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Resumen 
 

Se han desarrollado diversas plataformas de liberación controlada de progesterona 

con el objetivo de sincronizar el celo en el ganado bovino. Los sistemas basados en 

micropartículas poliméricas biodegradables han atraído un especial interés debido a que 

presentan diversas ventajas, tales como fácil preparación y administración, no requieren 

intervención quirúrgica para remover el material al término de la liberación, y es posible 

controlar los tiempos de liberación/degradación en base a las propiedades 

fisicoquímicas del polímero, entre otras. En el presente trabajo de tesis se estudiaron 

tres matrices poliméricas biodegradables para la preparación de micropartículas: PLGA, 

quitosano y ácido hialurónico. Las micropartículas se obtuvieron empleando diferentes 

técnicas de preparación y fueron caracterizadas en cuanto a propiedades fisicoquímicas, 

degradabilidad y perfiles de liberación. Además, se desarrollaron modelos matemáticos 

de degradación de la matriz polimérica y de liberación controlada de progesterona. 

En el Capítulo 1 se presenta una descripción teórica de los aspectos más importantes 

de la problemática y de los sistemas de liberación controlada de progesterona existentes, 

así como también de los diferentes métodos de preparación de micropartículas 

empleados en el presente trabajo de tesis. 

En el Capítulo 2 se formula un modelo matemático de degradación hidrolítica 

homogénea de microesferas de PLGA. El modelo tiene en cuenta el efecto autocatalítico 

de los grupos carboxílicos y la composición del copolímero sobre la velocidad de 

degradación del mismo. El modelo permite estimar las evoluciones de pesos 

moleculares medios, pérdida de masa, concentraciones de enlaces éster y perfil de pH 

durante el proceso de degradación, y se ajusta a partir de datos experimentales de la 

literatura.  

En el Capítulo 3 se investiga la preparación de microesferas de PLGA por el método 

de evaporación/extracción de solvente y se estudia el efecto del tamaño de partícula 

sobre la velocidad de degradación. Además, se formula un modelo matemático para la 

degradación hidrolítica heterogénea de microesferas de PLGA. El modelo permite 

estimar las evoluciones de los pesos moleculares medios, distribuciones de pesos 

moleculares, pérdida de masa y cambios morfológicos de las partículas durante el 

proceso de degradación. 

En el capitulo 4 se estudia la encapsulación de progesterona en microesferas de 

PLGA obtenidas por el método de evaporación/extracción de solvente y por 
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microfluídica. Además, se investiga el efecto del tamaño de partícula, la polidispersidad 

y la degradación de la matriz polimérica sobre la velocidad de liberación in vitro de la 

hormona. Por otro lado, el modelo matemático de degradación hidrolítica heterogénea 

se extiende a fin de poder predecir la liberación de la progesterona a partir de 

microesferas de PLGA. El modelo de liberación incorpora la disolución y la difusión 

del fármaco en función de los cambios morfológicos asociados a la degradación de la 

matriz polimérica.  

En el Capítulo 5 se investiga la obtención de microgeles monodispersos de ácido 

hialurónico mediante microfluídica. El método estudiado permite la incorporación de 

una nanoemulsión de aceite conteniendo la droga en el interior de microgeles 

hidrofílicos a través de la formación de una doble emulsión aceite/agua/aceite, donde la 

fase acuosa se convierte posteriormente en la fase gel. Además, se emplea la 

degradación enzimática de los microgeles para provocar la liberación de las nanogotas 

de aceite cargadas con progesterona. 

En el Capítulo 6 se estudia la obtención de micropartículas de quitosano 

entrecruzadas con TPP, empleando la técnica de secado por atomización. Se investiga el 

efecto de la formulación sobre las características finales de las micropartículas (tamaño, 

esfericidad, eficiencia de encapsulación, potencial Z), y el efecto del grado de 

entrecruzamiento y del pH del medio sobre los perfiles de liberación de progesterona 

desde las micropartículas de quitosano. 
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1.1 Introducción 

El mercado mundial de sanidad animal comprendió US$ 19,2 billones en 2009 y 

creció a unos US$ 24 billones en 2015, mientras que actualmente se estima una tasa de 

crecimiento anual constante del 3% hasta 2020 (Evans, 2009; Kisaco Research, 2016). 

Las ventas comprenden dos segmentos: el 60% aproximadamente corresponde a los 

animales de cría y el 40% a los animales de compañía. En términos de especies, el 

mercado de animales de cría se compone de ganado bovino (45%), cerdos (27%), aves 

(19%), ovejas (8%) y otros (1%). A su vez, el mercado mundial de sanidad animal 

también se puede clasificar en grupos de productos. Esta descripción muestra que las 

vacunas/productos biológicos, los productos farmacéuticos y los aditivos alimentarios 

abarcan el 25%, 63% y 12% del mercado, respectivamente (Rathbone, 2012). La 

adopción del mercado de nuevas formulaciones farmacéuticas de uso veterinario se 

encuentra impulsada principalmente por la facilidad de las terapias (a través de la 

reducción de la frecuencia de los servicios veterinarios y de la administración de 

agentes terapéuticos), el mayor control y prolongación de sus efectos, la disminución 

del estrés de los animales y de los trabajadores, la reducción de los costos y la mejora de 

la gestión de los rebaños. Aunque existen similitudes con los productos destinados a la 

salud humana, la complejidad en el campo de la sanidad y producción animal es algo 

mayor debido a la diversidad de especies y razas, al amplio rango de masa corporal, a 

las variaciones regionales y a las diferentes velocidades de metabolización de las drogas 

administradas.   

Actualmente, existe un interés creciente en el desarrollo de métodos de sincronización 

del celo de bovinos (destinados a carne o leche) con el fin de lograr un impacto 

económico en los sectores productivos involucrados. Para el desarrollo de estos 

métodos es esencial conocer, en primera instancia, el ciclo estral de la vaca, así como 

los factores que lo regulan. 

1.2 Fases del ciclo estral bovino 

El ciclo estral representa un patrón cíclico de actividad ovárica que permite a las 

hembras ir de un periodo reproductivo de no receptividad a uno de receptividad, 

permitiendo establecer el apareamiento y la subsecuente gestación (Forde y col., 2011). 

El ciclo estral varia normalmente entre 17 a 24 días, considerándose 21 días como el 
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tiempo promedio y se encuentra regulado por la interacción de varios órganos, entre 

ellos se encuentran el eje hipotálamo-hipófisis, el ovario y el útero. 

El ciclo estral se puede dividir en tres fases:  

1. Fase Folicular o de regresión del cuerpo lúteo (proestro);  

2. Fase Periovulatoria (estro y metaestro);  

3. Fase Luteal (diestro).  

El día 0 del ciclo estral es el día del celo, signo visible a simple vista. Sin embargo, 

desde el punto de vista fisiológico, la descripción se realizará a partir de la destrucción 

del cuerpo lúteo y finalizará en la destrucción del cuerpo lúteo del próximo ciclo. 

1.2.a Fase folicular o de regresión del cuerpo lúteo (proestro) 

Este período, cuya duración es de 3 días, comienza con la regresión del cuerpo lúteo 

del ciclo anterior debido a la acción de la prostaglandina F2α (PGF2α) de origen uterino y 

finaliza con la manifestación de celo. La destrucción del cuerpo lúteo provoca una caída 

en los niveles de progesterona y, posteriormente, una pérdida de tejido luteal. Como 

consecuencia de la caída de los niveles de progesterona, el efecto de retroalimentación 

negativa ejercido a nivel hipotalámico desaparece y comienza a aumentar la frecuencia 

pulsátil de las hormonas hipofisiarias (FSH y LH), las cuales estimulan el crecimiento 

folicular y el aumento de los niveles de estrógenos. El incremento en los niveles de 

estrógenos del folículo preovulatorio alcanza los centros nerviosos del hipotálamo que 

controlan las manifestaciones externas de celo. 

1.2.b Fase periovulatoria (estro y metaestro) 

El estro se define como un período de actividad y receptividad sexual, en el cual se 

observa entre otros signos, inquietud, inflamación de la vulva, secreción de musoca 

vaginal (Shearer, 2003). El olor de la mucosa vaginal atrae y excita al toro debido a la 

presencia de feromonas. La duración de celo es muy variable entre grupos de animales, 

comprendiendo entre 30 minutos a más de 30 horas (Lucy, 2006), pero se considera que 

el tiempo promedio es de 16 ± 4 horas. Los signos de estro se manifiestan gracias a la 

presencia de los estrógenos provenientes del folículo. En cierto momento, los niveles de 

estrógenos son lo suficientemente altos en concentración y duración como para inducir 

los síntomas del celo o calor (Wiltbank y col., 2006), así como para incrementar las 

contracciones del tracto reproductivo facilitando el transporte del esperma y del óvulo. 
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Estos altos niveles de estrógenos afectan también a centros endócrinos en el hipotálamo 

que controlan la liberación de la hormona liberadora de gonadotropinas (GnRH) del 

hipotálamo, y ésta a su vez controla la liberación de FSH y LH de la adeno-hipófisis. El 

incremento de los niveles de LH ocurre después de que se hayan iniciado los signos de 

celo e inicia el proceso de ovulación (Lucy, 2006). La LH es generalmente considerada 

como la gonatropina primaria responsable de la ovulación, sin embargo, la FSH también 

ha sido observada como causante de ovulación y de formación de tejido luteal (Lamb y 

col., 2009). Los niveles de FSH se incrementaran en amplitud unas horas después del 

pico de LH. De 12 a 24 horas desde el comienzo del celo, el sistema nervioso central del 

animal se hace refractario a los estrógenos y todas las manifestaciones de celo o calor 

desaparecen. Inmediatamente después de finalizado el celo se inicia el metaestro, que 

puede durar de 3 a 5 días. Durante el metaestro ocurre la ovulación, que tiene lugar 

entre 28 a 32 horas después de haberse iniciado el celo, o entre 10 a 15 horas de haber 

cesado los signos de celo en respuesta al pico preovulatorio de LH. Después de la 

ovulación se produce una hemorragia y el folículo se llena de sangre, convirtiéndose en 

una estructura conocida como cuerpo hemorrágico. El proceso siguiente es la 

luteinización de las células foliculares que se transformarán en células luteales. Estos 

cambios ocurren entre el día 5 a 7 del ciclo, finalizando así la fase de metaestro e 

iniciándose la fase lútea o diestro. 

1.2.c Fase luteal (diestro)  

Esta fase se caracteriza por la presencia y dominio del cuerpo lúteo en el ovario y la 

producción de progesterona, y está regulada por las secreciones de la glándula pituitaria 

anterior, útero, ovario y la presencia de un embrión, y va desde el día 5 del ciclo estral 

hasta el día 18. La regulación de la secreción de progesterona está controlada por un 

equilibrio de estímulos: uno luteotrópico o que estimula la progesterona y otro 

luteolítico o que inhibe la progesterona; ambos estímulos son secretados al mismo 

tiempo durante el ciclo estral. La hormona LH que es considerada primariamente 

luteotrópica y la concentración de receptores luteales a la LH están directamente 

relacionados con los cambios en los niveles de progesterona y el crecimiento del cuerpo 

lúteo en el ovario (Lamb y col., 2009). La hormona FSH también interviene uniéndose a 

receptores en el cuerpo lúteo y provoca un aumento en la secreción de progesterona. El 

cuerpo lúteo recibe la mayoría del flujo sanguíneo del ovario y el flujo recibido esta 

altamente relacionado con la cantidad de progesterona producida y secretada. Los 
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niveles de progesterona más altos se alcanzan en torno al día 10 del ciclo estral y se 

mantienen hasta el día 16 o 18 del ciclo dependiendo de la presencia o no de un 

embrión. Si la vaca esta preñada, el cuerpo lúteo se mantiene, los niveles de 

progesterona son altos y se bloquea la reaparición de celos. El embrión alcanza el útero 

entre los días 3 a 4 del ciclo estral; durante los siguientes 10 a 12 días el embrión 

crecerá rápidamente y comenzará la formación de la placenta. La presencia de estas 

células embrionarias son las responsables de producir una señal química que bloquea la 

producción de PGF2α por parte del útero, impidiendo la regresión del cuerpo lúteo en 

torno al día 16 del ciclo estral. Este proceso se conoce con el nombre de 

“reconocimiento maternal”. Por tanto, el mantenimiento del cuerpo lúteo y los altos 

niveles de progesterona dependen de la presencia de un embrión en desarrollo en el 

útero. Si la vaca no está preñada, el cuerpo lúteo es inducido a degenerar por la acción 

de la PGF2α (Lamb y col., 2009). En este caso, la ausencia de un embrión y de las 

señales químicas que éste produce, provoca que las concentraciones de PGF2α se 

incrementen durante la parte final de la fase luteal o diestro (Fig. 1.1). Con la regresión 

del cuerpo lúteo, comienza la disminución de los niveles de progesterona y con ello el 

final de la fase luteal o diestro y el reinicio del proestro o fase de regresión del cuerpo 

lúteo. 

 

Figura 1.1: Nivel relativo de hormonas durante el ciclo estral bovino. 
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1.3 Métodos de sincronización del celo de bovinos 

Tradicionalmente, la detección de hembras que se encuentran con conducta de celo es 

uno de los aspectos más importantes en los programas de inseminación artificial, ya que 

normalmente a partir de dicha manifestación se planifica el momento de la siembra de 

semen. El método más usado es el reconocimiento de los signos característicos del celo 

mediante observación visual. El celo suele manifestarse visualmente por el incremento 

en la secreción de mucosa vaginal y por la actitud pasiva ante la monta por otro animal. 

Si bien la observación visual es una técnica simple y práctica, se producen importantes 

errores debido a su mala implementación. Roelofs y col. (2005) estudiaron la relación 

entre los signos característicos del celo y el tiempo de ovulación. Reportaron que la 

actitud pasiva ante la monta se detectó sólo en el 58% de los casos mediante 

observación visual, y algunos grupos presentaron una tasa de detección del celo de sólo 

el 20% cuando sólo una vaca estaba en celo. La diferencia temporal en la entrada en 

celo entre un animal y otro de un mismo rodeo, sumado a los errores en la detección, 

genera una dispersión en las pariciones de semanas o meses, lo cual hace muy 

ineficiente el control y desarrollo de los terneros recién nacidos en lo que se refiere a 

programas de vacunación, alimentación, siembra de forrajeras, aprovechamiento del 

personal involucrado, entre otras deficiencias (Weibel y col., 2014). Esto repercute en 

un mal aprovechamiento de los recursos disponibles y, en consecuencia, un mayor costo 

de explotación. Por otro lado, la expresión de la conducta de celo puede estar anulada o 

variar en intensidad y duración por diversos factores como el clima, la nutrición, el 

amamantamiento y la raza (Roelofs y col, 2010). No obstante, los factores asociados a 

la calidad con que se ejecuta la técnica de detección de celos son los que afectan 

principalmente la eficiencia y/o la exactitud del diagnóstico, entre los más importantes 

se pueden mencionar: conocimiento de los signos y síntomas de una hembra en celo, 

elección del lugar de detección, tiempo y frecuencia de observación. Por esto, se han 

desarrollados diversos métodos de ayuda, tales como la utilización de animales 

marcadores, pintura en la grupa, cápsula detectora de monta, detectores de la actividad 

motora (pedómetros) y radiotelemetría (Cavalieri y col., 2003; Catalano y Callejas, 

2001; Firk y col., 2002; At-Taras y Spahr, 2002; Galon, 2010). Si bien este último es el 

método que mejores resultados ha obtenido, dado su costo y dificultad de 

implementación no puede ser considerado de elección para los sistemas de producción 

del país en la actualidad (Catalano y Callejas, 2001). Existen otros métodos que no se 
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encuentran relacionados con cambios en la conducta sino que detectan cambios en los 

procesos fisiológicos, tales como cambios en la temperatura corporal, resistencia 

eléctrica vaginal, perfiles de progesterona y olor de la zona perineal mediante un 

detector electrónico (Fisher y col., 2008; Catalano y Callejas, 2001; Kyle y col., 1998; 

Scipioni y Foote, 1999; Lane y Wathes, 1998). Si bien dichos métodos plantean una 

alternativa sumamente interesante a utilizar en el futuro, aún no se ha logrado un uso 

masivo ya que en algunos casos no es práctica su implementación, el costo es 

demasiado alto y/o la eficiencia o la exactitud de detección no es adecuada. 

Una alternativa a los métodos de detección del celo son los métodos de 

sincronización del celo. Éstos se basan en la administración de un protocolo hormonal 

al animal de manera que se lo obliga a entrar en el ciclo estral, y al cabo de ciertos días 

se realiza la inseminación artificial. El análisis de la bibliografía permite identificar 

diversos sistemas de sincronización del celo. Las vías más comunes para la 

administración de hormonas han sido la intravaginal y la subcutánea (Rathbone y col., 

1998). Los protocolos consisten en la administración sincronizada de hormonas que 

permitan simular los niveles plasmáticos de los animales en un ciclo estral normal. De 

esta manera, se manipula la actividad ovárica con el fin de predecir la ovulación sin la 

necesidad de detectar el celo. Los protocolos más comúnmente utilizados en los 

establecimientos ganaderos se basan en la administración de una o más hormonas al 

animal. Existen varias hormonas que pueden emplearse en la sincronización del celo 

vacuno: progesterona, metilacetoxiprogesterona, acetato de fluorogestona, benzoato de 

estradiol, melatonina, prostaglandina F2 (Rathbone y col., 1998; Rathbone y col., 

2000).  La forma más común de simular una fase lútea normal se logra administrando 

progesterona exógena de tal forma que los niveles plasmáticos superen los valores 

basales de 1 ng mL-1 durante un período de 5 a 10 días, dependiendo del protocolo 

utilizado. Sin embargo, existen trabajos donde se reportan bajos porcentajes de preñez o 

disminución de la fertilidad cuando la concentración de progesterona plasmática no 

supera los 2 ng mL-1 (Shaham-Albalancy y col., 2000). 

1.4 Sistemas intravaginales de liberación controlada de hormonas  

La vagina de animales de granja, tales como vacas y ovejas, es un sitio atractivo para 

la administración de fármacos debido a la facilidad con la que los dispositivos pueden 

ser administrados y removidos, a sus propiedades biológicas y a su capacidad para 
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retener los sistemas de administración de fármacos por periodos prolongados (semanas). 

Para los medicamentos que son susceptibles al metabolismo gastrointestinal o hepático, 

la vía vaginal puede proporcionar una alternativa a la vía de administración oral. 

Los sistemas de administración de fármacos veterinarios intravaginales incluyen 

esponjas de poliuretano que contienen progestágenos sintéticos, insertos basados en 

silicona que contienen la hormona progesterona, entre los cuales se encuentran el PRID, 

el CIDR-B y el CIDR 1380, inserciones controladas electrónicamente (IBD y EMIDD) 

capaces de administrar múltiples fármacos a un tiempo predefinido, e insertos 

biodegradables basados en poli(-caprolactona) (Rathbone y Brayden, 2009; Brayden y 

col., 2010; Rathbone y col., 2000; Rathbone y col., 2001; Robinson y Rathbone, 1999; 

Rathbone y Macmillan, 2004). En la Fig. 1.2 se muestran algunos de los diferentes 

dispositivos de liberación de drogas intravaginales disponibles comercialmente.  

 

Figura 1.2: Tecnologías disponibles en el mercado para la administración de fármacos intravaginales 

usados en animales de granja. A = esponjas; B = CueMate; C = CIDR-B; D = CIDR 1380;  E = EMIDD; 

F =Smartt1; G = PRID; H = CIDR; I = IBD; J = PCL (Rathbone, 2012). 
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La utilización de los dispositivos intravaginales no ha sido extendida debido a 

diversos inconvenientes. Uno de los problemas es la eficiencia de retención, esto se 

debe a que la producción en serie no permite tener en cuenta la diversidad fisiológica de 

la cavidad vaginal de las vacas, que difieren en tamaño y contextura, de acuerdo a la 

raza, edad y número de servicios previos del animal. La segunda desventaja de los 

dispositivos intravaginales es el manejo que debe hacerse del animal. El uso de 

dispositivos intravaginales requiere la inmobilización del animal al menos dos veces 

(colocación y remoción del dispositivo) con las dificultades que acarrea, además de las 

medidas de higiene y seguridad que es necesario adoptar para evitar la transmisión de 

enfermedades al animal y el contacto del operador con la droga. El último 

inconveniente, pero no menos importante, es que la cantidad de droga residual del 

dispositivo es muy elevada. Aproximadamente el 50% de la carga hormonal permanece 

en el dispositivo luego de su uso (Rathbone y col., 1998). Esto genera, por un lado, un 

problema económico ya que la progesterona es el constituyente más costoso, y por el 

otro, un problema medioambiental porque es necesario una correcta disposición final 

del dispositivo (debe ser enterrado y/o incinerado). Hay estudios que aconsejan un 

segundo y hasta un tercer reuso del dispositivo para aprovechar la carga residual, sin 

embargo la eficiencia es menor y se añade la necesidad de higienizar el dispositivo 

previo a su reutilización para evitar la transmisión de enfermedades infecciosas entre los 

animales (Colazo y col., 2004). 

1.5 Liberación controlada de hormonas vía parenteral 

Los sistemas de administración de hormonas implantables fueron el primer sistema de 

administración subcutánea que se desarrolló. Estos sistemas comprenden tubos o discos 

hechos de silicona u otros polímeros biocompatibles, no necesariamente biodegradables, 

que han sido cargados de alguna manera con progesterona u otra hormona (Weibel y 

col., 2014). Estos sistemas se implantan bajo la piel del animal con una pequeña cirugía 

para permitir la liberación de la hormona directamente al cuerpo del animal. La eficacia 

de estos sistemas de liberación en general es bastante buena. Sin embargo, el problema 

de dosificación persiste porque los implantes se fabrican con una carga hormonal única. 

En algunos casos, es necesaria una cirugía adicional para la extracción de los sistemas 

remanentes. El gran tamaño de los implantes, la necesidad de inmovilizar al animal para 

la cirugía y la necesidad de condiciones asépticas adecuadas en la cirugía generan serias 

dudas sobre la viabilidad de estos tipos de sistemas. Se han diseñado dispositivos 
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implantables en el tejido subcutáneo de la oreja de los animales como una forma de 

disminuir la droga residual en los animales de producción y para facilitar las 

operaciones de implante y extracción de los dispositivos (Medlicott y col., 2004).  

En los últimos años, los sistemas biodegradables de liberación controlada de drogas 

(antibióticos, antiparasitarios, hormonas, péptidos y proteínas) vía parenteral han 

adquirido una creciente importancia en medicina veterinaria (Medlicott y col., 2004; 

Sun y col., 2004). Estos sistemas permiten prolongar el efecto terapéutico de la droga, 

eliminan la necesidad de la inmobilización del animal, no requieren de estrictas 

condiciones asépticas, son biodegradables y tienen un mejor aprovechamiento de la 

carga hormonal. Esto permite aplicar tratamientos de forma masiva y disminuir el estrés 

tanto en los animales como en sus propietarios (Medlicott y col., 2004; Winzenburg y 

col., 2004). 

Se han desarrollado diferentes formulaciones veterinarias de liberación controlada de 

progesterona que emplean polímeros biodegradables y que, por tanto, no requieren la 

extracción del dispositivo. Entre ellos se pueden mencionar los implantes 

biodegradables y los sistemas inyectables preformados y de formación in situ. Los 

sistemas implantables incluyen polímeros tales como celulosa, acetato de celulosa,  

quitosano y copolímeros de ácido glutámico y terc-butoxicarbonil metil glutamato 

(Iqbal y Middha, 2016; Lescure y col., 1995). Estos sistemas requieren una cirugía para 

acceder a los tejidos subcutáneos e implantar allí el sistema de administración.  

Los sistemas inyectables acceden a estos tejidos a través del uso de agujas 

veterinarias. Una inyección no necesita condiciones de asepsia rigurosas, es más simple 

y rápida que un implante y tiene la posibilidad de variar las dosis ajustando el volumen 

inyectado, sin la necesidad de personal altamente calificado. Entre los sistemas de 

administración inyectables se destacan los sistemas preformados y los sistemas de 

formación in situ. Los sistemas inyectables de formación in situ consisten en una 

solución polimérica que contiene la droga y que, en condiciones fisiológicas, precipita 

formando un depósito donde queda entrampada la droga que luego será liberada (Turino 

y col., 2014; Dewan y col., 2007; Brodbeck y col., 2000; Dunn y col., 1994). En estos 

casos, la forma del depósito es difícil de predecir y por tanto, no hay control preciso 

sobre la superficie expuesta y la velocidad de liberación. Otro tipo de sistema inyectable 

consiste en emplear dispersiones o suspensiones de micropartículas previamente 

formadas. Para este fin se han empleando polímeros tales como PLGA, PLA, quitosano 

y caseína (Wu y col., 2004; Latha y col., 2000; Yang y Owusu-Ababio, 2000; Jameela y 
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col., 1998). La fabricación de partículas que contienen la droga encapsulada es la 

alternativa de mayor auge en las últimas décadas. Los sistemas de liberación controlada 

de fármacos basados en microesferas son los que presentan mayores ventajas como fácil 

preparación, reproducibilidad, capacidad de incorporación de varios tipos de drogas, 

fácil administración y cinética de liberación controlada, entre otras (Wu, 2004). 

1.6 Polímeros biodegradables  

Una amplia variedad de matrices poliméricas biodegradables, tanto naturales como 

sintéticas, han sido investigadas para su aplicación en formulaciones farmacéuticas (Fig. 

1.3). Dentro de los polímeros naturales se pueden destacar: alginato, quitosano, heparina 

y ácido hialurónico (Li y col., 2012; Jana y col., 2011; Messager y col., 2013; Jameela y 

col., 1998). Entre los polímeros sintéticos se pueden mencionar: poli(ácido láctico), 

poli(ácido glicólico), poli(ácido láctico-co-glicólico), poli(-caprolactona), 

polietilenglicol y poliuretanos, entre otros (Weibel y col., 2014; Winzenburg y col., 

2004; Matschke y col., 2002; Wu, 2004; Chang y col., 2005; Chiappetta y col., 2005). 

 

Figura 1.3: Estructura química de polímeros biodegradables naturales y sintéticos. 
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Para poder ser aplicados en una formulación farmacéutica dichos materiales deben 

cumplir con el requisito de biocompatibilidad (Helmus y col., 2008). Para esto, los 

mismos deben ser compatibles con el tejido y degradarse cierto tiempo después de ser 

implantados dando lugar a productos que no son tóxicos y puedan ser eliminados por el 

organismo o metabolizados por éste.  

1.7 Métodos para la preparación de microesferas 

Se han empleado diversos métodos para la preparación de microesferas. En general, 

los métodos comúnmente empleados son modificaciones de las siguientes tres técnicas: 

extracción/evaporación de solvente, separación de fases, y secado por atomización 

(Freitas y col., 2005; Wischke y Schwendeman, 2008). Además, para este propósito se 

han estudiado técnicas de microfluídica (Duncanson y col., 2012) y estrategias de 

formación in situ para la preparación in vivo de microesferas (Turino y col., 2014). Los 

métodos empleados para este fin deben cumplir con los siguientes requisitos: 

 No deben afectar la estabilidad y la actividad biológica de la droga durante el 

proceso de síntesis. 

 El rendimiento de las microesferas y la eficiencia de entrampamiento de la droga  

debe ser alto, y la distribución de tamaños de partículas debe ser estrecha. 

 Las microesferas no deben agregarse, para facilitar su inyectabilidad. 

 El perfil de liberación debe ser reproducible dentro de condiciones pre-

establecidas. 

1.7.a Evaporación/extracción de solvente 

El método de evaporación/extracción de solvente es el procedimiento más utilizado 

para fabricar microesferas para estudios de microencapsulación a pequeña escala. Este 

método comprende básicamente cinco etapas (Freitas y col., 2005): (i) disolución del 

polímero en un solvente adecuado; (ii) disolución o dispersión del principio activo para 

formar la fase dispersa; (iii) emulsificación de la solución polímero/fármaco en una fase 

continua conteniendo un agente surfactante; (iv) eliminación del disolvente de la fase 

dispersa por evaporación y/o extracción hacia la fase continua para convertir las 

pequeñas gotas en microesferas sólidas; (v) recolección y secado de las microesferas. 

Una de las ventajas principales de este método es que no requiere temperaturas elevadas 

o la adición de agentes para inducir la separación de fases. Se han identificado diversas 



   28 

variables del proceso que pueden afectar a la formulación de microesferas, tales como la 

relación de volumen entre las fases dispersa y continua, la concentración de polímero, la 

relación fármaco/polímero, la velocidad de eliminación del solvente y la concentración 

de agente surfactante, entre otros (Mao y col., 2008). Los parámetros y condiciones de 

formulación se deben optimizar en cada sistema para obtener microesferas de un tamaño 

determinado, alcanzar altas eficiencias de encapsulación y un bajo contenido de 

solvente residual en las microesferas (Tiwari y Verma, 2012).  

Dependiendo de la naturaleza y solubilidad de la droga a encapsular, se deben utilizar 

diferentes solventes. Esto conduce al desarrollo de varias técnicas basadas en el método 

de extracción/evaporación de solvente: emulsión aceite/agua (o/w), emulsión 

agua/aceite/agua (w/o/w) y emulsión aceite/aceite (o/o). 

1.7.b Emulsión aceite/agua (o/w) 

La técnica de emulsión aceite/agua (o/w) se utiliza principalmente para fármacos 

hidrofóbicos, tales como los esteroides (Jain, 2000), los cuales son solubles en varios 

solventes orgánicos y poco solubles en agua. La técnica consiste en disolver el polímero 

y el fármaco en un disolvente orgánico apropiado. El disolvente orgánico más común 

utilizado es el cloruro de metileno (diclorometano). Además, pueden emplearse acetato 

de butilo, acetato de etilo, formiato de etilo y metiletilcetona (Wischke y Schwendeman, 

2008). Posteriormente, la fase orgánica se emulsiona en una fase continua acuosa que 

contiene un agente tensioactivo para formar pequeñas gotas. Estos disolventes pueden 

ser eliminados de las emulsiones por evaporación (Vrancken y Claeys, 1970a; Wang y 

Schwendeman, 1999) o por extracción hacia la fase continua (Albayrak, 2005; 

Vrancken y Claeys, 1970b). Finalmente, las microesferas sólidas se recolectan por 

centrifugación o filtración y se secan al vacío o por liofilización. 

