et le myristate d’isopropyle.

Nous avons également essayé d’encapsuler une molécule hydrophobe, la curcumine, en phase

huile. Nous avons vu que la solubilisation correcte de cette molécule au sein de la phase huile

dépendait de l’huile utilisée, la formation d’agrégats étant observées avec le Miglyol® 812, mais

pas avec la Maisine® CC. Toutefois à ce jour nous n’avons pas obtenu d’émulsions E/H/E stables

avec la Maisine® CC pure ou un mélange Maisine® CC/Miglyol® 812 en diverses proportions.

Ces observations, dont les interprétations sont détaillées au sein des chapitres dédiées, confirment

le rôle important que jouent les interactions entre le copolymère et son environnement (molé-

cule encapsulée, impuretés des huiles) sur la conformation adoptée par la chaîne et sur le type
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d’émulsion formé.

Tous les couples copolymère/huile testés, en présence d’une molécule cargo en phase huile ou

en phase aqueuse, sont résumés dans la deuxième partie du Tableau VI.1.

La formation par voie microfluidique d’émulsions stabilisées par le PDMS60-b-PDMAEMA50 a

également été étudiée. Nous avons travaillé exclusivement avec le myristate d’isopropyle, moins

visqueux que le Miglyol® 812, lors de cette étude. La formation d’émulsions doubles a nécessité le

développement d’une technique spécifique pour concilier des parties hydrophiles et hydrophobes

au sein d’une même puce microfluidique. Le pH de la phase aqueuse externe est un paramètre

déterminant dans la capacité du système à former des émulsions doubles : si celui-ci est bas, des

émulsions doubles peuvent être formées, tandis que cela est impossible à des pH autour de 8. Ce

phénomène est probablement lié à l’adsorption sur les parois des canaux du copolymère contenu

en phase aqueuse externe si celle-ci est à bas pH.

Des émulsions doubles ne démixant pas sur plus de deux ans ont pu être obtenues à pH initial

de 3 en l’absence de sel. En présence de catéchine, et dans les mêmes conditions de pH et de

concentration en NaCl, des émulsions E/H/E ont pu être stabilisées sur plusieurs mois. Au même

pH mais en présence de NaCl, la reproductibilité est malheureusement assez mauvaise et on

obtient dans la plupart des cas des émulsions dont les gouttelettes internes sont très peu stables et

coalescent rapidement avec la phase aqueuse externe.

En conclusion, la formation d’émulsions doubles stabilisées par nos copolymères PDMS-b-

PDMAEMA est relativement facile par voie mécanique, puisqu’elle est possible sur une large

gamme de pH et de concentrations en sel, pour différents polymères et différentes huiles. L’ajout

d’une molécule hydrophile en phase aqueuse n’empêche généralement pas la formation d’émul-

sions multiples. En revanche, ces émulsions sont beaucoup plus complexes à obtenir par voie

microfluidique où seules des conditions de pH et de concentrations en NaCl précises ont conduit

à l’obtention de gouttes multiples. Des émulsions directes stables sont en revanche facilement

obtenues par cette voie, alors qu’elles ont été très rarement observées par voie mécanique.

Après nous être intéressés à la formation des émulsions, nous avons étudié le relargage de

molécules encapsulées dans les émulsions formées par voie mécanique. Pour cela, et comme

nos émulsions sont obtenues en une seule étape d’émulsification, il est nécessaire de passer par

une étape de lavage des émulsions pour s’affranchir de la présence des cargos en phase aqueuse

externe, de façon à pouvoir suivre leur libération après déstabilisation. Nous avons constaté que

nos émulsions sont assez robustes, puisqu’il a été possible de les dialyser contre une phase aqueuse

sans cargo jusqu’à ce que la concentration de cargo en phase aqueuse externe de l’émulsion soit

nulle, ce sans modification majeure de la morphologie des émulsions. Nous avions aussi vérifié

lors de nos études de cytotoxicité que la dilution des émulsions dans du milieu de culture ne

perturbait pas leur morphologie. Cette robustesse sera utile dans l’optique d’applications de notre

système pour la voie orale : dans ce cas, l’émulsion doit rester stable jusqu’à dans l’estomac malgré

sa dilution dans le liquide digestif.

