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Résumé 

Les poumons présentent de nombreux avantages en tant que voie d’administration de 

médicaments. Ils possèdent une grande surface (70-100 m2) pour l’adsorption de molécules et de 

particules, une mince barrière épithéliale, une faible acidité ainsi qu’un système vasculaire sous-

jacent abondant. L’administration par inhalation est une approche prometteuse pour le 

traitement du cancer des poumons et des infections microbiennes comorbides dans 33% des cas 

puisqu’elle permet la livraison ciblée d’agents chimiothérapeutiques. Les nanoparticules sont des 

vecteurs idéaux d’acheminements ciblés de médicaments avec des avantages tels qu’une stabilité 

élevée/une longue durée de conservation ainsi qu’une capacité de transport élevée. Les 

nanoparticules inhalées atteignant les alvéoles pulmonaires interagissent avec le surfactant 

pulmonaire. Ce mélange de lipides et de protéines tapisse l’interface eau/air des alvéoles servant 

ainsi de barrière. L’interaction physique et chimique des nanoparticules avec le surfactant 

pulmonaire déterminera leur clairance, rétention et translocation. Nous proposons l’utilisation 

de nanoparticules de phytoglycogène, extraites de maïs sans OGM, pour l’administration 

pulmonaire d’un peptide anticancéreux et antimicrobien à double action dont l’administration 

par voie orale ou par injection est problématique. Le nanophytoglycogène, composé de molécules 

de glucose, est non-biopersistant, non-toxique et est certifié GRAS (Generally Recognized as Safe) 

par le Food and Drug Administration pour l’ingestion. Cependant, son innocuité pour l’inhalation 

reste à déterminer. Avant de déterminer l’efficacité du nanophytoglycogène à des fins de 

nanotransporteur organique pour la délivrance par aérosol de peptides thérapeutiques, son 

impact sur les propriétés biophysiques et sur la structure de phase du surfactant pulmonaire doit 

premièrement être caractérisé.  

L’objectif du projet est d’étudier les effets de nanophytoglycogène de différentes charges 

sur les propriétés physicochimiques de modèles du surfactant pulmonaire en utilisant les 

monocouches Langmuir. Plus précisément, il est question d’étudier les effets des nanoparticules 

sur l’activité de surface, la morphologie, la réversibilité ainsi que l’épaisseur du film du surfactant 

pulmonaire. L’imagerie par microscopie à angle de Brewster (BAM, Brewster Angle Microscopy), 



 

les isothermes (pression de surface vs aire moléculaire) ainsi que l’ellipsométrie à l’interface eau-

air permettent une conjecture des effets néfastes potentielles du nanophytoglycogène sur les 

poumons.  

À l’aide de ces techniques, il a été possible d’étudier des monocouches de phospholipides 

et de protéines, représentant le surfactant pulmonaire. En présence de nanoparticules 

anioniques et quasi-neutres, les différentes monocouches ne subissaient aucune perturbation. 

Cependant, les résultats ont démontré que les nanoparticules cationiques se lient aux 

phospholipides anioniques, ce qui augmente l’épaisseur de la monocouche et ainsi le travail 

requis pour effectuer un cycle respiratoire. Ces travaux ont démontré l’importance de la charge 

des nanomatériaux lors de leur interaction avec le surfactant pulmonaire. De plus, les résultats 

de cette étude ont aussi permis de classer les nanophytoglycogènes quasi-neutre et anionique 

comme étant des vecteurs de médicaments potentiels. 

 

Mots-clés : surfactant pulmonaire, délivrance de médicaments, nanoparticules, inhalation, 

phytoglycogène, charge de surface, monocouche Langmuir 
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Abstract 

The human lungs present many advantages as a drug delivery route, namely a high surface 

area (70-100 m2) for the adsorption of molecular species and particles, a thin epithelial barrier, 

an abundant underlying vasculature, and low acidity. Inhalation delivery is expected to be an ideal 

approach for the treatment of lung cancer and associated pulmonary infection (33% of cases) as 

it allows the site-specific physical delivery of chemotherapeutic. Nanoparticle carriers broaden 

the options for targeted drug delivery systems with advantages including high stability/long shelf 

life and high carrier capacity. In the alveoli, inhaled nanoparticles interact with lung (pulmonary) 

surfactant, a lipid/protein mixture that lines the alveolar air/fluid interface and serves as a 

primary barrier to uptake. The physical/chemical interaction of the nanoparticles with the 

surfactant determines their clearance, retention, and translocation. We propose to use novel 

phytoglycogen nanoparticles, extracted from non-GMO corn, for the pulmonary delivery of a dual 

action anticancer and antimicrobial peptide that is problematic to deliver orally or by injection. 

Nanophytoglycogen, composed of glucose molecules, is non-biopersistent, non-toxic and is GRAS 

(Generally Recognized as Safe) for oral ingestion. However, its safety for inhalation remains to be 

determined. Before evaluating the efficacy of nanophytoglycogen to serve as an organic 

nanocarrier for the aerosol delivery of peptide therapeutics, their impact on the biophysical 

properties and phase structure of lung surfactant must first be characterized.   

The objective of the research is to investigate the effect of nanophytoglycogens of different 

surface charge on the physicochemical properties of pulmonary surfactant model systems using 

Langmuir monolayers. More specifically, the effect of the nanoparticles on the surface activity, 

morphology, reversibility, and film thickness of pulmonary surfactant is studied. Isotherms 

(surface pressure vs. molecular area), BAM (Brewster Angle Microscopy) imaging, and 

ellipsometry at the air-water interface allow a surmise of the potential adverse effects of 

nanophytoglycogen on the lungs.  

Using these techniques, it was possible to study monolayers of phospholipids and proteins, 

representing the pulmonary surfactant. In the presence of anionic and quasi-neutral 
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nanoparticles, the different monolayers didn’t undergo any disturbance. However, the results 

demonstrated that cationic nanoparticles bind to anionic phospholipids, which increases the 

thickness of the monolayer and thus the work required to complete a respiratory cycle. This study 

has demonstrated the importance of nanoparticle’s surface charge during their interaction with 

pulmonary surfactant. In addition, the results of this study also made it possible to classify the 

quasi-neutral and anionic nanophytoglycogens as being potential drug vectors.  

Keywords: lung surfactant, drug delivery, nanoparticles, inhalation, phytoglycogen, surface 

charge, Langmuir monolayer 
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Chapitre 1 – Introduction générale 

1.1 Motivation 

Le cancer des poumons représente 13% des différents types de cancers et 25% des morts 

dues au cancer. Au Canada, on estime que 81 canadiens sont diagnostiqués du cancer des 

poumons tous les jours, et 58 en meurent. Ceci représente pratiquement 30 000 cas par année 

et 22 000 décès.1 Les nombreuses injections et traitements de chimiothérapie à répétition 

peuvent être accablants pour un patient déjà épuisé. L’intérêt pour faciliter le traitement de ce 

cancer commun est ainsi bien présent. L’utilisation de nanoparticules de phytoglycogène comme 

vecteur de médicaments pourrait changer la façon dont le cancer du poumon est traité. Le 

nanophytoglycogène est une nanoparticule composée de molécules de glucose, ce qui le rend 

non-biopersistant et non-toxique. L’innovation de ce traitement, outre l’utilisation d’un 

nanomatériau physiologiquement compatible, est l’administration du nanophytoglycogène par 

inhalation, ce qui permet un traitement moins intrusif que son injection et plus efficace que son 

ingestion. Le but ultime de ce projet est d’administrer par les voies respiratoires, à l’aide du 

nanophytoglycogène, un peptide anticancéreux et antimicrobien à double action dont 

l’administration par voie orale ou par injection est problématique. 

Avant que cette technique devienne pratique commune, plusieurs étapes sont nécessaires 

pour démontrer son efficacité. Le nanophytoglycogène est certifié GRAS (Generally Recognized 

as Safe) par le Food and Drug Administration pour l’ingestion, mais pas pour l’inhalation. Il faut 

ainsi premièrement s’assurer que la présence de cette nanoparticule dans les poumons 

n’affectera pas le cycle respiratoire. Deuxièmement, il faut étudier l’insertion et la rétention du 

médicament dans le nanophytoglycogène ainsi que le relargage du thérapeutique dans les 

poumons. Troisièmement, une étude clinique est nécessaire afin de s’assurer de l’efficacité de 

transport du nanophytoglycogène dans un milieu in vivo. Mon projet consiste ainsi à effectuer la 

première étape d’une longue série d’études pouvant faire avancer le traitement du cancer des 

poumons. 
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Le présent mémoire propose donc une étude des effets néfastes potentiels de 

nanoparticules de phytoglycogène sur les poumons. Le premier chapitre est une introduction 

générale portant sur différents sujets essentiels pour la compréhension de cette étude, tels que 

les avantages des nanoparticules et des poumons dans le traitement de diverses maladies, la 

présentation du nanomatériau étudié, une description du fonctionnement et des composantes 

des poumons, ainsi que les objectifs détaillés de cette recherche. Les trois chapitres suivants 

porteront respectivement sur la théorie des techniques utilisées lors de ce projet (chapitre 2), sur 

les résultats obtenus, présentés sous forme d’article publié dans le journal Langmuir, lors de 

l’étude des effets néfastes potentiels du nanophytoglycogène sur le surfactant pulmonaire 

(chapitre 3) et, finalement, le chapitre 4 conclura le présent mémoire avec quelques perspectives 

d’amélioration du projet et la proposition de travaux futurs.  

1.2 Les poumons : une voie d’entrée prometteuse pour 

l’administration de médicaments 

Les poumons sont responsables de l’échange gazeux avec le réseau sanguin et permettent 

ainsi l’oxygénation de toutes les cellules du corps. Due à la fréquence élevée des cycles 

respiratoires, l’inhalation est la voie d’exposition aux particules aéroportées la plus importante.2  

Cet organe essentiel à la vie peut ainsi être utilisé dans le domaine de la nanomédecine comme 

voie d’entrée pour différents traitements. 

1.2.1 Les avantages des poumons et de l’inhalation 

L’inhalation d’ingrédients thérapeutiques actifs est une voie d’administration 

prometteuse. L’inhalation est une méthode moins invasive que l’injection dans le système 

sanguin.3-4 Tout récemment, un inhalateur d’insuline a été mis sur le marché, permettant aux 

personnes diabétiques d’inhaler leur insuline au lieu de se l’injecter.5 L’injection est une méthode 

peu pratique étant donné la fréquence élevée de l’administration de cette hormone6 et la 

possibilité d’infection à la suite de nombreuses injections au même site.7 L’inhalation de 

médicaments est aussi plus avantageuse que l’ingestion de ceux-ci puisque, contrairement aux 

voies respiratoires, la voie gastro-intestinale possède un haut taux de dégradation enzymatique 
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ainsi que des membranes peu perméables.4, 6 Un médicament inhalé aura ainsi moins de chance 

de se faire dégrader et aura plus tendance à se faire absorber par le système que s’il est ingéré.  

Les poumons possèdent de nombreux avantages tels qu’une grande surface (70-100 m2), 

favorisant l’adsorption/absorption locale et rapide de molécules.2-4, 6, 8-9 Les poumons sont aussi 

un milieu acidique faible, où l’activité protéolytique, soit la décomposition des protéines, est 

limitée.4, 10-11 Il est ainsi possible d’administrer localement et de manière efficace un médicament 

directement aux poumons. Cependant, les possibilités de traitements vont au-delà des poumons. 

En effet, la barrière épithéliale fine (0,2 μm)4 des alvéoles (Figure 1.1) ainsi que le système 

vasculaire sous-jacent abondant permettent aux médicaments de pénétrer dans le réseau 

sanguin. Il est donc possible de cibler l’organe désiré et d’y livrer un médicament grâce à la 

perméabilité des membranes et au vaste réseau de vaisseaux sanguins.2, 4, 6, 9 L’inhalation de 

médicament est une route de livraison locale et systémique ne se limitant pas qu’aux traitements 

de maladies pulmonaires, mais vise plutôt l’ensemble du corps humain. Par exemple, de manière 

locale, l’inhalation de médicaments est couramment utilisée pour traiter les crises d’asthmes.12 

La livraison systémique est utilisée comme traitement pour contrôler le diabète mentionné 

précédemment (Afrezza®), pour aider les gens à cesser de fumer avec les inhalateurs de nicotine13 

(Nicorette®) ou pour remplacer certains vaccins intramusculaires comme ceux de la grippe 

saisonnière avec des vaccins intranasaux par exemple.14   

1.2.2 Transport des particules dans le système respiratoire 

La taille des particules inhalées dicte leur parcours dans le système respiratoire ainsi que 

leur destination. La majorité des particules d’environ 8-13 μm sera déposée dans la région 

nasopharyngée du système respiratoire représentée en violet dans la Figure 1.1. Ces particules 

seront déposées dans les voies respiratoires supérieures par impaction, soit lorsqu’elles entrent 

en collision avec les parois dû à leur grande inertie.2, 4, 9 Plus la taille diminue, plus les particules 

auront tendance à se déposer dans les régions trachéobronchique et alvéolaire, représentées en 

vert et en orange respectivement (Figure 1.1). Les particules de tailles intermédiaires (environ 3-

8 μm) se déposent par sédimentation gouvernée par les forces gravitationnelles. Elles seront 

prises au piège par le mucus qui tapisse les voies respiratoires supérieures et seront éjectées par 
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une toux par exemple.2, 4, 9 Le mécanisme de déposition principal des particules présentes dans 

les alvéoles (1-3 μm) est la diffusion gouvernée par le mouvement Brownien, soit lorsqu’elles 

possèdent de petits mouvements aléatoires. Les particules avec une taille d’environ 1 μm et 

moins se rendent jusqu’aux alvéoles, mais sont trop petites pour y être déposées. Elles auront 

plutôt tendance à être expirées dû à leur faible inertie.2-4 Il est aussi question de précipitation 

électrostatique, mais seulement lorsque les particules possèdent une charge électrique. Une 

petite taille facilite ainsi le passage des particules dans les poumons et même le passage à travers 

les cellules épithéliales leur permettant d’atteindre le réseau sanguin.15  Par contre, l’inhalation 

directe de thérapeutique engendre une courte durée des effets pharmaceutiques et requiert 

l’inhalation d’une grande quantité.16 

Figure 1.1. Circulation de particules inhalées dans le système respiratoire. Figures modifiées des 

références15, 17-18 

1.3 Les nanoparticules : des vecteurs idéaux 

Dans cette optique, les nanoparticules (NPs) sont des vecteurs idéaux d’acheminement 

spécifique de molécules thérapeutiques puisqu’elles permettent d’améliorer la stabilité, la 

biodisponibilité, le ciblage, l’absorption, les effets pharmaceutiques ainsi que l’activité biologique 

du médicament.11 Tout matériau organique ou inorganique dont l’une des dimensions est de 1 à 
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100 nm et dont les propriétés physicochimiques sont fortement affectées par la dimension 

réduite est considéré comme une nanostructure.  