1.7.c Emulsión agua/aceite/agua (w/o/w)  

La técnica de emulsión agua/aceite/agua (w/o/w, también denominada w1/o/w2) se 

utiliza típicamente para fármacos solubles en agua, tales como péptidos, proteínas y 

vacunas (Meng y col., 2003; Wischke y Schwendeman, 2008). La técnica consiste en 

las siguientes etapas: (i) disolver el fármaco en una solución acuosa para formar la fase 

w1; (ii) disolver el polímero en el solvente orgánico apropiado; (iii) emulsionar la fase 

w1 en la solución polimérica para formar la emulsión primaria; (iv) emulsionar la 
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emulsión primaria en una segunda solución acuosa que contiene un estabilizador para 

formar la doble emulsión; (v) eliminación del solvente orgánico por evaporación o 

extracción para solidificar las microesferas; (vi) recolección y secado de las 

microesferas sólidas (Meng y col., 2003). El cloruro de metileno y acetato de etilo son 

los solventes orgánicos más utilizados en la técnica de doble emulsión.  

1.7.d Emulsión aceite/aceite (o/o) 

La técnica de emulsión aceite/aceite (o/o, también denominada o1/o2) se emplea 

comúnmente para fármacos hidrofóbicos que presentan una solubilidad apreciable en 

agua. La encapsulación de este tipo de fármacos por la técnica de emulsión o/w resulta 

en bajas eficacias de encapsulación debido al flujo del agente activo desde la fase 

dispersa a la fase continua de mayor volumen durante el proceso de encapsulación. La 

técnica consiste en las siguientes etapas: (i) disolver el polímero y el fármaco en un 

solvente orgánico para formar la fase o1; (ii) emulsionar la fase o1 en una solución de un 

emulsificante en aceite (fase o2) para formar pequeñas gotas; (iii) eliminación del 

disolvente de la fase o1, típicamente por extracción o evaporación, para solidificar las 

microesferas; (iv) separación de las microesferas y secado de las mismas (Wischke y 

Schwendeman, 2008). El acetonitrilo se usa comúnmente como fase o1 mientras que el 

aceite de semilla de algodón y el aceite mineral se utilizan como fase o2 (Wada y col., 

1990). La fase o2 debe ser un solvente pobre tanto para el polímero como para la droga 

(Wada y col., 1990). 

1.7.e Separación de fases (coacervación) 

Otro método para la preparación de micropartículas es el de separación de fases 

(coacervación). El término coacervación se utiliza tradicionalmente para describir 

procesos de agregación macromolecular (o separación de fases) producidos por la 

desolvatación parcial de macromoléculas totalmente solvatadas (Bungenberg de Jong, 

1949). Los principios de coacervación se aplicaron a las soluciones de polímero para 

desarrollar el método de separación de fases. En primer lugar, el polímero y fármaco se 

disuelven en un disolvente adecuado. A continuación, se induce la desolvatación parcial 

del polímero disminuyendo su solubilidad. Este fenómeno es una etapa intermedia entre 

la disolución y la precipitación (desolvatación completa). A medida que la solubilidad 

del polímero disminuye a causa de la introducción gradual de un agente de 



   30 

desolvatación, los coacervados macromoleculares aparecen inicialmente como gotitas 

diminutas (núcleos de coacervado) que contienen una concentración relativamente más 

alta del polímero en comparación con la solución. A medida que continúa la 

introducción del agente coacervador, estos núcleos (gotitas primarias) crecen cada vez 

más y se unen para formar gotitas progresivamente más grandes. En ausencia de un 

agente estabilizador y de agitación, la coalescencia de las gotitas continúa y conduce a 

la formación de gotas de coacervado muy grandes y finalmente a la separación 

macroscópica de fases. Cuando el proceso de coacervación se lleva a cabo bajo 

condiciones cuidadosamente controladas, los parámetros de fabricación (por ejemplo, la 

concentración del estabilizador, la velocidad de agitación, etc.) pueden ajustarse 

fácilmente para producir gotitas de coacervado en el intervalo de tamaños deseado 

(Arshady, 1990). Estas gotitas se pueden solidificar posteriormente (por eliminación de 

disolvente o por entrecruzamiento) para obtener las correspondientes nano/microesferas. 

Por otro lado, si hay partículas sólidas insolubles o gotas de líquido inmiscibles 

suspendidas en el medio, las gotas de coacervado formadas pueden ser adsorbidas en la 

superficie de las partículas dispersadas. Cuando el coacervado se deposita en la 

superficie, envuelve el núcleo con una película fluida y viscosa del polímero. La 

película fluida es posteriormente solidificada para formar una cápsula dura alrededor del 

núcleo (Dobetti y Pantaleo, 2002). Las estrategias para inducir la coacervación 

dependen principalmente de las características fisicoquímicas del polímero y del núcleo 

a recubrir. La reducción en la solubilidad del polímero se puede lograr por diferentes 

estrategias, tales como cambios de temperatura, modificación del pH, adición de un 

“no-solvente” y adición de una sal (Srinidhi y col., 2015). Se observó una menor 

eficiencia de encapsulación para este método en comparación con el de emulsión o/w 

tradicional (Kim y col., 2007). Otros inconvenientes del método son la presencia de 

agentes de coacervación y solvente residual en las microesferas, la agregación de las 

micropartículas y la dificultad para obtener microesferas de tamaño pequeño (Thomasin 

y col., 1996).  

1.7.f Secado por atomización 

La técnica de secado por atomización permite fabricar microesferas por pulverización 

de una solución o una dispersión líquida a través de una boquilla de atomización (Wang 

y Wang, 2002). Inicialmente, el polímero y la droga se disuelven en un solvente 

adecuado y la solución es pulverizada en forma de finas gotas en aire caliente o gas 
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inerte en el interior de una cámara de secado. Existen diferentes tipos de atomizadores: 

rotatorios, boquillas a presión y boquillas de dos fluidos (Ré, 2006; Swarbrick y Boylan, 

1992). La selección de un atomizador específico depende de las propiedades de la 

solución polimérica y la droga, la capacidad del atomizador, el volumen de la solución y 

las características finales de las microesferas, entre otros factores (Ré, 2006). Además, 

se ha estudiado la atomización basada en vibraciones y ultrasonido (Swarbrick y 

Boylan, 1992). Luego de ser dispersadas, las gotas entran en contacto con una corriente 

caliente de gas (típicamente aire) y el solvente se evapora. La evaporación del solvente 

en las gotas resulta en un aumento de la concentración de polímero y, cuando se alcanza 

una concentración crítica, tiene lugar la transición de fase (Giunchedi y Conte, 1995). 

Posteriormente, las partículas secas pasan a un ciclón, donde se produce su separación 

bajo fuerzas centrífuga y/o gravitacional. Finalmente, las microesferas se pueden 

colectar en bolsas, filtros, depuradores o precipitadores electrostáticos para su 

caracterización u almacenamiento (Bowey y Neufeld, 2010). La técnica de secado por 

atomización es simple, rápida, presenta menor dependencia de la solubilidad del 

fármaco, es fácil de escalar y bajo condiciones controladas es posible obtener resultados 

reproducibles (Bodmeier y Chen, 1988; Masters, 1991; Sollohub y Cal, 2010). Otra 

ventaja es el hecho de que se evita el inconveniente relacionado con los grandes 

volúmenes de mezcla de solvente orgánico-agua obtenidos al final del proceso de 

extracción/evaporación del solvente (Wischke y Schwendeman, 2008). Sin embargo, los 

inconvenientes relacionados con este método son la posibilidad de degradación del 

fármaco debido a temperaturas elevadas, rendimientos moderados para algunos 

fármacos y mayores costos de equipamiento (Johansen y col., 2000; Wischke y 

Schwendeman, 2008).  

En la Fig. 1.4 se esquematiza el proceso de obtención de microesferas para la 

encapsulación de drogas a partir de los métodos de extracción/evaporación de solvente, 

separación de fases y secado por atomización.  
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Figura 1.4: Esquema de la preparación de microesferas mediante las técnicas de extracción/evaporación 

de solvente, coacervación y secado por atomización.  

1.7.g Microfluídica 

En la formulación del fármaco, el control sobre la cinética de liberación es clave para 

lograr un efecto farmacocinético óptimo. Las variaciones lote a lote y la polidispersidad 

en tamaño y morfología de las micropartículas obtenidas a partir de los métodos de 

preparación convencionales pueden producir variaciones indeseables en la velocidad de 

degradación de las micropartículas, la estabilidad del medicamento y la cinética de 

liberación del mismo (Sansdrap y Moes, 1993). Además, las partículas grandes del 

extremo superior de la distribución de tamaños pueden provocar la formación de 

agregados y/o tapar una aguja tras la inyección in vivo. Se han desarrollado varios 

métodos de preparación para controlar el tamaño de las partículas (Hernandez y Mason, 

2007; Friend y col., 2008), entre los cuales las tecnologías basadas en microfluídica 

ofrecen plataformas de bajo costo y de fácil uso para la fabricación de partículas 

poliméricas altamente monodispersas (Duncanson y col., 2012). La microfluídica  

aborda el flujo y la manipulación de pequeños volúmenes de fluido en dispositivos 

cuyas dimensiones se encuentran en el orden de los micrómetros (Khan y col., 2013). 

Los valores del número de Reynolds (Re = l/, siendo  y  la densidad y la 

viscosidad dinámica del fluido, respectivamente,  la velocidad de flujo, y l la 

dimensión característica del sistema) son a menudo pequeños (Re << 1) o moderados 

(Re <100). El flujo es laminar, y las líneas de corriente de los fluidos pueden ser 



   33 

controladas con precisión por un diseño apropiado de la geometría de los canales 

(Garstecki y col., 2005). 

Los dispositivos de microfluídica empleados para la preparación de micropartículas 

pueden ser agrupados en tres categorías principales: “T-junction”, “flow focusing” y 

“co-flow” (Fig. 1.5). En general, la fase dispersa y la fase continua inmiscible fluyen de 

forma independiente por un flujo a presión en microcanales. Estas dos fases se reúnen 

en un cruce en el cual la formación de las gotitas de la fase dispersa está dictada en gran 

medida por la competencia entre las tensiones de corte viscosas que actúan para 

deformar el líquido y la presión capilar que actúa para resistir la deformación (Gu y col., 

2011). 

En una configuración típica de “T-junction”, las dos fases fluyen a través de canales 

ortogonales y las gotitas de la fase dispersa se forman en el sitio de encuentro de ambas 

fases. Las gotas se generan por una combinación de las fuerzas de cizallamiento y el 

efecto de compresión ejercido por la fase continua cuando la fase dispersa ingresa al 

canal de la fase continua (Dendukuri y Doyle, 2009). El tamaño de gota no sólo 

depende del ancho del canal, sino que también puede ser controlado variando el 

gradiente de la presión de entrada o las velocidades de flujo de las fases dispersa y 

continua.  

Los dispositivos de “flow focusing” constan de tres canales de entrada que convergen 

en un canal principal a través de un orificio estrecho. La fase dispersa, contenida en el 

canal central, es comprimida por los flujos de la fase continua a partir de dos canales 

laterales opuestos. Ambas fases pasan a través del pequeño orificio que se encuentra 

aguas abajo de los tres canales. Finalmente, la corriente de la fase dispersa se estrecha y 

se rompe en gotitas. La geometría “flow focusing” es más susceptible de escalar por 

paralelización mientras que la paralelización de la geometría “T-junction” puede 

conducir a procesos multimodales o caóticos, donde el tamaño de la gota no es uniforme 

en cada unión (Christopher y Anna, 2007). 

El tercer tipo de geometría utilizado para la formación de micropartículas es la 

geometría “co-flow”. En esta configuración, la fase dispersa y la fase continua 

inmiscible fluyen de forma paralela entre sí en tubos capilares concéntricos. Cuando los 

fluidos fluyen a bajas velocidades, se forman microgotas monodispersas de la fase 

continua en la punta del orificio capilar interior, en un proceso denominado de goteo. Al 

incrementar la velocidad de flujo del fluido más allá de cierto límite crítico, el resultado 

es una corriente continua del fluido disperso con formación de gotas en su extremo. 
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Generalmente estas gotas tienen una distribución de tamaño más amplia debido a que el 

punto en el que una gota se separa de la corriente continua puede variar (Shah y col., 

2008). 

 
 

 

 
 

 

 
 

Figura 1.5: Geometrías utilizadas en dispositivos de microfluídica: a) “T-junction”; b) “flow focusing”; y 

c) “co-flow”. 

Se han utilizado una variedad de mecanismos para convertir las gotas formadas en 

partículas sólidas. Estos mecanismos se pueden clasificar en: 1) métodos basados en la 

extracción/evaporación de solvente; 2) métodos basados en la luz; 3) métodos basados 

a) 

b) 

c) 
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en calor; y 4) métodos basados en reacciones químicas (Dendukuri y Doyle, 2009). En 

los métodos basados en la extracción/evaporación del solvente, las microgotas se 

convierten en partículas sólidas mediante la precipitación del polímero a causa de la 

eliminación del solvente orgánico. En los métodos basados en la luz, la radiación 

externa, tal como la luz ultravioleta, se emplea para irradiar las microgotas que 

contienen monómeros fotosensibles que pueden polimerizar. En los métodos basados en 

calor, la base para la formación de partículas es la polimerización térmica de las gotas o 

simplemente el uso de aceites de alto punto de fusión que pueden ser convertidos en 

sólidos por enfriamiento a temperatura ambiente. Los métodos basados en reacción 

química no requieren de ningún impulso externo para lograr la formación de partículas, 

sino que se adiciona por separado una especie química en el canal de microfluídica para 

lograr la polimerización. 
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Capítulo 2 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Degradación hidrolítica homogénea de 
microesferas de PLGA 
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2.1 Introducción 

2.1.a Poli(ácido láctico), poli(ácido glicólico) y sus copolímeros 

El poli(ácido glicólico) (PGA), el poli(ácido láctico) (PLA) y sus diferentes 

copolímeros denominados poli(ácido láctico-co-glicólico) (PLGA) pertenecen a la 

familia de los poliésteres alifáticos y son los polímeros biodegradables sintéticos más 

utilizados en medicina. En la Fig. 2.1 se muestra la estructura química del PGA, del 

PLA y del PLGA. El creciente interés en el uso de estos polímeros en el campo 

farmacéutico y biomédico (Nair y Laurencin, 2007) se debe a su aprobación por la 

Agencia de Alimentos y Medicamentos de los Estados Unidos (FDA) para su uso en 

seres humanos y animales, a su relativa facilidad de síntesis y a la posibilidad de 

controlar su velocidad de degradación (Pillai y Sharma, 2010). 

 
Figura 2.1: Estructuras químicas del poli(ácido glicólico) (PGA), del poli(ácido láctico) (PLA) y del 

poli(ácido láctico-co-glicólico) (PLGA). 

La síntesis del PLGA implica la copolimerización de los monómeros de ácido láctico 

(AL) y glicólico (AG). El AL es una molécula quiral que existe como dos enantiómeros, 

ácido L- y D-láctico, que difieren en su efecto sobre la luz polarizada. Los polímeros de 

PLA, PLGA y PLA pueden ser sintetizados por condensación directa, resultando en 

polímeros de bajo peso molecular debido a la reversibilidad de la reacción de 

condensación, a la presencia de reacciones de transferencia y al alto grado de 

conversión necesario. Por otro lado, los polímeros de alto peso molecular se sintetizan 

por polimerización de adición con apertura de anillo de sus dímeros cíclicos (glicólido y 

L- y D-lactida) (Fig. 2.2). La síntesis del PLGA se lleva a cabo generalmente con el uso 

de compuestos de estaño como iniciadores. Los catalizadores comúnmente utilizados en 
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la preparación de este polímero incluyen 2-etilhexanoato de estaño (II), alcóxidos de 

estaño (II), o isopropóxido de aluminio (Astete y Sabliov, 2006). Sin embargo, la 

eliminación completa de compuestos de estaño altamente tóxicos de los polímeros es 

prácticamente imposible, lo que resulta perjudicial para su aplicación en el área 

biomédica. Por lo tanto, se ha estudiado el empleo de iniciadores menos tóxicos, tales 

como lactato de zinc y de calcio y acetilacetonatos de circonio (Kreiser-Saunders y 

Kricheldorf, 1998; Dobrzynski y col., 2001). Sólo el cloruro de zinc y el acetilacetonato 

de circonio han permitido obtener copolímeros de pesos moleculares suficientemente 

altos. Dependiendo de la relación de lactida/glicólido empleada para la polimerización, 

se pueden obtener copolímeros con diferentes propiedades. Estos son identificados 

generalmente en lo que respecta a la relación de monómeros utilizada, por ejemplo, el 

PLGA 75:25 identifica un copolímero cuya composición es 75% de ácido láctico y 25% 

de ácido glicólico. Es de destacar que no existe una relación lineal entre la relación de 

ácido glicólico/ácido láctico y las propiedades físico-mecánicas de sus copolímeros. 

 

Figura 2.2: Síntesis de PGA, PLA y PLGA por polimerización por apertura de anillo. 
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Mientras que el PGA es altamente cristalino, la cristalinidad se pierde en el 

copolímero. Esto conduce a un aumento en la velocidad hidrólisis y, por lo tanto, los 

copolímeros tienden a degradarse más rápidamente que el PGA o el PLA. Así, la 

resistencia mecánica, las propiedades de hinchamiento y la velocidad de degradación 

están directamente influenciadas por la cristalinidad del PLGA. El grado de cristalinidad 

y el punto de fusión están directamente relacionados con el peso molecular del 

polímero. A diferencia de los homopolímeros de AL y AG que poseen baja solubilidad 

en solventes orgánicos comunes, el PLGA puede ser disuelto por una amplia gama de 

solventes orgánicos, incluyendo solventes clorados, tetrahidrofurano, acetona u acetato 

de etilo (Pillai y Sharma, 2010).  

2.1.b Degradación y erosión del PLGA 

El control de la liberación del principio activo en sistemas basados en PLGA depende 

en gran medida del proceso de degradación del polímero. Por ello, resulta de interés 

comprender los mecanismos y los factores físicos y químicos que afectan la degradación 

del PLGA. 

El principal mecanismo de degradación del PLGA es la hidrólisis de los enlaces éster 

en las cadenas de polímero (Antheunis y col., 2009). Durante la reacción de hidrólisis se 

produce la ruptura de las cadenas de polímero, observándose una disminución en el peso 

molecular. Con el tiempo, se producen moléculas de baja masa molar (oligómeros y 

monómero) que pueden disolverse en el medio y el sistema comienza a perder masa. Se 

pueden definir dos tipos de degradación dependiendo de la velocidad de difusión del 

agua dentro de la matriz polimérica: degradación bulk y degradación superficial (Fig. 

2.3). Los polímeros que experimentan degradación bulk se degradan en todo su 

volumen debido a que la velocidad de penetración del agua en el polímero es más rápida 

que la velocidad de hidrólisis (von Burkersroda y col., 2002; Alexis, 2005). Por otro 

lado, en los polímeros que experimentan degradación superficial, la velocidad de 

hidrólisis es más rápida que la penetración del agua en el polímero, lo cual provoca que 

degraden principalmente en su superficie (Winzenburg y col., 2004).  
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Figura 2.3: Visualización esquemática del proceso de degradación: a) bulk y b) superficial (Dinarvand y 

col., 2011).  

A su vez, la degradación bulk puede ser de tipo homogénea o heterogénea. Los 

sistemas que presentan degradación bulk homogénea experimentan una caída gradual en 

el peso molecular del polímero. Las especies que alcanzan un valor crítico se solubilizan 

en el medio y se produce la erosión de la matriz polimérica de manera uniforme en todo 

su volumen. Se ha reportado que matrices poliméricas de PLGA de dimensiones 

pequeñas, tales como microesferas de diámetro menor a 10 m, experimentan 

degradación bulk homogénea debido a que los productos de degradación no presentan 

problemas difusionales significativos (Lu y col., 1999; Park, 1995). Por otro lado, en la 

degradación de matrices poliméricas de mayores dimensiones se ha observado una 

degradación diferencial, presentando una mayor degradación en la región central del 

material respecto de su superficie. Este fenómeno es denominado degradación bulk 

heterogénea (Buchanan, 2008). Esta degradación diferencial entre el centro y la 

superficie de las matrices poliméricas se atribuye al efecto de autocatálisis de la 

reacción de degradación (Hurrel y Cameron, 2001). Durante la hidrólisis del polímero 

se generan cadenas poliméricas de bajo peso molecular con grupos terminales 

carboxílicos, los cuales pueden catalizar la reacción. Estos productos de degradación 

presentan dificultad para difundir fuera de la matriz, por lo que permanecen atrapados 

dentro de la misma (Dunne y col., 2000). Como consecuencia, la concentración de 

grupos ácidos terminales aumenta rápidamente y el ambiente se torna altamente ácido, 

provocando la autocatálisis de la reacción de degradación (Antheunis y col., 2010; Han 

y col., 2011; Alexis y col., 2006). Cuando la hidrólisis se produce en la superficie del 

a) Degradación bulk 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

b) Degradación superficial 
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material, los productos de degradación pueden difundir más fácilmente y debido a que 

esta capa superficial presenta un mayor contenido de solución con capacidad buffer, se 

produce la neutralización de los grupos ácidos generados (Schmitt y col., 1993; Wang y 

col., 1990). Estos efectos combinados dan lugar a un entorno menos ácido y, por lo 

tanto, la reacción de autocatálisis es menos significativa en la superficie del material. 

2.1.c Factores que afectan la degradación de matrices de PLGA 

Se ha demostrado que la velocidad de degradación del PLGA se ve influenciada por 

diversos factores, tales como la composición del copolímero, el peso molecular, el 

grado de cristalinidad, la naturaleza de los grupos terminales y la temperatura, entre 

otros (Mehta y col., 1996; De Jong y col., 2001; Siepmann y col., 2005; Shameem y 

col., 1999; Park, 1994; Park, 1995; Grayson y col., 2005; Dunne y col., 2000; Astete y 

Sabliov, 2006).  

La vida media del PLGA se incrementa a medida que aumenta la cantidad relativa de 

cada tipo de monómero debido a que el polímero puede cristalizar más fácilmente con 

menores niveles de copolimerización (Fig. 2.4). El copolímero con una relación de 

monómeros 50:50 presenta la mayor velocidad de degradación debido a que este 

copolímero es altamente amorfo. Además, la vida media del PLGA es menor al 

incrementar la proporción de monómeros de AG por la mayor hidrofilicidad y velocidad 

de hidrólisis de los enlaces de AG (Hakkarainen y col., 1996).  

 
Figura 2.4: Perfiles de degradación in vivo de PLGA 
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La cristalinidad tiene un efecto significativo sobre la velocidad de degradación, ya 

que determina la facilidad con que las moléculas de agua pueden acceder a los enlaces 

éster y provocar su hidrólisis. Las regiones amorfas son más accesibles por las 

moléculas de agua que las regiones cristalinas, lo cual aumenta la velocidad de 

hidrólisis y la degradación de las cadenas de polímero (Hakkarainen y col., 1996). 

El peso molecular del polímero también afecta la velocidad de degradación. Se ha 

reportado una degradación más rápida del PLGA con la disminución del peso molecular 

inicial (Alexis, 2005). Esto se atribuye a un aumento en el volumen libre y en el número 

de grupos ácidos terminales libres (Zhu y col., 1991; Park, 1995).  

La degradación del PLGA también es influenciada por el pH del medio. Se ha 

reportado que el PLGA se degrada más lentamente en medio básico en comparación con 

medios ácido y neutro (Wu y Wang, 2001). Sin embargo, otros autores han reportado 

que se la degradación del PLGA es catalizada tanto en medio ácido como en medio 

alcalino (Wang y col., 1998).  

Para el caso de copolímeros de PLGA de igual composición y peso molecular, se ha 

demostrado que la degradación puede verse afectada por la presencia y la naturaleza 

química de los grupos terminales (Gasper y col., 1998; Zambaux y col., 1998). Se ha 

indicado que las micropartículas de PLGA con extremos terminales ácidos se degradan 

2-3 veces más rápido in vitro y 3-4 veces más rápido in vivo en comparación con 

aquellas de PLGA que poseen extremos terminales protegidos con cadenas alifáticas, 

probablemente debido a la mayor hidrofilicidad del polímero sin extremo protegido y al 

efecto de autocatálisis. 

Para reducir el riesgo de infección y complicaciones asociadas, es necesario 

esterilizar todos los implantes médicos después de la fabricación y antes de su 

colocación quirúrgica. Las técnicas de esterilización más comunes utilizan calor, vapor, 

radiación, o una combinación de estos métodos. El PLGA, además de ser susceptible a  

la humedad y la radiación, es sensible al calor. Por lo tanto, la selección de la técnica de 

esterilización correcta es de crucial importancia para su desempeño físico y mecánico in 

vivo.  

Algunos principios sobre el proceso de degradación se encuentran aún en discusión. 

Se ha reportado que la hidrólisis de los enlaces éster se produce en forma aleatoria, es 

decir, los tres tipos de enlaces éster que posee el PLGA (AG-AG, AL-AL, AL-AG) 

tienen igual probabilidad de ser atacados por las moléculas de agua (Hausberger y col., 

1995). Por otro lado, otros autores sugieren que bajo condiciones extremas de 
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degradación (pH bajo, alta temperatura o radiación electromagnética), la escisión de los 

enlaces éster sólo se produce a partir de los extremos de las cadenas poliméricas (Shih, 

1995).   

2.1.d Modelos matemáticos para la degradación del PLGA 

Se han propuesto varios modelos cinéticos para la degradación de matrices de PLA y 

PLGA (Ford Versypt y col., 2013), incluyendo cinéticas de pseudo-primer orden 

(Raman y col., 2005; Sansdrap y Moes, 1997; Siepmann y col., 2005), cinéticas de 

orden 2,5 con disociación parcial de los grupos COOH (Lyu y col., 2007), y cinéticas de 

orden cuadrático (Han y Pan, 2011; Antheunis y col., 2009; Antheunis y col., 2010; 

Nishida y col., 2000; Siparsky y col., 1998). Nishida y col. (2000) utilizaron el análisis 

de momentos para predecir la evolución de los pesos moleculares medios de poliésteres 

alifáticos considerando hidrólisis autocatalítica aleatoria. El modelo es capaz de 

predecir con precisión la hidrólisis de películas de poliésteres alifáticos. Wang y col. 

(2008) desarrollaron un modelo fenomenológico para la degradación de platos de PLA 

de diferentes espesores basado en un conjunto de ecuaciones de difusión-reacción 

simplificadas. El modelo considera la reacción de hidrólisis y la difusión de 

monómeros, y es capaz de predecir la disminución del peso molecular promedio en peso 

del sistema. Han y Pan (2009) ampliaron el modelo de Wang y col. (2008) con el fin de 

incluir la interacción entre el grado de cristalización y la reacción de hidrólisis durante 

la degradación. El modelo simula las evoluciones de peso molecular, grado de 

cristalinidad y pérdida de masa de películas biodegradables. Soares y Zunino (2010) 

propusieron un modelo mixto para describir la degradación bulk y superficial de 

polímeros biodegradables resolviendo un sistema de ecuaciones de reacción-difusión. 

Antheunis y col. (2009) propusieron un modelo cinético basado en la hidrólisis 

autocatalítica de cilindros de poliésteres alifáticos. El modelo es capaz de describir la 

disminución de los pesos moleculares medios de una manera precisa y también de 

predecir razonablemente la tendencia de pérdida de masa del dispositivo a través de 

ecuaciones diferenciales ordinarias acopladas. El modelo fue simplificado para predecir 

la evolución del peso molecular promedio en número de poliésteres alifáticos sin la 

necesidad de cálculos complicados y de excesivos parámetros de entrada (Antheunis y 

col., 2010). Chen y col. (2011) desarrollaron un modelo matemático de erosion bulk que 

permite la predicción de la evolución temporal del peso molecular promedio y estima la 

pérdida de masa para dispositivos de diversas geometrías. Este modelo considera la 
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autocatálisis y la difusión de monómeros con una difusividad dependiente de la 

degradación. Casalini y col. (2014) describieron la degradación de micropartículas de 

PLGA a través de ecuaciones de conservación de masa para las diferentes especies. El 

modelo tiene en cuenta la difusión de oligómeros y los efectos autocatalíticos, y es 

capaz de predecir la disminución de pesos moleculares medios para micropartículas de 

diferentes tamaños.  

En el presente capítulo se formula un modelo matemático que permite predecir la 

degradación hidrolítica homogénea de microesferas de PLGA. El modelo tiene en 

cuenta el efecto autocatalítico de los grupos carboxílicos terminales y la composición 

del polímero sobre la velocidad de degradación de la matriz polimérica. Se basa en un 

mecanismo cinético detallado que considera la hidrólisis de los diferentes tipos de 

enlaces éster en el copolímero por escisión de cadena aleatoria. El modelo permite 

estimar las evoluciones de los pesos moleculares medios, la pérdida de masa, las 

concentraciones de enlaces éster y los perfiles de pH a lo largo del proceso de 

degradación. El modelo fue ajustado y validado con datos experimentales reportados. 

Los resultados obtenidos en este capítulo fueron publicados en una revista científica 

internacional [Busatto y col. (2016), “Homogeneous hydrolytic degradation of 

poly(lactic-co-glycolic acid) microspheres: mathematical modeling”, Polymer 

Degradation and Stability 125, 12–20].  
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2.2 Experimentos simulados 

2.2.a Experimentos de degradación de Blanco y col. (2006) 

Los experimentos realizados por Blanco y col. (2006) fueron considerados para el 

ajuste y validación del modelo. El trabajo experimental consistió en la degradación in 

vitro de microesferas de PLA, PLGA 50/50 y PLGA 75/25 (Exps. 1, 2 y 3, 

respectivamente) preparadas por el método de secado por atomización. Para cada 

muestra de polímero se prepararon tubos de ensayo de polietileno conteniendo 40 mg de 

microesferas y 3 mL de buffer fosfato salino (1 mM, pH 7,4) y se incubaron en la 

oscuridad a 37 ºC. Los tubos de ensayo se agitaron una vez al día durante 1 min en un 

vórtex. A intervalos de tiempo apropiados, se removió la solución buffer y la muestra de 

polímero se secó bajo vacío. El tiempo máximo de incubación fue de 5 meses.  

