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Figura 35. Actividad enzimática expresada en UI/L de la α-amilasa liberada desde los 
sistemas ensamblados por adsorción/infiltración de NP’s en microesferas porosas. Notas: S1 
= sistema ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración de 
suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, respectivamente. NP’s = nanopartículas. 
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                      ABSTRACT 

ABSTRACT 

 

In this research, the development of a new drug delivery system assembled by a "bottom-up" approach 

is described as an alternative to administrate and formulate sensitive molecules to physicochemical 

stress, such as peptides and proteins. The proposed methodology for preparing the assembled 

systems, named as "assembly by adsorption/infiltration", involves polymeric nanoparticles that are 

adsorbed and infiltrated into porous biodegradable microspheres. In the first step, the drug is adsorbed 

onto polymeric nanoparticles in an aqueous medium that favours the interactions between them. Then, 

in a second step these drug adsorbed nanoparticles are infiltrated into porous microspheres when they 

are immersed in the suspension of nanoparticles. The polymeric structures that form the assembled 

system are obtained by separate, without drug, using common methods and preformed polymers; the 

nanoparticles are prepared by “emulsification-solvent diffusion” method and microspheres by "double 

emulsion-solvent evaporation" method. 

A peptide (leuprolide acetate) and a protein (the enzyme α-amylase) were used as model drugs, while 

the biodegradable polymer was the polylactic-co-glycolic acid (PLGA). Several amounts of 

nanoparticles (25, 50, 75 and 100 mg/mL) were resuspended in an aqueous medium (pH 7.2 to 

leuprolide and pH 4.0 to α-amylase) where the model drug was previously dissolved at a concentration 

of 10% w/w related to the weight of microspheres. 25 mg of microspheres were immersed into the drug 

adsorbed nanoparticle suspension in order to be infiltrated, under gentle agitation. The assembled 

systems were characterized in morphology (by scanning electron microscopy), particle size and its 

dispersion (by dynamic light scattering), the adsorption efficiency (by UV spectrophotometry and liquid 

chromatography), surface area-porosity (by nitrogen adsorption, BET), interaction of the components of 

the system (by differential scanning calorimetry) and stability of the secondary structure (by circular 

dichroism). The in vitro release profile of each model drug in pH 7.2 phosphate buffer was also 

assessed. Furthermore, for the case of the protein, enzymatic activity tests were carried out employing 

2-chloro-4-nitrophenyl-α-D-maltotrioside as substrate. 

The assembled systems were obtained with a mean size of 103.9 ± 6.28 µm; therefore it is possible to 

inject the systems using conventional syringes (size ≤ 150 µm). The results also showed that the 

efficiency of adsorption and the drug release rate are dependent on the amount of nanoparticles 

adsorbed and infiltrated into the porous microsphere. For instance, when an amount of 100 mg/mL of 

nanoparticles was used, adsorption efficiencies of 95% and 51% were found for leuprolide and 

amylase, respectively. However, from those loaded amounts, only 20% of leuprolide and 28% of 

amylase were released within 12 h; while comparing to a system with no infiltrated nanoparticles, more 

than 90% of the loaded drug was released at the same time. Release profiles fitted the Higuchi’s model 
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(t½), so that it is suggested that the drug is released by a diffusion mechanism through a matrix system. 

The micrographs from scanning electron microscopy showed a saturation of the microsphere surface 

because it can be distinguished a nanoparticle film that becomes more continuous when the amount of 

infiltrated nanoparticles increases. It is suggested that the nanoparticle film could act as a physical 

barrier during the release of the drug. It was also observed a decrease in the surface area, from 4.21 

m2/g (to porous microspheres without infiltration of nanoparticles) to 0.45 m2/g (to the assembled 

system with the highest amount of infiltrated nanoparticles). These changes in surface area confirmed 

the process of saturation of the porous structure. Circular dichroism and enzyme activity assays 

showed that there are not significant changes in the secondary structure and the activity of the drug 

after being encapsulated in the assembled systems. 

Due to the polymeric structures that form the assembly system are obtained in separate stages, without 

involving the drug, drug protection is assured because this does not have contact with organic solvents 

(free solvent system) and is not subjected to physicochemical stress generated by emulsification, 

dispersion and solvent evaporation, processes that are commonly used in conventional encapsulation 

methods. Additionally, it may suggest an intramuscular injection to administer the systems obtained, 

which would form a reservoir that sustains the drug release for several days. Finally, we conclude that 

under "bottom-up" approach and using the assembly process by adsorption/infiltration it can be 

formulated drugs such as peptides and proteins, which are substances sensitive to physicochemical 

stress that is present in micro- and nanoencapsulation. The methodology developed in this project will 

also be useful to develop systems for parenteral administration with other molecules of therapeutic, 

prophylactic or diagnostic interest, which by its nature cannot be formulated by conventional processes, 

such as DNA or RNA analogs, or synthetic, natural or biotechnological drugs that are affected by 

hydrolysis, high temperature or with low solubility. 
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RESUMEN 

 

En el presente trabajo de investigación se describe el desarrollo de un nuevo sistema de liberación de 

fármacos ensamblado bajo un enfoque “bottom-up” (construcción de abajo y hacia arriba) como una 

alternativa para formular y administrar moléculas sensibles al estrés fisicoquímico, como son los 

péptidos y las proteínas. La metodología propuesta para preparar los sistemas ensamblados, 

denominada como “ensamblaje por adsorción/infiltración”, involucra nanopartículas poliméricas que se 

adsorben e infiltran en microesferas porosas biodegradables. En un primer paso el fármaco es 

adsorbido sobre la superficie de nanopartículas poliméricas en un medio acuoso tal que favorezca las 

interacciones entre ellos. En un segundo paso, estas nanopartículas ya adsorbidas con el fármaco son 

infiltradas en microesferas porosas cuando estas son sumergidas en la suspensión de nanopartículas. 

Las estructuras poliméricas que componen el sistema se obtienen por separado sin involucrar el 

principio activo y con métodos comunes, empleando polímeros preformados; las nanopartículas se 

preparan por el método de “emulsificación-difusión de disolvente” y las microesferas por el de “doble 

emulsión-evaporación de disolvente”.  

Se utilizaron un péptido (acetato de leuprolide) y una proteína (la enzima α-amilasa) como fármacos 

modelo, mientras que el polímero biodegradable empleado fue el ácido poliláctico-co-glicólico (PLGA). 

Diferentes cantidades de nanopartículas (25, 50, 75 y 100 mg/mL) se resuspendieron en un medio 

acuoso (pH 7.2 para leuprolide y pH 4.0 para α-amilasa) donde el fármaco modelo fue previamente 

disuelto a una concentración del 10% w/w con respecto al peso de microesferas. Las nanopartículas 

ya adsorbidas con fármaco se infiltraron en 25 mg de microesferas porosas que fueron sumergidos al 

medio bajo agitación suave. Los sistemas ensamblados se caracterizaron en morfología (Microscopia 

electrónica de barrido), talla y dispersión de partículas (dispersión dinámica de luz), eficiencia de 

adsorción (espectrofotometría UV y cromatografía de líquidos), área superficial-porosidad (adsorción 

de nitrógeno, BET), interacción de los componentes del sistema (calorimetría diferencial de barrido) y 

estabilidad de la estructura secundaria (dicroísmo circular). También se evaluó la liberación in vitro de 

los fármacos modelo en buffer de fosfatos pH 7.2. Además, para el caso de la proteína se llevaron a 

cabo pruebas de actividad enzimática empleando como sustrato el 2-cloro-4-nitrofenil-α-D-maltotriosa. 

Se obtuvieron sistemas ensamblados con un tamaño promedio de 103.9 ± 6.28 µm; lo cual hace 

posible poder inyectarlos usando jeringas convencionales (tamaño ≤ 150 micras). Los resultados 

también mostraron que la eficiencia de adsorción y la velocidad de liberación del fármaco son 

dependientes de la cantidad de nanopartículas que se adsorben e infiltran en la microesfera porosa. 

Por ejemplo, cuando se empleó una cantidad de 100 mg/mL de nanopartículas se encontraron 

eficiencias de adsorción del 95% para leuprolide y 51% de amilasa; de esas cantidades cargadas, sólo 
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el 20% del leuprolide y el 28% de la amilasa habían sido liberados en las primeras 12 h; mientras que 

al comparar con un sistema sin nanopartículas infiltradas, más del 90% del fármaco cargado había 

sido liberado en el mismo tiempo. Los perfiles de liberación obtenidos se ajustaron al modelo de 

Higuchi (t½), lo que sugiere que el fármaco se libera por un mecanismo de difusión a través de un 

sistema tipo matricial. Las micrografías por microscopia electrónica de barrido evidenciaron la 

saturación de la superficie de la microesfera y sus poros, pues puede distinguirse una película de 

nanopartículas que se vuelve más continua al aumentar la cantidad de nanopartículas infiltradas. Se 

sugiere que esta película de nanopartículas podría actuar como barrera física durante la liberación del 

fármaco. También se pudo observar una disminución del área superficial, de 4.21 m2/g (para las 

microesferas porosas sin infiltración de nanopartículas) a 0.45 m2/g (para el sistema ensamblado con 

la mayor cantidad de nanopartículas infiltradas), lo cual confirma un proceso de saturación de la 

estructura porosa. El dicroísmo circular y los ensayos de actividad enzimática mostraron que no hay 

cambios significativos en la estructura secundaria y actividad de las moléculas en estudio después de 

ser encapsulados en los sistemas ensamblados.  