1.3.1 Avantages des nanoparticules 

Les nanoparticules sont versatiles puisqu’elles possèdent une multitude de 

caractéristiques variables. Il est possible d’en choisir la composition chimique et de 

fonctionnaliser leur surface afin d’obtenir une reconnaissance spécifique d’une région et de 

contrôler le relargage du médicament. De plus, l’encapsulation des médicaments dans des NPs 

permet de les protéger du milieu biologique afin d’arriver intact à destination.2 Il est aussi possible 

de choisir la taille adéquate selon la région cible désirée. 

La faible solubilité dans l’eau représente une limitation pour de nombreux 

thérapeutiques.2, 9, 19-20 Ceux-ci doivent être administrés en grande quantité à l’aide de vecteurs 

aqueux et de surfactants ou en les modifiant directement. Cependant, ces changements peuvent 

influencer l’efficacité du médicament21 ainsi qu’apporter des effets secondaires pouvant mettre 

en danger la santé des patients.6 Les nanoparticules permettent ainsi la livraison de 

thérapeutiques en petites quantités en augmentant leur solubilité dans l’eau grâce aux 

nombreuses possibilités dans la composition chimique de ces vecteurs.22 Par exemple, des NPs 

de triglycérides ou de polymères permettent d’augmenter la solubilité de médicaments 

lipophiles, ce qui améliore par le fait même leur effet thérapeutique.3 Les nombreuses possibilités 

dans la composition chimique permettent aussi de sélectionner des molécules tolérables 

physiologiquement afin d’éviter certains effets néfastes possibles. Par exemple, les 

nanoparticules lipidiques solides (SLN) sont couramment utilisées comme vecteur de 

médicaments puisqu’elles sont composées de phospholipides physiologiques, ce qui leur confère 

une faible toxicité.3  Cette variété permet aussi de contrôler le relargage du médicament en 

choisissant un matériau avec un taux de dégradation précis dans le corps.4 

Les nanoparticules possèdent un rapport aire de surface/volume élevé comparativement 

aux grandes particules, ce qui les rend plus actives biologiquement.2, 15, 23 En effet, le ratio  nombre 

d’atomes en surface/nombre d’atomes totaux augmente avec la diminution de la taille des 

particules, ce qui les rend plus réactives en surface (Figure 1.2). Ainsi, les nanoparticules d’une 
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taille de 10 nm et moins ont un nombre significatif d’atomes en surface comparativement au 

nombre total d’atomes. Il est possible de bénéficier de cette caractéristique puisqu’elle confère 

à la NP une grande capacité de transport, une augmentation d’absorption ainsi qu’une 

augmentation dans l’interaction avec les tissus biologiques. La combinaison de la grande surface 

des poumons et de l’activité en surface des NPs offre la possibilité de livraison ciblée de 

médicaments.3-4  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.2. Aire de surface spécifique en fonction de la taille de la particule sphérique. Figure 

reproduite de la référence24 

 

Il est aussi possible de fonctionnaliser la surface des NPs afin de cibler la région désirée. 

L’ajout de groupements fonctionnels permet entre autres de minimiser l’interaction des NPs avec 

les molécules biologiques qui pourraient s’y lier et influencer son parcours dans le corps.23 Cet 

ajout peut aussi favoriser la présence des NPs afin d’augmenter leur séjour dans le système et 

ainsi obtenir des effets prolongés de la médication et diminuer la fréquence des doses 

nécessaires. La modification en surface peut également faciliter l’encapsulation du médicament, 

l’absorption du complexe NP-Thérapeutique ainsi que le contrôle du relargage du médicament.3-

4 De plus, si la nanoparticule est modifiée avec des groupements chargés, elle se déposera plus 
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efficacement dans les poumons, particulièrement si elle est chargée positivement.2, 18 En effet, 

on retrouve à la surface de nanoparticules chargées diverses biomolécules telles que des 

oligonucléotides, des peptides, des virus, ainsi que des petites molécules thérapeutiques.25-29 

Comme mentionné précédemment, la taille d’une particule est un paramètre important 

afin de pouvoir accéder à la région alvéolaire sans être expiré. C’est pourquoi les complexes NPs-

Thérapeutiques sont souvent suspendus en aérosol de gouttelettes liquides ou sèches. Ceci 

permet d’obtenir un diamètre offrant un maximum de déposition dans les basses voies 

respiratoires (diamètre aérodynamique de 1-3 μm)2, 4, sans avoir à modifier la nanoparticule elle-

même. Cette dispersion colloïdale en solution aqueuse permet d’uniformiser la distribution du 

médicament dans les alvéoles.6  La suspension en gouttelettes de ces complexes requiert 

l’utilisation de dispositifs d’inhalation comme un nébuliseur, un inhalateur de poudre sèche ou 

un aérosol doseur.2 Avec ces dispositifs, la déposition des NPs dans les poumons dépend du 

volume inhalé, de la vitesse d’inhalation et de la pause de respiration à la suite de l’inhalation.9  

Le contrôle qu’offre les NPs comme vecteur de médicaments permet de réduire les doses 

administrées et ainsi les effets secondaires associés aux traitements.3-4, 9, 19, 30 

1.3.2 Effets néfastes potentiels 

Les nanoparticules sont présentes dans notre environnement ambiant. Que celles-ci soient 

créées de manière intentionnelle ou pas, elles se retrouvent dans l’air et nous y sommes exposées 

par les voies respiratoires, gastro-intestinales, cutanées et sanguines.2 Les avantages associés aux 

nanoparticules comme transporteurs de médicaments et aux poumons comme voie d’entrée 

favorisent aussi l’inhalation et l’absorption de particules non désirées pouvant induire une 

dysfonction cellulaire ainsi qu’une réponse de stress oxydatif.15  

90%31 des particules aéroportées proviennent de sources naturelles telles que le désert, les 

feux de forêt, les volcans et l’évaporation des eaux des océans.32 Ces particules possèdent une 

taille entre 100 nm et 2,5 μm, ce qui les rend potentiellement dangereuses pour le 

fonctionnement des poumons puisqu’elles peuvent s’y déposer.31-33 De manière générale, 

l’exposition à ce type de particules engendre des symptômes tels que l’irritation de la peau, des 
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yeux, de la gorge, et du nez ainsi que l’aggravation de symptômes chez des gens ayant 

préalablement des conditions respiratoires.32, 34   

Le 10% restant provient de particules aéroportées produites par les humains.31 La 

révolution industrielle aura engendré l’augmentation de particules aéroportées due à des sources 

anthropiques telles que les moteurs à combustion internes,  les centrales électriques et les usines 

à papier.15 L’exposition quotidienne à ces sources de particules peut favoriser l’apparition d’une 

toux chronique.35 

 Le développement de la nanotechnologie apporte aussi sa part à l’exposition des humains 

aux nanoparticules. Les travailleurs d’usine de béryllium, utilisé sous forme de nanoparticule dans 

les ordinateurs et autres produits électroniques, peuvent développer la maladie chronique du 

béryllium qui implique de la toux chronique, de l’essoufflement, de la fatigue ainsi que la perte 

de poids.36 La silice, qui est un composant très fréquent dans les nanoparticules 

atmosphériques,37-39  se retrouve naturellement dans les roches, le sable et le sol, mais est aussi 

utilisée dans les appareils électroniques, la peinture ainsi que dans les cosmétiques.40 L’exposition 

à la silice peut mener à une fibrose pulmonaire ainsi qu’au cancer des poumons et est reliée à 

plusieurs maladies auto-immunes telles que la sclérodermie.40-42  

Ces exemples ne représentent qu’une infime partie d’une multitude d’études effectuées. 

Étant donné les nombreuses caractéristiques possibles, il existe une quantité exponentielle de 

différentes nanoparticules, chacune pouvant affecter le système respiratoire de manières 

variées. Que la particule soit de source naturelle ou humaine, que sa formation soit intentionnelle 

ou non, son danger potentiel doit être étudié. Il est ainsi primordial d’évaluer la nanotoxicité 

d’une nanoparticule en fonction de ses différentes caractéristiques avant de l’utiliser dans le 

domaine de la nanomédecine.  

1.4 Nanoparticules de phytoglycogène 

Dans cette optique, des nanoparticules de phytoglycogène extraites de manière durable de 

maïs sucrés sans-OGM sont utilisées dans ce projet puisqu’elles sont tolérables 

physiologiquement.  Le phytoglycogène est une biomacromolécule constituée d’unités de glucose 
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connectées par des liaisons glycosidiques α(1-4) avec des embranchements  α(1-6) à tous les 10-

12 unités, créant une structure similaire à un dendrimère (Figure 1.3).43-44  Le 

nanophytoglycogène est ainsi considéré comme un polymère dendritique. Les nanoparticules de 

phytoglycogène sont certifiées GRAS (Generally Recognized as Safe) par le Food and Drug 

Administration (FDA) des États-Unis. Elles sont non-biopersistantes, non-toxiques, non-

immunogènes, hypoallergènes et biodégradables.45  

 

Figure 1.3. Structure dendritique et composition chimique des nanoparticules de 

phytoglycogène  

 

1.4.1 Synthèse  

La préparation des nanoparticules effectuée par Glysantis © démontre bien la simplicité 

du produit. La production commence avec des grains de maïs contenant 75% d’humidité qu’ils 

vont combiner avec de l’eau déionsée et pulvériser au mélangeur. La purée obtenue est par la 

suite centrifugée afin d’en récolter le surnageant qui sera filtré pour en retirer les matériaux 

fibreux, protéines et lipides non désirés. Le rétentat est par la suite mélangé avec de l’éthanol 

afin de faire précipiter le phytoglycogène et centrifugé à nouveau. La pastille résultante, 

contenant les nanoparticules, est mise au four à 50 °C pendant 24 heures et broyée afin de passer 
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dans un tamis de 0,354 mm.20, 46 Des nanoparticules de phytoglycogène de basse viscosité, 

hydrophiles, monodisperses et hautement stables en solution aqueuse, puisqu’elles ne 

s’agrègent pas, sont obtenues.19, 21-22 Les nanoparticules de phytoglycogène possèdent en effet 

une faible polydispersité de seulement 10%.47 Une nanoparticule de phytoglycogène possède une 

taille d’environ 35 nm, une masse molaire de 4,16x106 g/mol et est constituée d’une seule 

macromolécule contenant 2,59x104 unités de glucose.46 Bien que la synthèse soit simple et 

directe, un polymère dendritique (Figure 1.3) avec des propriétés physicochimiques 

avantageuses, telles que la possibilité de fonctionnaliser sa surface et d’y encapsuler des 

médicaments, est obtenu. 

1.4.2 Avantages et utilisations  

La structure générale d’un dendrimère consiste en un noyau duquel émerge des 

branchements qui contiennent d’autres embranchements à leur extrémité, et ce, de manière 

répétitive (Figure 1.4). 19, 22 Il y a ainsi un gradient de densité, allant de plus faible à plus élevé en 

partant du centre.48 Chaque ajout d’une génération d’embranchements ajoute une quantité 

exponentielle de groupements fonctionnels19, ce qui donne à la structure l’allure d’un arbre, d’où 

son surnom tree-like structure. L’avantage de la structure dendrimérique est la possibilité 

d’augmenter la surface exposée, et ce, même pour une particule d’une taille de plus de 10 nm. 

Pour le phytoglycogène, les nanoparticules grandissent vers l’extérieur avec l’ajout de glucose 

jusqu’à ce que les enzymes responsables de cette croissance soient stériquement inhibées.44 Plus 

le nombre de générations augmente, plus le centre de la nanoparticule est blindé de 

l’environnement extérieur et plus le dendrimère adopte une forme sphérique. Ceci leur confère 

une structure compacte ainsi qu’un nombre élevé de groupements fonctionnels en périphérie.22 

Des études sur la structure du phytoglycogène par diffusion des neutrons à petit angle ont 

confirmé la forme sphérique de la nanoparticule.46  
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Figure 1.4. Structure générique d’un dendrimère. Figure modifiée de la référence22 

Cette structure quasi-dendrimérique permet aux nanoparticules de phytoglycogène 

d’être utilisées dans les cosmétiques comme agent hydratant. Elles peuvent contenir jusqu’à 

250%46 de leur masse en eau grâce au vaste réseau de ponts hydrogènes possibles entre les 

molécules d’eau et de glucose.43 La spectroscopie infrarouge permet de caractériser 

l’organisation des molécules d’eau prises au sein du polymère dendritique. En effet, la vibration 

du lien O-H dépend de son environnement et est influencée par les interactions possibles avec 

les molécules voisines. Ce type d’étude a confirmé que la structure quasi-dendrimérique du 

nanophytoglycogène lui permet de mieux lier et organiser les molécules d’eau comparativement 

aux polysaccharides linéaires.44, 49 Elles sont donc idéales dans les crèmes hydratantes 

puisqu’elles apportent de l’hydratation à la peau et possèdent une grande capacité de rétention 

d’humidité. La peau demeure donc hydratée longtemps. 

Cette structure quasi-dendrimérique permet aussi au nanophytoglycogène d’être utilisé 

dans le secteur alimentaire afin d’encapsuler des nutriments. Ce type de NPs permet la livraison 

par voie orale de ces composés bioactifs qui auraient perdu leur activité à la suite de la digestion 

de l’aliment qui les contient. Chen et al50 ont utilisé le nanophytoglycogène afin d’augmenter la 

solubilité de la lutéine, un composé présent dans plusieurs fruits et légumes, jouant un rôle 

important comme antioxydant dans la prévention de cataractes, dans la dégénération maculaire 
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et dans d’autres troubles oculaires. Une fois complexée avec la NP, la lutéine possède une plus 

grande perméabilité aux membranes des cellules épithéliales, la rendant plus bioactive. Chen et 

al51 ont aussi obtenu les mêmes conclusions pour la quercitrine, une molécule présente dans 

plusieurs fruits et légumes, ayant des propriétés anti-inflammatoires et antivirales. Les 

nanoparticules de phytoglycogène permettent aussi l’acheminement de suppléments 

cytotoxiques, mais essentiels. Alkie et al52 les ont en effet utilisées afin d’acheminer par voie orale 

du sélénium, élément supportant la santé des animaux, et ont démontré une biodisponibilité 

identique ainsi qu’une cytotoxicité réduite comparativement à l’administration du métal seul. 

 

Il est possible de choisir le nombre de générations de la structure dendrimérique pour 

contrôler l’accès au centre de la nanoparticule. Un taux intermédiaire de générations permet d’y 

insérer un médicament tout en le protégeant des enzymes afin qu’il arrive intact à destination. 