2.2.b Experimentos de degradación de Mariano (2012) 

Para la validación del modelo se consideraron adicionalmente los resultados 

experimentales obtenidos en Mariano (2012). El trabajo experimental consistió en la 

degradación in vitro de microesferas de PLGA 50/50 (Exp. 4) preparadas por el método 

de extracción/evaporación de solvente. Para cada muestra de polímero se prepararon 

viales de vidrio conteniendo aproximadamente 65 mg de microesferas y 10 mL de agua 

ultrapura, y se incubaron a 37 ºC bajo agitación orbital a 50 rpm. A intervalos de tiempo 

apropiados, las microesferas se separaron del medio de degradación por centrifugación a 

3500 rpm durante 5 minutos y la muestra de polímero se secó bajo vacío hasta peso 

constante. 
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2.3 Resultados y discusión 

2.3.a Experimentos de degradación de Blanco y col. (2006) 

Los valores de pesos moleculares medios y pérdida de masa a lo largo del proceso de 

degradación se presentan en la Tabla 2.1 y en las Figs. 2.5 y 2.6. A partir de los pesos 

moleculares medios de la Tabla 2.1 y la composición del copolímero, se calculó la 

evolución de la concentración de enlaces éster considerando una distribución de enlaces 

aleatoria. Estos resultados se muestran en la Fig. 2.5c. 

Tabla 2.1: Degradación de microesferas de PLA y PLGA (Blanco y col., 2006) 
 

 
 Exp. 1 

PLA 
 Exp. 2 

PLGA 50/50 
 Exp. 3 

PLGA 75/25 

Tiempo 
(días) 

 Mn 
(x 103) 

Mw 
(x 103) 

Masa  
(%) 

 Mn 
(x 103) 

Mw 
(x 103) 

Masa 
(%) 

 Mn 
(x 103) 

Mw 
(x 103) 

Masa  
(%) 

0  25,4 42,6 100  24,2 38,8 100  39,8 65,4 100 

1  25,4 42,0 100  23,9 38,2 100  39,7 64,2 100 

5  25,2 41,6 100  22,1 36,6 100  - - - 

9  24,3 40,4 100  21,3 35,4 100  39,5 64,4 100 

14  - - -  20,2 34,6 100  - - - 

16  - - -  - - -  38,2 59,2 100 

19  24,0 40,2 100  18,7 30,3 100  - - - 

22  - - -  17,1 26,9 100  - - - 

25  23,5 39,8 100  - - -  - - - 

28  - - -  11,6 19,3 100  33,0 52,3 100 

35  23,3 39,5 100  5,4 8,1 97  31,2 50,3 100 

42  - - -  3,2 4,9 90  - - - 

45  22,5 38,8 100  - - -  29,1 45,4 100 

49  - - -  1,8 2,3 83  - - - 

51  - - -  - - -  27,1 44,4 100 

56  - - -  1,4 1,7 57  - - - 

58  22,3 39,9 100  - - -  - - - 

71  21,3 36,7 100  1,1 1,2 18  20,8 34,0 100 

78  - - -  1,0 1,1 15  - - - 

84  21,0 36,2 100  - - -  16,0 25,8 100 

96  20,8 35,7 100  - - -  10,6 17,4 100 

109  20,0 34,7 100  - - -  6,2 9,2 86 

126  19,6 33,9 100  - - -  2,0 2,1 73 

144  18,9 32,1 100  - - -  1,1 1,2 47 

 
Los datos experimentales de la degradación de microesferas de PLA y PLGA 

realizados por Blanco y col. (2006) corresponden a microesferas que poseen un 
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diámetro medio inferior a 10 m, para las cuales se ha reportado que el fenómeno de 

difusión de los productos de degradación es despreciable (Grizzi y col., 1995).  

 

 

                                 

Figura 2.5: a), b) Evolución de los pesos moleculares medios ( nM  y wM ) para los Exps. 1-3; y c) 

Evolución de las concentraciones de enlaces éster para los Exps. 1-3. (Datos experimentales en símbolos 

y resultados de simulación en líneas continuas).  

 

a) 

b) 

c) 
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Como es de esperar, en todos los experimentos se observa una disminución en los 

pesos moleculares medios del polímero con el transcurso de la degradación. Los perfiles 

de degradación observados en las Exp. 2 y 3 (Figs. 2.5 y 2.6) indican que la degradación 

se produce a través de un proceso de degradación bulk. Existe un período inicial sin 

pérdida de masa en el cual el peso molecular del polímero disminuye, es decir, la 

escisión de las cadenas de polímero tiene lugar en toda la muestra. Los perfiles de pesos 

moleculares medios durante la degradación muestran una curva típica que puede 

dividirse en tres etapas (Fig. 2.5). En la primera etapa, la disminución en el peso 

molecular es lenta debido a la baja concentración de grupos carboxílicos. En la segunda 

etapa, el incremento del número de grupos terminales ácidos acelera la reacción de 

hidrólisis y, por lo tanto, la disminución del peso molecular. En la última etapa, las 

bajas concentraciones de enlaces éster retrasan la degradación.  

 

 

Figura 2.6: Evolución de la pérdida de masa para los Exps. 1-3. (Datos experimentales en símbolos y 

resultados de simulación en líneas continuas). 

 

En el Exp. 1, la velocidad de degradación del PLA es muy lenta y la pérdida de masa 

puede considerarse despreciable en el tiempo estudiado (Fig. 2.6). Esto es debido a que 

los productos de degradación no alcanzan el valor de peso molecular necesario para 

disolverse en el medio de degradación. La menor velocidad de degradación observada 

para el PLA se debe a la hidrofobicidad del AL y a la mayor capacidad de cristalizar del 

polímero.  
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2.3.b Experimentos de degradación de Mariano (2012) 

La Fig. 2.7 muestra una micrografía obtenida por SEM de las micropartículas de 

PLGA. Como se puede observar, las partículas resultaron esféricas, no presentan 

agregados y su superficie es lisa. El diámetro medio de partícula fue de 3,4 ± 0,79 m. 

 

 
 

Figura 2.7. Micrografía electrónica de barrido de las microesferas de PLGA. 

 

Los resultados experimentales de degradación de las microesferas de PLGA se 

muestran en la Tabla 2.2 y en las Figs. 2.8 y 2.9. A partir de la evolución de los pesos 

moleculares medios de la Tabla 2.2 se estimó la evolución experimental de las 

concentraciones de enlaces éster considerando la composición del copolímero y 

distribución aleatoria de enlaces (Fig. 2.8b).  

Tabla 2.2: Datos experimentales de la degradación de microesferas de PLGA. 

Exp. 4 
PLGA 50/50 

Tiempo 
(días) 

Mn Mw 
Masa 
(%) 

pH 

0 2355,4 6787,4 100 5,25 

1 2374,8 6397 95,64 5,24 

3 1943,2 5157,5 90,87 5,14 

5 1648,4 3691,5 89,51 4,47 

7 1725 3410,3 88,07 4,08 

9 1255,1 2660,6 81,37 3,72 
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La Fig. 2.8 presenta la evolución de los pesos moleculares medios del polímero. Se 

observa una rápida disminución de los pesos moleculares desde el inicio del 

experimento debido al bajo peso molecular inicial del polímero, lo cual provoca un 

rápido incremento de la concentración de grupos ácidos que pueden catalizar la reacción 

de hidrólisis de los enlaces éster en el copolímero. 

 

 

                            

Figura 2.8: a) Evolución de los pesos moleculares medios ( nM  y wM ) para el Exp. 4; y b) Evolución de 

la concentración de enlaces éster para el Exp. 4. (Datos experimentales en símbolos y resultados de 

simulación en líneas continuas). 

 

En la Fig. 2.9a se muestra la pérdida de masa a lo largo del proceso de degradación. 

Cuando el peso molecular de los oligómeros es suficientemente bajo, el sistema 

comienza a perder masa debido a la disolución de los oligómeros en el medio (Park, 

1995). En este caso, se observa pérdida de masa desde el comienzo del experimento y 

b) 

a) 
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presenta un perfil similar al de pesos moleculares. Estos resultados indican que los 

productos de degradación alcanzan rápidamente el peso molecular necesario para 

disolverse en el medio debido a que el polímero presenta un bajo peso molecular inicial. 

 

   

      

Figura 2.9: a) Evolución de la pérdida de masa para el Exp. 4; y b) Evolución del pH para el Exp. 4. 

(Datos experimentales en símbolos y resultados de simulación en líneas continuas). 

 

La Fig. 2.9b muestra la evolución temporal del pH en el medio de degradación. La 

disminución del pH se debe a la generación de productos de degradación con grupos 

carboxílicos terminales que poseen un alto grado de disociación y acidifican 

rápidamente el medio. La disminución del pH tiene lugar de manera casi inmediata al 

inicio del experimento, en concordancia con el perfil de pesos moleculares medios y 

pérdida de masa. 

 

 

a) 

b) 
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2.4 Modelo matemático 

El modelo matemático permite describir y predecir la degradación hidrolítica 

homogénea de microesferas de PLGA considerando el efecto autocatalítico de los 

grupos carboxílicos terminales. Las ecuaciones generales para la hidrólisis 

autocatalizada de los enlaces éster se expresan a continuación: 
 

2E H O COOH ROH    (1) 

COOH COO H
    (2) 

donde E representa un enlace éster y COOH y OH representan a los grupos terminales 

ácido y alcohol, respectivamente. 

Con el fin de tener en cuenta la degradabilidad de cada tipo de enlace éster, a partir de  

la Ec. (1) se extiende el mecanismo de hidrólisis detallado del Esquema 2.1. Las 

especies de polímeros se caracterizan por su longitud de cadena y por el número de cada 

tipo de enlace éster. Se adoptó la siguiente nomenclatura: ( , , )nP l g c  representa una 

cadena polimérica de longitud n con l, g y c enlaces éster Láctico-Láctico (L-L), 

Glicólico-Glicólico (G-G) y Láctico-Glicólico (L-G), respectivamente; y kL-L, kG-G y kL-G 

representan a las constantes de hidrólisis correspondientes a los enlaces éster L-L, G-G 

y L-G, respectivamente. 

Sobre la base del mecanismo detallado de hidrólisis se deriva el modelo matemático 

para la degradación. El modelo consta de las Eqs. (A.1-15) del Apéndice A y permite 

predecir las evoluciones de distribuciones de pesos moleculares y pesos moleculares 

medios, así como también las concentraciones de enlaces éster, los perfiles de pérdida 

de masa y de pH. El modelo adopta las siguientes hipótesis: i) las constantes de 

hidrólisis son independientes de la longitud de la cadena; ii) los enlaces éster se 

distribuyen uniformemente en la cadena de polímero; iii) todas las partículas tienen el 

mismo tamaño (igual a su diámetro medio); iv) los polímeros son amorfos; y v) se 

considera la disolución de oligómeros con una longitud de cadena menor a nS. Notar que 

para los sistemas homogéneos, se asume que el pH en el interior de las microesferas es 

uniforme. 
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Esquema 2.1: Mecanismo de hidrólisis detallado de la degradación de microesferas de PLGA. 
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2.5 Resultados de las simulaciones y discusión 

El programa de computación fue escrito en Matlab R2012a. El modelo consiste en un 

sistema de ecuaciones diferenciales ordinarias que fue resuelto mediante el método de 

Euler. El tiempo de una simulación típica en un procesador Intel® Core 2 Duo fue del 

orden de 30 s. 

En las Figs. 2.5 y 2.6 se comparan los resultados experimentales y teóricos para los 

Exps. 1-3. Las predicciones obtenidas presentan una muy buena concordancia con los 

resultados experimentales. La constante de hidrólisis kL-L se estimó a partir de los datos 

del Exp. 1 y las constantes de hidrólisis kG-G y kL-G se estimaron a partir de los datos del 

Exp. 2, considerando que kL-G es un valor medio entre kL-L y kG-G. Las constantes de 

disociación ácidas directa (ka1) e inversa (ka2) se encuentran relacionadas por la 

constante de equilibrio de disociación de los grupos carboxílicos. Las constantes 

cinéticas estimadas se detallan en la Tabla 2.3. Los resultados indican que la velocidad 

de escisión de los enlaces G-G es más rápida que la de los enlaces L-L, lo cual se 

encuentra en acuerdo con observaciones experimentales (Hakkarainen et. al, 1996; Vey 

y col., 2008). En la Fig. 2.5 se puede observar que para el PLGA 50/50, el peso 
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molecular disminuye más rápidamente en comparación con el PLGA 75/25 y el PLA. El 

valor estimado de la longitud de la cadena con la que los oligómeros pueden disolverse 

en el medio (ns) fue de 10 unidades repetitivas, en concordancia con los datos 

reportados para el PLA y el PLGA en condiciones experimentales similares (Antheunis 

y col., 2009; Schliecker y col., 2003). 

En las Figs. 2.8 y 2.9 se presentan los resultados experimentales y teóricos para el 

Exp. 4. Las predicciones obtenidas presentan buena concordancia con los resultados 

experimentales. Las constantes cinéticas estimadas se detallan en la Tabla 2.3. Los 

resultados muestran que la degradación del polímero en medio acuoso es más rápida 

que en solución buffer. Además, el peso molecular inicial del polímero fue menor. Esto 

se puede atribuir a la rápida generación de un ambiente ácido que cataliza la hidrólisis 

de los enlaces éster del polímero. 

 

 

Tabla 2.3: Constantes cinéticas de los Exps. 1-4. 

Exps. 1-3 
kL-L 

(L mol-1 s-1) 
 kG-G 

(L mol-1 s-1) 
 kL-G 

(L mol-1 s-1) 
 kd 

(m-2 s-1) 
 ka1 

(s-1) 
 ka2 

(s-1) 
7,87 x 10-4  8,34 x 10-3  4,57 x 10-3  1,04 x 10-15  2,08 x 10-12  6,01 x 10-9 

Exp. 4 
kL-L 

(L mol-1 s-1) 
 kG-G 

(L mol-1 s-1) 
 kL-G 

(L mol-1 s-1) 
 kd 

(m-2 s-1) 
 ka1 

(s-1) 
 ka2 

(s-1) 
7,87 x 10-4  6,03 x 10-3  3,41 x 10-3  2,31 x 10-25  2,78 x 10-20  8,22 x 10-17 

 

 

Otras predicciones teóricas se presentan en las Figs. 2.10-12. En la Fig. 2.10 se 

muestran las evoluciones de pH simuladas para los Exps. 1-3. En el caso de la 

degradación del PLA, el pH se mantiene prácticamente constante durante el 

experimento debido a la baja velocidad de degradación, mientras que para los 

copolímeros se observó una disminución pronunciada. La disminución del pH fue 

mayor para el PLGA 50/50 como consecuencia de la mayor velocidad de degradación.  

La Fig. 2.11 muestra el tiempo medio de degradación predicho en función de la 

composición del copolímero. El tiempo medio de degradación se define como el tiempo 

necesario para que la masa del polímero se reduzca a la mitad. Dicho valor aumenta a 

medida que se incrementa el contenido de AL en el copolímero debido a que los enlaces 

L-L se degradan más lentamente que los enlaces G-G. Se puede observar que este efecto 
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se predijo con exactitud por el modelo. Además, el tiempo medio de degradación se 

incrementa con el aumento del peso molecular inicial del copolímero.  

Las evoluciones teóricas de las distribuciones de pesos moleculares (DPM) para los 

Exps. 1-4 se muestran en las Figs. 2.12-13. Las DPM iniciales de los Exps. 1-3 se 

estimaron a partir de los pesos moleculares medios reportados. Como se muestra en la 

Fig. 2.12, las DPM se desplazan hacia pesos moleculares más bajos con el transcurso de 

la degradación. Este cambio fue más lento para el PLA y aumenta con el contenido de 

AG en el caso de los copolímeros.  

 
            Figura 2.10. Evolución simulada del pH para los Exps. 1-3.  

 

Figura 2.11: Predicción del tiempo medio de degradación en función de la composición del copolímero y 

del peso molecular. 
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Figura 2.12: Distribuciones de pesos moleculares simuladas: a) Exp. 1; b) Exp. 2; y c) Exp. 3. 

 

c) 

a) 

b) 
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Figura 2.13: Distribuciones de pesos moleculares simuladas para el Exp. 4. 
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2.6 Conclusiones 

Se desarrolló un modelo matemático para predecir la degradación hidrolítica 

homogénea de microesferas de PLGA. El modelo permite estimar las evoluciones de los 

pesos moleculares medios, la pérdida de masa, las concentraciones de enlaces éster y el 

perfil de pH durante el proceso de degradación. El modelo fue ajustado y validado con 

datos experimentales reportados y datos experimentales nuevos de degradación 

homogénea de microesferas de PLGA. Los resultados teóricos presentan un muy buen 

acuerdo con las mediciones experimentales. El medio de incubación afectó a la 

degradación de las microesferas, siendo la degradación más rápida en un medio acuoso 

en comparación con un medio con capacidad buffer. El modelo predice con precisión el 

efecto de la composición del copolímero y el peso molecular sobre la velocidad de 

degradación de la matriz polimérica y se puede emplear para seleccionar una 

composición y/o peso molecular óptimo con el fin de lograr un tiempo de degradación 

deseado. En capítulos posteriores el modelo se extenderá a sistemas heterogéneos para 

predecir los perfiles de pH dentro de las partículas y la evolución de la morfología de las 

partículas y la estructura molecular del polímero. 
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Capítulo 3 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Degradación hidrolítica heterogénea de 
microesferas de PLGA 
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3.1 Introducción 

Las microesferas de PLGA se han estudiado ampliamente como sistemas de 

administración de fármacos (Tang y col., 2015; Qi y col., 2013; Freiberg y Zhu, 2004; 

Varde y Pack, 2004). Entre los polímeros biodegradables, el PLGA es comúnmente 

empleado debido a su aprobación por la FDA y la Agencia Europea de Medicamentos  

(EMA) para el uso parenteral y a la posibilidad de controlar su velocidad de 

degradación. Es posible controlar el tiempo de degradación de la matriz polimérica 

mediante la elección apropiada de sus propiedades físicas, tales como peso molecular 

del polímero y composición del copolímero para conseguir una dosificación deseada (Li 

y col., 2012; Zilberman y Grinberg, 2008; Blanco y Alonso, 1998).  

La degradación juega un papel importante en el proceso de liberación de fármacos 

desde microesferas de PLGA. Durante la degradación del polímero se generan 

oligómeros con grupos terminales ácidos que difunden en el interior de las partículas 

hacia el medio circundante. Por otro lado, las bases del medio pueden difundir en las 

micropartículas neutralizando los grupos ácidos generados. Sin embargo, el transporte 

de masa difusional es relativamente lento, especialmente en matrices basadas en 

polímeros (Klose y col., 2006). De este modo, la velocidad a la que se generan los 

productos de degradación ácidos dentro de las micropartículas puede ser mayor que la 

velocidad a la que se neutralizan, disminuyendo el pH del sistema. Varios estudios han 

demostrado la presencia de un ambiente ácido en el interior de matrices poliméricas de 

PLGA utilizando métodos indirectos (Liu y Schwendeman, 2012; Fu y col., 2000; 

Brunner y col., 1999). La disminución del pH interno promueve una mayor degradación 

del polímero debido a que la escisión de los enlaces éster es catalizada por los grupos 

terminales ácidos. Con el aumento del tamaño de las micropartículas, las vías de 

difusión de las especies aumentan. Así, las velocidades de difusión disminuyen y la 

caída en el micro-pH y la aceleración de la degradación del polímero se hacen más 

pronunciadas. Esto es especialmente importante en el centro de las micropartículas 

debido a que las vías de difusión son las más largas, dando lugar a una degradación de 

tipo heterogénea (Ford Versypt y col., 2013).  

En este capítulo se formula un modelo matemático para describir la degradación 

hidrolítica heterogénea de microesferas de PLGA. El modelo tiene en cuenta el efecto 

autocatalítico de los grupos carboxílicos y la composición del copolímero sobre la 

velocidad de degradación, y se basa en los balances de masa para las diferentes especies 

https://getinfo.de/app/subject-search?action=search&author=%22Zilberman%2c+M.%22&form=advanced
https://getinfo.de/app/subject-search?action=search&author=%22Grinberg%2c+O.%22&form=advanced
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Blanco%20D%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=9653633
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Alonso%20MJ%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=9653633
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considerando los fenómenos cinéticos y de transporte de masa involucrados. El modelo 

permite predecir las siguientes evoluciones a lo largo de la degradación: i) perfil radial 

de pesos moleculares medios y distribución de pesos moleculares; ii) pérdida de masa; 

iii) concentración de enlaces éster; iv) estructura morfológica de la partícula asociada al 

efecto autocatalítico. Con el fin de validar el modelo, se prepararon y caracterizaron 

micropartículas de PLGA de diferentes tamaños y se estudió su degradación en buffer 

fosfato salino (PBS). Además, el modelo se emplea para estudiar el efecto del tamaño 

de partícula y del peso molecular inicial del polímero sobre la degradación de las 

microesferas. Los resultados obtenidos en este capítulo fueron publicados en una revista 

científica internacional [Busatto y col. (2017), “Heterogeneous hydrolytic degradation 

of poly(lactic-co-glycolic acid) microspheres: Mathematical modeling”, Journal of 

Applied Polymer Science 134, 45464, doi: 10.1002/app.45464]. 
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3.2 Trabajo experimental 

3.2.1 Materiales 

Poli(ácido láctico-co-glicólico) (PLGA) 50:50, wM  = 6622 Da (PLGA, Shanghai 

Easier Industrial Development Co. Ltd., Shanghai, China), tetrahidrofurano (THF; 

Merck), diclorometano (DC; Ciccarelli), poli(vinilalcohol) (PVA; 205 kDa; grado de 

hidrólisis 87,7%; Sigma Aldrich), hidrógenofosfato de sodio (Na2HPO4; Anedra), 

dihidrógeno fosfato de potasio (KH2PO4; Anedra), cloruro de sodio (NaCl; Ciccarelli) y 

cloruro de potasio (KCl; Ciccarelli) fueron empleados sin purificación adicional. El 

agua utilizada para las soluciones, diluciones y medios de degradación fue de calidad 

ultra pura. 

3.2.2 Preparación de las microesferas 

Las microesferas se prepararon mediante la técnica de extracción/evaporación de 

solvente. Con este fin, se disolvieron 450 mg de PLGA en 3 mL de DC y la solución 

resultante se goteó lentamente sobre la fase acuosa agitada (solución de PVA al 2% p/v, 

17 mL) empleando un homogeneizador Ultra-Turrax T25D (IKA, Alemania). La 

emulsión aceite/agua se agitó durante 5 minutos a diferentes velocidades de agitación. A 

continuación, se añadieron 70 mL de una solución de PVA al 0,3% p/v y la dispersión 

se agitó durante 30 min adicionales. El solvente orgánico remanente en las microesferas 

se eliminó empleando un evaporador rotatorio bajo vacío (400 mbar) durante 3 hs a 

temperatura ambiente. Las microesferas sólidas se lavaron tres veces con agua 

desionizada y se colectaron por centrifugación. Finalmente, las partículas se liofilizaron 

y se almacenaron para futuros ensayos. 

3.2.3 Estudios de degradación 

Para cada muestra se colocaron 40 mg de microesferas liofilizadas y 10 mL de buffer 

PBS (1 mM, pH 7,4) en viales de vidrio. Los viales se agitaron orbitalmente a 50 rpm 

en una estufa con control de temperatura digital a 37,0 ± 0,5 ºC. Para la caracterización 

se removió el medio de degradación y las microesferas se secaron bajo vacío a 

temperatura ambiente hasta peso constante.  
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3.2.4 Caracterización 

3.2.4.a Tamaño medio de partícula 

Las muestras de microesferas se resuspendieron en agua destilada y se observaron en 

un microscopio óptico (DM 2500M, Leica, Alemania) acoplado con una cámara Leica 

DM 2500M DFC 290HD. Los diámetros medios de las microesferas y las distribuciones 

de tamaño de partícula se determinaron analizando las imágenes con un software de 

procesamiento de imágenes. Se midieron aproximadamente 300 partículas por muestra 

para determinar el diámetro medio. 

3.2.4.b Pérdida de masa 

La pérdida de masa de las microesferas se determinó gravimétricamente empleando 

la siguiente ecuación: 

 
0

100tw
Masa remanente

w
   (1) 

donde w0 es el peso seco inicial de las microesferas y wt es el peso seco de las 

microesferas luego de la degradación en el tiempo t. 

3.2.4.c Determinación de los pesos moleculares 

Los pesos moleculares medios del polímero se determinaron por cromatografía de 

exclusión por tamaño (SEC) empleando un cromatógrafo líquido Waters-Breeze 

equipado con una columna Waters Styragel (HR 4E, 7,8 mm x 300 mm), una bomba 

Waters 1525 y un detector de índice de refracción Waters 2414. La fase móvil utilizada 

fue THF a un caudal de 1,0 mL min-1. Para la calibración se utilizaron estándares de 

poliestireno (Shodex SM-105, Showa Denko). 

3.2.4.d Morfología mediante microscopía electrónica de barrido (SEM) 

La morfología de las microesferas se estudió mediante SEM. Las muestras se 

colocaron sobre un taco de aluminio y luego se recubrieron con oro bajo atmósfera de 

argón (SPI Supplies, 12157-AX) usando condiciones suaves (dos pulverizaciones de 40 

s cada una con una intensidad de 15 mA). La morfología de las micropartículas se 

examinó utilizando un voltaje de aceleración de 20 kV en un equipo JEOL JSM-35C 

con el programa de adquisición de imágenes JEOL SemAfore. 
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3.2.4.e Estudio de disolución de oligómeros 

El peso molecular de los productos de degradación solubles en agua se determinó 

mediante SEC empleando un cromatógrafo líquido Waters-Breeze equipado con una 

columna Waters Ultrahydrogel 120 (7,8 mm x 300 mm), una bomba Waters 1525 y un 

detector de índice de refracción Waters 2414. La fase móvil empleada fue buffer PBS 

(0,1 mM, pH 7,4) a un caudal de 0,8 mL min-1. Para la calibración se utilizaron 

estándares de polietilenglicol (PPS Polymer Standars Service GmbH). 

3.3 Modelo matemático 

El modelo matemático de degradación hidrolítica heterogénea de microesferas de 

PLGA se basa en un mecanismo cinético detallado que incluye la hidrólisis de los 

diferentes tipos de enlaces éster en el copolímero por escisión de cadena aleatoria y 

considera el efecto autocatalítico de los grupos carboxílicos y la composición del 

polímero sobre la velocidad de degradación. La ecuación general para la reacción de 

hidrólisis catalizada por ácido puede expresarse como sigue: 

2 rP P P ; 1,2,3,...; 0,1,2,...(n 1)H

n n rH O n r


       
                             (2) 

donde Pn y Pr son cadenas de polímero de longitud n y r respectivamente, y H+ es el 

catalizador ácido.  

La degradación del polímero genera cadenas más cortas que contienen grupos 

alcoholes y ácidos carboxílicos, designados como COOH y OH, respectivamente. Se 

puede escribir el siguiente equilibrio de disociación global para los grupos ácidos: 

COOH COO H
                                                       (3) 

Siguiendo el modelo matemático presentado en el Capítulo 2, la Ec. 2 se puede 

extender para considerar las diferentes especies y la hidrólisis de los distintos tipos de 

enlaces éster: 
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En las Ecs. 4-6, las especies poliméricas se caracterizan por su longitud de cadena y 

por el número de cada tipo de enlace éster. Se adopta la siguiente nomenclatura:          

Pn (l, g, c) representa una cadena polimérica de longitud n con 1, g, y c, enlaces éster 

Láctico-Láctico (L-L), Glicólico-Glicólico (G-G) y Láctico-Glicólico (L-G), 

respectivamente; y kL-L, kG-G, kL-G son las constantes de hidrólisis correspondientes a los 

enlaces éster de L-L, G-G y L-G, respectivamente. 

De la cinética de las Ecs. 2-6, y considerando el transporte radial de masa de las 

especies, se desarrolló el modelo matemático descrito en el Apéndice B. El modelo 

asume las siguientes hipótesis: (i) las constantes de velocidad de hidrólisis son 

independientes de la longitud de cadena; (ii) los enlaces éster están distribuidos 

uniformemente dentro de la cadena polimérica; (iii) todas las partículas tienen el mismo 

tamaño (igual a su diámetro medio) y son modeladas como una esfera de volumen 

constante; (iv) el polímero es totalmente amorfo; (v) se pueden disolver especies de 

oligómeros con una longitud de cadena hasta ns, siendo ns la longitud de cadena crítica 

para la disolución de oligómeros (Park, 1994); (vi) el volumen de medio de degradación 

excede en gran medida el volumen de las micropartículas; (vii) la velocidad de 

generación de catalizador ácido (H+) en el interior de las micropartículas es mayor que 

la velocidad de difusión. Además, para cuantificar el transporte de masa, se considera la 

variación del coeficiente de difusión con el peso molecular promedio en peso del 

polímero.  

El modelo matemático se implementó en una rutina Matlab. El mismo consiste en un 

conjunto de ecuaciones diferenciales parciales resueltas usando un esquema de 

diferencias finitas para discretizar la dimensión radial y el método de Euler hacia 

adelante para la discretización temporal. El tiempo de cálculo típico en un procesador 

Intel® Core 2 Duo osciló entre 1-3 minutos por simulación. El modelo fue ajustado y 
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validado con los datos experimentales. A este efecto, las constantes cinéticas kL-L, kG-G y 

ka1, y el parámetro de transporte kD se ajustaron simultáneamente para simular las 

evoluciones de nM , wM  y pérdida de masa. Otros parámetros (Ka y Dolig
o) se tomaron 

de la literatura. 
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3.4 Resultados y discusión 

Para estudiar el efecto del tamaño de partícula sobre la velocidad de degradación de la 

matriz polimérica se prepararon microesferas de PLGA con dos tamaños bien 

diferenciados. Los diámetros medios de partícula fueron de 8,9 ± 3,3 y 52,4 ± 17,7 ȝm, 

y se obtuvieron empleando velocidades de homogeinización de 4000 y 500 rpm durante 

su preparación, respectivamente. En la Fig. 3.1 se presentan las micrografías obtenidas 

por SEM de las micropartículas. Ambas formulaciones resultaron esféricas y con 

superficie lisa. Las microesferas más grandes presentaron una mayor polidispersidad en 

el tamaño de partícula en comparación con las de menor tamaño. 