Debido a que las estructuras poliméricas que componen el sistema ensamblado se obtienen en etapas 

separadas sin involucrar el fármaco, se resguarda la integridad física de este, ya que no tiene contacto 

con disolventes orgánicos (libre de disolvente), ni tiene que ser sometido al estrés fisicoquímico 

generado por la emulsificación, dispersión y evaporación del disolvente, procesos que son 

comúnmente utilizados en los métodos convencionales de encapsulación. Adicionalmente, se puede 

sugerir una inyección intramuscular para administrar los sistemas obtenidos, la cual formaría un 

depósito que mantiene la liberación del fármaco durante varios días. Por último, podemos concluir que 

con el enfoque “bottom-up” y bajo el proceso de ensamblaje por adsorción/infiltración se pueden 

formular fármacos como los péptidos y las proteínas, sustancias sensibles al estrés fisicoquímico que 

presenta los procesos comunes de micro- y nanoencapsulación. La metodología desarrollada en este 

proyecto también sería de utilidad para formular sistemas de administración parenteral con otras 

moléculas de interés terapéutico, profiláctico o de diagnóstico, que por sus características no puedan 

ser formulados por procesos convencionales, como los análogos de ADN o ARN, así como fármacos 

de síntesis, de origen natural o biotecnológico que son afectados por hidrólisis, altas temperaturas o 

con baja solubilidad. 
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I. INTRODUCCIÓN 

 

La Nanotecnología es una ciencia que nace en la década de los sesenta cuando Richard Feynman 

desarrolló la idea de conocer y sobre todo manipular o controlar la materia en la escala atómica o 

molecular con la finalidad de aplicar este conocimiento en diferentes áreas de la tecnología como la 

óptica, la química, la eléctrica, la medicina, la farmacia, etc. Con base en lo expuesto por la National 

Nanotechnology Initative (NNI), se puede definir a la Nanotecnología como el área encargada del 

estudio, diseño, caracterización, síntesis y aplicación de materiales y sistemas, cuyas estructuras y 

componentes exhiben nuevas y mejoradas propiedades físicas, químicas o biológicas debido a su 

tamaño nanométrico (1 nm = 10-9 m) [1]. Estas nuevas propiedades ganan importancia debido al 

incremento del área superficial; de tal manera que los efectos cuánticos, las propiedades de superficie 

y la relación área-volumen de superficie adquieren significancia, haciendo posible la manipulación de 

los materiales a nivel atómico, molecular o supramolecular con diferentes intenciones u objetivos [2, 3]. 

La nanotecnología se ha aplicado con éxito en la tecnología farmacéutica para tratar una variedad de 

problemas asociados a los principios activos y su formulación, como son la baja biodisponibilidad, 

estabilidad y solubilidad, la generación de efectos adversos, la entrega no específica del fármaco, la 

poca eficacia terapéutica, los niveles sanguíneos inconstantes y las dosis frecuentes; todo lo anterior 

con el objetivo de mejorar los tratamientos actuales y ofrecer alternativas más eficaces [4]. La 

nanotecnología se ha abordado de dos maneras: un enfoque “top-down” o producción de arriba hacia 

abajo en la cual los materiales se transforman en la estructura deseada utilizando el maquinado, 

gravado o impresión; o un enfoque “bottom-up” o producción de abajo hacia arriba a través de un 

proceso de ensamblaje de diminutas estructuras hasta obtener la forma y tamaño deseados [2, 4]. 

Durante las últimas tres décadas, biomoléculas como péptidos, proteínas y análogos de ADN se han 

estudiado y propuesto como agentes terapéuticos debido a su alta selectividad en el tratamiento de 

enfermedades como el cáncer, deficiencias enzimáticas, genéticas e incluso en infecciones como el 

VIH [5, 6, 7]. Los recientes avances en técnicas biotecnológicas como la fermentación y proceso de 

clonación han hecho posible una mejor comprensión de las funciones, la estructura y las propiedades 

de péptidos y proteínas, además de una producción eficiente y a gran escala de estas moléculas, en 

cantidades que son suficientes para la investigación y el desarrollo de productos farmacéuticos. Sin 

embargo, la formulación de péptidos y proteínas ha sido un gran reto para el científico farmacéutico, ya 

que su estructura conformacional y su integridad están completamente relacionadas con la actividad 

terapéutica.  
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Existe una inestabilidad fisicoquímica inherente de estas moléculas en diferentes ambientes, por 

ejemplo: 

 

 Con respecto a la administración, muestran inestabilidad en fluidos corporales debido a la 

susceptibilidad enzimática (enzimas proteolíticas en la saliva, jugo gástrico, intestino, piel y 

pulmones), mientras que su gran tamaño y su hidrofilicidad impiden el acceso a las células 

diana. Por otro lado, su rápida eliminación del cuerpo produce baja eficacia terapéutica debido 

a su vida media corta y baja biodisponibilidad cuando son administradas por la vía oral, 

transdérmica o pulmonar. Esto significa que la vía parenteral, inyección intramuscular, 

intravenosa, entre otras, es la más adecuada para su administración [6, 7]. Más de 324 

biomacromoléculas, en su mayoría proteínas, se encuentran en etapas de ensayos clínicos [8]. 

La tendencia general es el uso de medicamentos producidos por técnicas de ADN 

recombinante, ya que se espera que los biotecnológicos sean menos tóxicos y más predecibles 

en cuanto a su comportamiento in vivo.  

 

 Desde el punto de vista tecnológico, los métodos de formulación propuestos para péptidos y 

proteínas están basados en la microencapsulación, dispersión y/o liofilización, los cuales 

incluyen etapas que involucran el uso de disolventes orgánicos o estrés fisicoquímico que 

pueden provocar la desnaturalización de las proteínas durante su formulación [9]; así, factores 

como el pH, la temperatura, altas fuerzas de cizallamiento, superficies hidrofóbicas y la 

generación de interfaces durante la producción, almacenamiento, manipulación y formulación 

de péptidos y proteínas crean condiciones indeseables que las llevan a sufrir procesos como 

desnaturalización, desamidación, agregación, oxidación, hidrólisis del enlace peptídico, 

intercambio de puentes disulfuro, entrecruzamiento o cambios conformacionales 

intramoleculares que finalmente provocan cambios en su actividad terapéutica. Por lo tanto, el 

éxito en la formulación de péptidos y proteínas depende del conocimiento y la comprensión de 

sus propiedades físicas, químicas y biológicas, así como del conocimiento y uso de materiales 

y acarreadores que pudieran ser utilizados en la obtención de nanosistemas que los contengan 

y en la composición de la forma farmacéutica para su administración. Por las razones 

anteriores, es que se ha venido sugiriendo diversas estrategias que presenten un mínimo de 

inconvenientes biológicos y tecnológicos para estas moléculas [10, 11, 12]. 
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Para formular y administrar este tipo de agentes terapéuticos se han propuesto tecnologías como la 

PEGilación y la obtención, con distintos procedimientos, de nanoacarreadores como los liposomas, las 

micro- y nanopartículas. Las proteínas PEGiladas mejoran sus propiedades farmacocinéticas, sin 

embargo se ha descrito que pueden generar anticuerpos anti-PEG o bien verse alteradas por el 

proceso de entrecruzamiento empleado en la PEGilación [13]. De igual manera, diversos estudios han 

demostrado que el uso de nanoacarreadores, tales como nanopartículas poliméricas, lipídicas y 

liposomas, proporcionan al fármaco estabilidad in vivo, tiempo de circulación prolongado, liberación 

controlada y dirigida, así como menos efectos secundarios en comparación con formulaciones 

convencionales [14, 15, 16]. No obstante a lo anterior, los métodos utilizados para preparar los 

nanoacarreadores generalmente incluyen procedimientos de polimerización, emulsificación y/o 

homogenización de polímeros naturales o preformados, además de la eliminación de iniciadores y 

disolventes, los cuales son eventos que generan un ambiente desfavorable para las biomoléculas [9]. 

También se ha propuesto el uso de microesferas fabricadas con polímeros biodegradables como 

vehículos para este tipo fármacos, ya que protegen la molécula durante su administración, regulan los 

niveles en sangre y controlan la liberación, por lo que se reducen las dosis frecuentes [6, 17, 18, 19], 

mientras que las microesferas porosas biodegradables se han empleado como soportes de implantes 

en la ingeniería de tejidos debido a su gran área superficial [20]. Sin embargo, las microesferas 

propuestas y cargadas con proteínas han sido preparadas comúnmente utilizando métodos como el 

secado por aspersión, doble emulsión evaporación-disolvente o técnicas de separación de fases, los 

cuales presentan los mismos inconvenientes antes mencionados [18, 21]. También se han hecho 

algunos intentos para evitar la degradación de biomoléculas durante la formulación, tales como la 

adición de azúcares, polioles o de otras proteínas como la albúmina, así como el uso de procesos no 

acuosos u orgánicos para evitar la interface agua/aceite, la reducción del tiempo de homogeneización, 

la incorporación de crioprotectores, estabilización por ligandos (tensoactivos, ciclodextrinas, iones 

metálicos, aniones, etc), modificaciones químicas, o bien el desarrollo de nuevos sistemas de 

liberación de fármacos [9, 11, 12, 22, 23, 24]. Por otro lado, las nanopartículas poliméricas y depósitos 

inyectables de microesferas cargadas con péptidos y proteínas y preparadas con materiales 

biodegradables como el ácido poliláctico-co-glicólico (PLGA) tienen actualmente un lugar importante 

en este campo porque algunos de los productos han sido aceptados por la FDA e incluso ya están en 

uso clínico y en el mercado [25, 26]. 
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Algunos estudios han propuesto a la adsorción de fármacos como estrategia alterna para evitar 

procesos de alta energía en la carga del fármaco al emplear un acarreador, principalmente en la 

formulación de moléculas hidrofílicas. De hecho, esta táctica se ha aplicado con éxito para adsorber 

macromoléculas sobre la superficie de nanopartículas poliméricas [27].   