Un plus haut taux de générations engendre de nombreuses extrémités et permet l’ajout de 

groupements fonctionnels afin d’obtenir un ciblage spécifique.19, 21-22 La nanoparticule peut être 

chargée en médicaments de deux manières. La première consiste en une encapsulation non 

covalente où les molécules thérapeutiques sont simplement contenues dans l’espace interne du 

dendrimère.19, 22 Une fois au centre, les molécules peuvent interagir faiblement avec le 

dendrimère avec des ponts hydrogènes ou des interactions électrostatiques par exemple. La 

deuxième méthode consiste en la formation de liaisons ioniques ou covalentes entre le 

médicament et les groupements fonctionnels se trouvant aux extrémités du dendrimère.19, 21  

 Une fois la molécule thérapeutique arrivée à destination, il faut évidemment la relâcher 

du dendrimère. La libération du médicament dépend de son interaction avec la particule. Par 

exemple, un médicament encapsulé dans le cœur du dendrimère par interaction hydrophobique 

peut être relargué lors d’un changement de pH rendant le cœur hydrophile. Ce mécanisme de 

libération sensible au pH dépend ainsi du profil de protonation/déprotonation du cœur de la 

nanoparticule.  Ce changement de pH peut aussi cliver les liaisons covalentes entre le dendrimère 

et les molécules thérapeutiques, permettant ainsi de les relarguer.21 L’environnement acidique 

des tumeurs ainsi que la présence d’enzyme à proximité peuvent aider à cet effet. Il est possible 



13 
 

de modifier tous ces paramètres afin d’obtenir une reconnaissance spécifique ainsi qu’un 

relargage contrôlé des molécules thérapeutiques.  

Les nanoparticules de phytoglycogène sont ainsi utilisées dans le domaine de la médecine. 

Elles permettent d’acheminer des gènes par voie orale. Alkie et al.53 ont utilisé le 

nanophytoglycogène chargé positivement à l’aide de groupements de 

glycidyltriméthylammonium afin d’encapsuler de l’ARN double brin qui induit la production 

d’interférons de type 1 essentiels au système immunitaire lors d’infections virales. Le complexe 

NPs-ARN s’est avéré à améliorer l’assimilation de l’ARN chez les truites arc-en-ciel 

comparativement au double brin seul. Les nanoparticules de phytoglycogène allongent l’activité 

thérapeutique, diminuant ainsi la fréquence d’administration nécessaire, et sont moins toxiques 

que les complexes de liposomes couramment utilisés pour l’acheminement de gènes.54  La 

capacité à modifier la surface des nanoparticules a été mise en pratique par Perrone et al.55 Ils 

ont fonctionnalisé le nanophytoglycogène avec des groupements d’acide mercaptonicotinique 

afin de développer un complexe ciblant le mucus. La nanoparticule modifiée s’est avérée à mieux 

adhérer au mucus et à prendre plus de temps pour se décomposer comparativement à la 

nanoparticule non modifiée. Cette modification permet ainsi d’augmenter le temps de rétention 

et l’absorption du nanophytoglycogène dans le système en modifiant ses propriétés adhésives 

sans pour autant affecter sa faible cytotoxicité. Les nanoparticules de phytoglycogène agissent 

aussi comme adjuvant dans les vaccins afin de stimuler une réponse immunitaire plus forte.56-57  

  La structure quasi-dendrimérique possède de nombreux avantages. Cependant, la 

composition chimique joue un rôle essentiel.22  Premièrement, les nanoparticules de 

phytoglycogène sont solubles dans l’eau, ce qui règle donc le problème d’insolubilité des 

médicaments. Xie et al.58 ont utilisé le nanophytoglycogène fonctionnalisé avec des groupements 

d’octénylsuccinate hydroxypropyle afin d’augmenter la solubilité de 12 000 fois du niclosamide, 

un médicament utilisé pour traiter les infestations de ténias, un ver parasitaire, et ayant aussi des 

propriétés anticancéreuses. Ils ont aussi démontré, avec la même nanoparticule, l’augmentation 

de la solubilité de six ingrédients pharmaceutiques actifs, soit le célécoxib, le docétaxel, le 

fénofibrate, la griséofulvine, le resvératrol59, ainsi que le paclitaxel.60  Deuxièmement, le 

nanophytoglycogène est biocompatible puisqu’il est composé majoritairement d’unités de 
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glucose. Il est donc un candidat prometteur pour agir comme lubrifiant dans les environnements 

biologiques, comme les articulations synoviales.61 Le nanophytoglycogène est dégradé en sucre 

simple par le corps,43 ce qui le rend non-biopersistant. En effet, les nanoparticules de 

phytoglycogène peuvent être hydrolysées par les enzymes présents dans le lysosome ainsi que 

dans le cytosol62-64  et les monomères de glucose pourront être utilisés par la cellule pour la 

production d’énergie,20 libérant par le fait même le thérapeutique qu’elles contiennent. Ce 

mécanisme de relargage est encore plus efficace dans certaines cellules cancéreuses où le 

métabolisme du glycogène et ses enzymes de dégradation sont plus actifs que dans les cellules 

saines en raison de l’environnement hypoxique.62-63 Ceci peut ainsi être utilisé à son avantage afin 

de cibler une cellule cancéreuse et d’y relarguer efficacement un peptide anticancéreux par 

exemple.  

La structure ainsi que la composition chimique du nanophytoglycogène lui confèrent donc 

plusieurs avantages dans son rôle de vecteur de médicament. Étant donné son diamètre (non-

hydraté) d’environ 35 nm, le nanophytoglycogène atteindra la région alvéolaire des poumons et 

entrera en contact avec le surfactant pulmonaire (Figure 1.5). 

1.5 Surfactant pulmonaire 

Le surfactant pulmonaire consiste en un mélange de lipides et de protéines sécrétés par des 

cellules épithéliales de type II, formant une monocouche à l’interface eau-air des alvéoles 

pulmonaires (Figure 1.5). Ces dernières sont de petites tailles, sont présentes en grande quantité 

(plus de 300 millions2-3) et occupent ainsi une grande aire de surface afin de maximiser les 

échanges gazeux avec le sang. La présence du surfactant pulmonaire est nécessaire puisqu’il 

permet d’éviter un collapsus pulmonaire dû à la haute courbure des alvéoles. Le surfactant 

pulmonaire est ainsi l’élément clé de la mécanique respiratoire puisqu’il diminue la tension de 

surface ainsi que le travail relié à la respiration. 65-68 
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Figure 1.5. Schéma des alvéoles et du surfactant pulmonaire à l’interface eau-air. Figure 

modifiée de la référence69 

1.5.1 Phospholipides 

Les composants majeurs du surfactant pulmonaire sont les lipides (92% massique), dont 

la majorité est des phospholipides66-67 (Figure 1.6). Ce sont des molécules amphiphiles possédant 

une tête polaire et deux chaînes alkyles hydrophobes. La première interagit avec l’eau alors que 

la queue hydrophobe est exposée à l’air afin d’éviter tout contact avec l’eau, formant ainsi un film 

de l’épaisseur d’une molécule à l’interface eau-air.70 C’est cette monocouche qui permet d’éviter 

l’effondrement des alvéoles pulmonaires en réduisant la tension de surface.  

 

Figure 1.6. Composition en pourcentage massique du surfactant pulmonaire. Figure reproduite 

de la référence68 
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Le surfactant pulmonaire est majoritairement composé de phospholipides ayant une tête 

polaire zwitterionique, la phosphatidylcholine (PC). Le phospholipide le plus abondant, soit 

environ 40% du surfactant pulmonaire66-68, est le 1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine 

(DPPC), un phospholipide ayant des chaînes alkyles saturées. On y retrouve aussi des PC ayant 

des chaînes alkyles insaturées, comme le 1-palmitoyl-2-oleoyl-glycéro-3-phosphocholine (POPC). 

Des phospholipides possédant une tête polaire anionique, phosphoglycérol (PG), représentent 

une portion moindre d’environ 8%67, dont la majorité est occupée par le 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-

glycéro-3-phosphoglycérol (POPG), un phospholipide insaturé anionique. Il y a également 

d’autres types de têtes polaires comme la phosphatidylinositol (PI) et la 

phosphatidyléthanolamine (PE) ainsi que des lipides neutres, principalement le cholestérol.67-68, 

71  

La présence de phospholipides saturés et insaturés apporte un équilibre dans le film. 

Certains phospholipides saturés, comme le DPPC, sont en phase gel à température physiologique. 

Ils ont la capacité de former des structures compactes et permettent ainsi d’atteindre des 

tensions de surface qui s’approchent de 0 mN m-1 (vs la tension de surface de l’eau d’environ 72 

mN m-1 72). Le DPPC est le phospholipide générant majoritairement cette valeur basse de tension 

de surface.67-68 Certains phospholipides insaturés, comme le POPG, ou saturés, mais ayant de 

courtes chaînes alkyles, sont plutôt en phase fluide à la température du corps, apportant une 

certaine fluidité à la monocouche et rendant le cycle respiratoire réversible. Ils facilitent aussi 

l’adsorption des phospholipides en phase gel à la surface.66-67  

1.5.2 Protéines pulmonaires 

Le 8% restant dans la composition du surfactant pulmonaire est occupé par les protéines 

pulmonaires, appelées surfactant proteins (SPs) en anglais. Elles sont divisées en deux catégories, 

soit les grandes protéines hydrophiles non actives en surface ainsi que les petites protéines 

hydrophobes actives en surface.67-68  

1.5.2.1 Protéines pulmonaires A et D 

La première catégorie comprend deux protéines pulmonaires, la SP-A et la SP-D, qui jouent 

un rôle important dans la défense contre les pathogènes (organismes causant des maladies).67-68, 
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73 Ces deux protéines font partie de la famille des collectines (collagène/lectine74) reconnue pour 

se lier à une variété de microorganismes.68 En effet, elles interagissent avec différents microbes 

tels que des champignons, de la levure, des bactéries, des allergènes, des virus ainsi que des 

substrats inorganiques environnementaux afin de former des agglomérats.74-76 Cette structure 

facilite leur reconnaissance ainsi que leur élimination. Un autre mécanisme de défense utilisé par 

ces protéines pulmonaires est l‘opsonisation qui consiste en l’identification de ces 

microorganismes comme étant nocifs.74, 76 La SP-A et la SP-D permettent aussi l’inhibition de la 

croissance de plusieurs bactéries en formant une barrière physique empêchant l’absorption de 

nutriments. Elles sont aussi reconnues pour augmenter la phagocytose, un processus éliminant 

des pathogènes.75 De plus, ces protéines favorisent la production d’intermédiaires réactifs de 

l’oxygène et de l’azote, pouvant tuer certains pathogènes.76  

Il a été prouvé sur des rats qu’une déficience de la SP-A entraîne une élimination retardée 

des microbes, une augmentation de la réponse inflammatoire ainsi qu’une diminution 

d’intermédiaires réactifs de l’oxygène et de l’azote. Une administration de la SP-A a réglé tous ces 

symptômes. Une trop petite quantité de la SP-D entraîne une diminution de l’absorption de 

macrophages, cellules responsables de la détection et de l’élimination de pathogènes, ainsi 

qu’une augmentation de réponse inflammatoire.74 En effet, les deux protéines régulent 

l’inflammation, soit en la favorisant afin d’alerter la présence de pathogènes, soit en la diminuant 

lorsque la réponse est trop élevée et pourrait affecter l’échange gazeux lors de la respiration.74 

La SP-A possède aussi un rôle dans la mécanique respiratoire qui est de favoriser l’adsorption de 

DPPC à l’interface eau-air66-67 ainsi que de participer à la formation de myéline tubulaire (Figure 

1.5), un réservoir important de phospholipides.74 Pour sa part, la SP-D régule l’homéostasie du 

surfactant pulmonaire en contrôlant la sécrétion et l’adsorption de phospholipides.74 Cependant, 

ces deux protéines ne sont pas essentielles pour le cycle respiratoire en soi.  

1.5.2.2 Protéines pulmonaires B et C 

La deuxième catégorie comprend aussi deux protéines pulmonaires, soit la SP-B et la SP-

C, les protéines hydrophobes et actives en surface. Celles-ci jouent un rôle primordial dans la 

réversibilité du cycle respiratoire en favorisant l’adsorption et la désorption de phospholipides à 

l’interface eau-air des alvéoles.77-78 Lors de l’expiration, l’aire disponible pour les phospholipides 
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diminue, forçant certains à quitter l’interface eau-air. De manière générale, ce sont les 

phospholipides insaturés qui quittent la monocouche puisqu’ils sont instables à haute 

compression. Les phospholipides exclus seront maintenus sous la monocouche, formant un 

réservoir. Cette étape du cycle respiratoire se nomme le squeeze-out. Lors de l’inhalation, les 

phospholipides seront incorporés à nouveau dans le film, et ce, sans perte de matériel. Dans cette 

optique, la SP-B et la SP-C participent à la formation de ce réservoir qui est composé d’une 

bicouche de phospholipides attachée à la monocouche, permettant l’insertion et le retrait des 

phospholipides lors du cycle de compression/expansion (Figure 1.7). 

La SP-B est un dimère d’environ 17 kDa constitué de 79 acides aminés.67 Elle joue un rôle 

important dans l’adsorption de nouveau matériel à l’interface lors de l’inspiration. Sa charge de 

7+68 ainsi que sa structure tridimensionnelle favorisent son interaction avec les phospholipides, 

particulièrement avec le POPG ou autres phospholipides anioniques67, afin d’augmenter leur 

pouvoir surfactant, favorisant la stabilité du film.  Étant donné sa nature amphiphile, la SP-B 

permet de lier le réservoir à la monocouche ainsi que de lier une bicouche à une autre (Figure 

1.7).  

La SP-C exclut les phospholipides autres que DPPC de l’interface lors de l’expiration67 grâce 

à sa charge nette positive (3+) et à sa structure tridimensionnelle. Elle permet aussi de maintenir 

la structure du réservoir sous la monocouche, entre autres grâce à des chaînes alkyles ancrées 

dans la monocouche, et de maintenir les phospholipides en bicouche (Figure 1.7). Cette protéine 

très hydrophobe de 35 acides aminés (4,5 kDa) est la seule protéine pulmonaire qui se retrouve 

uniquement dans les poumons.67  

La SP-B et la SP-C permettent ainsi de retirer sélectivement les phospholipides fluides de 

l’interface eau-air afin de favoriser une monocouche riche en DPPC qui permettra de conserver 

une basse tension de surface lors de l’expiration. Elles permettent aussi de répartir à nouveau à 

l‘interface les phospholipides maintenant dans le réservoir lors de l’inspiration, évitant ainsi une 

perte de matériel. La SP-B et la SP-C travaillent en synergie afin de favoriser la réduction de 

tension de surface et la stabilité du film lors du cycle respiratoire. 
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Figure 1.7. Schématisation de la formation du réservoir par la SP-B et la SP-C durant le cycle de 

compression et d’expansion. Figure reproduite de la référence79 

 

Il a été démontré qu’il est possible de survivre à une carence de la SP-C alors qu’une carence 

de la SP-B est mortelle pour l’homme.80-81 C’est ainsi cette dernière qui est priorisée lors de la 

fabrication de modèles du surfactant pulmonaire. Certains modèles proviennent d’extraits de 

lavages pulmonaires d’animaux (principalement porcins et bovins), comprenant ainsi l’entièreté 

(ou presque) des molécules présentes dans le mélange du surfactant pulmonaire. Ces extraits (i.e. 