Pour les trois molécules testées (saccharose, mannane et catéchine), il a été possible d’obtenir

une émulsion pour laquelle la molécule d’intérêt se trouvait uniquement en phase aqueuse interne,

après trois ou quatre étapes de dialyse.
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Les émulsions chargées en saccharose ou en catéchine ont ensuite été déstabilisées par une

dialyse avec une phase aqueuse à pH 1. Dans tous les cas, une certaine quantité de cargo a pu être

libérée à cette étape sous l’action du pH, donc de façon contrôlée. Une modification du spectre

UV-visible de la catéchine après relargage est observée (la concentration en saccharose étant

mesurée de façon indirecte, nous n’avons pas été confronté à ce problème pour cette molécule). En

outre, le taux d’encapsulation déduit de ces mesures nous paraît plus bas qu’attendu (toujours

inférieur à 4%).

Nous supposons que ce relargage limité est lié à des interactions cargo/polymère, probablement

via des liaisons hydrogènes existant à pH élevé, et étant en partie rompues lors de la diminution

du pH. Une baisse de pH conduit en effet à l’augmentation du taux de charge de la chaîne et

donc à la diminution du nombre de sites disponibles pour former des liaisons H. Il a été montré

dans la littérature que les deux molécules étaient capables de former ce type de liaisons grâce à

leurs fonctions hydroxyles11–15. Lors de la déstabilisation, il y aurait donc libération conjointe de

la molécule présente en phase aqueuse interne, et de d’une partie de la molécule adsorbée aux

chaînes polymères en phase aqueuse externe. Cela permettrait d’expliquer le pouvoir antioxydant

étonnamment élevé mesuré pour la catéchine après déstabilisation de l’émulsion. La modifica-

tion du spectre UV/visible serait alors due à la détection de complexes copolymère/catéchine.

Cependant, nous avons vu au Chapitre IV que les quantités de catéchine récupérées au cours

des différents lavages ne sont pas cohérentes avec l’écart important obtenu pour les pouvoirs

antioxydants avant et après déstabilisation.

Pour tenter de mieux comprendre, il faudrait quantifier les concentrations en catéchine dans

les échantillons utilisés pour la mesure de pouvoir antioxydant avant et après déstabilisation et les

mettre en regard des valeurs obtenues lors des lavages.

Les résultats d’encapsulation et de relargage obtenus avec la catéchine en microfluidique sont

également intéressants.

Nous avons tout d’abord observé la fuite d’une proportion importante de la catéchine présente

en phase aqueuse interne dès les premiers instants d’existence de l’émulsion. Cette fuite, probable-

ment liée au déséquilibre osmotique, n’existe pas pour les émulsions formées par voie mécanique

où la molécule est présente dans les deux phases aqueuses. En microfluidique, l’ajout de NaCl en

phases aqueuses externe et interne permettrait de rendre négligeable le déséquilibre osmotique

induit par la catéchine interne et ainsi d’éviter la fuite. Il est donc dommage que les émulsions

formulées en présence de sel n’ait pas pu être obtenues de façon reproductible.

Lorsque l’émulsion est déstabilisée juste après formation, la totalité de la catéchine introduite

est récupérée. En revanche, lorsque l’émulsion est détabilisée après un mois de vieillissement, on

constate que la déstabilisation n’est pas totale et qu’une sorte de solide est formée au sein des

gouttelettes d’eau.

Pour comprendre ce qui se passe, il faut considérer plus précisément la façon dont s’effectue

la déstabilisation de nos émulsions. À l’origine de la déstabilisation se trouve une diminution

du pH, soit l’apport en phase aqueuse externe d’une grande quantité de protons, engendrant un

déséquilibre osmotique important. Deux mécanismes évoqués au Chapitre III sont possibles pour

résoudre ce déséquilibre :
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— les protons sont transportés par les micelles inverses de la phase aqueuse externe vers les

gouttelettes d’eau internes (mécanisme n°1) ;

— l’eau interne est transportée par les micelles inverses de la phase aqueuse interne vers la

phase aqueuse externe (mécanisme n°2).