Otros trabajos han discutido el uso de estructuras hechas con polímeros biodegradables como el 

PLGA (ácido poliláctico-co-glicólico) para adsorber proteínas con el fin de evitar el riesgo de 

degradación a causa de la interacción con disolventes orgánicos, interfaces y procesos de 

homogeneización o secado [22]. Recientemente, ha llamado la atención el uso de microesferas 

poliméricas porosas y estructuras como las nanopartículas mesoporosas de sílica, las cuales 

presentan una gran superficie y poros interconectados en el interior, para la carga por adsorción, de 

péptidos, proteínas, genes y otros fármacos, con un método sencillo de inmersión en medio acuoso 

[22, 28, 29, 30]. Esta estrategia basada en adsorción toma en cuenta la interacción entre la superficie 

de las estructuras poliméricas y el fármaco en un medio acuoso, haciendo uso del conocimiento de las 

propiedades fisicoquímicas del polímero y de la molécula (estructura primaria, punto isoeléctrico, pKa, 

grupo funcional terminal, etc).  

Considerando todo lo anterior y bajo un enfoque “bottom-up”, el objetivo principal de este trabajo fue 

proponer y caracterizar un nuevo sistema de liberación para péptidos y proteínas, que utiliza una 

técnica de inmersión acuosa y un método de ensamblaje basado en la adsorción del fármaco en 

nanopartículas poliméricas biodegradables y su posterior infiltración en microesferas porosas 

biodegradables que son obtenidas en diferentes etapas a fin de evitar el uso de disolventes orgánicos, 

interfaces, calor y fuerzas de corte elevadas durante la carga del fármaco en la formulación. Por lo 

tanto, se sugiere que el proceso de preparación descrito en esta investigación y que se ha denominado 

como “ensamblaje por adsorción/infiltración” protege el fármaco, ya que los péptidos y proteínas no 

están involucrados en los procedimientos de obtención de la estructuras poliméricas que conforman el 

sistema. Así mismo se considera en el diseño del sistema el obtener características tecnológicas para 

que los sistemas ensamblados puedan ser administrados por diferentes vías, incluida la parenteral. 
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II. MARCO DE REFERENCIA 

 

2.1 Sistemas de liberación controlada (SLC) de fármacos. 

Desde hace varias décadas los tratamientos para las enfermedades que preocupan a la humanidad 

han sido acompañados con el uso de agentes terapéuticos formulados en formas farmacéuticas 

convencionales como comprimidos, soluciones, cápsulas etc. Sin embargo, la forma en que los 

agentes terapéuticos se han venido administrando, empleando estas formulaciones, ha presentado 

algunas desventajas debido a que la liberación del fármaco es simple, rápida e inmediata, es decir que 

la forma farmacéutica proporciona un control muy pobre de las concentraciones del activo en plasma lo 

que conlleva al uso de altas dosis iníciales que son administradas frecuentemente, generando una 

fluctuación significativa de los niveles plasmáticos, ver figura 1.  

 

 
 
Figura 1. Perfiles de concentración de fármaco en circulación. A1-4: liberación inmediata 
desde una forma convencional administrada en múltiples dosis, B: liberación controlada 
(orden cero) y C: Liberación sostenida (primer orden). Tomada y modificada de referencia 
33. 
 

 

Estos cambios en la concentración del fármaco en circulación llevan a una eficacia reducida o a la 

ausencia del efecto terapéutico debido a degradaciones parciales o procesos de eliminación, mientras 

que por otro lado, se podrían elevar los niveles provocando daños asociados a efectos adversos o 

tóxicos sobre todo si la ventana terapéutica del fármaco es estrecha, sin dejar de mencionar la falta de 

apego al régimen posológico por parte del paciente y los altos costos por dosis frecuentes.  
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Es por ello que la investigación científica ha puesto considerable atención en el desarrollo de técnicas 

y métodos para obtener nuevos sistemas de liberación de fármacos con uno o más de los siguientes 

beneficios [31, 32]: 

 

 Localizar la entrega de los fármacos en un sitio u órgano específico (vectorización) 

 Controlar la velocidad de liberación 

 Mantener niveles terapéuticos constantes y por tanto el efecto terapéutico 

 Maximizar la relación dosis-eficacia 

 Reducir el tamaño y el número de dosis a administrar 

 Promover la aceptación por parte del paciente 

 Minimizar los efectos indeseables 

 Proteger al fármaco en la formulación y facilitar la administración 

 

El desarrollo de tecnologías para la obtención de sistemas de liberación controlada requiere de la 

consideración de varios factores, como son: las propiedades fisicoquímicas de la sustancia activa, la 

vía de administración, el mecanismo de liberación que se desea obtener, la naturaleza del acarreador, 

la habilidad de este para ser vectorizado y la biocompatibilidad. Es por ello que su desarrollo se ha 

enfocado al empleo de sistemas basados en el conocimiento de la relación sustancia activa-

acarreador, lo cual implica un entendimiento detallado del comportamiento del acarreador y la 

sustancia activa, la interacción entre ellos y con la célula, tejido u órgano, así como de las limitaciones 

del sistema obtenido con respecto a su formulación, proceso de obtención y estabilidad [33]. 

Se puede definir un sistema de liberación controlada (SLC) como un sistema que libera un fármaco a 

una velocidad y/o en una localización determinada en función de las necesidades de un organismo y 

durante un período de tiempo específico. Esta liberación del fármaco puede ser temporal (control de la 

velocidad), espacial (control sobre el lugar de liberación) o bien una combinación de los dos aspectos 

anteriores. Entonces, se puede decir que la liberación controlada pretende entregar la cantidad 

adecuada de fármaco, en el momento justo y en el lugar deseado, con el objetivo de mantener 

concentraciones terapéuticas por periodos prolongados y reducir los niveles que excedan los 

requerimientos terapéuticos [34]. La figura 1 también muestra las diferencias en los perfiles de 

concentración de fármaco en sangre que se esperan para los SLC en comparación con los perfiles que 

generan las formas farmacéuticas convencionales. 
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2.1.1 Clasificación de los SLC. 

De forma general y con base en la sofisticación de su tecnología los SLC pueden ser clasificados en 

cuatro grupos [31]; los cuales están descritos en la figura 2. 

 

 

 

Figura 2. Clasificación de los sistemas de liberación controlada. A: Sistemas preprogramados para un determinado perfil de 

liberación. B: Sistemas modulados por activación. C: Sistemas regulados por retroalimentación. D: Sistemas vectorizados. 

Tomada y modificada de referencia 31. 

 

A. Sistemas preprogramados para un determinado perfil de liberación. En este tipo de sistemas se 

desea programar la liberación del fármaco a una velocidad específica. Para lograr esto se 

controla la difusión molecular del activo a través del uso de barreras que rodean o componen el 

sistema. Los mecanismos de difusión siguen las leyes de Fick. Entre ellos podemos distinguir 

SLC con membranas poliméricas permeables (sistema reservorio, la membrana rodea un 

depósito que puede contener al fármaco de forma sólida o líquida, disperso o en solución), 

como matriz polimérica (sistema matricial, en el que existe una dispersión molecular 

homogénea del fármaco en la matriz, donde el activo puede estar unido químicamente o 

adsorbido a la superficie), híbridos (matriz/reservorio) y microreservorios (donde el fármaco es 

suspendido en una solución acuosa de un polímero miscible como el PEG). 

B. Sistemas modulados por activación. En este grupo la liberación del fármaco es activada por 

algún proceso físico (presión osmótica, hidrodinámica, de vapor, fuerza mecánica, hidratación), 

químico (pH-, termo- o ión-sensibles, por hidrólisis), o bioquímico (activación enzimática o 

bioquímica) y/o facilitado por suministro externo de energía (magnetismo, fotoirradiación, 

sonoforesis, iontoforesis).   
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C. Sistemas regulados por retroalimentación. La característica principal de estos sistemas es que 

contienen en su diseño un sensor que detecta presencia o cambios en la concentración de un 

agente activador (ejemplo: una sustancia bioquímica como la urea, glucosa, etc.), regulando la 

velocidad de liberación del fármaco.    

D. Sistemas vectorizados. Se componen de una estructura biodegradable y biocompatible a la que 

se han adherido moléculas que dirigen al sistema hacia un sitio o tejido específico. Las 

moléculas unidas pueden ser un grupo de direccionamiento específico hacia la proximidad de 

una célula diana (ejemplo: receptores moleculares), un agente solubilizante que le permite al 

sistema ser transportado y reconocido para ser absorbido por un tejido en particular (ejemplo: 

anticuerpos) o un residuo que está unido covalentemente al sistema y que sólo puede ser 

escindido por una enzima específica de cierto tejido. 

Es importante mencionar que dichos grupos no son excluyentes, es decir, que muchos de los SLC que 

se han propuesto combinan uno o más de las características antes descritas en cada una de las 

clasificaciones. Así, una gran variedad de sistemas han sido desarrollados como SLC, algunos ya 

están en el mercado y otros en etapas de investigación; entre los que podemos mencionar se 

encuentran los sistemas coloidales como los liposomas, microesferas, nanopartículas, micelas, 

microemulsiones; los matriciales como anillos, parches e implantes; las bombas osmóticas, hidrogeles; 

además de los sistemas proteicos (preparados a base de albúmina) y los celulares (como los 

eritrocitos resellados). 

 

2.1.2 SLC poliméricos. 

El uso de materiales poliméricos en el desarrollo de soportes para cargar y administrar fármacos ha 

sido de gran interés en los últimos años, pues se ha aprovechado la ventaja de que la velocidad con 

que el fármaco es liberado está regulada principalmente por las propiedades del polímero (tipo, peso 

molecular, grupos funcionales, biodegradabilidad, viscosidad, etc.), del diseño del sistema y en menor 

medida por las propiedades del activo y de factores ambientales como el pH o los fluidos orgánicos. 