Infasurf ©) sont utilisés comme thérapie de remplacement du surfactant pulmonaire afin de 

traiter des maladies telles que le syndrome de détresse respiratoire (SDR) et le syndrome de 

détresse respiratoire aigüe (SDRA). Certains modèles comprennent des phospholipides 

synthétiques, mais requièrent l’ajout de la SP-B extraite de ces lavages pulmonaires. Cette 

méthode d’extraction rend la préparation des modèles ardue et la composition de ceux-ci 

variable. 
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Walter et al.73, 82 ont ainsi développé une protéine synthétique analogue à la SP-B, 

permettant d’éviter les lavages de poumons d’animaux afin d’obtenir ce peptide. Cette méthode 

permet un meilleur contrôle sur la qualité du produit ainsi que l’obtention d’un meilleur taux de 

reproductibilité. La super mini-B contient 41 de 79 acides aminés, tout en maintenant sa charge 

positive ainsi que sa configuration tridimensionnelle essentielles afin de remplir son rôle dans 

l’interaction avec la monocouche. L’analogue s’est avéré atteindre la réoxygénation chez le rat 

déficient du surfactant pulmonaire lorsqu’il est administré en tant que traitement en combinaison 

avec d’autres phospholipides, prouvant son efficacité. La super mini-B permet ainsi de concevoir 

des modèles du surfactant pulmonaire plus simples et reproductibles.  

1.6 Les modèles du surfactant pulmonaire en présence de 

nanoparticules 

La possibilité de reproduire le surfactant pulmonaire simplement a permis l’étude en 

laboratoire de l’interaction de nanoparticules avec ces modèles. À l’aide de cette méthode in 

vitro, il a été prouvé que, pour les NPs de tailles adéquates pour accéder aux alvéoles 

pulmonaires, les plus grandes ont tendance à affecter plus grandement la monocouche en 

retirant des phospholipides de celle-ci lors de la compression.10-11  

Étant donné l’amphiphilité des phospholipides dans le surfactant pulmonaire, 

l’hydrophilicité/hydrophobicité des nanoparticules joue un rôle important dans leur interaction 

avec la monocouche. Des simulations de dynamique moléculaire ainsi que des études in vitro ont 

démontré que les nanoparticules hydrophobes ont tendance à être intégrées dans la 

monocouche alors que les nanoparticules hydrophiles ont plus de facilité à traverser le surfactant 

pulmonaire.10-11, 17, 30, 83-85 Cette rétention des nanoparticules hydrophobes dans la monocouche 

a tendance à engendrer une perturbation structurelle et ainsi un changement dans la capacité du 

surfactant pulmonaire à réduire la tension de surface.  

En effet, Valle et al86 ont démontré, avec des nanoparticules de polystyrène et de poly 

(acide lactique-co-glycolique) (PLGA), que plus la nanoparticule est hydrophobe, plus celle-ci sera 

maintenue dans une monocouche d’Infasurf © et plus elle détériora son activité de surface, soit 



21 
 

sa capacité à réduire la tension de surface. Cette rétention dans la monocouche peut causer de 

l’inflammation.87 La toxicité des nanoparticules hydrophobes a aussi été démontrée pour des 

nanoparticules de carbone (nanotubes de carbone/ nanoplaquettes de graphène88-89, fullerènes 

C60
90, nanodiamants91-92), des nanoparticules de polyorganosiloxane8, 17, 93, des nanoparticules de 

polystyrène fonctionnalisées avec des groupements carboxyliques94-95 ainsi que des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées avec des groupements alkyles96.  

Les nanoparticules hydrophiles sont ainsi d’intérêt pour l’acheminement de thérapeutiques 

afin de pouvoir pénétrer la monocouche et cibler la région désirée.11 En revanche, il ne faut pas 

tenir pour acquis que cette capacité de translocation ne vient pas sans effets secondaires. Par 

exemple, des nanoparticules hydrophiles de silice ont induit des changements sur l’organisation 

interfaciale et le comportement de phase de monocouches de DPPC84, de DPPC/DOPC (1,2-

dioleoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine)97, de DPPC/PA (acide palmitique)98 et de DPPC/POPG.99-

100 Ces effets ont été attribués au comportement hydrophobique acquit par la nanoparticule lors 

de l’adsorption de surfactants à sa surface. Hu et al83 ont étudié une monocouche d’Infasurf © 

en présence de nanoparticules hydrophobes (polystyrène) et hydrophiles (hydroxyapatite). Bien 

que les images acquises à l’aide de la microscopie à force atomique (AFM) confirment que les 

nanoparticules hydrophobes ont tendance à s’imprégner dans la monocouche, les deux types de 

nanoparticules inhibent certaines propriétés biophysiques du film et induisent des changements 

dans la structure du film. Leurs simulations en dynamique moléculaire ont aussi démontré qu’en 

traversant une monocouche de DPPC :POPG + SP-B/-C, les nanoparticules hydrophiles retirent 

une certaine quantité de la SP-B.83 Cependant, cette affirmation implique une autre 

caractéristique importante des nanoparticules, soit la charge à la surface.  

Les nanoparticules hydrophiles chargées négativement peuvent interagir 

électrostatiquement avec les protéines chargées positivement et ainsi potentiellement en retirer 

quelques-unes de la monocouche lors du cycle de compression/expansion.85 En revanche, ce sont 

les nanoparticules hydrophiles chargées positivement qui semblent plus nuisibles au cycle 

respiratoire. En effet, elles demeurent proches des têtes polaires par l’entremise d’interactions 

électrostatiques avec les phospholipides chargés négativement. Pour les nanoparticules 

hydrophobes, ce sont plutôt celles chargées négativement qui semblent induire plus de 
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changements à la monocouche.30, 94 Les NPs hydrophobes demeurent dans la monocouche et 

vont ainsi interagir en permanence avec la SP-B. Cette interaction peut dénaturer la protéine et 

potentiellement nuire aux cycles de compression-expansion étant donné son rôle essentiel dans 

la réversibilité du cycle respiratoire.86  

Il est ainsi essentiel de trouver la balance entre les effets secondaires associés à l’inhalation 

de nanoparticules, tel que le retrait de la SP-B pouvant affecter la réversibilité du cycle 

respiratoire, et leur capacité à traverser la monocouche pour atteindre la région désirée. Dans 

cette perspective, des nanoparticules hydrophiles de différentes charges sont étudiées. 

1.7 Objectifs de la recherche 

Ce projet de recherche se concentre sur l’étude de l’effet de nanoparticules de 

phytoglycogène sur le surfactant pulmonaire à l’aide de monocouches Langmuir. La charge des 

nanomatériaux étant un facteur influant sur leur toxicité, des nanoparticules quasi-neutres, 

anioniques et cationiques sont étudiées afin de déterminer le rôle des forces électrostatiques 

dans ce type d’interaction. Également, afin de déceler les rôles des différentes composantes 

présentes dans le surfactant pulmonaire, différents modèles sont étudiés. Le premier système 

analysé comprend du DPPC, le composant le plus abondant du surfactant pulmonaire. Ce 

phospholipide zwitterionique et saturé permet la réduction de tension de surface, mais n’est pas 

représentatif de l’ensemble du mélange puisqu’il manque de fluidité. C’est pourquoi le premier 

système étudié est composé de DPPC/POPG 70:30, ratio molaire représentant la quantité de 

phospholipides saturés et insaturés. Ce mélange comprend la phase condensée composée de 

DPPC ainsi que la phase fluide composée de POPG, un phospholipide insaturé possédant une 

charge nette négative. Ce système démontre donc le rôle de la charge des phospholipides dans 

leur interaction avec les nanoparticules de différentes charges. Le deuxième système étudié 

comprend le même ratio molaire de DPPC et de POPG avec un ajout de 3% massique de l’analogue 

de la protéine chargée positivement, super mini-B. Ce système permet ainsi l’étude d’un système 

plus représentatif du surfactant pulmonaire physiologique. 

Plusieurs techniques sont employées afin d’obtenir un portrait global et détaillé des 

possibles effets néfastes liés à l’inhalation de nanophytoglycogènes. À l’aide d’un bain Langmuir, 
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il est possible d’obtenir une monocouche à l’interface eau/air afin d’imiter le surfactant 

pulmonaire recouvrant les alvéoles. Cette technique permet aussi d’effectuer des cycles de 

compression/expansion représentant la respiration. Les résultats obtenus sont des isothermes de 

la pression de surface en fonction de l’aire par molécule (π-A), donnant de l’information sur 

l’activité de surface et sur la structure de phase de la monocouche. La présence de NPs sous la 

monocouche du surfactant pulmonaire peut mener à un changement dans l’allure des 

isothermes, indiquant une possible altération des propriétés biophysiques. L’imagerie par 

microscopie à l’angle de Brewster (BAM) permet l’analyse en temps réel de la morphologie des 

monocouches. Tout changement dans la forme et la taille des domaines (organisation des 

phospholipides en phase solide) offre davantage d’information sur l’impact des nanoparticules 

sur le surfactant pulmonaire. L’ellipsométrie à l’interface eau-air est aussi utilisée afin de déceler 

tout changement d’épaisseur de la monocouche causé par les NPs, permettant d’infirmer ou de 

confirmer la présence de nanoparticules adsorbées au surfactant pulmonaire. 

L’étude de nanoparticules de différentes charges ainsi que la combinaison de plusieurs 

techniques permettent d’obtenir un portrait global détaillé des effets néfastes potentiels du 

nanophytoglycogène afin de déterminer le candidat idéal comme vecteur de livraison de 

médicaments. 
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Chapitre 2 – Méthodes 

2.1 Les monocouches Langmuir 

Les monocouches Langmuir (film d’une molécule d’épaisseur à l’interface eau-air) sont 

obtenues à l’aide de la technique Langmuir film balance, souvent appelée simplement bain 

Langmuir. Elle est utilisée pour effectuer des expériences in vitro, puisqu’elle permet un contrôle 

sur différents paramètres comme la composition de la monocouche ainsi que son état de phase. 

Il est possible de reproduire d’une manière simplifiée le surfactant pulmonaire recouvrant 

l’interface eau-air des alvéoles et d’en étudier le comportement.  

2.1.1 Instrumentation 

Le montage associé à la formation d’une monocouche Langmuir est composé d’un bain de 

Teflon (Figure 2.1) contenant la sous-phase souvent composée d’eau ou d’une solution tampon 

représentant le liquide pulmonaire dans le cadre de cette étude. La monocouche Langmuir est 

formée à la surface de la sous-phase en y déposant, goutte à goutte à l’aide d’une seringue, une 

solution comprenant le surfactant pulmonaire dans un solvant organique volatil. Lors de 

l’évaporation du solvant, les molécules s’organisent pour former la monocouche. Deux barrières 

hydrophobes permettent de comprimer le film, offrant ainsi un contrôle sur la densité de surface 

(Figure 2.1). Le mouvement de ces barrières représente l’expansion des poumons lors de 

l’inspiration et la compression des poumons lors de l’expiration. 
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Figure 2.1. Bain Langmuir utilisé pour la préparation d’une monocouche Langmuir. Figure 

reproduite de la référence1 

 

Afin de mesurer la capacité du film phospholipidique à réduire la tension de surface, une 

balance Langmuir mesure la pression de surface (π) à l’aide d’une plaque Wilhelmy selon 

l’équation suivante : 

                                                                          𝜋 = |𝛾0 − 𝛾|                                                                       (1) 

où 𝛾0 est la tension de surface de la sous-phase et 𝛾 celle de la sous-phase en présence de la 

monocouche à sa surface.2-3 Ainsi, la pression de surface représente la diminution de la tension 

de surface de la sous-phase à l’aide du surfactant pulmonaire. La plaque Wilhelmy est une plaque 

de platine (ou de papier filtre) qui entre légèrement en contact avec l’eau. Celle-ci subit une force 

verticale (f), due au mouillage, mesurée par la balance et est reliée à la tension de surface selon 

cette équation : 

                                                                              𝛾 =
𝑓

𝑙 cos𝜃
                                                                            (2) 
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où l est le périmètre mouillé de la plaque et θ est l’angle de contact entre la plaque et la sous-

phase.4 La prise de données consiste à mesurer la pression de surface en fonction de la diminution 

de l’aire moléculaire en fermant les barrières. Il est important de noter que l’aire moléculaire ne 

représente pas l’aire de la molécule, mais bien l’aire disponible que celle-ci peut occuper. 

La technique du bain Langmuir offre ainsi un contrôle sur l’état de phase de la 

monocouche lors du cycle respiratoire et permet de reproduire les conditions physiologiques 

associées aux poumons. 

2.1.2 Isothermes π-A : mesure de la pression de surface en fonction de l’aire 

moléculaire 

Lors de la fermeture des barrières, représentant l’expiration, la monocouche est 

comprimée et doit se réorganiser avec la diminution de l’aire disponible. L’isotherme obtenu de 

la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire (π-A) à la suite de cette compression 

permet d’identifier les quatre phases possibles d’une monocouche (Figure 2.2). À grande aire par 

molécule, donc à très basse pression de surface, la monocouche se retrouve dans la phase 

pseudo-gazeuse (G) où les phospholipides n’interagissent pas et bougent indépendamment l’un 

par rapport à l’autre, créant une phase en désordre. Lorsque l’aire disponible diminue, les 

phospholipides se réorganisent dû à la compression de la monocouche, forçant le film à adopter 

différentes phases qui dépendent de sa structure moléculaire. Généralement, la première phase 

formée est la phase liquide étendue (LE), aussi appelée phase fluide.  Dans celle-ci, les chaînes 

alkyles sont désordonnées, mais interagissent tout de même faiblement entre elles à l’aide 

d’interaction de van der Waals, faisant diminuer la tension de surface (augmenter la pression de 

surface). Cette augmentation de pression est appelée aire de commencement. Il y a maintenant 

assez de phospholipides à la surface de l’eau afin de gêner son interaction avec la plaque 

Wilhelmy. Ceci diminue la force exercée sur la plaque et ainsi celle mesurée par la balance. 