 

 

Figura 3.1: Micrografías de SEM de las microesferas de PLGA: a) Diámetro medio de 8,94 ± 3,30 ȝm; 

b) Diámetro medio de 52,37 ± 17,73 ȝm. 

 

Los datos experimentales de los estudios de degradación se presentan en las Figs. 3.2 

y 3.3. La Fig. 3.2 muestra las evoluciones de pesos moleculares medios para ambos 

tamaños de microesferas. Se pueden identificar tres etapas en el perfil de degradación. 

Inicialmente, la degradación se produce lentamente debido a la baja concentración de 

grupos ácidos carboxílicos terminales. A medida que avanza la degradación, el número 

de grupos de ácido carboxílico aumenta y acelera la reacción de hidrólisis. Finalmente, 

la baja concentración de enlaces éster retrasa la degradación. Además se puede observar 

que la degradación de las microesferas aumenta con el tamaño de partícula. La 

influencia del tamaño de partícula sobre la velocidad de degradación se atribuye al 

hecho de que los productos de degradación formados en el interior de las partículas más 

pequeñas pueden difundir fácilmente a la superficie y disolverse en el medio, mientras 

que en las partículas de mayor tamaño la longitud de difusión es mayor. Por lo tanto, los 
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productos de degradación que poseen grupos terminales ácidos se acumulan en el 

interior de las partículas de mayor tamaño y tienen el potencial de catalizar la 

degradación del material polimérico remanente. 

 

 

 

Figura 3.2: Evolución de los pesos moleculares medios de las micropartículas de PLGA de diferentes 

diámetros: a) nM ; b) wM ; (■) 8,94 ± 3,30 ȝm, (●) 52,37 ± 17,73 ȝm, (–) Predicción del modelo. 

 

La Fig. 3.3a muestra la evolución de la masa remanente de microesferas durante los 

ensayos de degradación. Se observó una pérdida de masa despreciable (< 5%) para 

ambos tamaños de microesferas durante los primeros 5 días, seguido por un incremento 

progresivo de la pérdida de masa durante el tiempo de degradación. Esto puede 

explicarse por el hecho de que el polímero debe sufrir una degradación suficientemente 

extensa para producir monómeros y oligómeros solubles en agua, razón por la cual no 
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se observa una reducción significativa de la masa al comienzo del experimento. Este 

comportamiento está en acuerdo con datos reportados (Fitzgerald y Corrigan, 1996, 

Wang y col., 1990). La pérdida de masa es similar para ambas micropartículas en 

tiempos cortos de degradación. Al aumentar el tamaño de partícula, los oligómeros 

experimentan trayectos difusivos más largos. Sin embargo, la autocatálisis acelera la 

cinética de degradación y por lo tanto, la porosidad de las partículas y la velocidad de 

pérdida de masa es mayor en las partículas de mayor tamaño con el transcurso del 

proceso de degradación.  

           

           

Figura 3.3: a) Evolución de la pérdida de masa de las micropartículas de PLGA con diferentes diámetros: 

(■) 8,94 ± 3,30 ȝm, (●) 52,37 ± 17,73 ȝm, (-) Predicción del modelo; b) Evolución de las concentraciones 

de enlaces éster en las micropartículas de PLGA con diferentes tamaños de partícula (datos 

experimentales en símbolos y resultados de simulación en líneas continuas). 

 

a) 

b) 
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La evolución de las concentraciones de enlaces éster en la partícula se calculó a 

partir de los valores de pesos moleculares medios y de la composición del copolímero 

considerando una distribución de enlaces aleatoria. Estos resultados se muestran en la 

Fig. 3.3b. Los perfiles de concentración de enlaces éster son similares para ambos 

tamaños de partículas en tiempos cortos de degradación. Sin embargo, la disminución 

de la concentración de enlaces éster es mayor en las partículas de mayor tamaño con el 

transcurso de la degradación a causa del efecto de autocatálisis. 

En las Figs. 3.2 y 3.3 se presentan además las predicciones teóricas del modelo. 

Como se puede observar, el modelo es capaz de predecir con precisión la disminución 

de pesos moleculares medios durante la degradación y por tanto, la distribución 

completa de pesos moleculares. Las constantes cinéticas y los parámetros de transporte 

se ajustaron simultáneamente y se encuentran listados en la Tabla 3.1. La constante de 

hidrólisis kL-G se estimó considerando que es un valor medio entre las constantes kL-L y 

kG-G. Las constantes de disociación ácida directa e inversa, ka1 y ka2, se encuentran 

relacionadas por la constante de disociación de equilibrio de los grupos carboxílicos 

(Ka). Los resultados indican que la velocidad de escisión de los enlaces G-G es más 

rápida que la de los enlaces L-L, en concordancia con observaciones experimentales de 

la literatura (Hakkarainen y col., 1996; Vey y col., 2008). El valor medio estimado de 

longitud de cadena a partir del cual los oligómeros pueden disolverse en el medio (ns) 

resultó ser de 16 unidades repetidas, de acuerdo con las determinaciones experimentales 

realizadas por SEC y con datos reportados en condiciones experimentales similares 

(Park, 1994). 

Los perfiles de pérdida de masa estimados y experimentales presentan algunas 

diferencias. Es posible que se hayan introducido algunos errores sistemáticos debido al 

método de determinación. Durante la remoción de la solución buffer luego del periodo 

de degradación, una pequeña cantidad de polímero no disuelto puede haber sido 

removido por la jeringa. Esto ocasionaría un aumento en la pérdida de masa durante el 

experimento. Sin embargo, el modelo permite calcular razonablemente la pérdida de 

masa y predecir adecuadamente la tendencia experimental. Por lo tanto, se puede 

concluir que el modelo es capaz de describir la disminución de pesos moleculares 

medios de una manera precisa y también es capaz de predecir razonablemente la 

tendencia de pérdida de masa del polímero.  
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Tabla 3.1. Constantes cinéticas y parámetros de transporte 

kL-L (L mol-1 s-1) 2,55 x 10-7 Ajustada 

kG-G (L mol-1 s-1) 1,27 x 10-6 Ajustada 

kL-G (L mol-1 s-1) 7,63 x 10-7 Antheunis y col., 2009 

ka1 (s-1) 5,0 x 10-8 Ajustada 

ka2 (s-1) = ka1/Ka   (Ka = 3,38 x 10-4) 1,48 x 10-4 Hagberg y col., 2002 

Doligº (cm2 s-1) 1,0 x 10-14 Ford y col., 2011; Wang y col., 2008 

kD 4,0 x 101 (a) 7,0 x 102 (b) Ajustada 

     (a) Diámetro promedio: 8,94 ± 3,30 ȝm; (b) Diámetro promedio 52,37 ± 17,73 ȝm. 

El modelo se utilizó además para simular las evoluciones de las distribuciones de 

pesos moleculares (DPM) y la estructura morfológica de las partículas durante la 

degradación (Figs. 3.4 y 3.5), y para estudiar el efecto de los parámetros experimentales 

sobre la cinética de degradación (Figs. 3.6 y 3.7). Las evoluciones teóricas de las DPM 

se muestran en la Fig. 3.4. Como es de esperar, las DPM se desplazan hacia pesos 

moleculares inferiores a medida que avanza el tiempo de degradación. Este 

desplazamiento se incrementa con el tamaño de partícula debido al efecto autocatalítico. 

En la Fig. 3.5 se muestran las evoluciones simuladas de los perfiles radiales de wM  

en el interior de las micropartículas durante la degradación. Los resultados indican una 

degradación no uniforme, que se acentúa con el incremento del tamaño de partícula. La 

acumulación de los productos de degradación con grupos carboxílicos terminales dentro 

de la matriz polimérica genera la autocatálisis, provocando que la degradación proceda 

más rápidamente en el centro que en la superficie de las partículas. Como puede 

observarse, este efecto se hace más importante a medida que se incrementa el tamaño de 

partícula debido a que la trayectoria de difusión es más larga. 
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Figura 3.4: Distribuciones de pesos moleculares simuladas: a) Micropartículas de 8,94 ± 3,30 ȝm; b) 

Micropartículas de 52,37 ± 17,73 ȝm. 

 

 

Figura 3.5: Perfiles radiales de wM  simulados en el interior de las micropartículas durante la 

degradación: a) Micropartículas de 8,94 ± 3,30 ȝm; b) Micropartículas de 52,37 ± 17,73 ȝm. 
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La Fig. 3.6 presenta las evoluciones simuladas de wM  y pérdida de masa para 

micropartículas de diferentes tamaños. La degradación del polímero es más pronunciada 

con el aumento de la dimensión de las micropartículas. La longitud de las vías de 

difusión para los productos de degradación ácidos aumenta con el tamaño de las 

micropartículas, lo que conduce a una disminución más rápida del pH interno y, por lo 

tanto, se acelera la escisión de los enlaces éster. La pérdida de masa es mayor para las 

micropartículas más pequeñas en tiempos cortos de degradación porque poseen una 

mayor área superficial y caminos difusivos más cortos. Sin embargo, la pérdida de masa 

para las partículas más grandes es mayor a medida que la degradación procede debido a 

que los efectos autocatalíticos se hacen más importantes. Las tendencias teóricas están 

de acuerdo con los datos experimentales reportados (Siepmann y col., 2005; Dunne y 

col., 2000). 

 

 

  
Figura 3.6: Efecto del diámetro medio de partícula sobre la velocidad de degradación. a) Evolución 

estimada de wM ; b) Evolución estimada de la pérdida de masa. 
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La Fig. 3.7 muestra las evoluciones predichas de wM  y pérdida de masa para las 

micropartículas de 50 m en función del peso molecular inicial del PLGA. En 

concordancia con datos publicados (Raman y col., 2005), se puede observar que el peso 

molecular disminuye más rápidamente al incrementar el peso molecular inicial del 

PLGA. Esto se atribuye al hecho de que los productos de degradación ácidos 

permanecen mayor tiempo en el interior de las partículas ya que deben experimentar un 

mayor grado de degradación para alcanzar el valor crítico de disolución en el medio, lo 

cual promueve la autocatálisis. Sin embargo, la pérdida de masa es mayor para pesos 

moleculares iniciales menores debido a la rápida generación de monómeros y 

oligómeros que pueden difundir en las microesferas y disolverse en el medio. 

 

 

                                        
Figura 3.7: Efecto del peso molecular inicial del PLGA sobre la degradación de micropartículas de 50 

ȝm. a) Evolución estimada de wM  (datos experimentales en símbolos y resultados de simulación en 

líneas continuas). Los datos experimentales fueron tomados de Raman y col. (2005); b) Evolución 

estimada de la pérdida de masa. 
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3.5 Conclusiones 

Se desarrolló un modelo matemático para predecir la degradación hidrolítica 

heterogénea de microesferas de PLGA. El modelo permite estimar las evoluciones de 

pesos moleculares medios, distribuciones de pesos moleculares, concentraciones de 

enlaces éster y pérdida de masa de las micropartículas durante la degradación. El 

modelo fue ajustado y validado con datos experimentales de degradación de 

microesferas de PLGA con diferentes diámetros medios preparadas por el método de 

extracción/evaporación de solvente. Los resultados teóricos presentan buena 

concordancia con las mediciones experimentales. Además, el modelo fue capaz de 

predecir los cambios morfológicos de las micropartículas asociados al efecto 

autocatalítico de degradación y se empleó para estudiar el efecto del tamaño de partícula 

y el peso molecular inicial del PLGA sobre la velocidad de degradación de las 

micropartículas. El modelo puede emplearse para diseñar un sistema de liberación 

controlada de fármacos basado en micropartículas con un tiempo de degradación 

preespecificado. En el capítulo siguiente, el modelo matemático se extenderá para 

predecir la liberación controlada de progesterona a partir de las micropartículas de 

PLGA. 
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Capítulo 4 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Microesferas de PLGA para la liberación 
controlada de progesterona 
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4.1 Introducción 

El PLGA se ha estudiado extensamente como biomaterial para el diseño de sistemas 

de liberación controlada de fármacos (Han y col., 2016; Guo y col., 2015). En 

comparación a las terapias farmacológicas convencionales, la liberación controlada de 

fármacos permite mantener la concentración del mismo dentro de los rangos 

terapéuticos por períodos prolongados, disminuir los efectos secundarios causados por 

los excesos de concentración y las administraciones repetidas, mejorar la conformidad 

del paciente, entre otras ventajas (Hines y Kaplan, 2013). Las microesferas de PLGA se 

han empleado ampliamente para este propósito debido a su biodegradabilidad en medios 

acuosos, tales como los tejidos vivos, y a que sus productos de degradación son inocuos 

(Garner y col., 2015). 

Varios procesos contribuyen a la cinética de liberación del fármaco desde las 

microesferas de PLGA, incluyendo el transporte difusivo del fármaco a través de la 

matriz polimérica, la degradación del polímero por hidrólisis autocatalítica de los 

enlaces éster, la erosión de la matriz polimérica y la evolución de su estructura porosa 

(Fredenberg y col., 2011). Comprender la relación entre estos fenómenos es importante 

para poder determinar la contribución o preponderancia de cada uno de ellos a la 

cinética de liberación del fármaco bajo diferentes condiciones. Existen otros factores 

que contribuyen a la cinética de liberación del fármaco a partir de micropartículas de 

PLGA, tales como el tamaño de partícula (Chen y col., 2017, Fu y col, 2005), la 

porosidad inicial de las partículas (Wang y col., 2015, Klose y col., 2006) y la 

distribución del fármaco en el interior de la matriz polimérica (Cai y col., 2009). 

Los perfiles de liberación de fármacos pueden ser bifásicos o trifásicos, dependiendo 

de la dinámica de los procesos involucrados: efecto “burst”, difusión a través de la 

matriz polimérica y los poros acuosos, y la degradación y erosión del polímero 

(Regnier-Delplace, 2013; Berchane y col., 2007). La difusión a través de la matriz 

polimérica densa se limita a moléculas hidrofóbicas pequeñas, ya que la matriz de 

PLGA es hidrofóbica (Fredenberg y col., 2011). Para los fármacos altamente solubles 

en agua y de dimensiones macromoleculares, tales como proteínas y péptidos, la 

difusión a través de los poros acuosos es el principal mecanismo de transporte. El 

transporte del fármaco a menudo se caracteriza por el denominado efecto "burst" 

durante la etapa inicial del proceso de liberación, en la cual se libera rápidamente una 

fracción significativa del fármaco. Este efecto se relaciona con el fármaco encapsulado 
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en la región cercana a la superficie de las microesferas y se ha reportado para diversas 

formulaciones de microesferas de PLGA (Allison, 2008). La liberación posterior del 

fármaco es controlada por la difusión a través de la matriz polimérica y de los poros 

acuosos, de acuerdo a las propiedades de transporte del fármaco. Además puede existir 

una fase adicional de liberación dependiendo de la dinámica de degradación del 

polímero, en la cual se observa una rápida liberación del fármaco debido a la presencia 

de grandes poros generados como consecuencia de la extensa degradación del polímero, 

pero también puede atribuirse a la presencia de grietas o a la desintegración de las 

partículas (Thakur y Thakur, 2015). Las microesferas de menores dimensiones 

presentan cinéticas de liberación más rápidas debido a que las vías de difusión son más 

cortas y los gradientes de concentración son mayores. Por otro lado, la difusión de los 

productos de degradación ácidos puede ocurrir rápidamente en microesferas pequeñas o 

porosas que suprimen las heterogeneidades en el pH interno y la erosión debida a la 

autocatálisis, por lo cual su velocidad de degradación es menor.  

En la formulación del fármaco, el control sobre la cinética de liberación es clave para 

lograr un efecto farmacocinético óptimo. La polidispersidad en tamaño y morfología de 

las partículas obtenidas a partir de los métodos de preparación convencionales 

(homogeneización, agitación mecánica y sonicación) pueden producir variaciones 

indeseables en la velocidad de degradación de las partículas, la estabilidad del 

medicamento y la cinética de liberación del mismo (Sansdrap y Moes, 1993). Como 

alternativa, la microfluídica permite la obtención de partículas altamente monodispersas 

con morfología controlada (Duncanson y col., 2012). Esto ofrece un control 

significativamente mayor sobre la cinética de liberación del fármaco, minimizando el 

fenómeno de liberación inicial rápida (efecto “burst”) que se observa comúnmente con 

partículas polidispersas (Xu y col., 2009). 

Los modelos matemáticos son una herramienta importante en las ciencias biomédicas 

ya que pueden emplearse para diseñar u optimizar nuevos sistemas de administración de 

fármacos de acuerdo con los requerimientos de composición, geometría, dimensión y 

perfiles de liberación. Por lo tanto, es posible reducir significativamente el número de 

estudios experimentales necesarios durante el desarrollo de un dispositivo, ahorrando 

tiempo y reduciendo los costos. En este sentido, se han desarrollado diferentes modelos 

matemáticos para predecir la liberación controlada de fármacos a partir de 

micropartículas de PLGA. Un enfoque común ha sido correlacionar la difusividad 

efectiva del fármaco con la evolución del peso molecular promedio en peso de la matriz 
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polimérica basado en un ajuste empírico de los datos experimentales (Faisant y col., 

2002; Raman y col., 2005; Berchane y col., 2007). Siepmann y col. (2005)  propusieron 

un método empírico para el transporte de fármacos en el cual microesferas de distintos 

tamaños presentan diferentes difusividades efectivas constantes, utilizando la solución 

analítica a la ecuación de difusión. Los autores concluyeron que la fuerte dependencia 

de la movilidad del fármaco en función del tamaño de las microesferas resalta la 

importancia de la autocatálisis. Siepmann y col. (2002) desarrollaron un modelo para la 

liberación de fármacos a partir de micropartículas de PLGA considerando la disolución 

del fármaco, la porosidad del sistema y la geometría tridimensional de los dispositivos. 

La difusividad efectiva del fármaco fue expresada como un producto de un coeficiente 

de difusión crítico y de la porosidad del sistema, esta última estimada mediante 

simulaciones de Monte Carlo. Ford y col. (2011) propusieron un modelo matemático de 

reacción-difusión para la liberación de fármacos a partir de microesferas de PLGA, 

considerando la degradación autocatalítica de la matriz polimérica y la evolución de la 

estructura porosa. Los perfiles de liberación estimados considerando difusividad 

efectiva variable mostraron dependencia con el tamaño de partícula. Casalini y col. 

(2014) presentaron un modelo matemático capaz de predecir la degradación y liberación 

de fármacos desde micropartículas de PLGA. El modelo consiste en un sistema de 

ecuaciones diferenciales parciales, resuelto por medio del método de las líneas. El 

modelado de la degradación del polímero tiene en cuenta el efecto autocatalítico debido 

al entorno ácido en el interior de las partículas y el modelado de la liberación considera 

tanto la disolución del fármaco como la difusión del fármaco disuelto a través de la 

matriz polimérica. Se utilizó un coeficiente de difusión efectivo que tiene en cuenta el 

aumento de la difusividad de la droga debido a la hidrólisis del polímero.  

 

En este capítulo se investiga la preparación de microesferas de PLGA con el fin de 

estudiar la encapsulación y liberación controlada de progesterona. Las microesferas se 

prepararon por las técnicas de extracción/evaporación de solvente y microfluídica. Las 

partículas fueron caracterizadas por su distribución de tamaños, eficiencia de 

encapsulación, morfología y propiedades térmicas. Se estudió el efecto del tamaño de 

partícula, la polidispersidad y la degradación de la matriz polimérica sobre la liberación 

in vitro de la hormona. Además, se extendió el modelo de degradación hidrolítica 

heterogénea de micropartículas de PLGA con el fin de predecir los perfiles de liberación 
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de progesterona. El modelo tiene en cuenta la disolución y el transporte de droga 

intrapartícula, así como también el efecto autocatalítico de degradación del polímero. 

Los resultados obtenidos en este capítulo fueron publicados en una revista científica 

internacional: [Busatto y col. (2018), “Effect of particle size, polydispersity and 

polymer degradation on progesterone release from PLGA microparticles: experimental 

and mathematical modeling”, International Journal of Pharmaceutics 536, 360-369]. 
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4.2 Trabajo experimental 

4.2.1 Materiales 

PLGA 50:50, wM  = 6622 g mol-1 (PLGA, Shanghai Easier Industrial Development 

Co. Ltd., Shanghai, China), progesterona (99,2%, Farmabase), tetrahidrofurano (THF; 

Merck), diclorometano (DC; Ciccarelli), poli(vinilalcohol) (PVA; 205 kDa; grado de 

hidrólisis 88,3%; Serquim), polisorbato 80 (Tween 80; Anedra), hidrógenofosfato de 

sodio (Na2HPO4; Anedra), dihidrógeno fosfato de potasio (KH2PO4; Anedra), cloruro 

de sodio (NaCl; Ciccarelli) y cloruro de potasio (KCl; Ciccarelli). Todos los reactivos se 

utilizaron sin purificación adicional. El agua utilizada para las soluciones, diluciones y 

medios de liberación fue de calidad ultra pura. 

4.2.2 Metodología 

4.2.2.1 Preparación de las microesferas por el método de extracción/evaporación 

de solvente 

Las microesferas se prepararon utilizando la técnica de extracción/evaporación de 

solvente. Brevemente, se disolvieron 450 mg de PLGA y la hormona (20, 30 y 40% p/p) 

en 3 mL de cloruro de metileno y la solución se goteó lentamente sobre la fase acuosa 

agitada (17 mL de solución de PVA al 2% p/v) mediante un homogeneizador (Ultra-

Turrax T25D, IKA). La emulsión se agitó durante 5 min, luego se añadieron 70 mL de 

una solución de PVA al 0,3% y la mezcla resultante se agitó durante 15 o 30 min 

adicionales. El solvente remanente en las microesferas se evaporó por medio de un 

rotavapor, operando bajo vacío durante 3 h a temperatura ambiente. Las partículas 

sólidas se lavaron tres veces con agua desionizada y se recolectaron por centrifugación 

o por decantación según el tamaño de partícula. Finalmente, las microesferas se 

liofilizaron y se almacenaron a -20 °C hasta su posterior análisis. Se prepararon tres 

lotes de microesferas (Experimentos A, B y C) utilizando diferentes condiciones (ver 

Tabla 4.1) para obtener microesferas con diferentes tamaños medios de partícula. 

4.2.2.2 Preparación de las microesferas por microfluídica 

Para la preparación de las micropartículas se utilizó un dispositivo de microfluídica 

con geometría “co-flow”. Como se muestra en la Fig. 4.1, el sistema se encuentra 

constituido por dos tubos capilares concéntricos de sílice fundida (llamados tubo 1 y 
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tubo 2) y una unión en T. El tubo 1 (diámetro interior: 75 µm; diámetro exterior: 148 

µm) asociado con un acoplador capilar (1/16’’, diámetro interior de 180 µm) se insertó 

dentro de la unión en T (1/16’’) a lo largo de su eje principal. Este tubo atraviesa la 

unión en T y finaliza en el interior del tubo 2 (diámetro interior: 250 µm; diámetro 

exterior: 356 µm). La unión en T permite la inyección de la fase dispersa en el seno de 

la fase continua. 

 

 
Figura 4.1: Dispositivo de microfluídica empleado para la preparación de las micropartículas. 

 

Como fase continua se empleó una solución de PVA al 1% p/v. La fase dispersa se 

preparó disolviendo 100 mg de PLGA y la hormona (20% p/p) en 2,5 mL de cloruro de 

metileno. Las fases dispersa y continua se inyectaron en el dispositivo utilizando 

bombas de jeringa y las velocidades de flujo fueron de 450 µL min-1 y 1020 µL min-1, 

respectivamente. La emulsión resultante se colectó durante 30 minutos en un vaso de 

precipitados conteniendo 100 mL de agua ultrapura. Las partículas colectadas fueron 

inmediatamente colocadas en agitación, empleando un agitador mecánico a 200 rpm 

durante 1 hora para extraer el solvente remanente en las partículas. Luego, las partículas 

se separaron por decantación y fueron lavadas dos veces con agua ultrapura. 

Finalmente, las partículas fueron liofilizadas y almacenadas para ensayos posteriores. 
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4.2.2.3 Caracterización de las micropartículas 

4.2.2.3a Tamaño medio y distribución de tamaños de partícula 

Las muestras de microesferas se resuspendieron en agua destilada y se observaron en 

un microscopio óptico (DM 2500M, Leica) acoplado con una cámara para la toma de 

imágenes (DM 2500M DFC 290HD, Leica). Los diámetros medios de las microesferas 

y las distribuciones de tamaño de partícula se determinaron analizando las imágenes con 

un software de procesamiento de imágenes. Se midieron aproximadamente 300 

partículas por muestra para determinar el diámetro medio. 

4.2.2.3b Caracterización térmica 

Las propiedades térmicas de la progesterona, del PLGA y de las micropartículas 

cargadas con progesterona se investigaron empleando un calorímetro diferencial de 

barrido (DSC Q2000, TA Instrument). Las muestras (3-5 mg) se colocaron en 

recipientes de aluminio, se cerraron herméticamente y se calentaron a una velocidad de 

10 °C min-1 bajo una atmósfera inerte de nitrógeno con un caudal de 50 mL min-1. El 

flujo de calor se registró en un intervalo de temperatura de 0 a 160 ºC. Las muestras se 

enfriaron utilizando un sistema de refrigeración (RSC90, instrumentos TA) y se 

calentaron de nuevo bajo las mismas condiciones. 

4.2.2.3c Carga inicial de la droga 

Para determinar la carga inicial de fármaco se colocaron 10 mg de micropartículas en 

50 mL de etanol y se incubaron durante 24 h bajo agitación suave. La cuantificación de 

la droga se realizó por HPLC empleando un cromatógrafo Shimadzu modelo 

Prominence LC20A, equipado con una columna ZORBAX® Eclipse XDB-C18 (tamaño 

de partícula de 5 ȝm, 250 x 4,6 mm) y detector de arreglo de diodos. La fase móvil 

consistió en una mezcla de metanol/agua (95:5 v/v) empleando un caudal de 1,0 mL 

min-1. La temperatura de la columna y la longitud de onda de detección fueron 30 ºC y 

254 nm, respectivamente. 

4.2.2.3d Ensayos de liberación in vitro 

Las micropartículas cargadas con progesterona (20 mg aproximadamente) se 

incubaron en 200 mL de buffer fosfato pH 7,4 conteniendo 1% p/v de Tween 80 en 
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frascos de vidrio. Los recipientes se mantuvieron a 37 ºC bajo agitación orbital a 50 

rpm. A intervalos de tiempo predeterminados, se retiraron muestras de 4 mL y se 

reemplazaron con un volumen igual de medio fresco. Las muestras se analizaron por 

HPLC empleando la metodología descrita en la sección 4.2.2.3c. 

4.2.2.4 Modelo matemático de liberación controlada 

Se desarrolló un modelo matemático para predecir la liberación controlada de 

progesterona a partir de las microesferas de PLGA. El modelo tiene en cuenta la 

disolución y la difusión del fármaco, así como también el efecto de la degradación del 

polímero sobre la velocidad de liberación a partir de microesferas con diferentes 

tamaños medios. El modelo consta de los siguientes módulos: 

4.2.2.4a Módulo de degradación 

Se basa en el modelo de degradación hidrolítica heterogénea de micropartículas de 

PLGA presentado en el Capítulo 3. Este módulo asume las siguientes hipótesis: (i) las 

constantes cinéticas de hidrólisis son independientes de la longitud de cadena; (ii) los 

diferentes tipos de enlaces éster están distribuidos uniformemente dentro de la cadena 

polimérica; (iii) todas las partículas tienen el mismo tamaño (igual a su diámetro medio) 

y se modelan como una esfera de volumen constante; (iv) la matriz polimérica es 

completamente amorfa; (v) las especies de oligómeros con una longitud de cadena igual 

o menor a la longitud de cadena crítica pueden disolverse en el medio; (vi) el volumen 

de medio de degradación excede en gran medida el volumen de micropartículas; (vii) la 

velocidad de generación del catalizador ácido (H+) en el interior de las micropartículas 

es mayor que la velocidad de difusión. Este módulo permite estimar las evoluciones de 

los pesos moleculares medios y la pérdida de masa de las micropartículas durante la 

degradación. 

4.2.2.4b Módulo de liberación 

Este módulo describe el transporte del fármaco intrapartícula. Supone las siguientes 

hipótesis: i) la estabilidad de la progesterona no se ve afectada por el pH interno de la 

matriz polimérica; ii) la carga inicial de progesterona que excede su solubilidad en la 

matriz polimérica está presente como una fase amorfa uniformemente distribuida en la 

matriz polimérica; iii) la carga de progesterona no afecta a la velocidad de degradación 

de la matriz polimérica; iv) todas las partículas tienen el mismo tamaño (igual a su 
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diámetro medio) y se modelan como una esfera de volumen constante. El módulo de 

liberación se basa en el siguiente sistema que permite describir el proceso de liberación 

considerando que el principal mecanismo de transferencia de masa es la difusión del 

fármaco en el interior de la matriz polimérica: 

2
2

1
*PG PG

PG

C C
r D S t t

t r r r

         
  

       (1) 

donde PG
C  es la concentración de progesterona disuelta en la matriz polimérica, PG

D  es 

el coeficiente de difusión de la hormona en la matriz polimérica y S es un término 

fuente representado por: 

' ( ) ( )a
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a PG PG a PG PG
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
    


  

       (2) 

donde 
aPGC  es la concentración de progesterona en la fase amorfa dispersada en la 

matriz polimérica, 
mPGC  es la solubilidad máxima de la progesterona en la matriz 

polimérica, '
ak  es el coeficiente de transferencia de materia de la progesterona 

relacionado con la fase amorfa y la matriz polimérica, m
a  es el área de la fase amorfa y 

pV  es el volumen de partícula. 

Notese que a medida que avanza la degradación, los cambios morfológicos pueden 

modificar el mecanismo de transporte. De este modo, puede existir un tiempo 

(denominado t*) en el que la transferencia de masa en la fase polimérica no es el 

mecanismo de transporte preferencial en el proceso de liberación. 