Incluso se ha reportado que los sistemas de liberación a base de polímeros hacen posible la 

administración de sustancias activas por diferentes vías como la oral, parenteral, transdermal, nasal, 

ocular, pulmonar, etc. La metodología aplicada en el desarrollo de sistemas poliméricos toma en 

cuenta diferentes factores como las propiedades del fármaco, el tipo de terapia (si se desea efecto 

local o sistémico), la vía de administración, dónde se localizará el sistema o a dónde se desea dirigir 

(localización de la terapia), el mecanismo de liberación que se desea y por supuesto las propiedades 

fisicoquímicas del polímero. De forma general los polímeros son manipulados de forma sencilla con 

una gran variedad de métodos [34]. 
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Desde el punto de vista de la tecnología farmacéutica y de la farmacología, los SLC poliméricos 

presentan algunas ventajas, como son: niveles plasmáticos de fármaco controlados en un tiempo 

deseado, se disminuye el número de dosis debido a una liberación sostenida, se reducen los efectos 

no deseables, se resguarda el fármaco de las condiciones externas, se protege a los tejidos que son 

sensibles a determinadas moléculas, por lo que el aprovechamiento del fármaco es más eficaz. Sin 

embargo, también existen desventajas que se pueden presentar y que deben considerarse en el 

desarrollo de sistemas poliméricos, entre las que se podrían mencionar se encuentran la falta de 

biocompatibilidad, la formación de residuos secundarios tóxicos cuando el polímero es degradado, en 

algunos casos se requiere cirugía para colocar o retirar el sistema y altos costos debido al precio del 

polímero y su procedimiento de obtención [35].  

Respecto a los materiales empleados, se han utilizado polímeros tanto naturales como sintéticos, 

incluyendo polímeros naturales con modificaciones químicas. Lo que se busca en la selección de los 

materiales para su uso en el área clínica y para la obtención de un SLC es que estos sean inocuos, 

químicamente inertes, libres de impurezas y residuos, lo cual ha llevado al desarrollo de materiales 

que presenten una mejorada biocompatibilidad (aceptados por el organismo) y una adecuada 

degradabilidad (forma en que son eliminados). La tendencia en el desarrollo de sistemas de liberación 

controlada es el uso de polímeros biodegradables debido a que no deben aplicarse técnicas 

quirúrgicas para retirar el sistema, a su alta biocompatibilidad y a que generan residuos que son 

fácilmente eliminados por el organismo; incluso algunos de ellos ya han sido aprobados para su uso 

clínico [36]. 

 

2.2 Polímeros Biodegradables. 

Los materiales poliméricos biodegradables pueden ser definidos como polímeros que son degradados 

in vivo, enzimática o no enzimáticamente o ambas, generando subproductos seguros, biocompatibles y 

no tóxicos que son eliminados posteriormente por procesos metabólicos normales. Los polímeros 

biodegradables al ser degradados generan cadenas más cortas que inciden en la reducción del peso 

molecular del material polimérico.  

La biodegradación procede hasta que los fragmentos obtenidos del polímero sean olígomeros o 

monómeros solubles no dañinos. La biodegradación es un proceso natural por medio de la cual los 

compuestos orgánicos del ambiente son convertidos a compuestos más simples, o bien son expuestos 

a mineralización o redistribución a través de ciclos naturales como el de carbono, nitrógeno y azufre, 

donde los organismos vivos, incluidos los microorganismos, juegan un papel primordial. De acuerdo 

con el estándar de la ASTM D-5488-94d, biodegradable significa “capaz de descomponerse en dióxido 

de carbono, agua, metano, compuestos inorgánicos y biomasa”. En el caso de organismos vivos 
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complejos, como el ser humano, estos polímeros pueden ser metabolizados y excretados a través de 

vías fisiológicas normales como el ciclo de Krebs y procesos enzimáticos [37, 38]. 

Los materiales principalmente usados para la liberación de fármacos han sido los polímeros naturales 

y sintéticos, sin embargo, desde la primera vez que se emplearon los polímeros biodegradables en 

sistemas de liberación por Yolles y Startori en 1970, la investigación científica ha puesto su atención 

en el desarrollo y uso de polímeros sintéticos, debido a que estos son fácilmente obtenidos, 

estandarizados y controlados en comparación con los polímeros naturales. Estos últimos en algunos 

casos han generado una respuesta inmunológica y su composición varía considerablemente 

dependiendo de su origen de obtención. La mayoría de los polímeros biodegradables están diseñados 

para degradarse como resultado de la hidrólisis de las cadenas de polímero en compuestos 

progresivamente más pequeños y biológicamente aceptables. Para algunos polímeros biodegradables 

(polianhídridos y poliortoésteres) la degradación se produce sólo en la superficie del polímero, lo que 

resulta en una velocidad de liberación que es proporcional al área superficial del sistema [39]. 

Los materiales poliméricos que pueden degradarse en componentes biológicamente compatibles bajo 

condiciones fisiológicas han presentado una alternativa más atractiva para la preparación de sistemas 

de liberación controlada de sustancias activas, sobre todo para aquellas que tienen tiempos de vida 

media cortos, como es el caso de algunos péptidos y proteínas. Las ventajas de usar polímeros 

biodegradables radican en que estos materiales son degradados dentro del cuerpo como resultado de 

procesos biológicos naturales, por lo tanto se elimina la necesidad de retirar el sistema una vez que 

este ha liberado todo el fármaco. Lo anterior también es una ventaja en caso de implantes o insertos 

mediante incisión, ya que no se tendría que recurrir a una segunda cirugía, porque el sistema degrada 

en subunidades no tóxicas que son subsecuentemente eliminadas por vías metabólicas normales. En 

tales casos, los agentes terapéuticos son liberados de forma constante y controlada, durante un 

periodo de tiempo, es decir que sostienen el efecto terapéutico. Adicionalmente los sistemas 

elaborados con estos materiales contribuyen a resguardar la estabilidad física y química del principio 

activo. Entre sus desventajas se puede mencionar que pueden presentar un efecto “burst” o de 

liberación abrupta inicial y el hecho de que los sistemas obtenidos una vez que son inyectados no son 

recuperables [40]. Con base en su fuente de obtención, los polímeros se pueden clasificar en tres 

grupos; naturales, sintéticos, y semisintéticos. El anexo 1 muestra la clasificación de los polímeros 

biodegradables  y ejemplos de ellos [41].  El desarrollo de sistemas de liberación empleando estos 

polímeros también ha considerado la erosión de la superficie polimérica, que por consecuencia va 

entregando el fármaco que ha sido encapsulado de forma concomitante, ya sea porque este se ha 

unido covalentemente o porque  se ha adsorbido al polímero. Es así que la erosión del material va 

controlando la liberación del fármaco por mecanismos de difusión.  
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Entre las propiedades físicas de los polímeros que contribuyen a la velocidad de degradación y por 

tanto al control de la liberación se incluyen: 

a) La solubilidad y la permeabilidad al agua; pues determinan el grado de hidrólisis o la 

degradación hidrolítica de la superficie, es decir la erosión. 

b) La cristalinidad del polímero; la fase amorfa es más accesible a la permeación del agua o a la 

actividad enzimática. 

c) La temperatura de transición vítrea; la cual determina la movilidad de las cadenas del polímero 

y la susceptibilidad a la hidrólisis y al ataque enzimático.  

d) Dimensiones físicas (tamaño, relación volumen-superficie, peso molecular); toman un papel 

importante es etapas avanzadas de degradación, como por ejemplo cuando ocurren 

fenómenos como la fagocitosis. 

e) Hidrofilicidad; los polímeros con mayor cantidad de grupos hidrofóbicos son degradados más 

lentamente que aquellos de naturaleza hidrofílica. 

Otros factores que afectan la biodegradación y la selección del polímero a emplear en el desarrollo de 

sistemas de liberación son la composición y estructura química, la conformación de las cadenas, la 

presencia de grupos iónicos, la distribución de unidades (monómeros) repetidas o bloques, la 

presencia de compuestos de bajo peso molecular, las condiciones de procesamiento, la talla (micro- o 

nanoparticulados), el sitio de implantación, el proceso de esterilización, si contienen o no compuestos 

adsorbidos, la forma del sistema (matriz, reservorio, hidrogel, película) y los mecanismos de hidrólisis 

[39, 40]. Considerando el mecanismo que controla la liberación del fármaco se pueden reconocer tres 

tipos de metodologías de liberación controlada basada en tres mecanismos de erosión del polímero, a 

través de los cuales el principio activo es liberado por difusión, erosión o por combinación de ambos, 

ya sea porque el activo esté unido a la columna vertebral del polímero o esté rodeado por una 

membrana polimérica (ver figura 3).  

 

 

  
Figura 3. Representación 
esquemática de los tipos de 
erosión. Tipo I: degradación de 
macromoléculas solubles, Tipo II: 
disolución de macromoléculas 
insolubles y Tipo III: degradación 
de macromoléculas insolubles 
con enlaces lábiles. Tomada y 
modificada de referencia 40. 
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La erosión Tipo I refiere a polímeros insolubles en agua debido a la presencia de enlaces covalentes 

cruzados, los cuales generan polímeros solubles al sufrir una escisión hidrolítica (ejemplo la gelatina o 

el alcohol polivinílico). En el tipo II, los polímeros que son inicialmente insolubles en agua se solubilizan 

por hidrólisis, ionización, o protonación de un grupo colgante (ejemplo acetato de celulosa y sus 

derivados, copolímeros de ácido maléico que son solubilizados por ionización de un grupo carboxilo). 

Finalmente, en el tipo III de erosión, los polímeros hidrófobos se convierten en moléculas pequeñas 

solubles en agua por escisión de residuos de la columna vertebral (ejemplo, los policianoacrilatos, los 

poliésteres como el ácido poli láctico, el ácido poli glicólico o copolímeros de estos como el ácido 

poliláctico-co-glicólico, PLGA) [40]. 

 

2.2.1 Ácido Poliláctico-co-glicólico (PLGA). 