Lorsque les chaînes alkyles sont courtes ou lorsqu’elles possèdent une ou des insaturations, seule 

la phase liquide étendue est observée lors de la compression latérale de la monocouche. En 

continuant la compression pour les autres types de phospholipides, un plateau correspondant à 

la coexistence de la phase liquide étendue et de la phase liquide condensée (LC), aussi appelée 
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phase solide, peut être atteint. Cette transition de premier ordre à pression constante est 

complète lorsque toute la phase LE est convertie en phase LC. Cette dernière est caractérisée par 

un ordre moléculaire bidimensionnel (ou positionnel) et une conformation majoritairement tout-

trans des chaînes alkyles. Selon la taille de la tête par rapport à la queue, les queues peuvent être 

inclinées de la verticale vers leur voisin ou orientées verticalement. Ainsi, certaines molécules 

sont directement dans la phase condensée inclinée (TC, tilted condensed) ou dans la phase 

condensée non-inclinée (UC, untilted condensed)  alors que certaines passent par la première 

pour atteindre la deuxième.2-3, 5-6 Lorsque le film est trop comprimé, il y a rupture de celui-ci, soit 

la formation de multicouches, caractérisée par une diminution de la pression de surface. Cette 

rupture irréversible ne doit pas être confondue avec la formation du réservoir créée par la SP-B 

et la SP-C. Le réservoir est formé à plus petite pression de surface et est réversible en présence 

des protéines pulmonaires ou partiellement réversible lorsque la monocouche contient un 

mélange de phospholipides saturés et insaturés.4   

 

Figure 2.2. Représentation schématique des différentes phases d’une monocouche 

phospholipidique lors d’un isotherme de la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire 
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Le DPPC, en raison de sa grande tête polaire, possède une disparité entre l’aire occupée 

par sa tête polaire et celle occupée par ses chaînes alkyles, forçant ces dernières à s’incliner afin 

de maximiser les interactions de van der Waals.7 Cette orientation diminue les chances de rupture 

de la monocouche et permet d’atteindre de hautes pressions de surface.8 C’est pour cette raison 

que le DPPC demeure majoritairement à l’interface eau-air lors de la formation du réservoir. Le 

POPG pour sa part demeure dans la phase liquide étendue tout au long de la compression. La 

présence d’une insaturation dans une de ses chaînes alkyles empêche l’adoption d’une 

conformation trans et compacte.4 Étant instable à haute pression de surface, le POPG est 

majoritairement exclu de la monocouche lors de la formation du réservoir, jouant ainsi un rôle 

important dans la réversibilité du cycle respiratoire. 

 Tout changement dans l’allure d’un isotherme dû à l’ajout de nanoparticules dans la sous-

phase peut donner de l’information sur leur impact sur l’efficacité du surfactant pulmonaire à 

réduire la tension de surface. 

2.2 Méthodes basées sur la polarisation de la lumière 

Afin d’obtenir de l’information sur la morphologie et l’épaisseur du film, la microscopie à 

l’angle de Brewster ainsi que l’ellipsométrie à l’interface eau-air sont utilisés respectivement. Ces 

deux méthodes se basent sur la réflexion de lumière polarisée.   

 

Figure 2.3. Composantes électrique (E) et magnétique (B) d’un champ électromagnétique 

perpendiculaire à la direction de propagation (z). Figure reproduite de la référence9 
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2.2.1 Description de la polarisation de la lumière 

La lumière est une onde électromagnétique possédant un champ magnétique (B) ainsi 

qu’un champ électrique (E) qui oscillent de manière orthogonale l’un par rapport à l’autre et par 

rapport au vecteur de propagation (z)10 (Figure 2.3). La polarisation d’un rayon lumineux est 

définie seulement par l’oscillation du champ électrique. Celui-ci peut être décomposé en deux 

composantes qui oscillent perpendiculairement l’une par rapport à l’autre (Ex et Ey dans la Figure 

2.4(a)). La variation autour de l’axe de propagation du vecteur résultant des deux composantes 

du champ électrique décrit l’état de polarisation de la lumière. Lorsque le vecteur résultant varie 

de manière aléatoire, la lumière n’est pas polarisée.  Lorsqu’elle l’est, le champ électrique 

possède une oscillation bien définie (Figure 2.4(a)). Une lumière est polarisée linéairement 

lorsqu’elle possède qu’une seule composante soit dans le plan yz (polarisée-p), soit 

perpendiculaire au plan yz (polarisée-s)10-11 ou lorsqu’elle possède les deux composantes (de 

même amplitude et de même phase) dont le vecteur résultant a une orientation intermédiaire 

(Figure 2.4(b)). Lorsque la lumière possède les deux composantes perpendiculaires du champ 

électrique de même amplitude, mais hors phase de 90°, la combinaison résulte en une lumière 

polarisée circulairement (Figure 2.4(c)). Lorsque les deux composantes du champ électrique sont 

hors phase (autre que 45°) et/ou ne possèdent pas la même amplitude, la lumière est polarisée 

elliptiquement, soit la description la plus générale de l’état de polarisation (Figure 2.4(d)).10, 12 

Ainsi, l’état de polarisation de la lumière est déterminé par le rapport d’amplitude et la différence 

de phase des composantes du champ électrique parallèle et perpendiculaire au plan yz.13 
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Figure 2.4. Polarisation linéaire (a) et (b), circulaire (c) et elliptique (d) de la lumière. Figure 

reproduite de la référence9 

 

2.2.2 Ellipsométrie à l’interface eau-air 

La technique d’ellipsométrie se base sur la capacité d’un film mince à influencer la 

polarisation de la lumière réfléchie à sa surface.11, 13-14  L’échantillon change la lumière polarisée 

(linéaire ou circulaire) en lumière polarisée elliptiquement, d’où le terme ellipsométrie. Puisque 

ce changement est dû aux propriétés de l’échantillon, il est possible d’obtenir ses informations, 

telles que l’épaisseur du film ainsi que son indice de réfraction et son coefficient d’absorption.11, 

13, 15 L’ellipsométrie à l’interface eau-air est une technique analogue à la réflectivité spéculaire de 

rayons X puisqu’elle permet aussi de déterminer l’épaisseur du film en obtenant son profil de 

densité d’électrons. Cependant, cette méthode nécessite l’accès à un accélérateur de particules, 
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demande beaucoup de temps et détruit le film dû à la haute énergie des rayons-x, ce qui limite le 

nombre de mesures possibles. Pour sa part, l’ellipsométrie à l’interface eau-air utilise un laser à 

relativement basse puissance, elle est non destructive7, 14-15 et est plus rapide, ce qui permet de 

prendre plusieurs mesures à différentes pressions de surface/aires moléculaires.  

Le montage est composé d’une source lumineuse, d’un polariseur afin de polariser la 

lumière linéairement, d’un compensateur qui polarisera la lumière circulairement, de 

l’échantillon où la lumière sera réfléchie, d’un analyseur qui repolarisera linéairement la lumière 

ainsi que d’un détecteur10-11, 13 (Figure 2.5). Ce montage représente la conformation pour le 

nulling ellipsometry où il faut orienter le polariseur, le compensateur et l’analyseur afin d’obtenir 

le moins de luminosité possible au détecteur.11 Dans le cas d’une mesure à l’interface eau-air, 

l’échantillon est le bain Langmuir présenté précédemment placé directement sous le montage 

optique. Il n’est pas donc nécessaire de déposer la monocouche sur un substrat. 

 

 

Figure 2.5. Configuration d’un ellipsomètre. Figure reproduite de la référence9 

 

En ellipsométrie, le changement de la polarisation est mesuré avec le rapport entre la 

lumière réfléchie et la lumière incidente selon cette équation simplifiée :  

                                            𝑡𝑎𝑛𝛹𝑒𝑖∆ = −𝑡𝑎𝑛𝐴
𝑡𝑎𝑛𝐶−tan⁡(𝐶−𝑃)

1+𝑖⁡𝑡𝑎𝑛𝐶⁡tan⁡(𝑃−𝐶)
                                                 (3) 

où Ψ représente le rapport d’amplitude, Δ la différence de phase et A, P et C les angles de 

l’analyseur, du polariseur et du compensateur respectivement.14-16 Ainsi, en nulling ellipsometry, 
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l’échantillon possède ses valeurs uniques d’angle de A, P et C pour atteindre le nulling point 

(combinaisons des angles offrant un minimum d’intensité), permettant de déterminer les valeurs 

de Δ et de Ψ associés au film selon l’équation (3).  Une mesure en ellipsométrie ne demande pas 

de référence, mais dépend simplement du changement entre l’état de polarisation des rayons 

incident et réfléchi.  

Ces angles ellipsométriques (Δ, Ψ) permettent de déterminer les constantes optiques et 

l’épaisseur du film. Pour ce faire, il faut analyser les angles expérimentaux à l’aide d’un modèle 

basé par exemple sur les coefficients de réflexion de Fresnel.9 Cependant, il est très complexe de 

modéliser avec l’eau comme substrat. De plus, pour les films très minces (d << 10 nm), Ψ est 

négligeable.7, 17 Ainsi, pour les monocouches à l’interface eau-air, seul Δ, qui dépend de 

l’épaisseur du film ainsi que de l’indice de réfraction, est mesuré. En prenant la valeur de l’angle 

Δ de la sous-phase (i.e. l’eau) et en la soustrayant à la valeur de l’angle Δ du film à différentes 

pressions de surface, on obtient des valeurs en δΔ (=Δfilm – Δsous-phase).13-14, 17-19 Ce terme permet 

de caractériser la variation de l’indice de réfraction et de l’épaisseur de la monocouche lors de la 

compression à l’aide d’un isotherme ellipsométrique.  

Prenons l’exemple simple du DPPC (Figure 2.6). La courbe noire représente l’isotherme de 

la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire où les différentes phases présentées à la 

Figure 2.2 sont bien visibles. La courbe en rouge représente l’isotherme ellipsométrique du δΔ en 

fonction de l’aire moléculaire. Pour le DPPC, l’indice de réfraction ne varie pas lors de la 

compression du film. Une variation de l’angle ellipsométrique Δ signifie donc un changement de 

l’épaisseur moyenne du film, ce qui explique pourquoi le δΔ varie avec la compression du film. À 

l’aire de commencement, il y a une augmentation du δΔ se traduisant par la transition de la phase 

gazeuse à la phase liquide étendue, soit par l’augmentation de l’épaisseur due au redressement 

des chaînes alkyles.  Lors de la coexistence des phases liquide étendue et condensée, les deux 

isothermes possèdent un plateau. Il y a tout de même une légère augmentation du Δδ puisque 

les molécules de DPPC passent de la phase LE à la phase LC. L’augmentation observée après le 

plateau est causée par la condensation de la phase fluide résiduelle, ce qui augmente l’épaisseur 

moyenne du film. Finalement, l’angle ellipsométrique varie très peu lorsque la monocouche est 

peu compressible à haute pression de surface.  
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Figure 2.6. Isotherme ellipsométrique du DPPC sur une sous-phase contenant 150 mM de NaCl, 

50 mM de Tris, et 2,5 mM de CaCl2 · 2 H2O à pH de 7,4 

 

Dans le cadre de ce projet, l’ellipsométrie à l’interface eau-air permettra de déterminer si 

les nanoparticules se lient à la monocouche. L’étude de l’épaisseur de la monocouche en fonction 

de la compression latérale permet de voir si la présence de nanoparticule induit une déviation de 

cette caractéristique. L’épaississement du surfactant pulmonaire peut mener à la fermeture des 

voies respiratoires alors qu’un amincissement peut mener à leur rupture.16  

2.2.3 Microscopie à l’angle de Brewster (BAM) 

La microscopie à l’angle de Brewster permet la visualisation en temps réel de l’évolution 

de la morphologie d’une monocouche directement à l’interface eau-air, et ce, sans l’incorporation 

d’une sonde fluorescente. C’est ainsi une technique moins invasive que la microscopie 
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fluorescente qui permet aussi la visualisation de la phase condensée, mais requiert l’ajout d’un 

fluorophore pouvant changer la morphologie des domaines.20-21 Avec l’imagerie BAM, il est 

possible d’analyser la forme et la taille des domaines condensés de phospholipides en fonction 

de la compression de la monocouche ainsi qu’en fonction de différents paramètres externes (e.g. 

la présence de nanoparticules dans la sous-phase). Les domaines condensés de DPPC peuvent 

être considérés comme un liquide-cristallin étant donné la présence de différentes orientations 

moléculaires dans un même domaine.22 Il est ainsi possible d’obtenir de l’information sur 

l’orientation moléculaire grâce à l’imagerie BAM. En effet, un changement dans l’angle azimutal 

d’une molécule donne lieu à un changement d’intensité20, soit l’anisotropie moléculaire.23-25 

Cette technique se base sur la réflexion d’un faisceau lumineux polarisée p. Lorsque celui-

ci passe de l’air à la sous-phase du bain Langmuir (d’un milieu à bas indice de réfraction vers un 

milieu à plus haut indice de réfraction), une partie du faisceau sera réfléchie et une autre réfractée 

dû à la disparité d’indice de réfraction entre les deux milieux. En revanche, lorsque le faisceau est 

envoyé à la surface de l’eau à son angle de Brewster, le faisceau est complètement réfracté 

(Figure 2.7). On peut calculer cet angle (𝛼𝐵) à l’aide de l’équation suivante : tan𝛼𝐵 =
𝑛2

𝑛1
 . 20, 26 

Ainsi, pour un faisceau d’une longueur d’onde de 532 nm, on obtient un angle de Brewster de 

53,12° lorsque celui-ci passe de l’air (n1= 1,000)27 à l’eau (n2= 1,333)28. Lorsqu’une monocouche 

recouvre la surface de l’eau, l’indice de réfraction de ce milieu change et le faisceau peut 

maintenant être réfléchi, permettant d’être détecté par une caméra CCD (Figure 2.7). C’est cette 

réflexion qui permet la visualisation du surfactant pulmonaire.  
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Figure 2.7. Principe de la microscopie à angle de Brewster 

 

Pour la microscopie à l’angle de Brewster, le même montage que pour l’ellipsométrie à 

l’interface eau-air est utilisé, d’où la présence d’un objectif et d’une caméra CCD comme 

détecteur (Figure 2.8). Cependant, le polariseur, l’analyseur ainsi que le compensateur sont fixés 

à un angle de 0° et le tout est positionné à l’angle de Brewster. Au fond du bain Langmuir est 

placée une plaque en verre noire absorbant toute lumière diffusée par le bain afin de s’assurer 

de n’avoir que la lumière réfléchie par l’interface au détecteur.  
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Figure 2.8. Montage BAM au-dessus d’un bain Langmuir où P est le polariseur, C le 

compensateur, A l’analyseur et CCD la caméra/détecteur 

 

Les différentes phases dans une monocouche possèdent différentes propriétés, ce qui 

permet l’observation de régions transitionnelles, où les domaines condensés ont une intensité 

lumineuse plus élevée que la phase fluide qui les entoure. Cette différence en intensité est due à 

l’épaisseur qui varie entre les deux phases (la phase LC étant plus épaisse que la phase LE).1-2, 29-

30  Prenons l’exemple du DPPC présenté à la Figure 2.9. À basse pression de surface, la 

monocouche est dans la phase liquide étendue. Le film n’est donc pas assez dense pour influencer 

l’indice de réfraction de l’eau et ne permet pas de réflexion. Une image foncée avec très peu 

d’intensité est ainsi obtenue. En comprimant la monocouche, la région de coexistence entre la 

phase liquide étendue et condensée est atteinte. Les domaines condensés formés à la surface de 

l’eau changent l’indice de réfraction et permettent la réflexion de la lumière. C’est ainsi la 

différence d’épaisseur entre les deux phases et la différence d’indice de réfraction entre l’eau et 
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un film phospholipidique qui permettent la visualisation des domaines condensés de DPPC. 

Lorsque la monocouche est comprimée davantage, toutes les molécules de DPPC sont dans la 

phase condensée et occupent tout l’espace disponible entre les deux barrières. Il n’y a donc plus 

de contraste et seul un film homogène de haute intensité est observé.  