Las condiciones iniciales de PG
C  y 

aPGC  están determinadas por la 
mPGC  y por la 

carga efectiva de fármaco (
effPGC ) respectivamente, considerando una dispersión 

uniforme del fármaco en el interior de la matriz polimérica: 

mPG PGC C  

0, 0 R
a eff mPG PG PG

C C C t r            

    
 
      (3) 

Con respecto a las condiciones de contorno, se aplica la condición de simetría para la 

concentración de progesterona en el centro de las micropartículas y se considera la 

resistencia a la transferencia de materia en la interfase micropartícula-medio acuoso: 
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         (5) 

donde C
bPG
 es la concentración de progesterona en el medio de liberación y 

PG
k  es el 

coeficiente de transferencia de materia de progesterona relacionado con la superficie de 

las partículas y el medio de liberación. El valor de C
bPG
 se considera despreciable ya 

que el volumen del medio de liberación es suficientemente grande en comparación con 

el fármaco liberado. 

El parámetro de transporte 
PG

k  se puede calcular a partir del número de Sherwood 

(Sh), que es igual a 2 para sistemas esféricos en condiciones estacionarias (Casalini y 

col., 2014): 

2R
2 PG

bPG

k
Sh

D
     

         (6) 

donde 
bPGD  es el coeficiente de difusión de la progesterona en el medio de liberación y 

R es el radio de la partícula. 

El incremento de la difusividad del fármaco como consecuencia de la degradación de 

la matriz polimérica está relacionado con la evolución del peso molecular medio en 

peso del polímero a través de la siguiente expresión (Ford y col., 2011): 
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1 1 ( 1)
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w
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D D k
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  
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   
  

  (7) 

donde 0
PGD  es la difusividad inicial de la progesterona, wM  es el peso molecular medio 

en peso del polímero (obtenido por el módulo de degradación) y 
Dk  es un parámetro de 

ajuste relacionado con las difusividades efectivas de la especies poliméricas en solución 

acuosa y en el sólido. 

Después del tiempo crítico t*, el sistema se describe a través de un balance de materia 

macroscópico en la partícula que considera el transporte de masa en la fase fluida, como 

se inidica a continuación: 
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donde PG
C   es la concentración de progesterona promediada en el volumen de las 

partículas, '
dk  es el coeficiente de transferencia de materia de la progesterona 

relacionado con la superficie de la partícula y el medio de liberación, 
pa  es el área de la 

partícula y 
pV  es el volumen de la partícula. 

 

4.2.2.4c Implementación del modelo 

El modelo matemático fue implementado en Matlab. El módulo de degradación se 

basa en las Ecs. B.1-13 del Apéndice B. El mismo consiste en un conjunto de 

ecuaciones diferenciales parciales resueltas usando un esquema de diferencias finitas 

para discretizar la dimensión radial y un método de Euler hacia adelante para la 

discretización temporal. El tiempo de computación típico en un procesador Intel Core 2 

Duo osciló entre 1-3 minutos por simulación. Notese que el módulo de degradación se 

puede resolver independientemente del módulo de liberación. 

El módulo de liberación consta de las Eqs. 1-8 y se resolvió utilizando un esquema de 

diferencias finitas de segundo orden para discretizar la dimensión radial y un método de 

Crank-Nicolson para la discretización temporal. El tiempo de computación típico en un 

procesador Intel® Core 2 Duo osciló entre 1-2 min por simulación. Este módulo 

requiere los datos de salida del módulo de degradación y están acoplados a través de la 

Ec. 7. 
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4.3 Resultados y discusión 

En la Fig. 4.2 se muestran las imágenes ópticas de las microesferas de PLGA 

obtenidas por el método de extracción/evaporación de solvente y por microfluídica. 

Como se puede observar, las micropartículas resultaron esféricas y con superficie lisa. 

Mediante la técnica de extracción/evaporación de solvente se obtuvieron microesferas 

de diferentes tamaños variando la velocidad y el tiempo de homogenización de la 

emulsión. Las condiciones experimentales, los diámetros medios de partícula (Dp) y las 

eficiencias de encapsulación se muestran en la Tabla 4.1. 

 
 

Figura 4.2: Imágenes ópticas de las microesferas de PLGA. 

En la Fig. 4.3 se presentan las distribuciones de tamaños de las micropartículas. Se 

puede observar que las microesferas obtenidas por la técnica de evaporación/extracción 

de solvente presentan una distribución de tamaños más ancha a medida que se obtienen 

micropartículas de mayor tamaño. Por otro lado, las microesferas obtenidas por 

microfluídica presentan una distribución de tamaños más estrecha en comparación con 
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Para obtener microesferas de PLGA por la técnica de microfluídica, en primer lugar 

se estudió la formación de las emulsiones empleando el dispositivo de microfluídica con 

un flujo controlado por bombas de jeringa. En la Fig. 4.4 se muestran las imágenes 

ópticas de las gotas de la emulsión obtenidas para diferentes velocidades de flujo de la 

fase dispersa, con un caudal fijo de la fase continua. Los tamaños de gotas resultaron 

similares para velocidades de flujo bajas. Sin embargo, se observó un incremento de los 

tamaños de gotas para velocidades de flujo cercanas a la de la fase continua. 

 

 

Figura 4.4: Gotas de la emulsión obtenidas mediante el dispositivo de microfluídica con un caudal de 

fase continua constante (1020 L h-1) y un caudal de fase dispersa variable: a) 150 L h-1; b) 300 L h-1; 

c) 450 L h-1; d) 600 L h-1; e) 1020 L h-1. 
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En la Fig. 4.5 se presentan las imágenes ópticas de las micropartículas sólidas de 

PLGA para diferentes velocidades de flujo de la fase dispersa, con un caudal fijo de la 

fase continua. Los tamaños de partícula cambian ligeramente a medida que el caudal de 

la fase dispersa aumenta en un factor de 10. En la Fig. 4.6 se muestran gráficamente los 

valores medios de tamaño de gota y de partícula en función de la velocidad de flujo de 

la fase continua. Además, se muestra la relación entre el tamaño de gota y el tamaño 

final de partícula.  

 

 

Figura 4.5: Microesferas de PLGA obtenidas mediante el dispositivo de microfluídica con un caudal de 

fase continua constante (1020 L h-1) y un caudal de fase dispersa variable: a) 150 L h-1; b) 300 L h-1; 

c) 450 L h-1; d) 600 L h-1; e) 1020 L h-1. 
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Figura 4.6: a) Diámetro medio de gotas y de micropartículas obtenidas mediante el dispositivo de 

microfluídica en función de caudal de fase dispersa, empleando un caudal constante de fase continua 

(1020 L h-1); b) Diámetro medio de partículas en función del diámetro medio de gotas. 

Se realizaron estudios de DSC de la progesterona, del PLGA y de las micropartículas 

de PLGA cargadas con progesterona con el fin de determinar el estado físico de la droga 

en la matriz polimérica (Fig. 4.7).  

 

Figura 4.7: Termogramas de DSC de progesterona, PLGA y de las micropartículas de PLGA cargadas 

con progesterona. 

El termograma de la progesterona pura presenta un pico endotérmico pronunciado a 

129 °C aproximadamente, que corresponde a su punto de fusión. Para las microesferas 

con una carga de droga del 20% p/p no se observó el pico de fusión correspondiente a la 
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progesterona, por lo que se puede inferir que la hormona se encuentra en estado amorfo 

en el interior de la matriz polimérica. Sin embargo, los termogramas de las 

micropartículas del Exp. A con una carga teórica de progesterona de 30% y 40% p/p 

presentan un pico de fusión correspondiente a la progesterona, indicando que altas 

cargas de droga conducen a la formación de cristales en el interior de las partículas. Las 

diferencias observadas entre las temperaturas de fusión de la progesterona libre y la 

progesterona encapsulada se deben posiblemente a interacciones de la hormona con la 

matriz polimérica. Además, se observa que la Tg del PLGA se encuentra alrededor de 

los 20º C. 

Las Figs. 4.8a-b y 4.9a-b muestran los perfiles de liberación in vitro de progesterona a 

partir de microesferas de PLGA con diferentes tamaños de partícula. El tamaño de 

partícula afecta notablemente los perfiles de liberación y la velocidad de liberación de la 

hormona. Se puede observar un aumento de la velocidad de liberación para las 

partículas más pequeñas como consecuencia de los caminos de difusión más cortos (la 

relación superficie/volumen es mayor para microesferas más pequeñas). 

 

Figura 4.8: Resultados experimentales y teóricos para los Exps. C (Dp = 131,3  45,8 m) y D (Dp = 87,9 

 3,6 m). a) y b) Perfiles de liberación in vitro de progesterona; c) y d) Evoluciones simuladas de pesos 

moleculares medios y pérdida de masa. 
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Las microesferas de mayor tamaño (Exps. C y D) presentan un perfil de liberación en 

tres fases. Inicialmente se observa una alta velocidad de liberación de la hormona 

(efecto "burst") correspondiente a la droga entrampada en la superficie de las 

micropartículas durante el proceso de síntesis. A continuación, tiene lugar una etapa de 

liberación controlada por la difusión de la hormona en la matriz polimérica. Finalmente 

se observa una etapa en la cual la velocidad de liberación se incrementa rápidamente. 

Esta etapa final de liberación se atribuye a la degradación del polímero. A medida que el 

polímero se degrada, el peso molecular disminuye y la partícula se vuelve más porosa 

debido a la erosión, lo que provoca un rápido aumento del coeficiente de difusión de la 

droga en la matriz polimérica. Esto da lugar a una mayor velocidad de liberación del 

fármaco en el denominado tiempo crítico (t*), en el cual la difusión del fármaco a través 

de la matriz polimérica no es el mecanismo de transporte preferencial en el proceso de 

liberación. Esta fase de liberación implica cambios morfológicos relacionados con la 

estructura porosa de las partículas, provocando la liberación rápida del fármaco 

encapsulado remanente. Los valores de tiempo crítico para las microesferas de los Exps. 

C y D fueron de 21 y 32 días aproximadamente. Este resultado está relacionado con el 

hecho de que el efecto de la autocatálisis es más importante con el aumento del tamaño 

de partícula. 

Las micropartículas obtenidas en el Exp. D mediante microfluídica mostraron un 

perfil de liberación con una alta reproducibilidad en comparación con las 

micropartículas preparadas por la técnica convencional de evaporación/extracción de 

solvente. Además, las micropartículas presentaron una menor liberación inicial 

comparadas con las obtenidas por el método convencional para diámetros medios de 

partícula similares. Esto se debe a que presentan una distribución de tamaños estrecha y 

una morfología controlada. La polidispersidad en tamaños es una de las principales 

causas de la liberación inicial rápida del fármaco, debido a la presencia de microesferas 

pequeñas que encapsulan una fracción significativa del fármaco que se libera más 

rápidamente (Berchane y col., 2007).  

Las micropartículas de los Exps. A y B presentan un perfil de liberación en dos fases. 

Inicialmente se observa una alta velocidad de liberación de la hormona a causa del 

efecto "burst", seguida por una liberación controlada por la difusión de la hormona en la 

matriz polimérica. La fase de liberación influenciada por la degradación del polímero no 

se observó en estos experimentos. Esto se debe a que la liberación total de la hormona 

encapsulada tiene lugar en unos pocos días, durante los cuales los efectos de 
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degradación de la matriz polimérica no son importantes. Además, la degradación del 

polímero procede a una velocidad más lenta para microesferas más pequeñas debido al 

efecto de autocatálisis. 

 

Figura 4.9: Resultados experimentales y teóricos para los Exps. A (Dp = 9,3 ± 4,4 m) y B (Dp = 71,6 ± 

19,3 m). a) y b) Perfiles de liberación in vitro de progesterona; c) y d) Evoluciones simuladas de pesos 

moleculares medios y pérdida de masa. 

Los resultados de simulación del Módulo de Degradación y la predicción de la 

liberación de progesterona a partir de las diferentes micropartículas de PLGA también 

se presentan en las Figs. 4.8 y 4.9. Para las simulaciones correspondientes al Módulo de 

Degradación se utilizaron los parámetros ajustados en el capítulo anterior. Se pueden 

identificar tres etapas a partir de las evoluciones de pesos moleculares medios para las 

micropartículas de los Exps. C y D. Inicialmente la degradación avanza lentamente 

debido a la baja concentración de grupos de ácidos carboxílicos terminales. A medida 

que avanza la degradación, el número de grupos de ácido carboxílico aumenta y acelera 

la reacción de hidrólisis. Finalmente, la baja concentración de enlaces éster retrasa la 

degradación. Para las micropartículas de los Exps. A y B sólo se identifican dos etapas 

en las evoluciones de los pesos moleculares medios debido a que el proceso de 



   96 

liberación tiene lugar en un corto período durante el cual los efectos de degradación del 

polímero son despreciables. Además, puede observarse que la degradación de las 

microesferas aumenta con el tamaño de partícula a causa del efecto de autocatálisis. El 

efecto del tamaño de partícula en los perfiles de degradación está relacionado con el 

hecho de que los productos de degradación generados dentro de las partículas más 

pequeñas pueden difundir fácilmente a la superficie de las partículas y disolverse en el 

medio, mientras que para las partículas más grandes la longitud de difusión es mayor. 

Por lo tanto, los productos de degradación se acumulan dentro de la micropartícula y 

tienen el potencial de catalizar la degradación de la matriz polimérica. Los valores de t* 

para las micropartículas de los Exps. C y D fueron de 21 y 32 días, respectivamente. 

Este parámetro varía según el tamaño medio de partícula, ya que los efectos de la 

autocatálisis se hacen más importantes a medida que aumenta el tamaño de las 

microesferas. A partir de las evoluciones simuladas de nM  y wM  es posible estimar un 

rango de pesos moleculares a partir del cual cambia el mecanismo de transporte de 

materia. Los rangos estimados de nM  y wM  fueron de 3100-3200 y 4300-4700 g mol-1, 

respectivamente. Estos resultados están de acuerdo con datos reportados en condiciones 

experimentales similares (Berchane y col., 2007; Raman y col., 2005). 

La pérdida de masa de las micropartículas aumenta con el tamaño de partícula. En 

todos los experimentos se observó una baja pérdida de masa (<10%) durante los 

primeros 5 días, seguido por un incremento progresivo de la pérdida de masa. Esto 

puede explicarse por el hecho de que el polímero debe sufrir una degradación 

suficientemente extensa para producir monómeros y oligómeros solubles en agua, por lo 

que no se observa reducción de la masa al comienzo del experimento de degradación. 

Para las micropartículas de los Exps. A y B se observó una baja pérdida de masa debido 

a que la completa liberación del fármaco tiene lugar en un corto período durante el cual 

la generación de oligómeros solubles en agua es despreciable. 

El Módulo de Liberación se utilizó para simular el proceso de liberación de 

progesterona. Para  este fin, el modelo se ajustó y validó con los datos experimentales. 

Para las microesferas de los Exps. A y B, la constante cinética 
ak  y los parámetros de 

transporte 0
PGD  y 

Dk  se ajustaron simultáneamente para simular los perfiles de liberación 

de progesterona. Para las microesferas de los Exps. C y D se ajustó la constante cinética 

dk . Los valores de los datos de entrada, las constantes cinéticas y los parámetros de 

transporte utilizados para ajustar el modelo se muestran en la Tabla 4.2. En las Figs. 
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4.8a-b y 4.9a-b se presentan los resultados de simulación. Se observó una muy buena 

concordancia con los resultados experimentales. El coeficiente de difusión efectivo 

inicial de la progesterona varió con la carga de fármaco de las micropartículas y los 

valores están en acuerdo con los reportados para matrices de PLA en condiciones 

similares (Pitt y col., 1979). El incremento de la difusividad efectiva del fármaco 

durante la degradación de la matriz polimérica se relacionó con las evoluciones de wM  

y con el parámetro de ajuste 
Dk . Esto permitió acoplar la evolución de la porosidad de la 

partícula a la difusividad efectiva. Por otra parte, el valor de 
ak  fue el mismo para todos 

los experimentos, indicando que la distribución de la fase amorfa en la matriz 

polimérica no varía con el tamaño de partícula.  

Tabla 4.2. Datos de entrada, constantes cinéticas y parámetros de transporte del modelo. 

 -3cm ) Turino(mg ,  2012
mPGC  25 

-1( )sak  1.0 x 10-2 

-1( )sdk  2.3 x 10-6 

0
PGD

2 -1(cm s )  

1.2 x 10-12  (Exp. A) 

9.8 x 10-12  (Exp. B) 

1.8 x 10-12  (Exp. C) 

9.0 x 10-13  (Exp. D) 

 2 -1cm s Sieminska y col.,(  1 97) 9
bPGD  1.0 x 10-8 

Dk  2.5 

 

Otras simulaciones teóricas se muestran en la Fig. 4.10. Se estudió el efecto del tamaño 

de partícula y del peso molecular inicial del polímero sobre los perfiles de liberación de 

progesterona. La Fig. 4.10a muestra los perfiles de liberación simulados para 

microesferas de diferentes tamaños. Se puede observar que la velocidad de liberación 

disminuye con el incremento del tamaño de partícula y que los efectos de degradación 

del polímero son despreciables para las microesferas con un tamaño inferior a 75 ȝm. 

Las micropartículas de mayor tamaño muestran un perfil de liberación trifásico y los 

valores de t* varían con el tamaño de partícula, siendo menores a medida que el tamaño 
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de partícula aumenta debido a que la degradación del polímero es más rápida para 

micropartículas más grandes. La Fig. 4.10b muestra los perfiles de liberación simulados 

en función del peso molecular inicial del polímero para microesferas con diámetros 

medios de 50 y 100 ȝm. Las micropartículas con un tamaño de 50 ȝm presentan perfiles 

de liberación bifásicos para todos los pesos moleculares estudiados. Esto se debe a que 

los efectos de degradación del polímero son despreciables en el período de liberación, y 

la difusión del fármaco a través de la matriz polimérica es el principal mecanismo de 

transporte. Por otra parte, las microesferas con un tamaño de 100 ȝm muestran un perfil 

de liberación influenciado por la degradación de la matriz polimérica. Los valores de t* 

varían según el peso molecular inicial del polímero. La degradación del polímero con un 

peso molecular bajo ocurre a tiempos menores ya que los oligómeros pueden alcanzar 

rápidamente el peso molecular requerido para disolverse en el medio. 

 

Figura 4.10. Efecto teórico del tamaño de partícula y del peso molecular inicial del polímero sobre los 

perfiles de liberación in vitro de progesterona. a) Efecto del tamaño de partícula; b) Efecto del peso 

molecular inicial del polímero. 
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4.4 Conclusiones 

Se prepararon microesferas de PLGA cargadas con progesterona por las técnicas de 

extracción/evaporación de solvente y microfluídica. Las microesferas fueron 

caracterizadas en cuanto a distribución de tamaños, morfología, carga de droga y 

propiedades térmicas de la matriz polimérica y de la droga. Se investigó el efecto del 

tamaño de las microesferas, la polidispersidad y la degradación del polímero sobre la 

velocidad de liberación de la hormona. Las microesferas de menor tamaño mostraron un 

perfil de liberación bifásico, comprendiendo una liberación inicial caracterizada por el 

efecto “burst” y una liberación controlada por la difusión de la droga en la matriz 

polimérica. Por otro lado, las partículas de mayor tamaño presentaron un perfil de 

liberación trifásico, incluyendo una fase adicional de liberación controlada por la 

degradación de la matriz polimérica. Este comportamiento se debe a que la liberación 

del fármaco en las micropartículas más pequeñas tiene lugar en unos pocos días, durante 

los cuales los efectos de degradación del polímero son aún despreciables. Las 

microesferas preparadas por microfluídica presentaron una distribución de tamaños 

estrecha y mayor reproducibilidad en los ensayos de liberación de progesterona in vitro. 

Se formuló un modelo matemático para predecir la liberación de progesterona a partir 

de las microesferas de PLGA con diferentes diámetros medios. El modelo tiene en 

cuenta la disolución y la difusión intrapartícula de la hormona, así como también el 

efecto autocatalítico de degradación de la matriz polimérica. Los resultados de 

simulación presentan una muy buena concordancia con los resultados experimentales. 

El modelo puede emplearse para seleccionar un tamaño de partícula y/o un peso 

molecular del polímero apropiado para alcanzar un perfil de liberación deseado de 

acuerdo con la terapia. 
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Capítulo 5 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Microgeles de ácido hialurónico para la 
liberación controlada de progesterona   
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5.1 Introducción 

5.1.a Microgeles en liberación controlada de drogas 

En los últimos años, los microgeles han recibido considerable atención debido a su 

gran potencial en biomedicina, y en particular como sistemas de administración de 

fármacos (Smeets y Hoare, 2013). Los microgeles se definen como partículas 

poliméricas entrecruzadas que poseen gran capacidad de absorber y retener agua en su 

estructura. Estos materiales son de gran interés debido a su facilidad de síntesis y de 

control de su estructura física y química, a sus buenas propiedades mecánicas y a su 

excelente biocompatibilidad (Oh y col., 2008). Además, estas partículas blandas 

presentan capacidad de respuesta a estímulos. De hecho, sus propiedades de 

hinchamiento se rigen por el equilibrio entre las presiones osmóticas interior y exterior 

de la fase gel. Por lo tanto, cualquier desequilibrio entre estas presiones induce 

hinchamiento o contracción. Tal modificación puede ser desencadenada por parámetros 

externos que actúan sobre la solubilidad de la red polimérica, su densidad de carga o su 

densidad de entrecruzamiento. La modulación del estado de hinchamiento provoca a su 

vez una modificación de la mayoría de las propiedades físicas del microgel, tales como 

su peso (contenido de agua), propiedades ópticas (por ejemplo, índice de refracción), 

propiedades mecánicas (elasticidad), o incluso su porosidad (Saunders, 2004). Estas 

propiedades son de enorme interés en las aplicaciones de administración de fármacos, 

ya que los microgeles pueden entrampar una molécula y liberarla a una velocidad que 

depende de su difusión a través de la red polimérica. Por lo tanto, la velocidad de 

liberación puede ser modulada no sólo por el tamaño de la red y su grado de 

entrecruzamiento, sino también por la aplicación de un estímulo externo.  

Para ser utilizado como sistemas de liberación de fármacos, los microgeles deben 

cumplir los criterios de biocompatibilidad y de biodegradabilidad. En otras palabras, la 

matriz debe ser segura, no generar respuestas inmunes excesivas, poseer 

biocompatibilidad aceptable, no ser tóxica, y debe ser eliminada de manera controlada 

(Oh y col., 2009). La biodegradabilidad puede aplicarse a dos propósitos principales: la 

matriz de hidrogel puede ser degradada después de que la partícula ha liberado su carga 

o es posible emplear la degradación como mecanismo para desencadenar la liberación 

del fármaco. 

 



   102 

5.1.b Ácido hialurónico 

El ácido hialurónico (AH) es un glicosaminoglicano de origen natural compuesto por 

unidades de N-acetil-D-glucosamina y ácido D-glucurónico (Fig. 5.1). Este polisacárido 

lineal es ubicuo en todos los tejidos ya que es uno de los componentes principales de la 

matriz extracelular en los tejidos animales (Laurent, 1998). Tiene importantes funciones 

estructurales y biológicas, incluyendo la proliferación celular, la diferenciación, la 

morfogénesis, la inflamación y la cicatrización de heridas (Meyer, 1958). El AH es 

abundante en la naturaleza, renovable y biocompatible, y además puede ser fácilmente 

modificado químicamente. El AH es escindido in vivo por enzimas hialuronidasas y es 

completamente reabsorbido a través de múltiples vías metabólicas. Por lo tanto, el AH 

ha sido ampliamente utilizado para diseñar matrices entrecruzadas con potenciales 

aplicaciones en la regeneración de tejidos, la liberación controlada de drogas o el 

crecimiento celular (Leach y col., 2003; Jia y col., 2006; Burdick y col., 2005; Khan y 

col.; 2009). El AH puede ser modificado a través de la incorporación de grupos 

entrecruzantes, tales como glutaraldehído, divinilsulfona, grupos tiol o derivados 

funcionales metacrilato para obtener una matriz entrecruzada (Leach y col., 2003; Jia y 

col., 2006; Ilgin y col., 2010). En el caso de los grupos funcionales metacrilato, la 

polimerización puede llevarse a cabo mediante iniciación por temperatura, redox o UV. 

El entrecruzamiento de una cadena de polímero a través de fotopolimerización ha sido 

explorado por muchos investigadores como una ruta conveniente para la gelificación in 

situ (Raemdonck y col., 2009). La fotopolimerización permite tanto el control espacial 

como temporal del entrecruzamiento y puede ser realizada a temperatura ambiente a 

diferencia del entrecruzamiento térmico. 

 

Figura 5.1: Estructura química del ácido hialurónico. 
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En este capítulo se estudia la síntesis de microgeles biodegradables monodispersos 

de AH para la encapsulación de fármacos hidrofóbicos mediante una estrategia basada 

en microfluídica. El enfoque se basa en: (i) la generación de una nanoemulsión primaria 

aceite/agua (O/W) por el método de ultrasonicación, (ii) la formación de una doble 

emulsión aceite/agua/aceite (O/W/O) mediante el empleo de un dispositivo de 

microfluídica, y (iii) entrecruzamiento de los microgeles por fotopolimerización de los 

precursores de AH modificados con grupos metacrilatos (AH-MA) presentes en la fase 

acuosa de las microgotas. El procedimiento se utiliza para la encapsulación y liberación 

controlada de progesterona. Se realizan estudios de degradabilidad y 

encapsulación/liberación en buffer PBS a 37 °C en presencia de diferentes 

concentraciones de hialuronidasas. Los resultados obtenidos en este capítulo fueron 

publicados en una revista científica internacional [Busatto y col. (2017), “Oil-in-

microgel strategy for enzymatic-triggered release of hydrophobic drugs”, Journal of 

Colloid and Interface Science 493, 356-364]. 
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5.2 Trabajo experimental 

5.2.1 Materiales 

Todos los reactivos se adquirieron de Sigma-Aldrich y se utilizaron sin purificación 

adicional: anhídrido metacrílico (AMA), N,N-dimetilformamida (DMF), etanol, n-

hexadecano (HD), octadeciltriclorosilano (OTS), cloroformo, tolueno, hexano, aceite de 

soja, monooleato de sorbitán (Span 80), polisorbato 80 (Tween 80), hialuronidasa de 

testículo bovino (tipo I-S), N,N'-metilenbisacrilamida (BIS), caseinato de sodio (CS), 1-

[4-(2- hidroxietoxi) fenil]-2-hidroxi-2-metil-1-propanol-1-ona (Irgacure 2959), n-

isopropilacrilamida (NIPAm), progesterona y solución de buffer fosfato (PBS). El ácido 

hialurónico ( wM  = 60000 g mol-1) se adquirió de Lifecore (USA). 

5.2.2 Metodología 

5.2.2.a Síntesis del ácido hialurónico metacrilado (AH-MA) 

La síntesis del ácido hialurónico modificado con grupos metacrilatos se llevó a cabo 

según el procedimiento reportado por Hachet y col (2012). Brevemente, se solubilizó 1 

g de ácido hialurónico (2% p/p) a temperatura ambiente en agua ultrupura durante 4 

horas. Luego se añadió DMF gota a gota a la solución (hasta alcanzar una relación 

volumétrica 3:2 agua-DMF) y la mezcla se enfrió a 4 ºC. A continuación, se adicionó 

AMA (1 equivalente molar con respecto a los moles de la unidad repetitiva de AH) gota 

a gota manteniendo el pH de la solución entre 8 y 9 durante 4 horas mediante la adición 

de NaOH 0,5 M. La reacción se llevó a cabo durante la noche y a continuación, se 

añadió una solución de NaCl 0,5 M a la mezcla. El polímero se precipitó mediante la 

adición de etanol, empleando una relación volumétrica 2:3 agua-etanol. Luego de la 

eliminación del sobrenadante, el precipitado se lavó sucesivamente con mezclas de 

agua-etanol con relaciones volumétricas de 3:7, 1:4 y 1:9. El precipitado final se 

disolvió en agua ultrapura y se purificó por diálisis en agua ultrupura por un período de 

3 días. El producto purificado se recuperó por liofilización y se caracterizó por análisis 

de 1H-RMN. 
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Figura 5.2: Esquema de la reacción de síntesis del ácido hialurónico metacrilado. 

5.2.2.b Espectroscopía de resonancia magnética nuclear (1H-RMN). 

El grado de metacrilación (DM) se determinó a partir de espectros de 1H-NMR 

(espectrómetro Bruker 400 MHz) en D2O (C = 8 mg mL-1) a 80 °C mediante la 

integración digital de la señal correspondiente a los protones de los grupos metacrilatos 

a 6,4 o 6,7 ppm respecto a la señal de los protones anoméricos del AH a 5,1 y 5,3 ppm. 

La determinación se realizó a 80 °C con el fin de desplazar el pico de agua hacia 

desplazamientos químicos inferiores, evitando de esta manera su superposición con los 

picos correspondientes a los protones anoméricos del AH. 

5.2.2.c Preparación y caracterización de la emulsión primaria 

La fase acuosa de las emulsiones consistió en 2 mL de agua ultrapura conteniendo un 

agente tensioactivo, y la fase aceite consistió en hexadecano o aceite de girasol al 20% 

p/p. El tensioactivo utilizado fue Tween 80 o CS en diferentes concentraciones. 

Ocasionalmente se empleó una solución de Nile Red en hexadecano (con una 

concentración de 3,1 x 10-4 M) como fase aceite para permitir la inspección visual del 

compuesto hidrofóbico encapsulado. Las emulsiones se prepararon mediante 

ultrasonicación durante 20 min (1 min encendido y 1 min apagado), empleando un 

sonicador de sonda. La solución se enfrió en un baño de agua helada durante todo el 

proceso de sonicación. El diámetro promedio y la estabilidad de las emulsiones se 

estudiaron por la técnica de dispersión de luz dinámica empleando un equipo Zetasizer 

NanoZS Malvern Instruments operando con un láser de He-Ne a 173 °. 