A priori, le mécanisme n°2 semble plus favorable car la formation de micelles dans l’huile à

bas pH est en contradiction avec la courbure spontanée du polymère. Ce mécanisme serait en

outre à même d’expliquer les résultats observés lors de la déstabilisation en microfluidique : la

catéchine, liée au copolymère par liaisons hydrogènes en phase aqueuse interne, ne peut pas fuir

avec l’eau. Au bout d’un moment, la quantité d’eau est trop faible pour solubiliser la catéchine liée

au copolymère et un gel physique est formé. Il est également possible qu’une partie de la catéchine

soit dégradée et oligomérisée, ce qui faciliterait encore plus la formation d’un gel.

Nous n’avons pas constaté ce genre de difficultés pour la déstabilisation d’émulsions chargées en

catéchine formées par voie mécanique avec le Miglyol® 812. Cela peut s’expliquer par l’une ou

l’autre de ces hypothèses :

— L’observation des gouttes de l’émulsion se fait en microscopie confocale, et non en micro-

scopie optique. La morphologie des émulsions est également très différente : les globules

d’huile formés par voie mécanique contiennent une quantité importante de petites gouttes

internes, au contraire de la microfluidique où on a une unique goutte de taille importante. Il

est donc possible que le même phénomène existe mais ne soit pas visible car les gels qui en

résultent sont très petits.

— Dans les phases huiles Miglyol® 812, de très gros objets ont été observés en DLS après mise

au contact avec une phase aqueuse, de diamètres de l’ordre de 500 à 2000 nm. Même si

les tailles de ces objets sont à considérer avec précaution, on peut supposer que de gros

objets gonflés d’eau subsistent en phase huile après émulsification. La taille du copolymère

est alors complètement négligeable devant la taille de ces objets. La courbure défavorable

limitant a piori le mécanisme n°1 va donc jouer un rôle beaucoup moins important, et le

transfert de protons de la phase aqueuse externe vers la phase aqueuse interne sera possible.

La déstabilisation pourra donc être gouvernée par la coalescence et la formation du gel n’est

pas observée.

— La quantité de copolymère qui transfère en phase aqueuse à partir du Miglyol® 812 est plus

faible qu’à partir du myristate d’isopropyle. On a donc moins de copolymère disponible en

phase aqueuse interne pour former un gel avec la catéchine, et le relargage complet peut être

observé.

Pour confirmer ou infirmer nos hypothèses concernant les mécanismes de déstabilisation,

il serait intéressant de réaliser des expériences de déstabilisation par dialyse d’une émulsion

double formulée avec le myristate à un pH de 3 (pour avoir une cinétique de déstabilisation

suffisamment lente pour être observée), afin de comparer l’évolution des gouttelettes au cours

de la déstabilisation pour chacune des deux huiles. Dans le cas où le mécanisme principal est la

coalescence, on devrait avoir diminution du nombre de gouttelettes par globule, tandis que pour

l’hypothèse de la fuite de la phase aqueuse interne vers l’extérieur, une diminution du diamètre

moyen des gouttelettes devrait être observée. La réponse apportée par cette expérience ne sera

cependant que partielle, puisqu’il faudrait la réaliser en présence de catéchine et qu’il n’est pas
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possible d’obtenir des émulsions doubles avec le myristate d’isopropyle en présence de cette

molécule.

En outre, il faudrait faire des expériences de DLS quantitatives sur les phases aqueuses et

huiles, permettant de remonter à une estimation de la concentration des objets dans chaque phase

en fonction du pH et de la concentration en NaCl. Ainsi, nous pourrions nous assurer du fait que

la concentration en micelles en phase huile à pH 1 est plus faible qu’à pH 8 pour le myristate

d’isopropyle. Nous pourrions également comparer la concentration des micelles présentes en phase

aqueuse après mise au contact avec chacune des huiles, afin de voir si le passage du copolymère en

phase aqueuse est moins important avec le Miglyol® 812.

Enfin, de nouvelles études sont nécessaires avec les émulsions formées en microfluidique,

notamment pour voir à partir de quel moment est observée la formation de ce solide lors de la

déstabilisation.