Los poliésteres son una clase de polímeros que han sido ampliamente empleados en la obtención de 

sistemas farmacéuticos, ya que algunos de ellos son polímeros biodegradables. En este grupo se 

incluyen los copolímeros del ácido láctico y glicólico conocidos como ácido poliláctico-co-glicólico 

(PLGA), los cuales cuentan con excelente biocompatibilidad y biodegradabilidad. Desde hace más de 

dos décadas una gran cantidad de trabajos han sido publicados describiendo el uso del PLGA en el 

desarrollo de sistemas de liberación de fármacos y soportes para la ingeniería de tejidos. Varios 

acarreadores poliméricos como microesferas, microcápsulas, nanopartículas, pellets, implantes y 

películas se han fabricado utilizando estos polímeros para el control de la liberación de una gran 

variedad de clases de fármacos. También son fáciles de formular en acarreadores para diversas 

aplicaciones, tales como, administración de fármacos para procesos ortopédicos o en el uso de 

equipos de diagnóstico [25]. 

Los PLGA son además una familia de polímeros biodegradables aprobados por FDA (Food and Drug 

Administration de los Estados Unidos de Norteamérica) para la formulación de fármacos, péptidos, 

proteínas y otras macromoléculas como ADN. Estos materiales presentan características de 

biodegradación favorables, un amplio rango de tiempos de erosión y propiedades que pueden ser 

manipuladas para sostener la liberación de fármacos implantando el sistema sin necesidad de retirarlo. 

Las propiedades físicas que se manipulan para cargar y controlar la liberación del principio activo 

desde la matriz polimérica son el peso molecular, la proporción de láctico y glicólico en el cuerpo del 

polímero y el grupo funcional terminal (grupo carboxílico libre o grupo terminal esterificado). El PLGA 

es un copolímero de ácido poliláctico (PLA) y ácido poliglicólico (PGA). El ácido poliláctico contiene un 

carbono α asimétrico que se describe típicamente como forma D- o L- en térmicos estereoquímicos 

clásicos y a veces como R y S, respectivamente. De esta forma el PLGA es descrito como ácido poli-

D,L-láctico-co-glicólico donde las formas D- y L- del ácido láctico están en igual proporción [42].  



 

 
13 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

La estructura química del PLGA se muestra en la figura 4. 

 

Figura 4. Estructura del ácido poliláctico-co-
glicólico, PLGA, donde m= residuo de ácido 
glicólico y n= residuo de ácido láctico. A) PLGA con 
grupo terminal carboxilo libre y B) PLGA con grupo 
terminal esterificado. 

 

 

 

 

2.2.1.1 Propiedades fisicoquímicas y de degradación del PLGA. 

Este polímero es soluble en varios disolventes como tetrahidrofurano, acetona, diclorometano y 

acetato de etilo. La presencia de un grupo lateral metilo en el monómero correspondiente al ácido 

poliláctico (PLA) lo hace más hidrofóbico que el monómero correspondiente al ácido poliglicólico 

(PGA), por lo tanto un PLGA con mayor proporción de ácido láctico, es menos hidrofílico, genera una 

menor absorción de agua y en consecuencia una velocidad de degradación más lenta (ver figura 5). 

En general, las propiedades fisicoquímicas, incluidas las mecánicas, dependen de factores como el 

peso molecular inicial y su dispersión, así como de la relación ácido láctico/ácido glicólico, incluso 

estas propiedades determinan el tipo de sistema que se puede formular, el grado de hidrólisis y el 

control de la degradación del sistema acarreador. Otra de las características que influye directamente 

en las propiedades de degradación y posible hinchamiento es la cristalinidad. El grado de cristalinidad 

depende de la relación molar de los monómeros en la cadena polimérica, de tal forma que cuando 

PGA copolimeriza con PLA reduce el grado de cristalinidad en el PLGA (generando una estructura 

menos ordenada), aumentando la velocidad de degradación debido a que se facilita la hidratación y 

por lo tanto la hidrólisis. Se ha reportado que los PLGA que tienen menos del 70% de PGA son 

amorfos de naturaleza. Un PLGA de proporción 50:50 láctico/glicólico presenta la mayor velocidad de 

degradación, aproximadamente un mes dependiendo del peso molecular. Por otro lado, la temperatura 

transición vítrea (Tg) reportada para los PLGA (45-56 ºC) se encuentra por encima de la temperatura 

corporal (37 ºC), por lo que son vítreos en la naturaleza y presentan una fuerza mecánica adecuada 

para ser formulados como sistemas de liberación de fármacos. Esta Tg disminuye cuando se reduce la 

proporción de ácido láctico y el peso molecular. Finalmente, la viscosidad intrínseca está 

completamente relacionada con el peso molecular [25, 42]. 

 

A)

B)
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El PLGA es degradado por erosión uniforme de la matriz polimérica a través de la hidrólisis de los 

enlaces éster de la cadena cuando este se encuentra en un ambiente acuoso, tanto in vitro como in 

vivo. La biodegradación ocurre por medio de escisiones hidrolíticas aleatorias a lo largo de la cadena 

que van generando pedazos de polímero que al mismo tiempo incrementan cada vez más la cantidad 

de grupos carboxilos terminales, los cuales de alguna manera catalizan el proceso de biodegradación 

al ser más hidrofílicos. Este proceso de degradación es rápido al principio (alrededor del 30%) y se va 

haciendo lento eventualmente. El PLGA es biodegradado en un mecanismo de tres fases [25]: 

1) Proceso de escisión aleatoria de la cadena. El peso molecular del polímero disminuye 

significativamente, pero no hay apreciable pérdida de peso y como producto se obtienen 

monómeros insolubles. 

2) En la fase intermedia hay una disminución en el peso molecular acompañado por la pérdida rápida 

de masa. Se van formando oligómeros y monómeros solubles. 

3) Monómeros y oligómeros solubles son obtenidos como productos. Esta es la fase de la completa 

solubilización del polímero.  

De manera general el PLGA es degradado a residuos de ácido láctico y ácido glicólico, como puede 

apreciarse en la figura 5. Los residuos de ácido láctico entran al ciclo de los ácidos tricarboxílicos 

donde son metabolizados y finalmente eliminados del cuerpo como dióxido de carbono y agua, a 

través del proceso de respiración. Los residuos de ácido glicólico son excretados de la misma forma, o 

sin cambios a través del riñón. El papel que juegan las enzimas en la degradación del PLGA no es 

muy claro aún, la mayoría de la literatura indica que la hidrólisis es la principal vía de degradación de 

esta familia de polímeros [43, 44]. 

 

 

 Figura 5. Hidrólisis del 
ácido poliláctico-co-
glicólico (PLGA) y 
perfiles de liberación in 
vitro para PLGA 50:50, 

65:35, 75:25 y 85:25; 
donde por ejemplo 
65:35 significa 65% de 
ácido láctico y 35% de 
ácido glicólico. Tomada 
y modificada de 
referencia 42. 
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2.2.1.2 Aplicaciones del PLGA en sistemas de liberación de fármacos.  

Diferentes fármacos, además de péptidos y proteínas se han formulado utilizando acarreadores de 

PLGA. La inestabilidad durante la formulación y la corta vida media de algunos principios activos ha 

llevado a la obtención de sistemas parenterales debido a que se desea eliminar el paso por tracto 

gastrointestinal y evitar el efecto de primer paso, como es el caso de los péptidos y proteínas. Se han 

propuesto diferentes acarreadores de PLGA, entre los que se podrían mencionar se encuentran las 

micropartículas, nanopartículas e implantes, los cuales pueden tener diferentes características y 

funcionalizaciones. Sin embargo, el desarrollo de  micro- y nanopartículas inyectables ha adquirido 

mayor interés con respecto al uso de implantes dado que se evita los procesos quirúrgicos para la 

inserción de los sistemas.  

El tipo de fármaco y sus propiedades fisicoquímicas juegan un papel importante en la formulación y 

determinan la eficiencia con que son encapsulados en los sistemas propuestos. De hecho, las 

interacciones de las sustancias activas con el PLGA dadas por los grupos funcionales que poseen las 

moléculas tienen un efecto importante en la forma que son liberadas. Se ha observado que las 

interacciones hidrofóbicas, electrostáticas y puentes de hidrógeno juegan un papel importante en la 

adsorción, encapsulación y posterior liberación a partir del sistema. Una vez que el fármaco es 

cargado en los acarreadores, posteriormente se libera en un medio acuoso a través de un proceso de 

difusión y por erosión de la matriz polimérica en función de las propiedades fisicoquímicas del polímero 

como el peso molecular, la cristalinidad y la proporción de ácido láctico/ácido glicólico previamente 

descritas (ver figura 5) [25, 42].  

 

2.3 Microesferas poliméricas. 

2.3.1 Definición, características y propiedades. 

Las microesferas son definidas como partículas sólidas, generalmente esféricas, con un talla entre 1 y 

1000 µm, las cuales presentan una relación volumen-área superficial grande. En el rango de tallas 

menores a 10 µm presentan propiedades coloidales. Podemos distinguir dos clases de microesferas; I) 

microcápsulas, cuando la sustancia activa (líquida, sólida, en suspensión o solución) es encapsulada 

en el centro de la partícula y rodeada por una pared polimérica que protege y controla la liberación y II) 

micromatrices, cuando la sustancia activa se encuentra dispersa, unida químicamente o adsorbida a 

través toda la matriz polimérica o en su superficie [45]. La figura 6 muestra los tipos de microesferas 

que se pueden obtener de acuerdo a su arquitectura.  

 



 

 
16 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

 

Figura 6. Diferencias entre los tipos de micro- y nanopartículas. Tomada y modificada de referencia 45. 