5.2.2.d Preparación de los microgeles de AH-MA 

Para la preparación de los microgeles se utilizó un dispositivo de microfluídica con 

geometría “co-flow”. Como se muestra en la Fig. 5.3, el sistema se encuentra formado 
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por dos tubos capilares concéntricos de sílice fundida (denominados tubo 1 y tubo 2) y 

una unión en T. El tubo 1 (diámetro interior: 75 µm; diámetro exterior: 148 µm) 

asociado con un acoplador capilar (1/16’’, diámetro interior: 180 µm) se insertó dentro 

de la unión en T (1/16’’) a lo largo de su eje principal. Este tubo atraviesa la unión en T 

y finaliza en el centro del tubo 2 (diámetro interior: 250 µm; diámetro exterior: 356 

µm). La unión en T permite la inyección de la fase líquida dispersa en la fase continua. 

La superficie interior del tubo 2 se modificó con el fin de aumentar su hidrofobicidad. 

Para este efecto, se inyectaron 3 mL de una solución diluida de OTS en dodecano (1% 

p/p) a través del capilar de sílice a una velocidad de flujo de 6 mL h-1. A continuación, 

el capilar se lavó con una mezcla de 5 mL de tolueno y 5 mL de cloroformo. 

 
Figura 5.3: Dispositivo de microfluídica empleado para la preparación de los microgeles. 

 

Como fase continua se utilizó aceite de soja conteniendo 2% p/p de Span 80. Por 

separado, se disolvió el macrómero de AH-MA (3% p/p) en agua salina (0,2 M NaCl) 

conteniendo 0,2% p/p de fotoiniciador (Irgacure 2959), y eventualmente 2% p/p de BIS, 

y la solución se mezcló en volumenes iguales con la emulsión primaria para formar la 

fase dispersa. 

Alternativamente, se preparó una solución acuosa conteniendo 10% p/p de NIPAm y 

0,2% p/p de BIS. Esta solución se mezcló con la fase aceite (HD al 10% p/p 

conteniendo Nile Red) para preparar la emulsión. El fotoiniciador dihidrocloruro de 

2,2'-azobis (2-metilpropionamidina) diclorhidrato se añadió a la emulsión luego de su 
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preparación. La solución resultante se utilizó como fase dispersa en el dispositivo de 

microfluídica.  

Las fases dispersa y continua se inyectaron en el dispositivo de microfluídica 

utilizando bombas de jeringa y las velocidades de flujo fueron de 3 µL min-1 y 6 µL 

min-1, respectivamente. La polimerización se llevó a cabo colocando el dispositivo bajo 

una lámpara UV (Hamamatsu LC8, L9588-06). La irradiación UV (Ȝ = 300 a 450 nm, 

centrada en 365 µm) se dirigió a una ventana sin protección de 20 mm en el tubo 2, y el 

tiempo de irradiación fue de 6,5 segundos aproximadamente. La lámpara se utilizó al 

100% de su potencia. Los microgeles se separaron de la fase continua mediante 

centrifugación a 800 rpm durante 10 min y se lavaron dos veces en hexano y luego dos 

veces en agua ultrapura para eliminar el aceite remanente. La preparación de los 

microgeles se representa esquemáticamente en la Fig. 5.4. 

 

Figura 5.4: Representación esquemática de la obtención de los microgeles conteniendo nanogotas de 

aceite miediante microfluídica. 

5.2.2.e Estudios de degradación enzimática con hialuronidasas 

Se investigó la biodegradabilidad de los microgeles por la acción de enzimas 

hialuronidasas utilizando un microscopio óptico Leica (Leica DMI 600 B) acoplado con 

una cámara para la toma de imágenes. Los microgeles se observaron en una cámara de 

inmersión empleando una micropipeta para inmovilizar los microgeles por succión. La 

incubación se realizó a 37 °C en buffer PBS (pH = 7,4) conteniendo 300 UI mL-1 de 

hialuronidasas tipo I-S y 1% p/p de Tween 80. 
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5.2.2.f Encapsulación y liberación de progesterona 

Con el propósito de encapsular la hormona se utilizó una solución de progesterona en 

aceite de girasol (0,06 M) para preparar la emulsión primaria. Se investigó la liberación 

de la hormona provocada por la degradación enzimática de los microgeles empleando 

hialuronidasas. Para el ensayo se emplearon microgeles colectados durante 10 min en el 

dispositivo de microfluídica y se incubaron a 37 °C en presencia de diferentes 

concentraciones de hialuronidasas en 150 L de buffer PBS conteniendo 1% p/p de 

Tween 80. Se tomaron alícuotas de 20 L de la solución a diferentes tiempos y se 

mezclaron con 480 L de etanol. La concentración de progesterona se analizó por 

HPLC con detección UV por arreglo de diodos, a una longitud de onda de 254 nm. Se 

empleó metanol/agua (95:5) como fase móvil, a una velocidad de flujo de 1 mL min-1.  
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5.3 Resultados y discusión 

5.3.a Caracterización del macrómero de AH-MA 

El grado de metacrilación determinado por 1H-RMN fue de 10,56%. En la Fig. 5.5 se 

muestra el espectro de 1H-RMN del AH-MA. 
 

 
Figura 5.5: Espectro de 1H-RMN del AH-MA. 

 

5.3.b Preparación de los microgeles por microfluídica 

Las gotas de aceite de la emulsión primaria deben poseer un tamaño de al menos un 

orden de magnitud menor que las gotas de la doble emulsión para permitir su 

encapsulación. Por lo tanto, se prestó atención en generar gotas con el menor tamaño 

posible. Se utilizó un método de emulsión de alta energía para producir la nanoemulsión 

primaria aceite/agua (O1/W). Por simplicidad, se escogió la ultrasonicación. Sin 

embargo, esta técnica podría reemplazarse por la homogeneización a alta presión si se 

utilizan moléculas frágiles. Se prepararon un primer conjunto de nanoemulsiones 

utilizando hexadecano como fase dispersa (10% p/p) y Tween 80 como agente 

tensioactivo en la fase acuosa (5% p/p). Inmediatamente después de la preparación, el 

diámetro medio de las gotitas de hexadecano en solución acuosa fue de 140 nm y el 

índice de polidispersidad fue cercano a 0,22 (Fig. 5.6). El tamaño de las gotitas aumentó 
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y alcanzó un valor estable de 180 nm después de 1 día. Al mismo tiempo, el índice de 

polidispersidad disminuyó de 0,22 a 0,1. Esta tendencia sugiere que la emulsión 

experimentó el proceso maduración de Oswald, es decir, la difusión de las gotas 

pequeñas hacia las más grandes debido a la diferencia de presión de Laplace. Con el 

tiempo, la distribución del tamaño se torna más estrecha y la difusión disminuye. 

Después de un día, el tamaño permanece constante. 

    

 

Figura 5.6: Características de la emulsión O1/W (O1= hexadecano, W= solución acuosa de Tween 80): 

a) Evolución del diámetro medio de gota; b) Evolución del índice de polidispersidad. 

 

Luego de 1 día de preparación, la nanoemulsión O1/W se mezcló con la solución que 

contiene los precursores entrecruzables de AH. Este último componente se añadió 

posteriormente a la preparación de la emulsión por dos razones principales: en primer 

lugar debido a que aumenta la viscosidad de la solución, lo cual puede cambiar las 

condiciones de emulsificación; en segundo lugar, las moléculas de AH son frágiles y 

pueden degradarse bajo ultrasonicación (Kubo y col., 1993). La concentración de los 

macrómeros de AH-MA en la fase acuosa continua de la nanoemulsión fue de 15 g L-1. 

También se introdujo un fotoiniciador en la solución. Se utilizó Irgacure 2959 como 

fotoiniciador por su conocida biocompatibilidad con las células (Bryant y col., 2000). 

Las condiciones para preparar los microgeles a partir de los precursores de AH-MA 

se ensayaron por separado, en ausencia de la nanoemulsión O1/W. La fase acuosa que 

contiene los macrómeros y el fotoiniciador se introdujo directamente en el dispositivo 

de microfluídica utilizando una bomba de jeringa y se emulsionó en la fase continua de 

aceite de soja conteniendo Span 80. Los caudales de las fases dispersa y continua fueron 

de 3 ȝL min-1 y 6 ȝL min-1, respectivamente. En estas condiciones, las gotas se 
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400 µm 

a) 

produjeron una por una en un régimen de compresión, es decir, un régimen en el que las 

gotas son comprimidas por el capilar y se deforman (Fu y col., 2010). Después de la 

irradiación, las gotas se recogieron en un vial. Como era de esperar, en ausencia de 

precursor fotopolimerizable o de fotoiniciador, las gotas eran inestables y se produjo 

separación de fases. En presencia de AH-MA y del fotoiniciador, se observaron 

partículas acuosas en el fondo del vial y no se observó agregación de partículas. Los 

microgeles obtenidos fueron monodispersos y con forma alargada (Fig. 5.7). También 

se obtuvo una forma similar con una matriz de pNIPAM, en la que el AH-MA se 

reemplazó por una mezcla de NIPAM (10% p/p) y BIS (0,2% p/p) (Fig. 5.8a y b). Esto 

significa que el cambio de la relación de viscosidad entre la fase dispersa y la fase 

continua no alteró significativamente la forma de las gotas. Note que la solución 

NIPAM tiene una viscosidad próxima a la del agua, mientras que una solución de HA-

MA a una concentración de 15 g L-1 tiene una viscosidad 15 veces mayor. 

 
 

 

 

 

 

       

Figura 5.7: Microgeles de AH-MA preparados sin la nanoemulsión O1/W. 

  

La encapsulación de nanogotas de aceite se optimizó en primera instancia con el 

sistema de pNIPAM. La fase acuosa fue reemplazada por la nanoemulsión conteniendo 

los precursores polimerizables. Los microgeles compuestos se obtuvieron con éxito, 

como lo demuestra su estructura interna heterogénea (Fig. 5.8c). Las nanogotas de 

aceite encapsuladas no pudieron ser observadas directamente por microscopía óptica 

debido a que su tamaño se encuentra por debajo de los 200 nm. A efectos de 

inspeccionar visualmente el proceso de encapsulación, se incorporó Nile Red en la fase 
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aceite antes de la emulsificación. Sin embargo, no se pudo observar fluorescencia en el 

interior de los microgeles para estos primeros ensayos (Fig. 5.8d).  

   

   

Figura 5.8: a) y b) Microgeles de pNIPAM sin la nanoemulsión interna; c) y d) Microgeles de pNIPAM 

que contienen gotitas de aceite: c) Imágenes ópticas; d) Imágenes de fluorescencia. 

A partir de los resultados obtenidos, en primer lugar se planteó la hipótesis de 

fotoblanqueo debido a la irradiación UV, pero la misma se descartó mediante un 

experimento de control en el que la fase aceite que contenía Nile Red se irradió en 

condiciones similares. Posteriormente se planteó la hipótesis de que el colorante podría 

ser transportado desde la fase aceite interna O1 hacia la fase aceite externa O2 durante 

el proceso de preparación de los microgeles. Esto podría llevarse a cabo mediante la 

difusión mediada por micelas y/o por permeación a través de la película de agente 

tensoactivo de las nanogotas internas situadas en la superficie de la microgota acuosa 

(Pays y col., 2002). Para resolver este problema se limitó la cantidad en exceso de 

agente tensoactivo, disminuyendo su concentración en la emulsión primaria a 2 y 1% 

p/p. Se observó un incremento en la fluorescencia interna de los microgeles, lo que 
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confirmó la hipótesis planteada. Sin embargo, la fluorescencia fue muy baja. Por lo 

tanto, se reemplazó el agente tensoactivo de bajo peso molecular por uno de alto peso 

molecular, respetando los criterios de biocompatibilidad. La presencia de grandes 

moléculas en la interfaz  de las gotas internas podría reducir la difusión del colorante, ya 

sea modificando la permeabilidad de la interfaz o disminuyendo el número de micelas 

que podrían transportar el colorante. A este efecto, se eligió al caseinato de sodio para 

reemplazar al Tween 80. Esta vez, las nanogotas de la emulsión fueron ligeramente más 

grandes (350 nm) y se mantuvieron estables con el tiempo. Luego de la polimerización 

del pNIPAM en las gotas acuosas, se obtuvieron microgeles fluorescentes (Fig. 5.9). 

 

   

    

Figura 5.9: Microgeles de pNIPAM que contienen la emulsión preparada con 1% p p-1 de caseinato de 

sodio: a) y b) Imágenes ópticas; c) y d) Imágenes de fluorescencia. 

Esta estrategia optimizada se aplicó a los microgeles basados en AH-MA. Cuando la 

nanoemulsión se mezcló con la solución acuosa que contiene los macrómeros de AH-

MA, incluso aumentando el contenido de grupos metacrilatos, se obtuvieron microgeles 
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compuestos pero el tamaño de las gotitas internas fue mayor que su tamaño inicial, lo 

cual significa que la estabilidad de la emulsión interna no fue mantenida (Fig. 5.10). 

Esto podría deberse a que la mayor viscosidad de la mezcla dificulta la polimerización, 

resultando en un mayor hinchamiento de los microgeles. La adición de un agente 

entrecruzante (BIS al 1% p/p) a la fase dispersa permitió la obtención de estructuras 

homogéneas, con fluorescencia distribuida de forma relativamente homogénea (Fig. 

5.11). Las gotas internas no se resolvieron ópticamente, lo que indica que mantuvieron 

su tamaño inicial. 

 

    

Figura 5.10: Microgeles de AH-MA preparados con AH-MA con un grado de metacrilación del 20% sin 

la adición de agente de entrecruzamiento y hexadecano conteniendo Nile Red como fase aceite: a) 

Imágenes ópticas; b) Imágenes de fluorescencia. 

 

    
Figura 5.11: Microgeles de AH-MA preparados con BIS y hexadecano conteniendo Nile Red como fase 

aceite: a) Imágenes ópticas; b) Imágenes de fluorescencia. 
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5.3.c Estudios de degradación enzimática con hialuronidasas 

La biodegradabilidad de los microgeles de AH-MA preparados con BIS como agente 

entrecruzante y Nile Red como compuesto encapsulado, se investigó por degradación 

enzimática con hialuronidasas (Fig. 5.12). Los microgeles se incubaron a 37 °C en 

buffer PBS (pH = 7,4) conteniendo 1% p/p de Tween 80, en presencia de 300 UI mL-1 

de hialuronidasas. 

 

 

Figura 5.12: Degradación enzimática de un único microgel de AH-MA en el tiempo: a) Transmisión, b) 

Fluorescencia. La barra de escala es de 200 ȝm. 

Como se muestra en la Fig. 5.12, la degradación enzimática de la matriz polimérica se 

produce en un período de 21 minutos aproximadamente. La forma del microgel se 

pierde progresivamente y simultáneamente aparecen pequeñas gotas en su superficie, 
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que difunden rápidamente. Se observa la aparición de una mayor cantidad de gotas en la 

superficie a medida que la forma del microgel se desvanece. Este escenario es muy 

similar a la disolución de las tabletas efervescentes de aspirina, excepto que las burbujas 

de gas son reemplazadas por pequeñas gotas de aceite. 

5.3.d Aplicación de los microgeles a la encapsulación y liberación controlada de 

progesterona 

Con el fin de utilizar compuestos biocompatibles para la encapsulación de la 

hormona, se sustituyó el hexadecano por aceite de girasol conteniendo la progesterona 

(0,06 M) durante la preparación de la emulsión primaria. El diámetro medio de las gotas 

de aceite de girasol en solución acuosa fue de 54 nm y el índice de polidispersidad fue 

cercano a 0,37 (Fig. 5.13). El tamaño de las gotitas de aceite y la polidispersidad 

permanecieron constantes a lo largo del tiempo.  

 
Figura 5.13: Características de la emulsión preparada con aceite de girasol conteniendo progesterona: a) 

Evolución del diámetro medio de gota; b) Evolución del índice de polidispersidad. 

Las imágenes ópticas de los microgeles de AH-MA que contienen esta emulsión se 

muestran en la Fig. 5.14. La imagen sugiere que las gotitas individuales de aceite fueron 

encapsuladas, retenidas y distribuidas uniformemente dentro de la red de hidrogel de las 

partículas. 
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Figura 5.14: Imágenes de microscopía óptica de microgeles de AH-MA preparados con BIS y aceite de 

girasol conteniedo progesterona. La barra de escala es de 250 ȝm. 

 

Se evaluó el potencial de estos microgeles para ser utilizados como sistemas de 

administración de fármacos. La Fig. 5.15 muestra imágenes tomadas en diferentes 

momentos durante el ensayo de liberación en presencia de diferentes concentraciones de 

hialuronidasas.  

 

Figura 5.15: Fotografías del experimento de liberación de progesterona a partir de microgeles de AH-

MA en presencia de hialuronidasas. Cada imagen presenta una solución con microgeles que contienen 

100 UI mL-1 de enzima (vial izquierdo) y 300 UI mL-1 de enzima (vial derecho). 

 

Los experimentos de liberación se realizaron en una colección de microgeles. Dado 

que las partículas poseen gotitas de aceite en su interior, su densidad es menor que la de 
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la fase acuosa y se encuentran flotando en la parte superior de la suspensión. 

Inicialmente el medio de liberación es claro, y a medida que tiene lugar la degradación 

de la matriz de AH se observa turbidez en el medio, indicando que las nanogotas de 

aceite invadieron esta parte de la solución. Debido a su tamaño pequeño, las gotas de 

aceite pueden difundir fácilmente en todo el volumen. Para los microgeles expuestos a 

una concentración de 300 UI mL-1, el proceso de degradación empieza a ser 

macroscópicamente visible luego de 3 horas de ensayo, mientras que para microgeles 

expuestos a una concentración de 100 UI mL-1, esta situación es visible después de 8 

horas. Como era de esperar, no se observó la liberación de las nanogotas de aceite en la 

prueba control realizada en ausencia de enzima en el período estudiado. 

La liberación de progesterona en respuesta a la degradación se analizó 

cuantitativamente por HPLC (Fig. 5.16). Los microgeles expuestos a una concentración 

de 300 UI mL-1 liberaron su carga en 1 día, mientras que los expuestos a una 

concentración de 100 UI mL-1 liberaron su carga en más de 2 días. En ambos casos, se 

observó una liberación de progesterona de aproximadamente 80%. Se realizaron análisis 

cuantitativos adicionales para evaluar la influencia del transporte del compuesto en la 

fase oleosa continua durante la preparación de microgeles. Se estimó que la pérdida de 

compuesto por transferencia hacia la fase continua fue de aproximadamente 6%, 

mientras que pueden producirse pérdidas adicionales durante las etapas de lavado y 

redispersión. 

 
Figura 5.16: Efecto de la degradación enzimática sobre la liberación de progesterona a partir de los 

microgeles de AH-MA. 

 



   119 

5.4 Conclusiones 

La microfluídica proporciona una vía eficaz para la preparación de microgeles 

biodegradables de ácido hialurónico, que permiten la encapsulación y liberación de 

progesterona luego de la degradación enzimática. Aunque las micropartículas basadas 

en hidrogeles presentan gran interés como sistemas biocompatibles de administración 

de fármacos, su limitación a menudo reside en su escasa capacidad para encapsular 

fármacos hidrofóbicos. El método descrito permite la incorporación de una 

nanoemulsión de aceite conteniendo la droga en el interior de microgeles hidrofílicos, lo 

cual se logra mediante la formación de una doble emulsión aceite/agua/aceite, donde la 

fase acuosa se convierte posteriormente en la fase gel. La microfluídica ofrece un 

control preciso para la formación de una emulsión doble y permite la fotopolimerización 

en línea de los microgeles. Se empleó la degradación enzimática de los microgeles para 

provocar la liberación de las nanogotas de aceite cargadas con progesterona. En 

particular, se demostró que la enzima hialuronidasa, que está presente in vivo, puede 

provocar la liberación con una cinética dependiente de la concentración. Esta 

metodología es general y puede aplicarse a una amplia gama de fármacos hidrofóbicos. 

Dependiendo de la aplicación, la cinética de liberación requerida y la cantidad de 

fármaco liberado serán diferentes. Esos parámetros pueden ajustarse fácilmente a través 

de una elección apropiada del sitio de la inyección, ya que la cantidad de hialuronidasa 

varía en el cuerpo, pero también a través del control apropiado de la estructura del 

microgel. El procedimiento de síntesis puede optimizarse para producir partículas con 

características físico-químicas y estructurales preespecificadas (tamaño de microgeles y 

gotas, concentración de gotas, grado de entrecruzamiento de la matriz, composición 

química) para conseguir un perfil de liberación de fármaco deseado. 
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Capítulo 6 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Micropartículas de quitosano entrecruzadas 

con TPP para la liberación controlada de 
progesterona 
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6.1 Introducción 

6.1.a Quitosano 

El quitosano es un polisacárido lineal obtenido por desacetilación química de la 

quitina,  la cual es el segundo polisacárido más abundante en la naturaleza luego de la 

celulosa (Kumar y col., 2004). La quitina es el componente estructural del exoesqueleto 

de crustáceos e insectos, y de la pared celular de algunos hongos.  
 

 

 
Figura 6.1: Estructura química de la quitina (a) y del quitosano (b). 

 

El quitosano es un polisacárido compuesto de unidades de glucosamina y N-acetil-

glucosamina distribuidas al azar. La obtención de quitosano a partir de la quitina se 

realiza a través de un proceso de desacetilación parcial alcalina. La reacción de 

desacetilación involucra la pérdida del grupo acetilo del grupo amida del carbono 2, 

dando lugar a un grupo amino en esa posición. La desacetilación completa de la quitina 

produce un material totalmente soluble en medio ácido conocido como quitano; sin 

embargo, cuando la desacetilación es incompleta se crea una mezcla de cadenas que 

tienen distintas proporciones de unidades 2-acetoamida-2-deoxi-β-D-glucosa y 2-amida-

2-deoxi-β-D-glucosa unidas por enlaces glucosídicos β-1,4. La relación de estas 

unidades depende de las condiciones de reacción y genera materiales con distintas 

propiedades (Lárez Velásquez, 2003). La presencia de grupos amino permite la 

disolución del quitosano en soluciones acuosas de ácidos (ácido fórmico, acético, 

cítrico, láctico, clorhídrico, sulfúrico) por medio de la protonación de esos grupos. La 

carga positiva de los grupos amino aumenta la capacidad hidrofílica del quitosano. 

Debido a que el pKa del grupo amino en el quitosano es 6,5, el polímero se encuentra 

cargado positivamente en soluciones ácidas diluidas (actuando como un policatión), por 

lo que podrá formar complejos electroestáticos con especies cargadas negativamente 

tales como proteínas, polielectrolitos aniónicos, aniones de bajo peso molecular y 

drogas (Neto y col., 2005; Kurita, 2006). 

a) b) 
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6.1.b Micropartículas de quitosano aplicadas a la liberación controlada de drogas 

Debido a sus excelentes propiedades, tales como biocompatibilidad, 

biodegradabilidad y bajo costo, el quitosano ha sido empleado en una variedad de 

aplicaciones biomédicas, incluyendo sistemas de liberación controlada de fármacos 

(Patel y Patel, 2014; Islam y col., 2012; Barakat and Almurshedi, 2011; Mitra y Dey, 

2011; Guliyeva y col. 2006; Ko y col., 2002). Se han descrito varios métodos para la 

obtención de micropartículas de quitosano, tales como coacervación compleja, secado 

por atomización, gelificación iónica, entrecruzamiento químico y térmico, técnicas 

basadas en emulsión, entre otros (Tao y col., 2013; Aggarwal y Pahuja, 2013; 

Phromsopha y Baimark, 2010; Basu y col., 2010; Roy y col., 2009, Sinha y col. 2004). 

Entre los métodos mencionados para la preparación de micropartículas, el secado por 

atomización presenta diversas ventajas, tales como reproducibilidad, rapidez y fácil 

escalamiento (Liu y col., 2011). Mediante la selección de los parámetros de preparación 

apropiados es posible obtener micropartículas esféricas y con una distribución de 

tamaños estrecha (Esposito y col., 2000). 

Se han preparado microesferas de quitosano entrecruzadas con el fin de controlar la 

velocidad de liberación de principios activos. Para este fin, se han empleando 

comúnmente diferentes agentes de entrecruzamiento químico, tales como glutaraldehído 

y formaldehído (Ofokansi y col., 2013; Thakkar y Murthy, 2008). Sin embargo, estos 

agentes de entrecruzamiento pueden inducir toxicidad y otros efectos indeseables 

debido a su naturaleza tóxica (Niknejad y Mahmoudzadeh, 2015; Kim y col., 2014). 

Como alternativa, es posible utilizar el entrecruzamiento físico por interacción 

electrostática (Cho y col., 2014; Walke y col., 2015; Desai y Park, 2005). El 

tripolifosfato (TPP) es un polianión no tóxico que puede interactuar con el quitosano 

mediante fuerzas electrostáticas entre las cargas negativas del agente entrecruzante y los 

grupos cargados positivamente del quitosano, para formar redes entrecruzadas iónicas 

(Stulzer y col., 2009; Barakat y Almurshedi, 2011; Shu y Zhu, 2001). 

Hasta el momento, sólo se ha descrito una metodología para la preparación de 

micropartículas de quitosano para la liberación controlada de progesterona (Jameela y 

col., 1998). En este trabajo, los autores prepararon micropartículas mediante el método 

de emulsión agua/aceite utilizando glurataldehído como agente entrecruzante, y se 

ovtuvieron eficiencias de encapsulación de aproximadamente 35-40%. Los autores 

encontraron que la liberación de progesterona a pH 7,4 fue más lenta a medida que se 
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incrementaba el contenido de glutaraldehído. Además, observaron que la liberación fue 

más lenta a medida que aumentaba el tamaño de las micropartículas.  

 

En este capítulo se investiga la preparación de micropartículas de quitosano para la 

encapsulación y liberación controlada de progesterona, utilizando TPP como agente 

entrecruzante. Las micropartículas se prepararon por el método de secado por 

atomización. Se estudió el efecto de las variables de formulación (concentración de 

agente entrecruzante, de quitosano y de surfactante, carga de droga) sobre las 

características finales de las partículas, tales como tamaño medio, morfología y 

eficiencia de encapsulación. Además, las micropartículas se caracterizaron mediante las 

siguientes técnicas: DSC para determinar el estado físico de la droga en el interior de la 

matriz polimérica, FT-IR para investigar la presencia de interacciones entre el quitosano 

y el agente entrecruzante, microscopía óptoca y SEM para estudiar la morfología de las 

partículas y mediciones de potencial Z para determinar la carga de las partículas y la 

estabilidad de las suspensiones. Finalmente, se realizaron ensayos de liberación in vitro 

de progesterona a partir de las micropartículas de quitosano entrecruzadas y no 

entrecruzadas en diferentes medios de liberación. Los resultados obtenidos en este 

capítulo fueron enviados para su publicación en una revista científica internacional 

[Helbling, Busatto y col. (2017), “Preparation of TPP-crosslinked chitosan 

microparticles by spray drying for the controlled delivery of progesterone intended for 

estrus synchronization in cattle”, Pharmaceutical Research]. 
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6.2 Trabajo experimental 

6.2.1 Materiales 

Quitosano [Eastar Holding Group (Dong Chen) Co. Ltd.], progesterona (99,2%, 

Farmabase), tripolifosfato de sodio (TPP, 85%, Sigma-Aldrich), polisorbato 80 (Tween 

80, Anedra), ácido acético glacial (Cicarelli), hidróxido de sodio (NaOH, Cicarelli), 

ácido clorhídrico (HCl, Anedra), etanol absoluto (Cicarelli), acetato de sodio anhidro 

(Cicarelli), tetrahidrofurano grado HPLC (THF, Merck), metanol grado HPLC (Merck), 

hidrógenofosfato de sodio (Na2HPO4, Anedra) y dihidrogenofosfato de potasio 

(KH2PO4, Anedra). Todas las soluciones acuosas se prepararon con agua ultra pura. 

6.2.2 Metodología 

6.2.2.1 Determinación de la solubilidad de la progesterona en soluciones de 

quitosano 

Se prepararon soluciones de quitosano (1-2% p/v) disolviendo el polímero en una 

solución de ácido acético al 1% v/v. Se añadió Tween 80 en diferentes concentraciones 

(0-10% p/v) y la solución se agitó durante 1 h. A continuación, se dispersó un exceso de 

progesterona en la solución y se sonicó durante 1 min. La dispersión resultante se 

mantuvo a temperatura ambiente bajo agitación magnética a 100 rpm durante 48 h. 

Posteriormente, las soluciones se filtraron con una membrana de microfiltración de 0,45 

ȝm (Microclar®, Argentina) para eliminar el exceso de hormona no disuelta y se añadió 

una gota de NaOH 5 M para precipitar el polímero. Luego de centrifugar a 2000 rpm 

durante 2 min, se descartó el precipitado y se midió la concentración de progesterona en 

el sobrenadante por la técnica de HPLC detallada en la sección 6.2.2.4h. El ensayo se 

realizó por triplicado. 

6.2.2.2 Caracterización del quitosano 

6.2.2.2.a Determinación del grado de desacetilación del quitosano 

El grado de desacetilación (GD) del quitosano se determinó mediante una técnica de 

titulación conductimétrica. Brevemente, se disolvieron 0,2 g de quitosano en 40 mL de 

ácido clorhídrico (0,054 mol L-1). Esta solución se tituló con una solución de hidróxido 

de sodio (0,165 mol L-1) a 25 ºC bajo agitación magnética, empleando un titulador 
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conductimétrico/potenciométrico automático AT-510 (Kem). La solución de hidróxido 

de sodio se añadió en alícuotas de 0,2 mL cada 20 s y se registró la conductancia de la 

solución. Los valores de conductividad en función del volumen añadido de NaOH se 

representaron gráficamente y se determinaron los puntos de equivalencia. El grado de 

desacetilación del quitosano se calculó usando la siguiente ecuación: 

2 1161 [NaOH] ( )
(%)

V V
GD

m


                                                                                      (6.1) 

donde [NaOH] es la concentración de la solución de NaOH (mol L-1), V1 y V2 

representan el volumen de NaOH (mL) añadido durante la titulación para alcanzar los 

correspondientes puntos de equivalencia, 161 es la masa molar de la unidad repetitiva 

del quitosano (C6H11O4N) y m es la masa de quitosano (mg). Las mediciones se 

realizaron por triplicado. 