 

Figure 2.9. Isotherme π vs A et images BAM d'une monocouche de DPPC sur une sous-phase 

d’eau 
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Chapitre 3 – Are Plant-Based Carbohydrate Nanoparticles Safe for 

Inhalation? Investigating Their Interactions with Pulmonary 

Surfactant using Langmuir Monolayers 

La présente recherche propose une étude des effets du nanophytoglycogène de 

différentes charges sur l’activité de surface, la morphologie, la réversibilité ainsi que l’épaisseur 

du film du surfactant pulmonaire. Les travaux pour l’élaboration de cet article consistaient à la 

prise d’isothermes π-A (une compression ou plusieurs cycles) à l’aide du bain Langmuir, à 

caractériser la morphologie du film à l’aide d’images obtenues par BAM et à caractériser 

l’épaisseur du film en ellipsométrie à l’interface eau-air. Ces différentes mesures ont été prises 

pour deux systèmes (DPPC/POPG et DPPC/POPG + super mini-B) sur 4 sous-phases différentes 

(une solution tampon ainsi que des solutions tampons contenant le nanophytoglycogène natif, 

anionique et cationique séparément). Cette étude a permis de démontrer l’importance de la 

charge des nanoparticules lors de leur interaction avec le surfactant pulmonaire. 

Ma contribution à cette recherche inclut l’élaboration des plans d’expériences, la prise des 

différentes mesures mentionnées plus haut, l’analyse des données, la réalisation des 

graphiques/figures et tableau ainsi que la rédaction du premier brouillon de l’article et la 

correction de celui-ci. Antonella Badia et Christine DeWolf (Université Concordia) m'ont guidée 

tout au long des expériences. Elles ont révisé le texte et ont analysé les résultats.  

 

Ce chapitre a été publié comme article le 13 octobre 2021 dans le journal Langmuir 

(DIO:10.1021/acs.langmuir.1c01906). 
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3.1 Abstract  

Nanoparticle carriers show promise for drug delivery, including by inhalation, where the 

first barrier for uptake in the lungs is the monolayer pulmonary surfactant membrane that coats 

the air/alveoli interface and is critical to breathing. It is imperative to establish the fate of 

potential nanocarriers and their effects on the biophysical properties of the pulmonary 

surfactant. To this end, the impact of the nanoparticle surface charge on the lateral organization, 

thickness, and recompressibility of Langmuir monolayers of model phospholipid-only and 

phospholipid–protein mixtures was investigated using native and modified forms of 

nanophytoglycogen, a carbohydrate-based dendritic polymer extracted from corn as 

monodisperse nanoparticles. We show that the native (quasi-neutral) and anionic 

nanophytoglycogens have little impact on the phase behavior and film properties. By contrast, 

cationic nanophytoglycogen alters the film morphology and increases the hysteresis associated 

with the work of breathing due to its electrostatic interaction with the anionic phospholipids in 

the model systems. These findings specifically highlight the importance of surface charge as a 

selection criterion for inhaled nanoformulations.  

  



50 
 

3.2 Introduction 

Plant-based macromolecular nanoparticles are promising for drug delivery, imaging or 

diagnostics.1-6 One such material is phytoglycogen extracted from corn as monodisperse 

nanoparticles of ~35 nm diameter (non-hydrated).7 Each nanophytoglycogen particle is a single, 

highly-branched glucose macromolecule (Figure 3.1a). It is notably hydrophilic, biodegradable 

(degraded to glucose), nonbiopersistent, non-toxic to cells, non-immunogenic, and 

hypoallergenic.8 With such a safety profile, nanophytoglycogen has been certified generally 

recognized as safe (GRAS) by the FDA and is currently used in personal care products, 

nutraceuticals, and specialty foods.8 Nanophytoglycogen has also been chemically modified for 

potential applications in drug delivery, anti-infectives, and immunomodulation.9 The similarity in 

size between nanoparticles and various biomolecules causes unique interactions with cells, 

tissues, and organs, for example, enhanced permeability and retention, that can lead to higher 

efficacy, reduced dose/cost, and fewer side-effects.10-12 

 

 

Figure 3.1. Structures of (a) native nanophytoglycogen and (b) phospholipids. (c) Amino acid 

sequence of super mini-B. 
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The human lungs present many advantages as a delivery route: a large surface area (~70-

100 m2)13-15 for the adsorption of molecules and particles, a thin epithelial barrier, abundant 

underlying vasculature, and low acidity.16 Particles in the nanophytoglycogen size range are easily 

inhaled without resistance, reach the alveoli and small bronchioles with 0.2–0.6 probability, 

where they can cross to the bloodstream through the epithelial barrier, providing an effective 

means to deliver high local concentrations of therapeutics while reducing the systemic 

concentrations associated with oral and intravenous treatments.14-17 However, prior to 

developing drug delivery nanoformulations, it is essential to verify that the nanoparticles do not 

induce severe adverse effects in both healthy and impaired lungs. 

 

In the alveoli, the nanoparticles interact with the pulmonary (or lung) surfactant, a lipid–

protein mixture that lines the alveolar air/fluid interface and serves as the primary barrier to 

uptake.18 The main role of the pulmonary surfactant is to prevent alveolar collapse at the end of 

expiration and reduce the work of breathing.14, 18-20 The physicochemical characteristics of the 

nanoparticles (i.e., surface charge, hydrophobicity, size) dictate their interactions with the 

pulmonary surfactant.13, 21-23 These interactions can alter the surface tension lowering capability 

of the surfactant membrane, its phase structure, reservoir formation, and mechanical 

properties,24-30 all critical to breathing. Hydrophobic nanoparticles are known to irreversibly 

embed within the monolayer membrane,31-34 while hydrophilic ones are more likely to translocate 

across the monolayer to reach the lung lining fluid.14, 21, 31 Charged nanoparticles are of interest 

for the electrostatic binding of biomolecules (e.g., oligonucleotides, peptides, viruses, small 

molecule therapeutics) to their surface.35-39  

 

Although nanophytoglycogen is edible, this does not mean that its inhalation is harmless 

for the act of breathing. Consequently, we investigate herein the effects of nanophytoglycogen 

on the lateral organization, thickness, and recompressibility of Langmuir monolayers composed 

of lipid only and lipid–protein model mixtures on aqueous subphases containing functionalized 

nanophytoglycogens of different surface charge. Langmuir monolayers and Langmuir-Blodgett 

films are well-established platforms for in-vitro investigations of the physicochemical and 
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functional properties of the pulmonary surfactant,20, 40 the effects of nanoparticles on the surface 

activity and lateral film structure of the pulmonary surfactant and nanoparticle translocation 

across the monolayer membrane.41 Langmuir monolayers permit simulation of the membrane 

compression-expansion during breathing and associated changes in the morphology and surface 

activity.42 The advantage of Langmuir monolayers is that they can be coupled to a range of high 

resolution, in-situ structural, spectroscopic and imaging techniques.43  

 

The model systems investigated are binary mixtures of dipalmitoylphosphatidylcholine (DPPC) 

and palmitoyloleoylphosphatidylglycerol (POPG) and DPPC/POPG with added super mini-B 

(Figure 3.1b,c). A 7:3 molar ratio of the zwitterionic DPPC and anionic POPG is typically employed 

to reproduce the proportion of saturated to unsaturated lipid, charge balance, and 

condensed/fluid phase coexistence of natural pulmonary surfactant.42, 44-45 Super mini-B, a 

truncated synthetic analogue (41 amino acids) of the cationic surfactant-specific protein SP-B (79 

amino acids),46-47 has been added to DPPC/POPG at 3 wt% (relative to the total phospholipid 

mass) to produce a functional synthetic pulmonary surfactant formulation.47-49 Of the four 

surfactant-specific proteins, SP-B is critical to breathing as a deficiency is lethal to humans.50  

 

We show that while native (quasi-neutral) and carboxymethylated (anionic) 

nanophytoglycogens in the aqueous subphase have relatively little to no effect on the phase 

properties and film morphology of the model Langmuir monolayer systems, the amine-modified 

(cationic) nanophytoglycogen impacts the monolayers from the onset of lateral phase separation 

and condensation. These findings highlight the role of surface charge on physicochemical 

interactions at the nano-bio interface and the selection of nanocarrier candidates with low 

pulmonary toxicity for drug delivery studies.  
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3.3 Experimental Section 

3.3.1 Materials 

1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DPPC) (>99%) and 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-

glycero-3-phosphoglycerol (POPG) (>99%) were obtained as dry powders from Avanti Polar Lipids 

(via Millipore Sigma, Darmstadt, Germany) and used without further purification. The surfactant 

protein analogue super mini-B was generously gifted by A.J. Waring (UCLA) and J.A. Zasadzinski 

(University of Minnesota). Ultrapure water with a resistivity of 18.2 MΩ cm and total organic 

content of  5 ppb was obtained from a Milli-Q gradient purification system. 

Tris(hydroxymethyl)aminomethane (Trizma base, >99.8%, Sigma-Aldrich), sodium chloride 

(>99%, Anachemia Canada), and calcium chloride dihydrate (99%,  Riedel-de-Haën) were used as 

received. 

 

The Tris buffered saline solution comprised 150 mM NaCl, 50 mM Tris, and 2.5 mM CaCl2 · 2 

H2O. It was pH adjusted to 7.4 using hydrochloric acid.  

 

Spreading solutions of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) were prepared in chloroform (HPLC-grade, 

0.5-1.0% ethanol stabilizer, Sigma-Aldrich) at a total phospholipid concentration of 1.0 mM. The 

stock solution of super mini-B was prepared in a 1:1 (v/v) mixture of chloroform and methanol at 

a concentration of 1.4 × 10-4 mol L-1 and added to the DPPC/POPG (7:3 mol/mol) solution at 3.0 

wt% of peptide relative to the total weight of phospholipids. 

 

The phytoglycogen nanoparticles were received from Mirexus Inc. (Guelph, ON) in powder form 

(R&D grade). The hydrodynamic diameter and charge of each nanoparticle type were measured 

using dynamic light scattering and -potential on freshly prepared Tris-buffered saline dispersions 

of the nanophytoglycogens. The data is provided in Table 3.1. The nanophytogylcogens were 

dispersed in Tris-buffered saline to achieve a nanoparticle/phospholipid (subphase/surface) 

molar ratio of 1:100, based on previous studies.24-25 No changes in colloidal stability (i.e., 

observable flocculation and significant changes in size and ) of aqueous dispersions of the native 
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and anionic nanophytoglycogens were observed over periods of months stored at 4C.    

Table 3.1. Hydrodynamic Diameters and -Potentials of the Nanophytoglycogens 

Nanoparticle type Diameter (nm)   (mV) 

Native/unmodified 68.8 ± 0.4 -1.5 ± 0.4 

Carboxymethyl-modified 52.0 ± 0.1 -16 ± 2 

Amine-modified 53.8 ± 0.4 +17 ± 1 

 

3.3.2 Surface Pressure-Area Isotherms 

Model monolayers were formed by spreading 90 μL of the DPPC/POPG or 

DPPC/POPG/super mini-B solution on the surface of Tris-buffered saline aqueous subphases, with 

or without nanophytoglycogen, in a Langmuir trough (702 BAM, Nima Technology Ltd., Coventry, 

England) thermostatted at 22.0 ± 0.5 °C. The surface area and subphase volume of the trough are 

700 cm2 and 370 mL, respectively. After a solvent evaporation time of 20 min, the monolayer was 

symmetrically compressed at a rate of 8 cm2 min-1 (1.5 Å2 molecule-1min-1) using two Delrin 

barriers (compression time of 67 min). The surface pressure () was measured using a Wilhelmy 

balance and a roughened platinum plate. At least three reproducible isotherms were obtained 

for each different system. Between experiments conducted on buffered saline or for the same 

nanoparticle type, the trough was rinsed twice with ultrapure water, cleaned thrice with 

chloroform, cleaned thrice with ethanol (95%) and rinsed twice with ultrapure water. When 

changing the nanoparticle type, the trough was cleaned thrice using ethanol/chloroform (1:1 v/v) 

solution heated to boiling prior to following the same steps given above.  

3.3.3 Brewster Angle Microscopy (BAM) Imaging 

BAM images were acquired at the air/water interface using an imaging ellipsometer (I-
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Elli2000, Nanofilm Technologie GmbH, Goettingen, Germany) equipped with a 50 mW Nd:YAG 

laser (λ=532 nm). The Langmuir trough and experimental conditions were the same as described 

for the surface pressure–area isotherms. Images were captured using a 10× magnification 

objective. The incident angle was kept at 53.15° (Brewster angle), while the analyzer, 

compensator, and polarizer angles remained at 0°.  

3.3.4 Ellipsometry Measurements 

The ellipsometric angles Ψ and Δ were measured with the imaging ellipsometer and under 

the same experimental conditions employed for BAM imaging. Measurements were carried out 

at an incident angle of 50°, a laser output of 100%, and a compensator angle of 20°. For nulling 

ellipsometry conditions, the analyzer and polarizer angles were initially set to 14° and 20°, 

respectively, and adjusted to extinguish the reflection of the incident polarized beam. 

Ellipsometric isotherms are reported in terms of Δδ, which is defined as the difference between 

the ellipsometric angle Δ of the film on the subphase and the subphase alone (δΔ = Δfilm – Δsubphase). 

Each Δ is the average of 10 measurements taken at a different location on the same film at a given 

surface pressure. For very thin films (thickness << 10 nm), only a shift in Δ is measurable, whereas 

the shift in Ψ is negligible.51 Because δΔ is affected by two independent film properties, thickness 

and refractive index, an unambiguous determination of the film thickness is impossible. For the 

present study, only δΔ is reported, which represents the change in monolayer thickness upon 

compression, given the relative constancy of the film refractive index. 

3.3.5 Monolayer Compression–Expansion Cycles  

Monolayer compression–expansion cycles were performed by spreading 34 μL of the 1.0 

mM phospholipid solution on the surface (area of 244 cm2) of the different subphases (volume of 

160 mL) of a Langmuir mini-trough (KSV instruments Ltd., Helsinki, Finland), which enables higher 

molecular compression rates, thermostatted at 22.0 ± 0.5 °C. After a solvent evaporation time 10 

min, the monolayer was symmetrically compressed and expanded at a rate of 75 cm2 min-1 (36.6 

Å2 molecule-1min-1), the fastest rate that could be achieved without causing surface pressure 

instabilities. The monolayer was successively compressed and expanded between 25 and 50 mN 

m-1 over 20 cycles (total cycling time of 20 min). All measurements were performed in 
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quadruplicate on independently prepared monolayers. All other experimental details are the 

same as those used in the surface pressure–area isotherms. 