 

Las microesferas son atractivas desde el punto de vista farmacéutico porque son sistemas de fácil 

manejo, presentan control en la administración de los fármacos, modifican su velocidad de liberación, 

pueden enmascarar olor o sabor, además los protegen antes y después de la administración, lo cual 

es beneficioso sobre todo para sustancias activas lábiles como lo son péptidos, las proteínas, ADN y 

ARN [46]. En el mercado actual existe un número importante de productos farmacéuticos basados en 

microencapsulación (vitaminas, hormonas, antihipertensivos, péptidos y proteínas) que están dirigidos 

a la administración parenteral, sin embargo, este número no refleja la cantidad de trabajos de 

investigación que proponen el uso de microesferas como sistemas acarreadores de fármacos, incluso 

para una vía distinta a la parenteral. Por ejemplo, se ha descrito el potencial uso de sistemas basados 

en microesferas como productos para inhalación [6, 47].  

Para la obtención de microesferas se han empleado almidones, gomas, proteínas o ceras, pero se 

destaca el uso de materiales poliméricos, sintéticos o naturales. De los polímeros naturales que han 

sido empleados en la obtención de microesferas se encuentran la gelatina, el quitosán, la albúmina, 

etc. Los polímeros sintéticos preformados ampliamente estudiados y utilizados en el desarrollo de 

microesferas han sido el ácido poli láctico (PLA), el ácido poli glicólico (PGA) y sus copolímeros, el 

ácido poliláctico-co-glicólico (PLGA) [48].   

Las características fisicoquímicas más importantes que pueden ser controladas en la manufactura de 

las microesferas son la talla de partícula y su dispersión [49, 50], su morfología y la carga de sustancia 

activa utilizada con respecto a la cantidad de polímero [51, 52]. En la caracterización de microesferas 

se considera principalmente la talla y su distribución, morfología, área superficial y carga. La talla y su 

distribución pueden ser analizadas por varios métodos entre los que se incluyen microscopía, análisis 

por Coulter y técnicas de dispersión de luz (láser o correlación de fotones). La microscopía electrónica 

de barrido se ha empleado para caracterizar la morfología y la de transmisión para analizar la 

ultraestructura. Técnicas basadas en microelectroforesis se han empleado para caracterizar la carga 

eléctrica y potencial zeta de la dispersión. El área superficial expuesta y la porosidad han sido 
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analizadas por estudios de adsorción de gases o moléculas capaces de formar monocapas sobre la 

superficie de las partículas, como la técnica de adsorción de nitrógeno o de intrusión de mercurio. 

Técnicas como la calorimetría diferencial de barrido es empleada para caracterizar la distribución de la 

sustancia activa en la matriz polimérica [45, 53, 54]. 

Finalmente, las aplicaciones terapéuticas de las microesferas se han enfocado a la obtención de 

sistemas de liberación controlada y vectorización de sustancias activas. La liberación controlada del 

fármaco a partir de las microesferas ocurre por difusión de la sustancia activa a través de los poros 

que se generan conforme el polímero empieza a erosionar; en el caso de microesferas de PLGA, la 

estructura del poro y porosidad determinan la capacidad de hidratación para que ocurran los procesos 

de difusión y erosión en la liberación de los principios activos [55]. Si la sustancia activa es liberada por 

difusión a través del polímero sin que ocurra erosión, la liberación depende del área superficial de la 

microesfera y de la distancia que debe recorrer la sustancia activa hacia el medio, de tal manera que, 

al incrementar el área superficial por reducción de la talla de partícula se observa un incremento en la 

velocidad de liberación. La distancia a recorrer en la matriz polimérica puede ser controlada 

manipulando la cantidad de sustancia activa que se carga en el sistema, de tal forma que microesferas 

con alto contenido de sustancia activa liberan más rápido que aquellas que tienen una menor carga. 

Se debe tomar en cuenta que la velocidad de liberación puede verse afectada además por las 

propiedades fisicoquímicas de la sustancia activa, el tipo de polímero empleado, el grado de 

cristalinidad de los componentes y la inclusión de diluentes o plastificantes [56]. 

 

2.3.2 Métodos de preparación. 

Los métodos utilizados en la preparación de microesferas dependen de la naturaleza del material 

empleado, de la sustancia activa, las especificaciones de carga, el tamaño deseado y el mecanismo de 

liberación esperado. En general, son métodos basados en microencapsulación cuyas técnicas utilizan 

procesos de polimerización de monómeros y el uso de polímeros preformados. La elección de técnica 

de microencapsulación depende de la naturaleza del polímero, del fármaco, del uso previsto y de la 

duración que se espera para el sistema (terapia). La técnica empleada debe considerar los siguientes 

requisitos: (i) la estabilidad y la actividad biológica del fármaco, no debería verse afectada durante la 

encapsulación en el producto final, (ii) el rendimiento de microesferas con una talla requerida (hasta 

250 μm, idealmente <125 μm) y la eficiencia de encapsulación en esencia deben ser altos, (iii) la 

calidad de las microesferas y los perfiles de liberación del fármaco deben ser reproducibles dentro de 

ciertos límites o  especificaciones y (iv) las microesferas como producto final deben ser un polvo libre 

de flujo sin procesos de agregación o adherencia [57].  
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Entre los métodos empleados para su manufactura se encuentran los siguientes [42, 45]:  

Por polimerización de monómeros;  

a) Suspensión 

b) Emulsión 

c) Por entrecruzamiento químico o térmico (“cross-linking”) 

Empleando polímeros preformados; 

a) Evaporación de disolvente  

b) Coacervación o separación de fases 

c) Secado por aspersión (“spray drying”) 

d) Recubrimiento por aspersión (“spray coating”) 

e) Secado por congelación (“freeze drying”) 

f) Precipitación 

 

De los métodos antes mencionados, los de evaporación de disolvente han sido los más ampliamente 

utilizados. La metodología incluye un paso previo de emulsificación (simple o múltiple) que es seguido 

por la evaporación de la fase orgánica empleada. Cuando en la primera etapa se tiene una emulsión 

sencilla que generalmente es del tipo W/O entonces se tiene el método llamado simple emulsión-

evaporación de disolvente. En este método el polímero es disuelto en un disolvente orgánico inmiscible 

(como el diclorometano) y el fármaco en una fase acuosa (la cual es una solución de un estabilizante 

como el alcohol polivinílico); las fases se mezclan y emulsifican a temperatura ambiente. Sin embargo 

esta técnica es adecuada para obtener microesferas o microcápsulas cargadas con fármacos 

principalmente hidrofóbicos [58].  

El método de doble emulsión-evaporación de disolvente es uno de los más populares y ampliamente 

utilizados para encapsular sustancias activas hidrofílicas y fue la técnica seleccionada para la 

obtención de microesferas en el presente trabajo. En este método el polímero y la sustancia activa son 

solubles en el disolvente orgánico, frecuentemente diclorometano o acetato de etilo. Se obtiene una 

primera emulsión W1/O a altas revoluciones para generar pequeñas y discretas gotas que después son 

transferidas a un gran volumen de una solución acuosa W2 que contiene un agente estabilizante (como 

el alcohol polivinílico o poloxámeros). La mezcla anterior se somete a agitación para generar una 

segunda emulsión W1/O/W2 [59]. Si la fase acuosa (W2) presenta una capacidad suficientemente alta 

para extraer la mayoría del disolvente orgánico de la fase orgánica (O), el proceso se denomina de 

extracción del disolvente. La figura 7 resume el método de doble emulsión evaporación de disolvente. 

Finalmente, las microesferas pueden ser recuperadas mediante filtración o centrifugación.  

 



 

 
19 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

 

Figura 7. Método de doble emulsión-evaporación de disolvente para la obtención de microesferas. (a) 
emulsificación con altas fuerzas de corte, (b) emulsificación con bajas fuerzas de corte y (c) evaporación 
de la fase orgánica. Tomada y modificada de referencia 80. 

 

Una de las principales ventajas de este método es que se pueden obtener microesferas de un tamaño 

deseado (en un rango amplio de tamaños) con sólo manejar las variables de control del proceso [60, 

61]. Una modificación al método W/O/W descrito es agregar un agente generador de poros en la 

primera emulsión para obtener microesferas con alta porosidad. Entre los agentes empleados como 

generadores de poros se encuentran algunas sales como el cloruro de sodio, carbohidratos como la 

sacarosa, ceras hidrocarbonadas y sales efervescentes como el bicarbonato de amonio. Este último es 

utilizado para generar estructuras mesopororas con macroporos debido a la producción de burbujas de 

dióxido de carbono y amoniaco que provocan la expansión de los poros [20, 62]. 

Dependiendo del método empleado es como se definen las características del producto final, las 

cuales toman en consideración aspectos asociados al tamaño de partícula (menor a 150 μm para 

poder ser inyectado con jeringas y agujas convencionales), morfología (regularidad en la superficie, 

porosidad cuando se requiere), eficiencia de encapsulación (pretendiendo que sea alta, ya que las 

sustancias activas y los polímeros empleados son materiales costosos que no se recuperan 

fácilmente) y cinética de liberación (una rápida liberación inicial o efecto “burst” entre el 20 y 30% 

durante las primeras 24 horas) [61].  

 

2.3.3 Microesferas porosas. 

Recientemente los sistemas porosos han mostrado ser excelentes acarreadores de moléculas y 

células debido a su alta porosidad, área superficial e interconectividad de los poros a través del 

sistema. Se ha reportado que las microesferas porosas podrían actuar como acarreadores de células 

al ser inyectadas como una suspensión de cultivo celular en la reconstrucción de tejidos dañados, ya 

que su gran área superficial facilita la adhesión de las células al acarreador favoreciendo el aumento 

en la densidad celular, mientras que la porosidad ayuda al transporte de nutrientes o sustancias 

activas, además de presentar como ventaja el poder ser administradas por vía parenteral [63]. En el 

área de liberación de fármacos se ha propuesto como alternativa el formular fármacos a través de 
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mecanismos de adsorción, ya que por un lado pueden cargar cantidades terapéuticas de fármaco al 

igual que las microesferas convencionales y por otro se resguarda la integridad de los principios 

activos al no someterlos a procesos de microencapsulación, mientras que el grado de porosidad 

generado les permite controlar la liberación de la sustancia activa, aun cuando tienen la desventaja de 

presentar una rápida liberación inicial de la sustancia activa (conocida como efecto “burst” o liberación 

abrupta), entregando el 100% del fármaco cargado en sólo 24 h [22, 64, 65]. Los trabajos con 

microesferas porosas en la liberación de fármacos se han encaminado a utilizar sus ventajas buscando 

técnicas que permitan mantener la liberación de fármacos durante un tiempo adecuado para la terapia 

y la reducción de la frecuencia de dosis [52]. Existen trabajos que destacan el uso de microesferas de 

alta porosidad y baja densidad para la administración pulmonar debido a que sus propiedades de flujo 

las hacen adecuadas para depositarse en las vías respiratorias altas [66, 67].  