6.2.2.2.b Pesos moleculares 

El peso molecular medio en peso ( wM ) del quitosano y de las micropartículas luego 

de su preparación se determinó por SEC. Se disolvió una masa conocida de muestra en 

ácido acético y se sonicó durante 5 h, luego la solución se diluyó con fase móvil y se 

filtró previamente a su inyección. Se utilizó una bomba binaria Waters 1525, un 

conjunto de 5 columnas Waters Ultrahydrogel (7,8 mm x 300 mm, tamaños de poro: 

120, 250, 500, 1000 y 2000 Å) y un detector de índice de refracción Waters 2414. Se 

empleó buffer acético/acetato (50 mM, pH 4,5) como fase móvil con un caudal de 0,8 

mL min-1. Todas las determinaciones se realizaron a 25 ºC. Para la calibración se 

utilizaron estándares de Pululanos (Shodex P-82, Showa Denko). 

6.2.2.3 Preparación de las micropartículas de quitosano 

Las micropartículas de quitosano se prepararon por el método de secado por 

atomización. En primer lugar, se preparó una solución de quitosano (1-2% p/v) 

disolviendo el polímero en una solución de ácido acético al 1% v/v. A continuación, se 

dispersó la progesterona (0-20% p/p) en la solución de quitosano. Se emplearon varias 

concentraciones de Tween 80 (0-1% p/v) con el objetivo de aumentar la solubilidad de 

la progesterona y la estabilidad de la dispersión. El sistema se agitó a diferentes 

velocidades (4000-8000 rpm) usando un homogeneizador Ultra-Turrax T25D (IKA, 

Alemania). Luego de la homogeneización, se añadieron diferentes cantidades de TPP 
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(0,0-0,5 g g-1) gota a gota y se agitó durante 30 min a diferentes velocidades (4000-8000 

rpm). Posteriormente, la dispersión se bombeó al secador por atomización ADL311 

(Yamato, Japón) empleando una bomba peristáltica. Para la atomización se utilizó una 

boquilla estándar de 0,406 mm. Se evaluaron varias condiciones experimentales, tales 

como el caudal de la solución de polímero (1.5-5.8 mL min-1) y el caudal de aire de 

secado (0.02-0.19 m3 min-1). La presión de aire de atomización fue de 0,15 MPa. Las 

micropartículas secas se recogieron en un recipiente contenedor y se almacenaron a 

temperatura ambiente hasta futuros ensayos. 

6.2.2.4 Caracterización de las micropartículas 

6.2.2.4.a Morfología de las partículas 

La morfología de las micropartículas se estudió mediante SEM. Las muestras se 

colocaron sobre un taco de aluminio y se recubrieron con oro bajo atmósfera de argón 

(SPI Supplies, 12157-AX) en condiciones suaves (dos pulverizaciones de 40 s cada una 

con una intensidad de 15 mA). La morfología de micropartículas se examinó utilizando 

un voltaje de aceleración de 20 kV en un microscopio JEOL JSM-35C (JEOL, Japón) 

equipado con el programa de adquisición de imágenes JEOL SemAfore. 

6.2.2.4.b Determinación del tamaño de partícula 

Las micropartículas se resuspendieron en alcohol isopropílico y se observaron en un 

microscopio óptico (DM 2500M, Leica, Alemania) con una cámara acoplada LEICA 

DFC 290 HD. El diámetro medio y el grado de esfericidad de las micropartículas se 

determinaron a partir de las micrografías usando un programa de procesamiento de 

imágenes. Se midieron aproximadamente 300 partículas para cada formulación. El 

grado de esfericidad se determinó mediante la relación de aspecto (RA), que puede 

calcularse mediante la siguiente expresión:  

,min

,máx

Feret

Feret

d
RA

d
                                                                                                              (6.2) 

donde dFeret, min es el diámetro mínimo de Feret (la distancia más corta) y dFeret, máx es el 

diámetro máximo de Feret (la distancia más larga). 
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6.2.2.4.c Mediciones de potencial Z 

Las micropartículas se resuspendieron en buffer acético/acetato 1 mM pH 4,0 y en 

buffer fosfato salino (PBS) 1 mM pH 7,4. El pH final de las soluciones se ajustó 

mediante la adición de gotas de solución de NaOH 0,5 M. El potencial Z se determinó 

en estas dos condiciones por dispersión de luz electroforética usando un Zetasizer Nano-

ZS (Malvern Instruments, Inglaterra). Las muestras se inyectaron en celdas capilares 

plegadas y se determinó el potencial Z midiendo la dirección y la velocidad del 

movimiento de micropartículas en un campo eléctrico definido. Las mediciones se 

realizaron por triplicado. 

6.2.2.4.d Espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier 

Se utilizó la espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier (FT-IR) con el fin 

de investigar las interacciones entre el quitosano y el TPP. Aproximadamente 2 mg de 

muestra y 50 mg de KBr se secaron durante 24 h a 30-40 ºC y 105 ºC, respectivamente. 

Los sólidos se mezclaron con un mortero y la mezcla se compactó empleando una 

prensa hidráulica a una presión de 4-6 toneladas durante 3 min. Los discos obtenidos se 

acondicionaron en un desecador y los espectros FT-IR se registraron utilizando un 

espectrofotómetro IR (FTIR-8201PC, Shimadzu, Japón) en el intervalo de 400-4000 

cm-1 con una resolución de 4 cm-1 y 40 scans por espectro. 

6.2.2.4.e Calorimetría diferencial de barrido (DSC) 

Los análisis térmicos de las muestras se realizaron utilizando un calorímetro 

diferencial de barrido (Mettler 821-E, Mettler-Toledo). Las muestras (3-5 mg) se 

sellaron herméticamente en recipientes de aluminio. Como material de referencia se 

utilizó un recipiente de aluminio vacío. Las muestras se analizaron a una velocidad de 

calentamiento de 10 ºC min-1, de 0 a 250 ºC, bajo flujo de nitrógeno (20 mL min-1). 

6.2.2.4.f Eficiencia de encapsulación 

Se dispersaron aproximadamente 5 mg de micropartículas en 25 mL de etanol y se 

agitaron a 50 rpm durante 24 h para extraer la hormona. A continuación, las muestras se 

centrifugaron a 2000 rpm durante 2 min, se descartó el precipitado y se midió la 

concentración de progesterona en el sobrenadante mediante la técnica de HPLC 
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detallada en la sección 6.2.2.4.h. El ensayo se realizó por triplicado. La eficiencia de 

encapsulación (EE) se calculó de la siguiente manera: 

experimental100
teórica

C
EE

C
                                                                                                     (6.3) 

donde Cexperimental y Cteórica son la carga experimental y teórica de progesterona en las 

micropartículas, respectivamente. 

6.2.2.4.g Ensayos de liberación in vitro 

Se realizó un estudio preliminar para determinar las condiciones óptimas de los 

ensayos de liberación in vitro. Aproximadamente 20 mg de micropartículas se 

dispersaron en 100 mL de buffer fosfato 1 mM pH 7,4 conteniendo Tween 80 al 1% p/v 

y se mantuvieron a 37 ºC bajo agitación orbital a 50 rpm. Se incluyó Tween 80 en el 

medio de liberación para aumentar la solubilidad de la hormona, asegurando sink 

conditions. En diferentes momentos, se tomaron alícuotas de 5 mL y se reemplazaron 

con un volumen igual de medio de liberación nuevo para mantener un volumen 

constante. La concentración de progesterona en cada alícuota se midió por el método de 

HPLC detallado en la sección 6.2.2.4.h. Los ensayos se realizaron por triplicado. Se 

evaluaron cuatro condiciones diferentes relacionadas con la dispersión inicial y el 

muestreo: (a) Las micropartículas se sonicaron a tiempo inicial y se centrifugaron antes 

del muestreo; (b) Las micropartículas se sonicaron a tiempo inicial y no se centrifugaron 

antes del muestreo; (c) Las micropartículas no fueron sonicadas ni centrifugadas; (d) 

Las micropartículas se introdujeron en una bolsa de diálisis. 

Luego de seleccionar las condiciones óptimas de liberación, se evaluó el efecto del 

contenido de TPP en las partículas y el pH del medio sobre la velocidad de liberación in 

vitro de progesterona a partir de las micropartículas de quitosano. Se emplearon dos 

buffers diferentes: (a) buffer fosfato 1 mM pH 7,4 conteniendo 1% p/v de Tween 80, y 

(b) buffer acético/acetato 1 mM pH 4,0 conteniendo 1% p/v de Tween 80. Los ensayos 

se realizaron por triplicado. Los datos se linearizaron tomando la raíz cuadrada del 

tiempo y las velocidades de liberación se calcularon a partir de la regresión lineal. 

6.2.2.4.h Cuantificación de progesterona mediante HPLC 

La concentración de progesterona en las muestras de liberación se analizó empleando 

un equipo de HPLC (Prominence LC20A, Shimadzu, Japón) equipado con una columna 
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ZORBAX® Eclipse XDB-C18 (tamaño de partícula de 5 m, 250 x 4,6 mm) a una 

longitud de onda de 254 nm. La fase móvil consistió en una mezcla de metanol y agua 

ultra pura (95:5 v/v), y el caudal fue de 1,0 mL min-1. La temperatura de la columna fue 

de 30 ºC para todas las determinaciones. El tiempo de elución de la progesterona 

obtenido en estas condiciones fue de 3,7 ± 0,2 min. 

6.2.2.5 Análisis teórico 

Se desarrolló un modelo farmacocinético para predecir la concentración plasmática de 

progesterona en animales. El modelo emplea dos tipos de parámetros para predecir los 

niveles de progesterona en plasma. Estos parámetros se obtienen a partir de la cinética 

de liberación in vitro y de la cinética del metabolismo in vivo del fármaco. 

La cinética de liberación in vitro se utilizó como una aproximación de la velocidad de 

administración in vivo dado que se presentan condiciones similares en ambas 

situaciones. En el cuerpo del animal, la hormona se consume continuamente 

manteniendo su concentración de tejido cercana a cero. De forma similar, la 

concentración de progesterona en el medio de liberación durante los ensayos in vitro es 

despreciable en comparación con su solubilidad debido al gran volumen de medio 

acuoso. Por lo tanto, existen gradientes de concentración similares en ambas 

situaciones. Dado que el gradiente de concentración es el factor principal que determina 

la velocidad de liberación, se supone que la velocidad de administración es similar en 

ambas situaciones y, por lo tanto, la cinética in vitro se puede utilizar como una 

aproximación de la administración in vivo. La cinética de liberación in vitro se modeló 

usando la hipótesis del frente de disolución-difusión. Este enfoque implica la formación 

de dos regiones dentro de las micropartículas cuando están expuestas a un entorno 

acuoso: una región donde las moléculas de progesterona disueltas y no disueltas están 

en equilibrio, y una segunda región donde solo se presentan las moléculas disueltas. La 

interfaz entre ambas regiones a menudo se denomina "frente móvil". Este frente avanza 

hacia el interior de las micropartículas con el tiempo. En la segunda región, la hormona 

difunde siguiendo la segunda ley de Fick hasta alcanzar la superficie de las 

micropartículas y posteriormente disolverse en el medio externo. Además, a medida que 

el frente se mueve hacia adentro, el fármaco se disuelve instantáneamente. Por lo tanto, 

se puede proponer el siguiente balance de masa: 
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donde Cx es la concentración de progesterona en plasma, Vx es el volumen total de 

distribución de la hormona, Vm es la velocidad máxima de metabolización, K es una 

constante que incluye los factores de interacción, y h es el coeficiente de Hill. Se 

informó un metabolismo de la progesterona catalizado por enzimas, que involucra sitios 

cooperativos de unión al sustrato que producen una curva de saturación sigmoidal que 

es descrita por la ecuación de Hill (Mariano y col., 2010). 

Finalmente, la concentración plasmática de progesterona en animales puede 

predecirse combinando ambos tipos de parámetros en una sola ecuación derivada de un 

balance de masa global: 

 
h

x 0 m x

h h
x x x

dC M V CdL 1
= -

dt V dt V K +C
                                                                                      (6.9) 

donde M0 es la masa inicial de progesterona inyectada. La Ec. 6.9 se implementó en una 

rutina MatLab® y se resolvió utilizando la función MatLab® ode23. El tiempo de 

cálculo típico fue menos de 1 minuto por simulación. 
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6.3 Resultados y discusión 

En primer lugar se caracterizó el quitosano mediante la determinación del grado de 

desacetilación y del peso molecular del polímero. Para determinar el grado de 

desacetilación se realizaron titulaciones conductimétricas de una solución de quitosano. 

En la Fig. 6.2 se muestra una curva de titulación, en la cual se pueden observar tres 

segmentos de rectas: el primer segmento (A-B) corresponde a la neutralización del HCl 

en exceso, el segundo segmento (B-C) corresponde a la neutralización de los grupos 

amonio del quitosano y el tercer segmento (C-D) al exceso de base. Los dos puntos de 

estequiometría se encuentran dados por la intersección de las tres rectas, y la diferencia 

de volumen añadido entre dichos puntos corresponde al volumen de base requerida para 

neutralizar los grupos amonio. El grado de desacetilación calculado fue de 92%. 

 
Figura 6.2: Curva de titulación conductimétrica del quitosano. 

En la Fig. 6.3 se muestra la DPM del quitosano obtenida por SEC. Los valores 

calculados de peso molecular promedio en número y en peso fueron de 26385 y 63973 g 

mol-1, respectivamente. El valor del índice de polidispersidad fue de 2,42. En la Fig. 6.3 

se muestra además la distribución de pesos moleculares de las microesferas de 

quitosano luego de su preparación. Los valores calculados de peso molecular promedio 

en número y en peso fueron de 24116 y 61008 g mol-1, respectivamente. El valor del 

índice de polidispersidad fue de 2,53. Al comparar ambas distribuciones, se puede 

observar un pequeño desplazamiento de la DPM de las microesferas de quitosano hacia 

menores valores de pesos moleculares respecto del quitosano original. A partir de este 
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resultado, se puede inferir que el proceso de síntesis de las microesferas no generó una 

degradación significativa del polímero.  

 

Figura 6.3: Distribuciones de pesos moleculares del quitosano y de las microesferas de quitosano. 

El proceso de secado por atomización se ve afectado por diferentes variables 

operacionales, tales como la temperatura de entrada, el caudal de la solución de 

polímero y el caudal de aire de secado. En este sentido, se ensayaron diferentes caudales 

de la solución de polímero y del aire de secado para estudiar su efecto sobre el 

rendimiento de micropartículas.  

 

Figura 6.4: Efecto del caudal de la solución de polímero y del aire de secado sobre el rendimiento de 

micropartículas. 
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En la Fig. 6.4a se puede obsevar que el rendimiento de micropartículas aumenta a 

medida que se incrementa el caudal de la solución de quitosano hasta que se alcanza un 

máximo y luego disminuye. Si el caudal de la solución de polímero es demasiado alto 

en comparación con el caudal de aire, la solución no puede secarse completamente y el 

rendimiento disminuye debido a pérdidas de material húmedo que no es recolectado. 

Por otro lado, el rendimiento aumenta a medida que se incrementa el caudal de aire de 

secado (Fig. 6.4b), ya que permite secar una mayor cantidad de partículas. Por lo tanto, 

la condición de secado seleccionada para este sistema fue la siguiente: caudal de 

solución de quitosano de 3,4 mL min-1 y caudal de aire de 0,19 m3 min-1. La 

temperatura de entrada fue de 170 ºC. Esta condición permitió obtener un mayor 

rendimiento del proceso y micropartículas completamente secas. 

Como la progesterona presenta una baja solubilidad en medio acuoso, se añadió 

Tween 80 a las formulaciones de quitosano para incrementar la solubilidad de la 

hormona. En la Fig. 6.5 se muestra el efecto de la concentración de agente surfactante 

sobre la solubilidad de la progesterona. En la solución de quitosano sin el agregado de 

Tween 80, la solubilidad de la hormona fue de 0,056 ± 0,022 mg mL-1. A medida que 

aumenta el contenido de agente surfactante (0,1-10,0% p/v), se observa un incremento 

en la solubilidad de la progesterona (0,059 ± 0,031 mg mL-1 - 0,698 ± 0,040 mg mL-1). 

Sin embargo, una alta concentración de Tween 80 genera soluciones altamente viscosas 

que podrían afectar el proceso de secado. Debido a esto, se seleccionó una 

concentración de surfactante de 1% p/v en las formulaciones de quitosano para 

posteriores ensayos.  

 

Figura 6.5: Efecto de la concentración de agente surfactante sobre la solubilidad de la progesterona en las 

formulaciones. 



   135 

Se estudió el efecto de los factores de formulación sobre el tamaño de partícula. Para 

ello se evaluaron diferentes concentraciones de quitosano, Tween 80, TPP y 

progesterona. Los resultados se presentan en la Tabla 6.1.  

Tabla 6.1. Efecto de los factores de formulación sobre el tamaño de partícula y el grado de esfericidad. 

 Carga de progesterona 

 0% p/p 20% p/p 

Factor Nivel Dp (m) RA Dp (m) RA 

Concentración de 
quitosano (% p/v) 

1,00 3,66 ± 1,42 0,86 ± 0,09 3,13 ± 1,08 0,81 ± 0,04 

2,00 4,21 ± 1,93 0,84 ± 0,06 4,43 ± 1,37 0,82 ± 0,06 
      

Concentración de 
Tween 80  
(% p/V) 

0,00 4,68 ± 1,90 0,72 ± 0,04 3,53 ± 1,36 0,73 ± 0,06 

0,10 4,59 ± 1,88 0,74 ± 0,08 3,21 ± 1,08 0,79 ± 0,04 

1,00 3,96 ± 1,34 0,81 ± 0,04 3,18 ± 1,32 0,85 ± 0,04 
      

Contenido de TPP  
(g g-1) 

0,00 3,66 ± 1,42 0,92 ± 0,11 2,96 ± 1,24 0,90 ± 0,08 

0,05 3,95 ± 1,78 0,89 ± 0,06 3,56 ± 1,01 0,84 ± 0,10 

0,10 4,59 ± 1,88 0,82 ± 0,05 3,21 ± 1,08 0,79 ± 0,06 

0,15 4,72 ± 1,71 0,75 ± 0,11 4,83 ± 1,98 0,75 ± 0,05 

0,30 4,63 ± 1,58 0,60 ± 0,09 3,74 ± 1,25 0,61 ± 0,05 

0,50 4,80 ± 1,97 0,54 ± 0,07 - - 

Para estudiar el efecto de la concentración de quitosano se prepararon micropartículas 

no entrecruzadas sin la adición de surfactante. El tamaño medio de partícula aumenta a 

medida que la concentración de quitosano se incrementa de 1 a 2% p/v, sin embargo, las 

diferencias no fueron estadísticamente significativas (t-test, p > 0,10). La misma 

tendencia se observó para las partículas con progesterona. Para estudiar el efecto del 

agregado de Tween 80, se prepararon micropartículas empleando una solución de 

quitosano 1% p/v y 0,10 g g-1 de TPP. El diámetro medio de las partículas disminuye a 

medida que la concentración de surfactante aumenta de 0 a 1% p/v, sin embargo, las 

diferencias no fueron estadísticamente significativas (t-test, p > 0,10). La misma 

tendencia se observó para las partículas con progesterona. Finalmente, para estudiar el 

efecto de la concentración de TPP se prepararon micropartículas empleando una 

solución de quitosano 1% p/v y 0,10% p/v de Tween 80. No se detectó una tendencia 
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clara para el diámetro medio de partícula a medida que aumenta el contenido de TPP, 

tanto para las micropartículas que contienen la hormona como para las que no. Los 

resultados sugieren que los factores de formulación no tienen un efecto significativo 

sobre el diámetro de partícula bajo las condiciones estudiadas. El tamaño de partícula se 

encuentra determinado principalmente por la boquilla de atomización empleada. 

Por otro lado, en la Tabla 6.1 se muestra además la relación de aspecto (RA) de cada 

formulación. Este parámetro oscila entre 0 y 1. Cuando es igual a 1, la partícula es 

completamente esférica. A medida que el valor se aleja de 1, el grado de esfericidad 

disminuye.  

 

Figura 6.6: Efecto del contenido de TPP sobre la esfericidad y morfología de las micropartículas. 

Micrografías ópticas: (a) Micropartículas no entrecruzadas; (b) Micropartículas entrecruzadas con TPP 

(0,10 g g-1); (c) Micropartículas entrecruzadas con TPP (0,30 g g-1). Micrografías de SEM: (d) 

Micropartículas no entrecruzadas; (e) Micropartículas entrecruzadas con TPP (0,10 g g-1); (f) 

Micropartículas entrecruzadas con TPP (0,30 g g-1) 

Los resultados sugieren que la concentración de quitosano y el contenido de 

progesterona no tienen un efecto significativo en la esfericidad (t-test, p > 0,10). Sin 

embargo, la RA aumenta a medida que la concentración de Tween 80 se incrementa de 

0 a 1% p/v (t-test, valor p < 0,10), lo que significa que el surfactante tiene un efecto 

positivo sobre la esfericidad, posiblemente afectando la tensión superficial de las gotas. 

Este efecto también se observó para las partículas que contienen la hormona. Por el 
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contrario, la RA disminuye a medida que el contenido de TPP aumenta de 0 a 0,5 g g-1 

(t-test, p < 0,10), lo cual indica que la concentración de entrecruzanete tiene un efecto 

negativo sobre la esfericidad. Esto podría deberse a la formación de interacciones 

iónicas entre la TPP y el quitosano que confieren rigidez a la partícula durante el 

proceso de secado, lo cual afecta su morfología. Este efecto también se observó para las 

partículas que contienen la hormona. En la Fig. 6.6 se muestran las micrografías 

obtenidas por SEM y por microscopía óptica de las micropartículas de quitosano no 

entrecruzadas y entrecruzadas con TPP. Las micropartículas no entrecruzadas son 

esféricas y presentan una superficie lisa. A medida que aumenta el contenido de TPP las 

micropartículas se vuelven menos esféricas y presentan una superficie más rugosa. 

El potencial Z es una medida de la carga superficial de las partículas en suspensión y 

se encuentra relacionada con la estabilidad coloidal. Normalmente, una suspensión de 

micropartículas con un potencial Z superior a 25 mV o inferior a -25 mV es muy 

estable. Por el contrario, las dispersiones con bajo potencial Z tienen más probabilidad 

de agregarse debido a las interacciones de Van Der Waals. En la Fig. 6.7 se presentan 

las mediciones de potencial Z de las micropartículas de quitosano en función del 

contenido de TPP. Las mediciones se realizaron empleando dos condiciones: a pH 4 

para simular el entorno ácido del estómago y a pH 7,4 para simular las condiciones 

fisiológicas. En medio ácido, el potencial Z de las micropartículas no entrecruzadas fue 

de 73,00 ± 1,29 mV, indicando que las mismas poseen una carga neta positiva como 

resultado de la protonación de los grupos amino. A medida que el contenido de TPP 

aumenta de 0,05 g g-1 a 0,30 g g-1, el potencial Z disminuye de 65,60 ± 2,29 a 38,10 ± 

1,27 mV, lo que sugiere una neutralización de los grupos amino cargados positivamente 

del quitosano con los grupos fosfatos cargados negativamente del TPP. A pH 7,4 las 

micropartículas de quitosano no entrecruzadas tienen un potencial Z de -0,61 ± 0,12 

mV. Este potencial cercano a cero sugiere que las micropartículas son neutras 

posiblemente porque los grupos amino no están protonados en esta condición. No se 

observó una tendencia clara en el potencial Z de las partículas cuando se incrementa el 

contenido de TPP a pH 7,4. Esto podría deberse a que las dispersiones de 

micropartículas se neutralizaron con NaOH para ajustar el pH del medio a 7,4 

previamente a las determinaciones. En esta condición final, las partículas no tienen 

carga y la variación observada en los valores de potencial Z podría deberse al error 

experimental en la preparación de las muestras. Todos los valores de potencial Z a pH 4 

son superiores a 25 mV, lo que sugiere que las dispersiones de micropartículas son muy 
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estables. Por el contrario, los valores más bajos a pH 7,4 indican mayor inestabilidad 

con posibilidad de agregación de partículas. Sin embargo, la agregación de partículas no 

fue observada debido posiblemente a la incorporación de Tween 80 en las 

formulaciones, el cual es un tensioactivo no iónico que permite estabilizar las 

dispersiones sin modificar la carga superficial de las partículas y, por tanto, su potencial 

Z. 

 
Figura 6.7: Mediciones de potencial Z de las micropartículas de quitosano con diferente contenido de 

TPP a pH 4 y 7,4. 

En la Fig. 6.8 se presentan los espectros de FT-IR de las micropartículas con diferente 

contenido de TPP. Las micropartículas se lavaron con agua ultrapura antes del análisis 

para eliminar el posible exceso de TPP sin interaccionar con el polímero. En las 

micropartículas de quitosano-TPP, se puede observar un ensanchamiento de la banda 

del grupo O-H a 3424 cm-1, lo cual indicaría una mayor interacción por puentes de 

hidrógeno. Los resultados muestran que la señal correspondiente a 892 cm-1, atribuida al 

estiramiento asimétrico P-O-P, aumenta en intensidad a medida que se incrementa el 

contenido de TPP. Esta señal indica la presencia de grupos fosfato en las partículas de 

CHT-TPP. Además, normalmente el grupo fosfato presenta una banda característica 

fuerte a 1050-1100 cm-1. Sin embargo, esta banda puede haberse desplazado hacia una 

menor frecuencia de vibración por un efecto inductivo donante del nitrógeno de los 

grupos amino sobre el grupo fosfato. Por lo tanto, se puede inferir que las diferencias 
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observadas se deben principalmente a la interacción iónica entre las moléculas de CHT 

y TPP. 

 
Figura 6.8: Espectros de FT-IR de las micropartículas de quitosano no entrecruzadas y entrecruzadas. 

La Fig. 6.9 presenta el efecto del contenido de TPP sobre la eficiencia de la 

encapsulación de la progesterona. El porcentaje de hormona entrampada en las 

micropartículas no entrecruzadas fue de 74,97 ± 4,75%. A medida que el contenido de 

TPP aumenta de 0,05 a 0,15 g g-1, el rendimiento medio de la encapsulación disminuye 

de 70,32 ± 4,63 a 65,14 ± 1,97%. Sin embargo, las diferencias no fueron 

estadísticamente significativas (t-test, p > 0,10). Con 0,30 g g-1, el porcentaje 

encapsulado fue de 69,53 ± 6,66%. Los resultados sugieren que el contenido de TPP no 

tiene un efecto significativo sobre la eficiencia de encapsulación de la progesterona.  
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Figura 6.9: Efecto del contenido de TPP sobre la eficiencia de encapsulación de la progesterona. 

En la Fig. 6.10 se presentan los resultados de los estudios de DSC. Se puede observar 

un pico endotérmico correspondiente a la fusión de los cristales de progesterona a los 

130 °C aproximadamente. Se encuentra reportado que la progesterona puede existir en 

dos formas cristalinas (polimorfos): la forma  que es termodinámicamente más estable 

y tiene un punto de fusión de 129-131 ºC y la forma  que tiene un punto de fusión de 

121-123 ºC (Kang y col., 2014; Rosilio y col., 1998). A partir de los resultados 

presentados en la Fig. 6.10 se puede concluir que los cristales de progesterona 

corresponden a la forma . Las micropartículas no entrecruzadas y entrecruzadas con 

TPP muestran un pico endotérmico alrededor de los 127 ºC, lo cual indica que los 

cristales de progesterona formados durante la preparación de las micropartículas 

también corresponden a la forma . Se observó una ligera diferencia en la temperatura 

del pico de fusión correspondiente a la progesterona pura y a la progesterona 

encapsulada, debida posiblemente a interacciones de la droga con la matriz polimérica. 

Las micropartículas que no contienen progesterona no presentan ningún pico de fusión 

en este intervalo de temperaturas. A partir de los termogramas es posible observar que 

sólo una fracción de la hormona se encuentra en estado cristalino en el interior de las 

micropartículas, encontrándose predominantemente en estado amorfo. El pico presente 

a los 90-110 ºC corresponde a la evaporación de las moléculas agua absorbidas en las 

micropartículas. 
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Figura 6.10: Termogramas de DSC de la progesterona y de las micropartículas de quitosano: (a) 

progesterona; (b) Microesferas no entrecruzadas sin progesterona; (c) Microesferas no entrecruzadas 

conteniendo progesterona; (d) Microesferas entrecruzadas con TPP (0,10 g g-1) conteniendo progesterona; 

(e) Microesferas entrecruzadas con TPP (0,30 g g-1) conteniendo progesterona. 

Para determinar las condiciones experimentales de los ensayos de liberación in vitro 

se evaluaron diferentes métodos de dispersión y de muestreo. Los resultados se 

presentan en la Fig. 6.11.  

 

Figura 6.11: Perfiles de liberación in vitro de progesterona a partir de microesferas de quitosano 

entrecruzadas con TPP (0,30 g g-1) empleando diferentes condiciones de dispersión y muestreo. (a) 

Dispersión por sonicación y muestreo con centrifugación; (b) Dispersión por sonicación y muestreo sin 

centrifugación; (c) Dispersión sin sonicación y muestreo sin centrifugación; (d) Dispersión sin sonicación 

en bolsa de diálsis y muestreo sin centrifugación. 
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Al utilizar la sonicación para dispersar las micropartículas se observó una liberación 

inicial rápida de progesterona (alrededor del 80-85%), mientras que para las 

micropartículas no sonificadas este valor fue de aproximadamente 10-20%. La 

sonicación provoca fuertes vibraciones que alteran la aglomeración de las partículas 

pero al mismo tiempo aumentan la liberación de la droga acelerando su difusión hasta la 

superficie de las micropartículas. Por lo tanto, para los ensayos posteriores se empleó la 

dispersión sin sonicación. Por otro lado, una velocidad de agitación de 50 rpm fue 

suficiente para mantener las micropartículas bajo movimiento constante y suave durante 

los ensayos de liberación, permitiendo que las micropartículas estuvieran confinadas al 

tercio inferior del recipiente de liberación. Esta condición permitió tomar muestras del 

tercio superior, sin necesidad de centrifugar el sistema para separar las micropartículas 

del medio de liberación. Con el fin de comprobar la posible remoción de 

micropartículas durante el muestreo, se realizó un ensayo utilizando una bolsa de 

diálisis para confinar las micropartículas. El uso de la bolsa de diálisis asegura que no se 

retiren micropartículas del medio de liberación al realizar el muestreo. Los resultados 

mostraron una cinética de liberación similar tanto para los ensayos donde se utilizó 

bolsa de diálisis como en los ensayos realizados sin bolsa de diálisis. Este resultado 

sugiere que no se removieron micropartículas durante el muestreo en los ensayos 

realizados sin bolsas de diálisis. Por lo tanto, se adoptó el muestreo sin centrifugación 

para los ensayos posteriores. 