Les différents résultats obtenus au cours de ce travail montrent l’importance des interactions

entre le copolymère et son environnement, à la fois dans la formation et la stabilisation d’un type

d’émulsion plutôt qu’un autre, mais aussi dans la libération efficace de molécules encapsulées

dans des émulsions stabilisées par ces copolymères. Globalement, le Miglyol® 812 semble être

une huile particulièrement favorable à la formation d’émulsions doubles puisque dans toutes les

conditions étudiées, seul ce type d’émulsions a pu être stabilisé.

Au regard de ces résultats, la microfluidique, malgré ses nombreux avantages, ne semble pas la

méthode optimale pour la formation d’émulsions doubles chargées avec une molécule d’intérêt.

Tout d’abord nous avons pu voir qu’il était difficile d’obtenir des émulsions de façon reproductible

par cette voie. De plus, la diffusion lente du polymère vers les interfaces semble favoriser la fuite

d’une importante proportion de la catéchine introduite en phase aqueuse interne vers la phase

aqueuse externe dès les premiers instants d’existence de l’émulsion. Pour éviter cette fuite, il serait

intéressant d’essayer d’équilibrer les pressions osmotiques entre les phases aqueuses internes et

externes, par exemple en utilisant une phase aqueuse externe contenant elle aussi de la catéchine

en concentration identique, mais on perdrait alors tout l’intérêt de la microfluidique qui permet

justement d’avoir le composé d’intérêt exclusivement en phase aqueuse interne.
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Conclusion et perspectives

Nous avons étudié dans cette thèse un système très prometteur pour l’encapsulation et le

relargage contrôlé de principes actifs. Depuis quelques dizaines d’années, les émulsions doubles

sont étudiées pour cette application mais dans la plupart des systèmes existants, elles sont formées

de façon assez complexe, en deux étapes et avec plusieurs émulsifiants. Le mécanisme de relargage

proposé in vitro est en outre généralement passif : il se fait progressivement dès les premiers

instants après formation de l’émulsion, par diffusion de la molécule encapsulée au travers de la

phase huile, ou bien par coalescence des gouttelettes internes avec la phase aqueuse externe. In
vivo, pour des émulsions administrées par voie orale, d’autres mécanismes tels que la digestion

des huiles par les lipases intestinales ou la dilution de l’émulsion dans le liquide digestif peuvent

accélérer la libération des espèces encapsulées. Toutefois une bonne partie aura été libérée lors du

stockage.

Le système présenté ici permet la formation d’émulsions doubles stables sur plus de deux

ans, en une seule étape et avec un unique émulsifiant, le copolymère dibloc amphihile PDMS-b-

PDMAEMA. Les huiles utilisées sont des huiles typiques des industries cosmétiques et pharmaceu-

tiques, le myristate d’isopropyle et le Miglyol® 812. La biocompatibilité de ce système a été établie

par des études de cytotoxicité réalisées sur une coculture cellulaire mimant la paroi intestinale.

Outre la simplicité de formation et de formulation des émulsions doubles, qui sont obtenues

dans une large gamme de pH et de concentrations en NaCl, notre système présente l’intérêt d’être

stimulable en pH : la diminution du pH déstabilise les émulsions doubles en émulsions directes,

libérant ainsi le composé encapsulé. L’inconvénient apparent de la formation des émulsions en

une étape, qui oblige à avoir le composé d’intérêt en phases aqueuses interne et externe, semble

en fait plutôt être un atout puisque cela évite la fuite vers l’extérieur de la molécule protégée en

phase aqueuse interne. Contrairement aux systèmes couramment décrits dans la littérature, nous

sommes donc en mesure d’encapsuler un composé sur plusieurs mois sans fuite de celui-ci ni

déstabilisation de l’émulsion, et de le libérer sur commande au moment nécessaire.