 

3.4 Results and Discussion 

3.4.1 Monolayer Compression Isotherms 

The surface pressure–area (π–A) isotherms of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) and DPPC/POPG 

(7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B on a Tris buffered saline subphase (150 mM NaCl, 50 

mM Tris, and 2.5 mM CaCl2, pH = 7.4) to mimic the lung lining fluid52 and on Tris-buffered saline 

dispersions of the different nanophytoglycogens are shown in Figure 3.2. The DPPC/POPG 

isotherm on Tris buffered saline agrees with those reported in the literature,40, 53-55 exhibiting a 

shoulder at around 15–20 mN m-1 corresponding to the onset of the condensation of a DPPC-rich 

phase. The kink at 37–42 mN m-1 is normally attributed to the loss of some POPG-rich liquid-

expanded phase.44 The remaining DPPC-rich condensed phase collapses at π > ~55 mN m-1.25, 44 

The addition of super mini-B to the phospholipid mixture shifts the onset area by approximately 

5 Å2 molecule-1 (to a larger area) and accentuates the high pressure kink (see Figure S1 of 

Supporting Information for a direct isotherm comparison). Chakraborty et al.56 also found a 

comparable shift to a higher area with the addition of 5 wt % of mini-B (a truncated form of super 

mini-B)47 to a DPPC/POPG 7:3 (mol/mol) monolayer on a water subphase. 

 

It is difficult to estimate a priori a relevant nanoparticle-to-phospholipid ratio as this will 

be determined by the particle size-dependent probability of alveolar uptake,16 homogeneity of 

the uptake, and the release characteristics of the loaded therapeutic. Nanophytoglycogen was 

added to the Tris-buffered saline subphase at a 1:100 nanoparticle-to-phospholipid 

(subphase/surface) ratio, chosen because it was the lowest ratio that produced any changes in 

the π–A isotherms of pulmonary surfactant-mimetic monolayers on water subphases of silica 

nanoparticles.24-25 At this nanoparticle-to-phospholipid ratio, there are no changes in the 

monolayer film collapse pressure and only minor changes in the compression isotherms, i.e., 

small shifts in molecular area and subtle changes in the definition of the aforementioned phase 
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transitions (Figure 3.2). Moreover, the magnitude of these changes is decreased in the presence 

of super mini-B. 

 

 

Figure 3.2. Surface pressure–molecular area (π–A) isotherms of (a) DPPC/POPG (7:3 mol/mol) and 

(b) DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris-buffered saline in the 

absence and presence of nanophytoglycogen at a 1:100 molar ratio of nanoparticles in the 

subphase to phospholipid at the surface. Note that the molecular area represents the average 

molecular area of phospholipid. 

3.4.2 Film Morphology and Thickness  

In BAM, the contrast between the fluid-like liquid-expanded and solid-like condensed 

phospholipid phases derives primarily from differences in the thicknesses of these phases given 

their similar refractive indices,57-60 where darker and lighter regions correspond to thinner and 

thicker areas of film, respectively. BAM images of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) without (Figure 3.3a) 

or with 3.0 wt% super mini-B (Figure 3.4a) show the expected formation of thicker DPPC-rich 

condensed domains surrounded by a thinner POPG-rich fluid phase. The average domain size is 

larger in the absence of the peptide, but the percent surface area coverage by the condensed 

phase is comparable between 30 and 50 mNm-1 (i.e. 28  4% for DPPC/POPG versus 26  2% for 

DPPC/POPG/super mini-B), indicative of peptide modulation of the line tension as previously 

reported for mini-B. 56 The observable onset of domain formation occurs at 19  1 mN m-1, the 
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surface pressure where the phase transition appears in the compression isotherms. Upon 

compression of the monolayers to surface pressures past the second phase transition (π>~40 mN 

m-1), the contrast between the two phases is attenuated. This phenomenon was previously 

attributed to the appearance in the fluid phase of submicron condensed domains that are not 

resolvable by BAM (1–2 μm lateral resolution) but nonetheless contribute to the optical signal.25 

 

Figure 3.3. BAM images (430 μm x 538 μm) of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) as a function of the 

surface pressure on (a) Tris-buffered saline. Tris-buffered saline containing (b) native 

nanophytoglycogen, (c) anionic nanophytoglycogen, and (d) cationic nanophytoglycogen. For (a-

c), the lighter regions are the condensed phase and the darker regions are the liquid-expanded or 
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fluid phase, while the opposite contrast is observed for (d). 

 

Figure 3.4. BAM images (430 μm x 538 μm) of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-

B as a function of the surface pressure on (a) Tris-buffered saline. Tris-buffered saline containing 

(b) native nanophytoglycogen, (c) anionic nanophytoglycogen, and (d) cationic 

nanophytoglycogen. 
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The presence of nanophytoglycogen in the subphase induces a small shift in the surface 

pressure associated with the observable onset of domain formation in DPPC/POPG (Figure 3.3): 

native (quasi-neutral) 2  1 mN m-1 (n = 3), anionic 3  1 mN m-1 (n = 4), and cationic -1  1 mN m-

1 (n = 4). The presence of anionic nanophytoglycogen in the subphase (Figure 3.3c) does not alter 

the film morphology. In the case of native nanophytoglycogen (Figure 3.3b), a distinction occurs 

only at high surface pressures (π>~40 mN m-1), where the loss of optical contrast coincides with 

a more prominent kink in the isotherm and a noticeable decrease in the domain size. The cationic 

nanophytoglycogen alters the condensed DPPC-rich domain shape from the onset of phase 

condensation; the domains appear lobed, indicative of an altered line tension between the two 

lipid phases (Figure 3.3d). Additionally at higher surface pressure (π= 50-51 mN m-1), the amount 

of fluid phase observed is reduced. More importantly, from the onset of domain formation, a 

striking reverse phase contrast is observed, signifying that the DPPC-rich condensed domains are 

surrounded by a thicker fluid phase. To ensure that this effect is not due to the presence of 

divalent calcium ions or a specific interaction of the phospholipids with the Tris base, a control 

experiment was performed on an aqueous subphase containing cationic nanophytoglycogen and 

150 mM NaCl (Figure S2). A reverse phase contrast was also observed from the onset of domain 

formation. We and others previously observed an inversion in the BAM contrast of pulmonary 

surfactant-mimetic monolayers, but only at high surface pressures, well beyond the completion 

of phase separation.25, 61-62 In these latter cases, the inversion of contrast was attributed to a 

thickening of the fluid phase due to the compression-induced formation of three-dimensional 

(non-monolayer) structures. If the reverse contrast observed herein from the initial stages of 

phase separation and condensed domain formation was attributable to multilayer formation, the 

compression isotherm should be shifted to significantly smaller molecular areas. On the other 

hand, Daear et al.29 reported an inversion of contrast at high surface pressures when cospreading 

cationic gelatin nanoparticles within a dipalmitoylphosphatidylglycerol (DPPG) monolayer. If the 

cationic nanophytoglycogen embeds in the POPG-rich fluid phase, a large film expansion and shift 

in the isotherm to greater molecular areas should be observed. Neither of these two isotherm 

shift effects occur (Figure 3.2a) and the compression isotherm of pure POPG presents only a small 

shift (Figure S3). The origin of this reverse phase contrast will be addressed below. 
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The presence of nanophytoglycogen in the subphase produces analogous shifts in the 

onset of phase condensation for DPPC/POPG/super mini-B (Figure 3.4): native 2  1 mN m-1 (n = 

4), anionic 1  1 mN m-1 (n = 4), and cationic -1  1 mN m-1 (n = 4). For this phospholipid–protein 

system, the anionic nanophytoglycogen causes an increase in the condensed domain size due to 

changes in line tension likely because of an interaction with the cationic super mini-B in the fluid 

phase (Figure 3.4c). The DPPC-rich domains again adopt a lobed shape on the cationic 

nanophytoglycogen subphase and the same reverse phase contrast is observed throughout film 

compression (Figure 3.4d). At high surface pressure (i.e., 50-51 mN m-1), the difference in contrast 

between the condensed and fluid phases is significantly reduced but remains reversed (like in 

Figure 3.3d).  

 

We hypothesize that the reverse phase contrast and increased thickness of the fluid phase 

observed by BAM for both DPPC/POPG and DPPC/POPG/super mini-B on the cationic 

nanophytoglycogen subphase arises from a layer of nanoparticles electrostatically adsorbed to 

the negatively-charged phosphatidylglycerol headgroups. This hypothesis correlates well with an 

observed net increase in the reflected intensity at low surface pressures prior to lateral phase 

separation and condensed domain formation in which the phosphatidylglycerol is distributed 

throughout the entire film. The BAM images in Figure 3.3a–c and Figure 3.4a–c were obtained 

using 70–90% of the full incident laser intensity, while Figure 3.3d and Figure 3.4d were acquired 

using 30%. Considering that nanophytoglycogen is glucose based, its refractive index at high 

aqueous concentration (i.e., the refractive index of 60 wt% glucose solution is 1.43 at  = 532 

nm)63 is comparable to that of the phospholipid alkyl chains (i.e., a refraction index of 1.46 at  = 

532 nm).64 BAM imaging therefore reports on the combined POPG–nanoparticle thicknesses. 

Based simply on the areal footprint of the cationic nanoparticle (hydrodynamic diameter ≅ 54 

nm, Table 3.1), one nanoparticle spans the monolayer area occupied by approximately 3800 

POPG molecules (A ≅ 0.6 nm2). Thus, with a nanoparticle-to-phospholipid (subphase/surface) 

ratio of 1:100, full particle coverage of the fluid phase at the interface is plausible. Notably, the 

incident laser intensity needed to be decreased further to as low as 10% as phospholipid lateral 

phase separation and domain condensation ensued. Even with this reduced laser intensity, the 
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contrast between the condensed and fluid phases is amplified. This extreme phase contrast 

suggests that little or no nanoparticles are interacting with the zwitterionic DPPC-rich domains. 

 

To confirm our hypothesis, ellipsometry measurements were performed at the air/water   

interface. The evolution of the ellipsometric angle, reported as δΔ, with film compression is 

shown in Figure 3.5a as a function of the surface pressure. The same data is plotted as function 

of the molecular area in Figure S4a. There is no experimentally significant difference in the δΔ of 

DPPC/POPG/super mini-B on Tris-buffered saline, native, and anionic nanophytoglycogen 

subphases. δΔ continually increases as the film is compressed. From the isotherm onset, the film 

on the cationic nanophytoglycogen subphase exhibits a large increase in δΔ, which is proportional 

to the film thickness. The slope of δΔ−π is steeper than that measured over the other 

nanophytoglycogen-containing subphases and, at its maximum, reaches a value approximately 

double that of the other films, confirming that the cationic nanoparticles are adsorbed to the film. 

Moreover, a distinct decrease occurs after the high-pressure transition at around 40 mN m-1 that 

returns δΔ close to that of the film on buffered saline, suggesting a loss of nanoparticles at high 

film compression. This decrease in δΔ correlates with the reduced phase contrast at high surface 

pressure in BAM (Figure 3.4d). After the drop in δΔ, further monolayer compression induces a 

thickening of the film that is evident from the increase in δΔ. A similar evolution in δΔ is observed 

in the absence of super mini-B on the cationic nanophytoglycogen subphase (Figure 3.5b, Figure 

S4b, and Figure S5) demonstrating that the observed film thickness changes are induced by strong 

phospholipid-nanoparticle interactions that are not modulated by the presence of a positively-

charged protein. 

 

To verify that the cationic nanophytoglycogen is interacting with the POPG in the mixed 

monolayers, its interaction with pure POPG (Figure 3.5b, Figure S4b, and Figure S6) and DPPC 

(Figure S7) monolayers was also investigated. The DPPC film shows no significant increase in δΔ 

on the cationic nanophytoglycogen subphase compared to buffered saline. On the other hand, 

the POPG monolayer in the presence of cationic nanophytoglycogen exhibits the same increase 

in δΔ observed with DPPC/POPG and DPPC/POPG/super mini-B. However, in the former case, δΔ 
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continues to increase even after film collapse (π >~ 37 mN m-1), suggesting that as long as a POPG 

monolayer covers the interface, the nanoparticles remain bound. The combined BAM and 

ellipsometry data of the mixed monolayers indicate that the high-pressure phase transition 

corresponds to a loss of particles from the interface. These changes appear to correlate with the 

reduction in the proportion of the fluid phase observed by BAM (Figure 3.3d and Figure 3.4d).   

 

 

Figure 3.5. Change in the ellipsometric angle (δΔ) as a function of the surface pressure. (a) 

DPPC/POPG (7:3 mol/mol) and 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris-buffered saline in the 

absence and presence of nanophytoglycogen. (b) POPG, DPPC/POPG (7:3 mol/mol), and 

DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris-buffered saline in the 

presence of cationic nanophytoglycogen. 

 

While ellipsometry shows that nanoparticles leave the interface, the reverse phase 

contrast persists, albeit with reduced intensity difference. DPPC/POPG monolayers compressed 

on aqueous suspensions of cationic silica nanoparticles (in the absence of added salt) showed an 

inversion of the phase contrast as the surface pressure approached ~35 mN m-1, wherein the 

light-colored condensed domains and darker surrounding fluid phase invert to dark condensed 

phase and lighter fluid phase.25 This compression-induced contrast inversion was shown to derive 
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from the formation of thicker multilayer protrusions in the fluid phase. Analogous experiments 

with cationic nanophytoglycogen subphases in the absence of added salt show the same phase 

progression from normal to inverted phase contrast (Figure S8). We thus propose that at the high 

compression states on the Tris buffered saline-containing subphase, the cationic phytoglycogen 

nanoparticles leave the interface due to interparticle electrostatic repulsion and reduction in the 

proportion of fluid phase (Figure 3.6). Any remaining particles induce thicker protrusions that 

lead to the continued reverse but lower contrast in BAM and increase in Δδ after the large 

decrease at ~40 mN m-1. 

 

 

Figure 3.6. Schematic of proposed interaction of cationic nanophytoglycogen with the model 

membranes formed at the air/water interface. At low compression, the cationic nanoparticles are 

preferentially bound to the anionic, POPG-rich fluid phase of the monolayer leading to the 

reversed contrast observed in BAM and increased thickness changes in ellipsometry. At high 

compression, there is the formation of multilayer structures in the fluid phase and loss of 

nanoparticles from the interface. 



65 
 

3.4.3 Monolayer Compression–Expansion Cycles 

The monolayers were compressed and expanded through multiple recompression cycles 

at a rate corresponding to a breathing cycle of approximately 30 s. Although slower than the 

average human breathing rate of 3–4 s,65-67 it is the fastest speed that can be reasonably obtained 

with our Langmuir trough without causing instabilities at the interface. The monolayers were 

successively compressed and expanded between 25 and 50 mN m-1, selected to be representative 

of physiological surface tensions, oscillating around a reference state of 35 mN m-1,68 and 

representing a lung area variation of 30-35%.69 The upper surface pressure limit was selected to 

avoid overcompression and collapse of the film that is frequently observed when cycling between 

fixed areas.70 For comparison purposes, the isotherms are reported in terms of the % area relative 

to the initial molecular area at 25 mN m-1 of the first compression. 

 

  Figure 3.7 and 3.8 show the DPPC/POPG and DPPC/POPG/super mini-B compression–

expansion isotherms, respectively, as a function of the number of cycles and the insets indicate 

the relative areas of the compression and expansion segments of the hysteresis loop as a function 

of cycle number for 35 mN m-1. Data for additional pressures is given in Figure S9 and Figure S10. 