 

2.4 Nanopartículas poliméricas. 

2.4.1 Definición, características y propiedades. 

Las nanopartículas poliméricas son partículas sólidas con propiedades coloidales, en las que la 

sustancia activa puede estar encapsulada, adsorbida o unida químicamente a la partícula. La talla es 

considerada entre de 1 y 1000 nm, algunos autores indican tallas entre 5-100 nm, sin embargo la 

literatura farmacéutica reconoce como nanopartículas aquellas dispersiones con tallas menores a un 

micrómetro [15, 68]. Se pueden distinguir dos tipos de nanopartículas de forma muy similar a las 

micropartículas (ver figura 6): nanoesferas que son sistemas matriciales donde la sustancia activa 

puede estar dispersa o adsorbida en la matriz polimérica y nanocápsulas que son sistemas reservorios 

compuestos de una membrana polimérica que rodea un núcleo acuoso u oleoso donde la sustancia 

activa se encuentra disuelta, pero puede estar adsorbida a la superficie de la cápsula [69].  

Para la obtención de nanopartículas se han empleado materiales poliméricos naturales (como 

proteínas y lípidos) o sintéticos (por polimerización o preformados). Los polímeros naturales, como se 

ha mencionado anteriormente, han ido perdiendo interés en la obtención de nanopartículas, ya que se 

desea evitar el uso de materiales (por ejemplo proteínas o lípidos) que pudieran estimular el sistema 

inmunológico (puedan presentar antigenicidad), además de que se desea también reducir el uso de 

agentes tóxicos durante procesos como el entrecruzamiento o “cross-linking”. Por otra parte, residuos 

de monómeros o subproductos que pudieran ser tóxicos o no biodegradables limitan la preparación de 

nanopartículas por procesos de polimerización para el uso terapéutico. Así que debido a lo anterior es 

que la atención se ha enfocado al uso de polímeros preformados biodegradables, como el PLA, PGA y 

PLGA [15, 70]. 
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Las nanopartículas poliméricas se han convertido en un área importante de investigación en el campo 

de los sistemas de liberación de fármacos porque se ha encontrado que pueden formular y entregar 

una gran cantidad de sustancias activas (fármacos hidrofílicos, hidrofóbicos, proteínas, vacunas, 

biomacromoléculas, etc.) en diferentes partes y órganos del cuerpo y además por periodos sostenidos 

de tiempo. Estas estructuras presentan varias características favorables en el desarrollo de productos 

farmacéuticos, entre las que se pueden mencionar se encuentran la capacidad para controlar la 

liberación, pueden ser vectorizadas de forma activa o pasiva (ser capturadas por un tumor debido al 

efecto EPR; promoción en la permeación y retención), protegen al fármaco contra factores externos 

(luz, oxígeno u otros agentes) y cuentan con una gran área superficial, de tal forma que al estar en 

contacto con el medio incrementan la velocidad de disolución de las sustancias activas, mejorando su 

humectación, incrementando su solubilidad o favoreciendo la adsorción de moléculas [71]. Como 

dispersiones coloidales, las nanopartículas presentan movimiento browniano el cual es aleatorio e 

irregular en el medio de dispersión, esto aunado a las fuerzas de atracción y repulsión entre las 

partículas son lo que determina su grado de agregación, el cual puede ser estimado por medio del 

potencial zeta. Una nanosuspensión físicamente estable debido únicamente a repulsiones 

electrostáticas tendrá un potencial Z mínimo de ±30 mV [72]. Diferentes técnicas fisicoquímicas son 

aplicadas para caracterizar nanopartículas, algunas de ellas se indicaron anteriormente en la 

caracterización de microesferas. Los principales parámetros considerados son la forma, la talla, las 

propiedades de superficie (carga y área), densidad y concentración [73]. 

Otra de las ventajas que caracteriza a las nanopartículas en comparación con las microesferas es que 

estas pueden ser administradas por la vía intravenosa. Los capilares más pequeños en el organismo 

tienen un diámetro de 5-6 µm que permite la entrega de los sistemas nanoparticulados a 

prácticamente cualquier parte del cuerpo, es decir que pueden diseminarse de forma sistémica; existen 

reportes de liberación de fármacos desde nanopartículas hacia sistema linfático, cerebro, pulmones, 

hígado, vaso, paredes arteriales, tumores, articulaciones, etc. [74]. Sin embargo, a pesar de ello las 

nanopartículas deben presentar estabilidad de tal manera que no generen agregados que puedan 

causar embolias al ser introducidas al organismo.  

Una vez administradas, la distribución de la nanopartículas en el cuerpo es controlada por el tamaño y 

la gran área superficial que poseen; estas propiedades generan un mayor contacto con el medio que 

las rodea, incluso para algunos materiales se han observado propiedades mucoadhesivas que 

favorecen su localización y biodisponibilidad. La desventaja de lo anterior es que pueden ser 

reconocidas y eliminadas por el sistema fagocítico mononuclear o por macrófagos, es por ello que se 

han empleado técnicas para modificar la superficie con polímeros hidrofílicos como el polietilenglicol 

(PEGilación) o poloxámeros que puedan evitar el proceso de opsonización y posterior fagocitosis [75, 
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76]. Las nanopartículas administradas por vía parenteral (intravenosa, subcutánea o por inyección 

intramuscular como sistema depósito o “depot”) han mostrado control en la liberación y vectorización 

de sustancias activas, incluidos péptidos y proteínas, mejoran su absorción y localización, 

adicionalmente se ha visto que los protegen contra la degradación enzimática y en muchos casos han 

sido capaces de reducir sus efectos secundarios [77]. Los resultados obtenidos son prometedores para 

la industria farmacéutica debido a que los métodos de preparación de nanopartículas son simples y 

fácilmente escalables. Algunas de las aplicaciones terapéuticas que se han propuesto para las 

nanopartículas se han enfocado a la liberación controlada y vectorización de sustancias activas (por 

ejemplo antibióticos, antivirales, olgonucleótidos, citoestáticos, péptidos y proteínas) para el 

tratamiento de infecciones intracelulares y diferentes tipos de cáncer. Desde el punto de vista de la 

tecnología farmacéutica se busca desarrollar sistemas nanoparticulados capaces de mejorar la 

administración parenteral de péptidos y proteínas y ofrecer la posibilidad de utilizar otras vías de 

administración [71]. 

 

2.4.2 Métodos de preparación. 

Durante las últimas tres décadas se han desarrollado numerosos métodos para la obtención de 

nanopartículas poliméricas. La técnica de preparación puede ser elegida en función de las 

características fisicoquímicas del fármaco, el tipo de polímero a utilizar y la terapia que se desea 

alcanzar.  

Al igual que con las micropartículas, las nanopartículas poliméricas convencionalmente se han 

preparado a través de procesos de nanoencapsulación, empleando dos vías [78, 79, 80]: 

 

Por polimerización de monómeros; 

a) Emulsión 

b) Interfacial 

Utilizando polímeros preformados; 

a) Emulsificación-Evaporación de disolvente 

b) Separación por sales (“salting out”) 

c) Desplazamiento de disolvente 

d) Emulsificación-difusión de disolvente 

e) Nanoprecipitación 

f) Tecnología de fluidos supercríticos 
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Los métodos de preparación son en general parecidos entre sí en el sentido de que involucran una 

fase orgánica donde es disuelto el material polimérico y la incorporación de un no disolvente (como el 

agua) que contiene un agente un estabilizante, con la finalidad de generar la agregación del polímero y 

la formación de la nanoestructura. En el presente trabajo se seleccionó el método de emulsificación 

difusión de disolvente para la obtención de nanopartículas debido a que puede emplearse para varios 

tipos de polímeros y genera resultados que son reproducibles de lote a lote en talla y morfología. La 

figura 8 resume el método de emulsificación-difusión de disolvente. Consiste en el uso de disolventes 

parcialmente miscibles en agua que previamente son saturados en el medio acuoso. Esta saturación 

de la fase orgánica con agua y de la fase acuosa con el disolvente orgánico permite mejorar el 

equilibrio termodinámico del sistema. La técnica consiste en la formación de una emulsión O/W entre 

la solución de un polímero en el disolvente orgánico saturado con agua y una fase acuosa saturada 

con el disolvente orgánico que contiene el estabilizante (por ejemplo alcohol polivinílico o 

poloxámeros). La subsecuente adición de agua causa que el disolvente orgánico difunda hacia la fase 

externa provocando la formación de las nanopartículas [81]. Finalmente las nanopartículas son 

recuperadas con técnicas como el secado por aspersión, liofilización o filtración. 

 

 

 

 
 
Figura 8. Esquema del método de emulsificación-difusión para la obtención de nanopartículas (NP). (1) 
Disolvente orgánico parcialmente soluble en agua saturado con agua, (2) agua saturada con disolvente, (3) fase 
orgánica con polímero disuelto, (4) fase acuosa compuesta de agua y tensoactivo, (5) emulsificación y (6) 
adición de agua para la difusión de disolvente y formación de la nanopartícula. Tomada y modificada de 
referencia 80. 
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2.5 Péptidos y proteínas como agentes terapéuticos. 