Nous nous sommes principalement intéressés à l’encapsulation dans nos émulsions d’un

antioxydant fragile extrait du thé vert, la catéchine. Des émulsions doubles chargées en catéchine

ont pu être formées avec le Miglyol® 812, lavées pour s’affranchir de la présence de la molécule en

phase aqueuse externe et pouvoir quantifier le relargage, puis déstabilisées. Une certaine quantité

de catéchine a pu être libérée, cependant assez faible. En revanche, le pouvoir antioxydant de la

catéchine formulée en émulsion double semble être préservé pendant des durées beaucoup plus

longues que dans le cas de la catéchine libre.
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Nous avons également considéré la formation de nos émulsions par voie microfluidique. Cette

étude a permis de montrer que la microfluidique, malgré la maîtrise qu’elle peut offrir pour la

formation des émulsions, n’est peut être pas un axe de recherche à poursuivre. Il est en effet

difficile et coûteux en temps d’obtenir des émulsions stables par ce biais, et le principal avantage

de la méthode, à savoir la présence de la molécule à encapsuler uniquement en phase interne, s’est

révélé être plutôt un inconvénient conduisant à la fuite d’une bonne partie de la molécule depuis

la phase aqueuse interne vers la phase aqueuse externe dès les premiers instants après formation.

La voie mécanique permet l’obtention rapide d’un grand volume d’émulsion, elle paraît donc plus

facile à envisager pour le développement d’applications à partir de notre système.

Deux axes principaux pourraient être suivis pour la poursuite de cette étude.

Premièrement, un gros travail de compréhension reste à effectuer sur notre système. Nous

avons mis en évidence l’importance des interactions copolymère/huile et copolymère/molécule

encapsulée sur la conformation du copolymère et le type d’émulsion qui en découle.

Nous n’avons rassemblé qu’une quantité d’informations restreinte sur la répartition du copoly-

mère entre les deux phases en fonction de l’huile, de la longueur des chaînes, et éventuellement de

la molécule à encapsuler, ainsi que sur la taille des objets présents dans chaque phase. Il faudrait

poursuivre cette étude de façon plus systématique.

La réalisation de mesures de réflectivité de neutrons, quoique complexes avec ce système

biocompatible, pourraient aussi donner des informations précieuses quant à la conformation du

copolymère à l’interface dans différentes conditions.

Il faudrait enfin être capable de caractériser plus précisément les interactions pouvant exister

entre le copolymère et la catéchine, par exemple en utilisant un homopolymère de PDMAEMA

directement solubilisé en phase aqueuse avec la catéchine. Des mesures de spectroscopie infra-

rouge, UV-visible, de diffusion de la lumière et de pouvoir antioxydant pourrait nous donner des

informations intéressantes, la difficulté étant de solubiliser correctement la catéchine dans ces

échantillons (cf Annexe C).

En connaissant mieux notre système et les interactions susceptibles de se produire entre les

différents éléments le constituant, nous serions peut être à même de développer une méthodologie

pour déterminer si telle ou telle molécule pourrait être encapsulée au sein du système de façon

efficace.

Le deuxième axe à suivre serait l’aspect beaucoup plus pratique de développement d’une

application pour notre système. Les expériences de relargage réalisées in vitro dans des conditions

assez éloignées de ce qui se passe réellement dans le corps lors de l’ingestion d’une substance

mériteraient d’être réitérées dans un milieu plus représentatif de la réalité, en présence des enzymes

et des sels constituant le milieu digestif. L’absorption ou non de la molécule de catéchine par les

cellules intestinales pourrait alors être mesurée, et nous pourrions conclure sur les potentialités

réelles de notre système.
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Annexes

A Spectre RMN 1 H de PDMS-OH

Figure 1 – Spectre RMN 1 H dans le CDCl3 du composé commercial PDMS-OH utilisé pour la synthèse
du macroamorceur PDMS-Br.

Le nombre n d’unités DMS de ce composé commercial est déterminé en faisant le rapport des

intégrations du signal des protons d à 0 ppm (6nH) et des signaux des protons a, b et c entre 3 et

4 ppm (6H). On trouve ici 57, valeur arrondie à 60 en faisant la moyenne des valeurs obtenues

pour les différents spectres réalisés.
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B Étalonnages

Les différentes droites d’étalonnage utilisées dans ce manuscrit sont rassemblées ici.

B.1 Droites d’étalonnage obtenues pour la catéchine

B.1.a Spectroscopie UV-visible et fluorimétrie

Ces mesures ont été effectuées par dilution dans l’eau pure d’une solution de catéchine à

1 mg/mL elle-même préparée dans l’eau pure.