Una vez establecidas las condiciones experimentales de liberación, se llevaron a cabo 

los ensayos de liberación in vitro de progesterona a partir de las micropartículas de 

quitosano entrecruzadas y no entrecruzadas en los diferentes medios. Los resultados se 

presentan en la Fig. 6.12.  

La cinética de liberación presenta un perfil bifásico. Se puede observar una rápida 

liberación de la hormona (efecto “burst”) durante las primeras horas del ensayo, seguida 

por una fase de liberación lenta. Durante la fase de liberación “burst”, los fenómenos 

predominantes son la difusión y la disolución de la hormona localizada en la región 

superficial de las micropartículas y el hinchamiento de la matriz polimérica. En la 

segunda fase, el hinchamiento de la matriz alcanza un equilibrio y la liberación es 

controlada principalmente por la difusión de la hormona en la matriz polimérica. A pH 

4, las micropartículas presentan cadenas poliméricas cargadas positivamente y la 

repulsión electrostática entre ellas genera matrices con un alto grado de hinchamiento y 

poros de gran tamaño. Por lo tanto, la hormona es liberada más rápidamente. A pH 7,4, 
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las micropartículas poseen cadenas poliméricas con cargas cercanas a la neutralidad, 

dando como resultado un menor hinchamiento de la matriz. Se observó una velocidad 

de liberación más lenta durante la fase “burst” a pH 7,4 en comparación con la 

observada a pH 4,0. 

 

Figura 6.12: Perfiles de liberación in vitro de progesterona a partir de microesferas de quitosano en 

diferentes condiciones de pH. (a) pH 4,0; (b) pH 7,4. 

A partir de la Fig. 6.12, se puede observar que las micropartículas no entrecruzadas 

presentaron el perfil de liberación más rápido en ambas condiciones de pH. La 

velocidad de liberación de progesterona desde las microesferas de quitosano-TPP 

depende del grado de entrecruzamiento de la matriz polimérica, el cual aumenta con el 

contenido de TPP. A medida que el contenido de TPP se incrementa de 0,05 g g-1 a 0,30 

g g-1, la liberación de la hormona se llevó a cabo más lentamente. Esta tendencia se 

observó para ambos medios de liberación. 

Se desarrolló un modelo matemático para predecir la concentración plasmática de 

progesterona en animales. El modelo requiere dos tipos de parámetros de entrada. El 

primer grupo se refiere a la formulación y comprende el diámetro de partícula (d), el 

contenido inicial de progesterona (A), la solubilidad de la hormona en la matriz 

polimérica (Cs), el coeficiente de difusión efectivo de la hormona en la matriz 

polimérica (Dp) y la cantidad de hormona inyectada en animales (Minj). El segundo 

grupo se refiere al metabolismo de la progesterona en el cuerpo del animal que 

generalmente se explica por la ecuación de Hill y comprende todos sus parámetros 

farmacocinéticos. La información de la formulación se puede obtener directamente 
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durante la preparación, excepto por el coeficiente de difusión efectivo que se estima 

mediante métodos numéricos a partir de la cinética de liberación in vitro. La 

información sobre el metabolismo in vivo se obtiene de un estudio independiente donde 

la progesterona dispersada en solución salina estéril se administra por inyección en el 

cuerpo del animal y se mide la concentración plasmática a lo largo del tiempo. En este 

experimento se determinan los parámetros farmacocinéticos de la ecuación de Hill. 

Estos parámetros dependen de la especie animal y, por lo tanto, deben determinarse para 

cada tipo de animal utilizado. 

Con el fin de validar el modelo matemático, se predijo la concentración plasmática de 

progesterona en conejos después de la administración de dos tipos de micropartículas 

entrecruzadas con glutaraldehído (GTA). Los resultados se presentan en la Fig. 6.13. 

Los experimentos in vitro e in vivo fueron reportados por Jameela y col. (1998) para 

micropartículas de quitosano-GTA y por Latha y col. (2000) para micropartículas de 

caseína-GTA. La información sobre las formulaciones se obtuvo directamente de estos 

trabajos, excepto por el coeficiente de difusión efectivo que se estimó a partir del ajuste 

de los perfiles de liberación in vitro, siendo 0,27 10-9 cm2 s-1 y 5,62 10-9 cm2 s-1 para las 

micropartículas de quitosano-GTA y caseína-GTA, respectivamente. La Fig. 13a 

muestra los resultados de ajuste. El factor de diferencia (f1) y el factor de similitud (f2) 

se usaron para medir cuantitativamente el ajuste del modelo a los datos experimentales 

para cada formulación. El factor f1 mide el porcentaje de error entre dos curvas en todos 

los puntos de tiempo, mientras que f2 es una transformación logarítmica de la suma de 

cuadrados de los errores entre ambas curvas en todos los puntos de tiempo. El 

procedimiento para calcular estos factores se encuentra reportado en la literatura (Costa 

y col., 2001; Pillay y col., 1998, Moore y col., 1996). El factor f1 es cero cuando los 

perfiles de prueba y de referencia son idénticos y aumenta proporcionalmente con la 

disparidad entre ellos. El f2 es 100 cuando los perfiles de prueba y de referencia son 

idénticos y tiende a 0 a medida que aumenta la disimilitud. Por lo general, los perfiles 

con valores de f1 inferiores a 15 (0-15) y valores de f2 superiores a 50 (50-100) se 

pueden considerar iguales. Se obtuvieron los valores de f1 = 6,81 y f2 = 63,92 para las 

micropartículas de quitosano-GTA, y f1 = 1,77 y f2 = 81,95 para las de caseína-GTA. 

Además, la Fig. 6.13a presenta el ajuste del modelo obtenido para la liberación in vitro 

desde las micropartículas de quitosano entrecruzadas con TPP 0,30 g g-1. El coeficiente 

de difusión efectivo fue Dp = 0.95 10-9 cm2 s-1 y se obtuvieron valores de f1 = 6.08 y f2 = 
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67,97. A partir de estos resultados, se puede concluir que el modelo matemático 

presenta un muy buen acuerdo con los datos experimentales de liberación in vitro. 

 

Figura 6.13: Resultados de simulación de modelo. a) Perfiles de liberación in vitro de progesterona a 

partir de microesferas de quitosano y caseína; b) Concentración plasmática de progesterona en conejos. 

Los datos sobre el metabolismo de la progesterona en conejos se obtuvo de Jameela y 

col. En este trabajo, se inyectaron 10 mg de progesterona por vía intramuscular en los 

animales y se determinó la concentración plasmática durante varios días. A partir de 

estos datos se estimaron los parámetros farmacocinéticos de la ecuación de Hill 

mediante análisis de regresión no lineal, siendo Vx = 397,73 L, Vm = 0,003 mg min-1 kg-

1, K = 2,63 ng mL-1 kg-1 y h = 2,65. Usando estos valores, se predijo la concentración 

plasmática después de la administración de progesterona dispersada obteniendo 

resultados excelentes como se puede observar en la Fig. 6.13b (progesterona libre, f1 = 

5,40, f2 = 98,65). Usando los parámetros de formulación y metabolismo se predijeron 

las concentraciones plasmáticas en conejos después de la administración de las 

micropartículas de quitosano-GTA y caseína-GTA. El valor de Minj fue de 10 mg para 

ambas formulaciones. Los resultados se presentan en la Fig. 6.13b. Se obtuvieron 

buenos resultados,  siendo f1 = 7,50 y f2 = 92,48 para las micropartículas de quitosano-

GTA, y f1 = 8,67 y f2 = 98,21 para las de caseína-GTA. Por lo tanto, se puede concluir 

que el modelo permite predecir con precisión los niveles in vivo de progesterona. 

Una vez validado, el modelo se usó para predecir las concentraciones plasmáticas en 

el ganado luego de una administración teórica de las micropartículas de quitosano-TPP. 

Para todas las simulaciones, el valor de Cs fue de 0,109 mg cm-3 (determinado 



   146 

experimentalmente) y Dp fue de 0,95 x 10-9 cm2 s-1 (estimado previamente a partir de la 

cinética de liberación in vitro). Los parámetros farmacocinéticos de la ecuación de Hill 

se extrajeron de Mariano y col. (2010). En este trabajo, los autores evaluaron el 

metabolismo de la progesterona en bovinos después de la inyección de hormona 

dispersada obteniendo los siguientes valores: Vx = 537 L, Vm = 0,008 mg min-1 kg-1, K = 

0,115 ng mL-1 kg-1 y h = 2,08. Los otros parámetros del modelo se variaron 

arbitrariamente para estudiar sus efectos sobre los niveles plasmáticos: d = 10-100 ȝm, 

A = 0,06-0,15 g g-1 y Minj = 50-250 mg. Los límites superiores de Minj se adoptaron de 

acuerdo con lo informado en la literatura (Mariano y col., 2010; Turino, 2012). En estos 

trabajos, los autores analizaron el contenido residual de progesterona en dispositivos 

CIDR y la eficiencia de absorción en la circulación sistémica, concluyendo que 250 mg 

de hormona deberían ser suficientes para mantener los niveles plasmáticos dentro del 

rango terapéutico para la sincronización del ciclo estral. Los resultados de la simulación 

se presentan en la Fig. 6.14. Como se puede observar, la liberación es más lenta a 

medida que aumenta el tamaño de partícula, lo que permite mantener la concentración 

plasmática durante períodos más largos. Además, el aumento del contenido inicial 

también permite extender el tiempo de liberación. Finalmente, a medida que aumenta la 

masa de partículas administradas, los niveles en plasma también aumentan. Sin 

embargo, el tiempo de liberación es el mismo ya que las formulaciones tienen la misma 

composición. Por lo tanto, el tiempo de liberación puede ajustarse principalmente 

mediante el tamaño de partícula y el contenido inicial de droga, y la concentración 

plasmática puede controlarse modificando la cantidad de partículas administradas. 

Usando el modelo matemático, se pueden preparar formulaciones optimizadas para 

administrar progesterona de acuerdo con el tiempo y la dosis deseada. 

Para la terapia de sincronización del estro, las micropartículas se deben dispersar en 

una solución acuosa estéril y se deben inyectar por vía transdérmica o intramuscular en 

los animales para liberar la progesterona de manera sostenida durante 5-8 días y luego la 

liberación debe finalizar rápidamente. Utilizando el modelo presentado en este trabajo, 

se puede encontrar una formulación óptima ajustando el tamaño de partícula, el 

contenido de progesterona y la cantidad inyectada para obtener una concentración 

plasmática superior a 2 ng mL-1 durante el tiempo requerido. El uso del modelo 

matemático permite reducir el tiempo, el esfuerzo y la cantidad de experiencias 

prácticas necesarias para desarrollar una formulación. Esto no solo representa un ahorro 
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económico, sino que también minimiza la experimentación con animales que se desea 

desde un punto de vista ético. 

 

Figura 6.14: Predicciones teóricas del modelo sobre la liberación in vitro e in vivo de progestona a partir 

de las micropartículas de quitosano-TPP. a) Efecto del tamaño de partícula; b) Efecto del contenido 

inicial de progesterona; c) Efecto de la cantidad de micropartículas inyectadas. 
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6.4 Conclusiones 

En este capítulo se estudió la encapsulación y liberación controlada de progesterona a 

partir de micropartículas de quitosano entrecruzadas con TPP. Las micropartícuas se 

obtuvieron por el método de secado por atomización. El tamaño medio de las partículas 

osciló entre 3 y 5 ȝm. El tamaño de las micropartículas no se vio afectado por los 

parámetros de formulación. Sin embargo, la esfericidad de las partículas aumentó con el 

contenido de Tween 80 y disminuyó con el contenido de TPP. El potencial Z de las 

micropartículas a pH 4 disminuyó con el grado de entrecruzamiento debido a la 

neutralización de los grupos amino y a pH 7,4 las partículas presentaron una carga 

cercana a la neutralidad. Se obtuvieron eficiencias de encapsulación de 69-75% 

aproximadamente, y los estudios de DSC demostraron que parte de la hormona se 

encuentra en estado cristalino en el interior de la matriz polimérica. El análisis FT-IR 

sugirió una interacción iónica entre los grupos amino cargados positivamente del 

quitosano y los grupos fosfato cargados negativamente del TPP. Los estudios de 

liberación in vitro demostraron que los perfiles de liberación presentan dos fases: 

“burst” y controlada por difusión, siendo la liberación de progesterona más rápida a pH 

bajo y en micropartículas no entrecruzadas. Este hecho ofrece la posibilidad de utilizar 

micropartículas de quitosano en terapias de liberación rápida y de liberación sostenida. 

Las velocidades de liberación pueden manipularse para conseguir niveles adecuados del 

principio activo de acuerdo con la terapia requerida. Para la progesterona, la liberación 

sostenida es la elección principal. Sin embargo, algunos principios activos requieren una 

liberación rápida para conseguir una alta concentración de droga en tiempos cortos, 

tales como los empleados en terapias oncogénicas. 

Se desarrolló un modelo matemático para predecir la concentración plasmática de 

progesterona en animales. El modelo fue validado utilizando datos experimentales 

reportados por diferentes autores. Se obtuvo un muy buen acuerdo entre los datos 

simulados y los datos experimentales para los niveles de progesterona en conejos. El 

modelo también se usó para predecir niveles plasmáticos en bovinos después de una 

administración teórica de micropartículas de quitosano entrecruzadas con TPP. Los 

resultados mostraron que la extensión de la liberación depende principalmente del 

tamaño de partícula y del contenido inicial de la hormona, mientras que la cantidad 

inyectada afecta la concentración plasmática pero no altera el tiempo de liberación. El 

modelo se puede utilizar para optimizar formulaciones basadas en micropartículas con 
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el fin de obtener perfiles de liberación predeterminados y con mínima experimentación 

en animales. 
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Con el fin de mejorar la eficiencia reproductiva y, por tanto, la rentabilidad de un 

establecimiento agropecuario, los sistemas de liberación controlada de progesterona 

constituyen una herramienta prometedora para la sincronización del celo en el ganado 

bovino. Los protocolos de sincronización incluyen la administración de progesterona 

exógena durante 5-8 días de una manera controlada. Varios sistemas de liberación de 

progesterona están disponibles comercialmente, sin embargo, se encuentran basados 

principalmente en polímeros no biodegradables, usualmente siliconas. Esto genera 

cierta preocupación relacionada principalmente con la acumulación y deposición de 

dispositivos usados, y la manipulación excesiva de animales debido a la necesidad de 

remoción del dispositivo. Por lo tanto, resulta de especial interés el desarrollo de 

sistemas biodegradables de liberación controlada de progresterona. Para este fin, en el 

presente trabajo de tesis se evaluaron diferentes materiales poliméricos biodegradables 

para la obtención y caracterización de micropartículas por diferentes técnicas. 

Las micropartículas de PLGA se han estudiado ampliamente como sistemas de 

liberación controlada de drogas, incluyendo la de progesterona. En el presente trabajo, 

se desarrolló un modelo matemático que permite predecir la degradación hidrolítica 

homogénea de microesferas de PLGA con un diámetro medio menor a 10 m, en las 

cuales los fenómenos difusivos son despreciables. El modelo tiene en cuenta el efecto 

autocatalítico de los grupos carboxílicos y la composición del polímero sobre la 

velocidad de degradación del mismo y permite estimar las evoluciones de pesos 

moleculares medios, pérdida de masa, concentraciones de enlaces éster y el perfil de pH 

durante el proceso de degradación. El modelo permitió predecir adecuadamente el 

efecto de la composición del copolímero y el peso molecular sobre la velocidad de 

degradación de la matriz polimérica. 

El modelo anterior fue extendido a fin de considerar la degradación hidrolítica 

heterogénea de microesferas de PLGA. En este sentido, se prepararon microesferas de 

PLGA con diferentes tamaños por el método de evaporación/extracción de solvente y se 

caracterizó su degradación en buffer PBS. El modelo se utilizó para estimar las 

evoluciones de pesos moleculares medios, distribuciones de pesos moleculares, pérdida 

de masa y cambios morfológicos de las micropartículas asociados al efecto 

autocatalítico durante la degradación. Además, el modelo se empleó para estudiar el 

efecto del tamaño de partícula y el peso molecular sobre la velocidad de degradación. 

Dicho modelo puede utilizarse para diseñar un sistema de liberación controlada de 

fármacos basado en micropartículas con un tiempo de degradación preespecificado. 
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El modelo de degradación heterogénea de microesferas de PLGA fue posteriormente 

extendido a fin de incorporar la disolución y el transporte de la droga intrapartícula. 

Para este propósito, se prepararon microesferas de diferentes tamaños por el método de 

evaporación/extracción de solvente y por microfluídica, y se estudió la liberación in 

vitro de progesterona. Los perfiles de liberación de la droga mostraron una dependecia 

con el tamaño de partícula. Las micropartículas con un tamaño inferior a 70 m 

presentaron dos fases de liberación: burst y controlada por difusión, mientras que las 

partículas de mayor tamaño presentaron tres fases de liberación: burst, controlada por la 

difusión y controlada por la degradación de la matriz polimérica. A su vez, las 

micropartículas obtenidas por microfluídica presentaron una mayor reproducibilidad en 

los perfiles de liberación debido a la estrecha distribución de tamaños de las partículas. 

El modelo desarrollado permite relacionar la variación del coeficiente de difusión de la 

droga con la evolución de pesos moleculares de la matriz polimérica a fin de considerar 

los cambios morfológicos en las partículas durante la degradación. Los resultados de 

simulación mostraron una muy buena concordancia con los resultados experimentales. 

Se estudió la síntesis de microgeles monodispersos de ácido hialurónico para la 

liberación controlada de progesterona. En particular, el método empleado permite 

encapsular nanogotas de aceite que contienen progesterona de manera controlada en el 

interior de partículas de microgeles hidrofílicos. La estrategia de síntesis se basa en la 

microfluídica, la cual ofrece un control preciso para la formación de una emulsión doble 

y permite la fotopolimerización en línea de los microgeles. Se caracterizó la 

degradación enzimática de los microgeles por hialuronidasas, que se encuentran 

presentes in vivo, y se demostró que puede ser utilizada para provocar la liberación de 

progesterona a partir de microgeles. Esta metodología puede aplicarse a una amplia 

gama de fármacos hidrofóbicos, tales como aquellos empleados en terapias oncológicas. 

El procedimiento de síntesis puede optimizarse para producir partículas con 

características físico-químicas y estructurales preespecificadas para conseguir un perfil 

de liberación de fármaco deseado. 

Se investigó la preparación de microesferas de quitosano entrecruzadas con TPP para 

su aplicación a la encapsulación y liberación controlada de progesterona. Las 

micropartículas se obtuvieron mediante la técnica de secado por atomización. El tamaño 

de las partículas no se vio afectado por los parámetros de formulación, sin embargo, las 

mismas resultaron más esféricas al incrementar el contenido de surfactante y al 

disminuir el contenido de agente entrecruzante. El potencial Z de las micropartículas 
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disminuyó con el contenido de TPP y resultó ser menor pH neutro debido a la 

neutralización de los grupos amino del quitosano. Se obtuvieron eficiencias de 

encapsulación de 69-75% aproximadamente, y los estudios de DSC demostraron que la 

hormona se encuentra principalmente en estado amorfo en el interior de la matriz 

polimérica. El análisis FT-IR sugirió una interacción iónica entre los grupos amino 

cargados positivamente del quitosano y los grupos fosfato cargados negativamente del 

TPP. Los estudios de liberación in vitro mostraron que la liberación de la hormona fue 

más rápida a pH bajo y a partir de micropartículas no entrecruzadas. Por lo tanto, es 

posible modular la velocidad de liberación de un principio activo en función del grado 

de entrecruzamiento de las partículas y el pH del medio para su potencial aplicación en 

terapias de liberación rápida y de liberación sostenida. Además, se desarrolló un modelo 

matemático para predecir la concentración plasmática de progesterona en animales. El 

modelo fue validado utilizando datos experimentales reportados y se usó para predecir 

niveles plasmáticos en bovinos después de una administración teórica de 

micropartículas de quitosano entrecruzadas con TPP. El modelo se puede utilizar para 

optimizar formulaciones basadas en micropartículas con el fin de obtener perfiles de 

liberación predeterminados y con mínima experimentación en animales. 

Como perspectivas futuras, se propone la realización de ensayos de degradación y de 

liberación de progesterona in vivo con los sistemas propuestos, con el fin de poder 

correlacionar los perfiles de degradación y liberación in vitro e in vivo. 
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Apéndice A: Modelo matemático de la degradación hidrolítica homogénea de 

microesferas de PLGA 

A partir del Esquema 2.1 y teniendo en cuenta el efecto catalítico del medio ácido, se 

derivan los siguientes balances de masa: 

  2

1 1 1 1

[ ( , , )] [ ( , , )][H ] [ ( , , )][H ] [ ( , , )][H ] [ ( , , )]4

[ ( , , )] [ ( , , )] [ ( , , )]

1,2,

  
  

   

  
       

      

   
 



   

n L L n G G n L G n d n

L L k m G G h m L G d m

m n k l h g d c

d
P l g c V k l P l g c V k g P l g c V k c P l g c V f k P l g c R

dt

k p k P k g c k p h P l h c k p d P l g d V

n 3,...

0

1

 
 

s

s

f si n n

f si n n

 

 
 
 
 
 

 
  A.1 

donde pi es la probabilidad de ruptura de una cadena con i enlaces éster; ns es la 

longitud de cadena crítica para la disolución de oligómeros y kd es la constante de 

velocidad de disolución de los oligómeros. Notar que la longitud de cadena n está 

relacionada con el número de enlaces éster de la siguiente manera: n = l + g + c + 1. La 

generación de especies de polímero por escisión de cadena se modela suponiendo una 

distribución de probabilidad de ruptura uniforme para cada tipo de enlace éster. Para las 

especies poliméricas con grupos ácidos es posible escribir el siguiente equilibrio de 

disociación global: 

1

2

ka

ka

P P H
    

 

                 A.2 

Considerando [ ] [ ]P H
  , se deriva el siguiente balance de masa para la especie H+:  

  2
1 2[ ] [ ] [ ]

a a

d
H V k P V k H V

dt

    
 

       A.3 

donde [P] es la concentración total de polímero, definida como:  

1 0 0 0

[P] [ ( , , )]
n

n l g c

P l g c
   

   

  
 

      A.4 

A partir de las Ecs. A.1 se puede estimar la distribución de longitudes de cadena en 

número (NCLD) del copolímero: 
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2

0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0

1 1 1

[ ] [ ][H ] [ ][H ] [ ][H ] [ ]4

[ ( , , )] [

              
  

  
              

  

 
     

 
       

 

 


    

  

n L L n G G n L G n d n

l g c l g c l g c l g c l g c

L L k m G G h

m n k l h g

d
P V k l P V k g P V k c P V f k P R

dt

k p k P k g c k p h
0 0 0 1

( , , )] [ ( , , )]

1,2,3,...

, , 0,1,2,3,...

0

1

   


    

   
  



 
 

 m L G d m

l g c d c

s

s

P l h c k p d P l g d V

n

l g c

f si n n

f si n n

 

 
 
 

 
 
 

 
 
A.5 

Multiplicando las Ecs. A.5 por el peso molecular medio de la unidad repetitiva (MUR), 

se puede calcular la distribución de longitud de cadena en peso (WCLD): 

2

0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0

1 1

[ ] [ ][H ] [ ][H ] [ ][H ] [ ]4

[ ( , , )]

              
  

  
              

 

 
   

  
       

  

 


    

 

n UR L L n G G n L G n d n

l g c l g c l g c l g c l g c

L L k m G G h

m n k l h

d
P n M V k l P V k g P V k c P V f k P R

dt

k p k P k g c k p h
0 0 0 1 1

[ ( , , )] [ ( , , )]

1,2,3,...

, , 0,1,2,3,...

0

1

    


      

    
    



 
 

  m L G d m UR

l g c g d c

s

s

P l h c k p d P l g d V n M

n

l g c

f si n n

f si n n

 

 
 

 
 
 

         
 

A.6 

donde MUR = xL-L ML-L + xG-G MG-G + xL-G ML-G. En esta ecuación, ML-L, MG-G and ML-G 

son las masas molares de las correspondientes unidades repetitivas y xL-L, xG-G y xL-G 

representan la fracción molar de enlaces éster L-L, G-G y L-G, definidas como: 

L L
L L

L L G G L G

[E ]
[E ] [E ] [E ]

x 


  


 

 A.7 

G G
G G

L L G G L G

[E ]

[E ] [E ] [E ]
x 


  


 

 A.8 

G L
L G

L L G G L G

[E ]

[E ] [E ] [E ]
x 


  


 

 A.9 

Las concentraciones de los enlaces éster se calculan empleando las siguientes 

expresiones: 

L L
1 0 0 0

[E ] [ ( , , )]
n

n l g c

l P l g c
   


   

  
A.10 

1 0 0 0

[E ] [ ( , , )]G G n

n l g c

g P l g c
   


   

   

A.11 

L
1 0 0 0

[E ] [ ( , , )]G n

n l g c

c P l g c
   


   

  
A.12 

Los pesos moleculares medios del copolímero se calculan de la siguiente manera: 
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1 0 0 0

1 0 0 0

[ ( , , )]

[ ( , , )]

n UR

n l g c
n

n

n l g c

P l g c n M

M

P l g c

   

   
   

   





 

 

A.13 

2

1 0 0 0

1 0 0 0

[ ( , , )]

[ ( , , )]

n UR

n l g c
w

n

n l g c

P l g c n M

M

P l g c n

   

   
   

   






 
 

A.14 

La pérdida de masa se puede calcular a partir del siguiente balance de masa total que 

considera que la disolución de las especies de baja masa molar: 

2

1 0 0 0

[ ( , , )] 4n UR d

n l g c

dM
P l g c n M k f R

dt

   

   

    A.15 

donde M es la masa total de la partícula.   
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Apéndice B: Modelo matemático de la degradación hidrolítica heterogénea de 

microesferas de PLGA 

A partir de las Ecs. 4-6, es posible derivar los siguientes balances de masa para cada 

especie Pn: 

0 0 0 0 0 02
2

0 0 0 0 0 0 0 0 0

1 1

[ ] [ ]
1

[ ][H ] [ ][H ] [ ][H ]

[ ( , , )]

     

        
        

  
        

 

 
    

             

 


 
  

 

n

n n

l g c l g c

P L L n G G n L G n

l g c l g c l g c

L L k m G G h

m n k l h

P P

r D k l P k g P k c P
t r r r

k p k P k g c k p h
0 0 0 1 1

[ ( , , )] [ ( , , )]

1,2,3,...

    


     

   
  




  m L G d m

l g c g d c

s

P l h c k p d P l g d

n

n n

 

 
 
 

 
B.1 

donde ns es la longitud de cadena crítica para la disolución de los oligómeros, 
nPD  es la 

difusividad efectiva de las cadenas poliméricas Pn y r es la posición radial dentro de una 

microesfera. Notar que la longitud de cadena n está relacionada con el número de 

enlaces éster de la siguiente manera: n = l + g + c + 1. 

Considerando [P-] = [H+], se obtiene el siguiente balance de masa para los protones: 

1 2

2[ ]
[ ] [ ]a a

d H
k P k H

dt


    

                              B.2 

donde [P] es la concentración total de polímero, definida como: 

1 0 0 0

[P] [ ( , , )]
n

n l g c

P l g c
   

   


 

 
                 B.3 

Con respecto a las condiciones de borde, se aplica la condición de simetría para la 

concentración de oligómeros en el centro de la micropartícula: 

n

0

[P ]
0

s

r

n n
r 


 


  

      B.4 

En la interfase micropartícula-medio acuoso, se considera “sink conditions” (Ec. 

B.5). 

[ ] 0n sr R
P n n


            B.5 

El incremento de la difusividad durante la degradación está relacionado con la 

evolución del peso molecular medio en peso a través de la siguiente expresión (Ford y 

col., 2011): 
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0 ( , )
1 1 ( 1)

( 0)
w

P P D sn n
w

M t r
D D k n n

M t

  
      

   
  

 B.6 

donde 0
Pn

D  es la difusividad inicial de las cadenas poliméricas, wM  es el peso molecular 

promedio en peso del polímero y kD es un parámetro de ajuste relacionado a las 

difusividades efectivas de las especies poliméricas en solución acuosa y en el sólido. 

Esta ecuación permite acoplar la evolución de la porosidad de la partícula a la 

difusividad efectiva. 

A partir de las Ecs. B.1, se puede estimar la distribución de longitud de cadena en 

número (DLCN) del copolímero: 

2

0

2

0
1 0 0 0

[ ( , , )]

[ ( , , )]

R

n

n
R

n

n l g c

P l g c r dr
x

P l g c r dr
   

   

 


 
 
 

B.7 

Multiplicando las Ecs. B.7 por el peso molecular promedio de la unidad repetitiva 

(MUR), se puede calcular la distribución de longitud de cadena en peso (DLCP): 

2

0

2

0
1 0 0 0

[ ( , , )]

[ ( , , )]

R

n UR

w
R

n UR

n l g c

P l g c n M r dr
x

P l g c n M r dr
   
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 


 
 
           
  B.8 

donde MUR = xL-L ML-L + xG-G MG-G + xL-G ML-G. En esta ecuación, ML-L, MG-G y ML-G son 

las masas molares correspondientes de las unidades repetitivas y xL-L, xG-G y xL-G 

representan la fracción molar de los enlaces éster L-L, G-G y L-G, dada por: 

L L
L L

L L G G L G

[E ]
[E ] [E ] [E ]

x 


  


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  B.9 

G G
G G

L L G G L G
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[E ] [E ] [E ]
x 


  


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B.10 

G L
L G

L L G G L G

[E ]

[E ] [E ] [E ]
x 


  


   

 
B.11 

Los pesos moleculares medios del copolímero se calculan a partir de las siguientes 

expresiones: 
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 B.12 
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 2 2
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