The differences in the relative areas of the hysteresis loop (i.e., ΔRelative area (%) = compression 

relative area – expansion relative area) as a function of cycle number are also summarized in 

Figure S11 and Figure S12. The area enclosed by the hysteresis loop has been inferred to 

represent the additional work of breathing.71 The monolayers on the Tris-buffered saline, native, 

and anionic nanoparticle subphases show a larger hysteresis loop (approximately 10% difference 

at 35 mN m-1) on the first or priming cycle, as has been reported previously. 66 This hysteresis 

decreases markedly with increasing cycle number, reaching a near-zero hysteresis by cycle 15. 

However, in the presence of cationic nanophytoglycogen, the hysteresis in the priming cycle is 

larger than that on the other subphases, and more importantly, persists even after 20 cycles, 

which is a sign of film instability and inhibition of the surfactant activity.65, 70 Notably, the phase 

transition plateau at around 40 mN m-1 is much more evident in both compression and expansion, 

a feature that has also been associated with damage to pulmonary surfactant caused by inhibitory 

agents.72 Given that one nanoparticle spans 3800 phospholipid molecules, we hypothesize that 
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this interaction significantly hinders the mobility and flow properties of the anionic fluid phase, 

and consequently its collapse and respreadibility, leading to the larger observed hysteresis.  While 

there are subtle differences between the phospholipid-only and phospholipid–protein mixtures 

on the cationic nanophytoglycogen subphase, such as the relative area to which the expansion 

curve returns and the surface pressures of the plateaus for both compression and expansion, it 

appears that the cationic super mini-B is insufficient to electrostatically repel the cationic 

nanoparticles and mitigate its inhibition of surfactant activity. These findings using the model 

phospholipid–protein mixture suggest that pulmonary surfactant could be damaged by cationic 

nanophytoglycogen even in the presence of the critical-to-breathing surfactant protein B.  
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Figure 3.7. Compression–expansion cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) on (a) Tris buffered 

saline. Tris buffered saline containing (b) native nanophytoglycogen, (c) anionic 

nanophytoglycogen, and (d) cationic nanophytoglycogen. The x-axis is given as the area relative 

to the area at 25 mN m-1 of the compression segment of cycle 1. The insets represent the relative 

area at 35 mN m-1 of the compression (solid line and closed symbol) and expansion (dashed line 

and open symbol) segments as a function of the number of cycles. The data points and error bars 

represent the mean and standard deviation of four independent measurements. Cycle 1 black, 

cycle 2 red, cycle 3 blue, cycle 4 brown, cycle 5 green, cycle 10 yellow, cycle 15 purple, and cycle 

20 light blue. 
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Figure 3.8. Compression–expansion cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-

B) on (a) Tris buffered saline. Tris buffered saline containing (b) native nanophytoglycogen, (c) 

anionic nanophytoglycogen, and (d) cationic nanophytoglycogen. The x-axis is given as the area 

relative to the area at 25 mN m-1 of the compression segment of cycle 1. The insets represent the 

relative area at 35 mN m-1 of the compression (solid line and closed symbol) and expansion 

(dashed line and open symbol) segments as a function of the number of cycles. The data points 

and error bars represent the mean and standard deviation of four independent measurements. 

Cycle 1 black, cycle 2 red, cycle 3 blue, cycle 4 brown, cycle 5 green, cycle 10 yellow, cycle 15 

purple, and cycle 20 light blue. 
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3.5 Conclusions 

Returning to the question of whether plant-based carbohydrate nanoparticles are safe for 

inhalation, we conclude that the major determinant is the surface charge. Native (quasi-neutral) 

and anionic nanophytoglycogens minimally impact the condensed phase morphology, surfactant 

activity, and cyclability of monolayer model membranes comprised of DPPC/POPG and 

DPPC/POPG/super mini-B at a nanoparticle:phospholipid (subphase/surface) ratio of 1:100. This 

does not however preclude their interaction with the films. We have demonstrated that cationic 

nanophytoglycogen electrostatically binds to the anionic POPG-rich fluid phase of the monolayer 

model membranes (ellipsometry). This interaction alters the film morphology (BAM), despite the 

similarity of the first compression isotherm with those of the buffered saline and other 

nanoparticle-laden subphases. The bound cationic nanoparticles significantly alter the monolayer 

cyclability. An increased hysteresis signals a potential increase in the work of breathing. It is clear 

that the presence of super mini-B does not alter the adsorption of the cationic 

nanophytoglycogen to the POPG-rich fluid phase nor prevent the increased hysteresis of the 

compression-expansion cycles that this adsorption induces. The similar influence exerted by 

cationic silica and phytoglycogen nanoparticles highlight the dominance of the surface charge 

rather than material type on nanoparticle-induced effects on pulmonary surfactant. In light of the 

findings presented here for pristine materials, native and anionic nanophytoglycogens are the 

material types to pursue as nanocarriers for pulmonary drug delivery applications. Since 

nanoparticles can acquire a lipoprotein corona in-vivo that modifies their surface properties, 

including charge, future studies must include more complex lung lining mimetics.21, 73-75      
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Supporting Information 

 

Figure S1. Surface pressure–molecular area (π–A) isotherms of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) and 

DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris buffered saline. Note that 

the molecular area represents the average molecular area of phospholipid. 
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Figure S2. BAM images (430 μm x 538 μm) of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-

B as a function of the surface pressure on an aqueous subphase containing 150 mM NaCl and 

cationic nanophytoglycogen at a 1:100 nanoparticle-to-phospholipid molar ratio.   
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Figure S3. Surface pressure–molecular area (π–A) isotherms of POPG at 22 °C on Tris buffered 

saline in the presence and absence of cationic nanophytoglycogen. 
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Figure S4. Change in the ellipsometric angle (δΔ) as a function of the molecular area. (a) 

DPPC/POPG (7:3 mol/mol) and 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris buffered saline in the 

absence and presence of nanophytoglycogen. (b) POPG, DPPC/POPG (7:3 mol/mol), and 

DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B at 22 °C on Tris buffered saline in the 

presence of cationic nanophytoglycogen. 
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Figure S5.  Change in the ellipsometric angle (δΔ) as a function of (a) surface pressure and (b) 

molecular area for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) at 22 °C on Tris buffered saline in the absence and 

presence of cationic nanophytoglycogen. 
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Figure S6. Change in the ellipsometric angle (δΔ) as a function of (a) surface pressure and (b) 

molecular area for POPG at 22 °C on Tris buffered saline in the absence and presence of cationic 

nanophytoglycogen. 
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Figure S7. Change in the ellipsometric angle (δΔ) as a function of (a) surface pressure and (b) 

molecular area for DPPC at 22 °C on Tris buffered saline in the absence and presence of cationic 

nanophytoglycogen. 
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Figure S8. BAM images (430 μm x 538 μm) of DPPC/POPG (7:3 mol/mol) as a function of the 

surface pressure on an ultrapure water subphase containing cationic nanophytoglycogen at a 

1:100 nanoparticle-to-phospholipid molar ratio. 
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Figure S9. Relative areas of the compression (solid line and closed symbol) and expansion (dashed line and open symbol) segments as 

a function of the number of cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) at the following surface pressures: (a) 30 mN m-1, (b) 35 mN m-1, (c) 

40 mN m-1, and (d) 45 mN m-1. 

 



85 
 

 

0 5 10 15 20

70

80

90

0 5 10 15 20

70

80

90

0 5 10 15 20

70

80

90

0 5 10 15 20
60

70

80

90

0 5 10 15 20
60

70

80

90

0 5 10 15 20
60

70

80

90

0 5 10 15 20
60

70

80

0 5 10 15 20
60

70

80

0 5 10 15 20
60

70

80

0 5 10 15 20

60

70

0 5 10 15 20

60

70

0 5 10 15 20

60

70

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Native

 Expansion Native

(a)

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Anionic 

 Expansion Anionic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Cationic 

 Expansion Cationic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Native

 Expansion Native

(b)

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Anionic 

 Expansion Anionic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Cationic

 Expansion Cationic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Native

 Expansion Native

(c)
R

e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Anionic

 Expansion Anionic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Cationic 

 Expansion Cationic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Native

 Expansion Native

(d)

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Anionic 

 Expansion Anionic 

R
e
la

ti
v
e
 A

re
a
 (

%
)

Cycle

 Compression Buffer

 Expansion Buffer

 Compression Cationic 

 Expansion Cationic



86 
 

Figure S10. Relative areas of the compression (solid line and closed symbol) and expansion (dashed line and open symbol) segments 

as a function of the number of cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B at the following surface pressures: (a) 

30 mN m-1, (b) 35 mN m-1, (c) 40 mN m-1, and (d) 45 mN m-1. 
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Figure S11. Change in the relative area (relative area of compression – relative area of expansion) 

as a function of the number of cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) at the following surface 

pressures: (a) 30 mN m-1, (b) 35 mN m-1, (c) 40 mN m-1, and (d) 45 mN m-1. The data points and 

error bars represent the mean and standard deviation of four independent measurements. 
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Figure S12. Change in the relative area (relative area of compression – relative area of expansion) 

as a function of the number of cycles for DPPC/POPG (7:3 mol/mol) with 3.0 wt% super mini-B  at 

the following surface pressures: (a) 30 mN m-1, (b) 35 mN m-1, (c) 40 mN m-1, and (d) 45 mN m-1. 

The data points and error bars represent the mean and standard deviation of four independent 

measurements. 
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Chapitre 4 – Conclusions et perspectives 

Les effets de nanophytoglycogènes de différentes charges sur la monocouche Langmuir 

de surfactant pulmonaire ont été étudiés. Afin d’acquérir une meilleure compréhension de 

l’interaction du nanophytoglycogène avec les différentes composantes du surfactant pulmonaire, 

deux modèles ont été étudiés. Le premier comprenait un phospholipide saturé et zwitterionique 

(DPPC) ainsi qu’un phospholipide insaturé et anionique (POPG). Ce mélange représente la 

coexistence de la phase condensée et fluide ainsi que la présence de charges négatives dans le 

surfactant pulmonaire. Le deuxième modèle comprenait aussi ces deux phospholipides, mais avec 

l’ajout d’un analogue de la protéine pulmonaire B. Ce mélange se rapproche du surfactant 

pulmonaire physiologique. La technique du bain Langmuir, l’imagerie par BAM ainsi que 

l’ellipsométrie à l’interface eau-air ont permis d’étudier les effets de nanophytoglycogènes de 

différentes charges sur l’activité de surface, la morphologie, la réversibilité ainsi que l’épaisseur 

du film du surfactant pulmonaire. 

Pour les deux modèles, le nanophytoglycogène cationique a très peu influencé les 

isothermes π-A alors que les images obtenues en BAM possèdent un contraste inversé. Ceci 

démontre l’importance de combiner plusieurs techniques avant de tirer des conclusions. Le 

contraste inversé dans les images BAM était présent tout au long de la compression, 

contrairement à d’autres études mentionnées précédemment où ce phénomène n’est présent 

qu’à hautes pressions de surface. L’ellipsométrie à l’interface eau-air sur les monocouches des 

deux phospholipides (DPPC et POPG) a permis de conclure que ce contraste inversé est dû à 

l’interaction des NPs cationiques avec le phospholipide anionique. Cette interaction engendre 

une augmentation de l’épaisseur du film et ainsi de l’intensité en imagerie BAM. Des cycles de 

compressions/expansions ont aussi permis de conclure que l’adsorption du nanophytoglycogène 

cationique à la monocouche influence le cycle respiratoire en augmentant le travail nécessaire 

pour l’effectuer. Afin de mieux comprendre l’origine du contraste inversé, il serait d’intérêt 

d’étudier les modèles en imagerie AFM puisque cette technique offre une meilleure résolution 

latérale que l’imagerie BAM.1 
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Les résultats de cette étude ont aussi permis de classer les nanophytoglycogènes quasi-

neutre et anionique comme étant des vecteurs de médicaments potentiels. Ces deux 

nanoparticules n’ont pas, ou très peu, influencé l’activité de surface, la morphologie, la 

réversibilité du cycle de compression/expansion ainsi que l’épaisseur des deux modèles du 

surfactant pulmonaire. Le but ultime de ce projet étant le traitement du cancer et des infections 

des poumons par l’inhalation de peptides anticancéreux et antimicrobiens, il serait possible 

d’insérer dans le nanophytoglycogène anionique le peptide GL13K, possédant des propriétés anti-

inflammatoires et antimicrobiennes, dû à sa charge nette positive.2 Il serait ainsi d’intérêt 

d’investiguer davantage ces deux types de NPs en testant différentes concentrations pour 

s’assurer qu’elles ne causent pas d’effets néfastes lorsque présentes en plus grande quantité. 

Cette étude serait aussi pertinente pour le nanophytoglycogène cationique afin de trouver le seuil 

de son impact sur le cycle respiratoire. 

Le fait saillant ressorti de cette étude est ainsi l’importance de la charge de la 

nanoparticule dans son interaction avec le surfactant pulmonaire. Des résultats similaires 

obtenus avec des nanoparticules de silice cationiques démontrent que la charge a plus 

d’importance que la composition chimique. Ainsi, malgré le fait que le nanophytoglycogène soit 

non-biopersistant, non-toxique, non-immnunogène, hypoallergène et biodégradable, sa charge 

positive influence les propriétés biophysiques du surfactant pulmonaire. 

La similarité entre les résultats obtenus pour le mélange sans protéine et le mélange avec 

protéines démontre que la super mini-B n’est pas présente en assez grande quantité pour altérer 

l’adsorption du nanophytoglycogène cationique. De plus, bien que cette protéine soit essentielle 

au cycle respiratoire, les cycles de compression-expansion du modèle protéiné sont similaires aux 

cycles du mélange phospholipidique. Il serait ainsi pertinent d’ajouter la SP-C à ce modèle 

puisqu’elle travaille avec la SP-B pour former le réservoir. Il serait ainsi possible d’effectuer des 

cyclages pour étudier l’importance de la présence des deux types de protéines. Walther, F. J. et 

al.3 ont aussi développé un analogue de la SP-C pouvant être utilisé à cet effet.  

Finalement, une lacune dans la méthodologie utilisée est l’introduction des nanoparticules 

par la sous-phase. Le nanophytoglycogène devrait être administré du côté air de l’interface afin 
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d’être plus réaliste. En intégrant directement les NPs dans la sous-phase, nous assumons qu’elles 

passent sans perturbation à travers la monocouche étant donné leur hydrophilicité. Le possible 

retrait de phospholipides ou de protéines dû aux passages des NPs n’est donc pas pris en compte. 

Afin d’administrer les NPs du côté des chaînes alkyles, un nébuliseur est nécessaire. Il faudrait 

ainsi optimiser l’instrumentation afin d’administrer de manière homogène et reproductible du 

côté air de l’interface. Ceci implique de concentrer la solution de NPs à la surface afin d’éviter 

toute perte et d’obtenir une concentration identique en surface d’expérience en expérience.  
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