(a) Spectroscopie UV-visible (b) Fluorimétrie

Figure 2 – Droites d’étalonnage obtenues pour la catéchine dans l’eau pure (a) en spectroscopie UV-
visible, en relevant les maxima d’absorbance à[ : 230 nm et  : 280 nm, (b) en fluorescence en relevant
les maxima à 314 nm (après excitation à 280 nm).
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B.1.b Chromatographie liquide

(a) Détection UV à 230nm (b) Détection UV à 280nm

(c) Détection spectrométrie de masse

Figure 3 – Droites d’étalonnage obtenues pour la catéchine pour les différents types de détection.

B.2 Droites d’étalonnage de la curcumine dans les différentes huiles

(a) Miglyol® 812 (b) Myristate d’isopropyle (c) Maisine® CC

Figure 4 – Droites d’étalonnage obtenues en spectroscopie UV/visible en relevant les maxima à 420 nm
pour la curcumine en solution dans les différentes huiles étudiées.
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B.3 Droite d’étalonnage obtenue pour le kit K-SURFG de détection du sac-
charose

Figure 5 – Droite d’étalonnage réalisée à partir du kit de détection du saccharose K-SUFRG.

B.4 Droite d’étalonnage obtenue pour le mannane (méthode de détection de
Plata)

Figure 6 – Droite d’étalonnage obtenue pour le mannane en relevant l’absorbance à 488 nm.

C Interactions catéchine/PDMAEMA

De façon à mieux comprendre les potentielles interactions existant entre la catéchine et notre

copolymère, nous avons souhaité réaliser des mesures de DLS de la même façon qu’évoqué page

122 pour le saccharose. Pour cela, nous avons travaillé avec des phases aqueuses contenant de la

catéchine à 1 mg/mL et un homopolymère de PDMAEMA à 5 mg/mL, en présence de 0,15 M de

NaCl. Nous avons travaillé à 4 pH : 1 et 3 ajustés par ajout d’HCl, et 6 et 8 ajustés par un tampon

phosphate. Nous avons constaté de façon reproductible que la dissolution conjointe de la catéchine

et du PDMAEMA était possible aux pH 1 et 6, mais pas aux pH 3 et 8. Ceci a été observé que la

catéchine solide soit ajoutée à une solution d’homopolymère, ou que l’homopolymère solide soit
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ajouté à une solution de catéchine. Si un même volume d’une solution de catéchine à 2 mg/mL

est mélangée à une solution d’homopolymère à 10 mg/mL, une précipitation sous forme d’un

solide collant de la couleur de la catéchine solide est observé, laissant penser à une précipitation

conjointe des deux espèces. Ce phénomène confirme qu’il existe des interactions entre la catéchine

et notre copolymère, il est cependant très surprenant que la précipitation ne soit observée que

pour deux valeurs de pH non consécutives.

Les corrélogrames obtenues pour les mesures de DLS réalisées sur les échantillons à pH 1 et 6

n’ont pas montré d’évolution sur 20 jours.

Ces études n’ont pas été approfondies mais elles constituent assurément un point de départ à

la compréhension des interactions pouvant exister entre les deux entités.
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Titre : Formation d’émulsions multiples stables, stimulables et biocompatibles; application à l’encapsulation
et au relargage contrôlé de principes actifs

Mots clés : Émulsion multiple, encapsulation, polymère, PDMS-b-PDMAEMA, microfluidique, antioxydant

Résumé : Dans ce travail, nous nous sommes
intéressés aux émulsions stabilisées par une
famille de copolymères diblocs biocompa-
tibles polydiméthylsiloxane-b-poly(méthacrylate de
diméthylaminoéthyle) (PDMS-b-PDMAEMA). Le bloc
PDMAEMA, porteur de fonctions amines, est sen-
sible au pH et à la force ionique. En faisant varier
ces deux paramètres, des émulsions directes, in-
verses et multiples E/H/E ont pu être obtenues en
une seule étape d’émulsification, par cisaillement
d’une phase aqueuse et d’une phase huile biocom-
patible (Miglyol R© 812 ou myristate d’isopropyle). Pour
un copolymère présentant des longueurs de blocs
hydrophile et hydrophobe similaires, le PDMS60-b-
PDMAEMA50, des émulsions multiples stables sur
plus de deux ans sont obtenues avec les deux huiles,
pour des pH proches du pKA du PDMAEMA et dans
une vaste gamme de sel ajouté. Il a en outre été
établi sur des cellules intestinales humaines que les
émulsions formées à partir de ces copolymères ne
présentent pas de cytotoxicité et peuvent être utilisées
pour développer des applications pour le vivant.
La diminution du pH de la phase aqueuse conduit à la
déstabilisation des émulsions doubles en émulsions

directes, permettant d’obtenir la libération contrôlée
des espèces encapsulées dans les gouttelettes d’eau
internes. Des essais d’encapsulation ont été réalisés
avec une molécule modèle, le saccharose, et un an-
tioxydant naturellement présent dans le thé vert, la
catéchine, molécule fragile facilement dégradée. Ces
molécules peuvent être libérées à loisir par dimi-
nution du pH et déstabilisation de l’émulsion mul-
tiple, la formation de liaisons hydrogènes entre les
molécules encapsulées et le copolymère limitant ce-
pendant le relargage. Il a également été démontré
que les émulsions ont un effet protecteur sur la
catéchine lors du stockage et permettent de préserver
son pouvoir antioxydant.
Enfin, nous avons étudié la formation d’émulsions sta-
bilisées par le PDMS-b-PDMAEMA par voie microflui-
dique. Une méthode originale a été développée pour
permettre de former de façon simple des émulsions
doubles sur des puces en PDMS. Des émulsions
E/H/E ont été obtenues dans des conditions de pH
et de force ionique bien précises, et la catéchine a pu
également être encapsulée au cœur des gouttelettes
internes par cette méthode.

Title : Formation of stable, stimulable and biocompatible multiple emulsions; application to encapsulation and
controlled release of drugs

Keywords : Multiple emulsion, encapsulation, polymer, PDMS-b-PDMAEMA, microfluidics, antioxidant

Abstract : In this work, we studied different
kinds of emulsions stabilized by biocompa-
tible diblock copolymers polydimethylsiloxane-b-
poly(dimethylaminoethyle methacrylate) (PDMS-b-
PDMAEMA). PDMAEMA is sensitive to pH and io-
nic strength thanks to the amine groups carried by
the chain. Varying the latter parameters, we obtai-
ned direct, inverse and W/O/W double emulsions in
only one emulsification step, by shearing an aqueous
phase and a biocompatible oil (Miglyol R© 812 or iso-
propyle myristate). For a copolymer having hydrophilic
and hydrophobic blocks of similar lengths, PDMS60-
b-PDMAEMA50, very stable multiple emulsions (more
than two years) were obtained, for pH close to pKA

of PDMAMEA and in a large range of salt concen-
trations. Cytotoxicity measurements were performed
on intestinal human cells, proving the possibility of
using the emulsions stabilized with these copolymers
to develop applications for health care.
pH lowering allows to turn direct emulsions to multiple

ones, leading to the controlled release of encapsula-
ted species in the inner water drops. Encapsulation
tests have been carried out with a model molecule,
sucrose, and with an antioxidant extracted from green
tea, catechin. Both molecules could be released from
our emulsions by reducing the pH, despite the for-
mation of hydrogen bonds between the encapsulated
compounds and the copolymer which prevented com-
plete deliverance. We demonstrated the ability of our
multiple emulsions to protect the fragile catechin mo-
lecule during storage and preserve its antioxidant ca-
pacity.
Additionally, we achieved the formation of PDMS-b-
PDMAEMA stabilized emulsions by microfluidics. An
innovative method was developed to allow the forma-
tion of double emulsions on PDMS microchips in an
easy way. W/O/W emulsions were obtained for pre-
cise pH and salt concentrations, and catechin could
also be successfully encapsulated in the internal wa-
ter droplets by this method.

Université Paris-Saclay
Espace Technologique / Immeuble Discovery
Route de l’Orme aux Merisiers RD 128 / 91190 Saint-Aubin, France