A principios de los años 70 del siglo XX, los avances en biología molecular y en ingeniería genética 

permitieron una mejor comprensión de las raíces moleculares y de la función de los péptidos y las 

proteínas en algunas enfermedades que afectan a la humanidad, como el cáncer, desordenes 

inmunológicos, artritis, inflamación, diabetes, esclerosis múltiple, infecciones virales o enfermedades 

neurodegenerativas. Desde la primera vez que se produjo el ADN recombinante por Paul Berg en 

1972, se crearon grupos de investigación como el de Herbert Boyer quien en 1973 transformó 

genéticamente la bacteria Escherichia colli empleando plásmidos recombinantes. Boyer perfeccionó 

los métodos tecnológicos de ingeniería genética y con la ayuda de la empresa Ely Lilly produjeron la 

primera proteína humana recombinante para uso terapéutico en 1982, Humulin® (insulina humana 

recombinante) [8, 82]. De entonces a la fecha, varias tecnologías han sido utilizadas para la 

producción de fármacos biotecnológicos; como la clonación del material genético humano y el 

desarrollo de sistemas para la producción in vitro de biomoléculas, las cuales han permitido la 

obtención de casi cualquier sustancia biológica basada en ADN recombinante (como péptidos y 

proteínas) a escala industrial dando paso al crecimiento de la investigación científica en esta área y al 

desarrollo de medicamentos empleando estas moléculas [83]. A partir de entonces crece un mercado 

emergente que emplea las técnicas de ingeniería genética, clonación y ADN recombinante para 

producir péptidos y proteínas terapéuticos, sentando las bases de la industria farmacéutica 

biotecnológica que al día de hoy cuenta con más 110 compañías que incluyen en sus productos más 

de 80 moléculas en estudios clínicos y más de 73 productos que ya se encuentran en el mercado y 

que han sido aprobados por la FDA. Ejemplo de esas moléculas son la eritropoyetina, el filgrastim, la 

insulina humana recombinante, el interferón β1, el interferón α, las interleucinas-1 y -2, hormona de 

crecimiento, etc, con ventas de 54 millones de dólares para el 2011 [84].  

Los péptidos y las proteínas son parte integral del organismo, desempeñan importantes funciones en 

procesos biológicos y fisiológicos, actúan como ligandos en señalización, como enzimas en procesos 

metabólicos, como anticuerpos en eventos inmunológicos, además participan en la replicación, 

transcripción y traducción del DNA. Partiendo de este punto de vista muchos de los fármacos 

biotecnológicos presentan mejores ventajas que los orgánicos en el tratamiento de enfermedades 

crónicas porque en general se espera que sean menos tóxicos al ser moléculas endógenas y que se 

pueda predecir su comportamiento in vivo. Sin embargo, la eficacia y seguridad está relacionada, 

como en otros fármacos, con la presencia de contaminantes tales como residuos virales, celulares u 

otras biomoléculas, de ahí que los procesos de purificación y caracterización analítica sean etapas 

críticas en sus procesos de obtención [85]. 
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Aun cuando el avance en la producción de péptidos y proteínas ha sido rápido, los avances en 

formulación y desarrollo de sistemas de liberación para este tipo de moléculas comenzó 

recientemente, pues la investigación en las últimas dos décadas ha mostrado que la vía de 

administración y las propiedades fisicoquímicas de las moléculas tienen efecto en la absorción y la 

eficacia in vivo; pues los péptidos y proteínas sufren degradación en fluidos corporales (sobre todo por 

la vía oral) e inestabilidad en su manipulación. Es por ello que las formulaciones actuales son 

soluciones, liofilizados o suspensiones que son administradas como inyecciones subcutáneas o 

intramusculares.  

Las estrategias en el desarrollo de sistemas de liberación de péptidos y proteínas se ha enfocado 

proponer vías de administración no invasivas como la vía bucal, nasal, rectal, vaginal y pulmonar, o 

bien empleando otros enfoques como el uso de técnicas como la iontoforesis, sonoforesis y 

microagujas para evitar las barreras enzimáticas altamente presentes en la vía oral y en la liberación 

gastrointestinal debido a la presencia de proteasas como la tripsina y peptina o aminopeptidasas  que 

degradan y eliminan el fármaco reduciendo la biodisponibilidad y para reducir el rápido aclaramiento 

por filtración glomerular, endocitosis y fagocitosis. Por el lado tecnológico se han concentrado en 

diseñar sistemas y formulaciones que aseguren la integridad de las moléculas, que faciliten la 

administración, reduzcan los efectos secundarios y adversos, que entreguen el fármaco en el sitio de 

acción, que extiendan la vida media en anaquel y de permanencia en el organismo, además de que se 

mejore la aceptación por parte del paciente y su calidad de vida [18, 26, 86, 87]. 

 

2.5.1 Formulación: propuestas, retos y limitaciones. 

El éxito en la formulación de los péptidos y las proteínas depende del grado de conocimiento que se 

tenga acerca de sus propiedades fisicoquímicas (peso molecular, tamaño, forma, carga, coeficiente de 

partición, estructura secundaria, hidrofilicidad, permeabilidad, etc), propiedades biológicas 

(funcionalidad), de su estabilidad física y química (degradación, agregación y precipitación), de su 

inmunogenicidad (reconocimiento celular), del mecanismo de eliminación del organismo y propiedades 

farmacocinéticas (vida media, metabolismo y aclaramiento) [88]. Así pues, a pesar de sus atractivas 

propiedades como agentes terapéuticos, los fármacos biotecnológicos presentan serias limitaciones; 

suelen ser moléculas grandes, con estructuras complejas (hasta estructuras cuaternarias), enlaces 

lábiles en fluidos corporales o acuosos, y una alta dependencia de la actividad terapéutica con la 

estructura conformacional, es así que estas características representan el principal reto en su 

formulación, ya que la estructura de las proteínas es sensible a las condiciones externas. De este 

modo, durante la formulación y la administración se deben considerar factores como el pH, la 

temperatura, la interacción con superficies, labilidad al estrés físico e interfaces [12, 24, 89]. 
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Debido a su frágil naturaleza, la investigación farmacéutica tecnológica ha propuesto por su parte el 

desarrollo de sistemas acarreadores en escala micro- y nanométrica, empleando sobre todo materiales 

poliméricos biodegradables de origen natural o sintético, con la finalidad de reducir las limitantes en la 

administración y liberación de péptidos y proteínas. Procesos de sustitución o modificación química 

(como la PEGilación o la acilación) y la creación de sistemas acarreadores de proteínas como 

liposomas, hidrogeles, microesferas, nanopartículas, nanocápsulas e implantes han sido utilizados 

para formular péptidos y proteínas, ofreciendo como ventajas un control en la liberación con niveles 

plasmáticos constantes, protección durante la administración, mayor tiempo en circulación y entrega 

del fármaco en el sitio de acción [90, 91, 92]. 

Desde hace más de una década se ha discutido el uso del PLGA en la preparación de acarreadores 

poliméricos, como nanopartículas y microesferas, empleando métodos de micro- y nanoencapsulación 

para cargar péptidos y proteínas con altas eficiencias [93]. Sin embargo, se ha visto una liberación 

incompleta de la proteína nativa debido a problemas de estabilidad, generando especies proteicas 

degradadas o desnaturalizadas que no solo son terapéuticamente inactivas sino que también pueden 

presentar efectos inmunogénicos o tóxicos [94]. Esta inestabilidad de los péptidos y las proteínas 

durante la preparación de sistemas acarreadores está asociada con el estrés físico y químico presente 

en cada uno de los pasos críticos de la micro- y nanoencapsulación, los cuales se encuentran 

resumidos en la figura 9, donde el uso de disolventes orgánicos, altas temperaturas, agitación, altas 

fuerzas de corte, cambios de pH e interfaces son eventos comunes.  

 

 

Figura 9. Pasos y etapas en la micro- o nanoencapsulación durante la preparación de acarreadores 
propuestos para péptidos y proteínas, indicando posibles causas de degradación en cada paso. 
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De este modo, procesos de oxidación, hidrólisis, deamidación, agregación, precipitación y despliegue 

de la estructura secundaria y exposición de regiones hidrofóbicas son posibles causas de degradación 

e inefectividad, que en la mayoría de los casos no son efectos reversibles [9, 95, 96]. Observando 

estas evidencias es posible mencionar que los procesos comunes de encapsulación han dificultado, en 

algunos casos, la formulación de proteínas. Con base en lo anterior es que se han venido sugiriendo 

enfoques de estabilización, métodos y mecanismos que reduzcan al mínimo estos efectos, entre los 

que se han reportado se incluyen [9, 27]:  

a) La adición de azúcares, polioles o polientielglicol para evitar el despliegue la protección de la 

estructura conformacional en las interfaces. 

b) Incrementar la concentración de fármaco o agregar otras proteínas para reducir el radio 

interface/proteína o para competir por las interfaces. 

c) Evitar la emulsificación empleando fases no acuosas o reducir el tiempo de emulsificación 

para evitar las fuerzas de corte.  

d) Empleo de par iónico hidrofóbico para competir por la interacción con el polímero. 

e) Añadir crioprotectores durante la liofilización o empleando otros métodos de secado a bajas 

temperaturas para evitar la desnaturalización. 

f) Empleo de soluciones tampón para controlar el pH. 

g) Evitar el uso de disolventes orgánicos, adsorbiendo sobre superficies en un medio acuoso. 

La adsorción de fármacos sobre nanopartículas y microesferas poliméricas constituye una opción para 

acarrear activos; pues además de preservar el fármaco de una degradación potencial en los pasos 

antes descritos, también evita la posibilidad de reacción durante procesos de polimerización o de unión 

química con el polímero [22, 28, 29, 65]. 

 

2.5.2 Adsorción de péptidos y proteínas: definición, aplicaciones y características. 

La adsorción es un proceso por el cual átomos, iones o moléculas (adsorbato) son adheridos o 

retenidos en la superficie de un material (adsorbente). Cabe distinguir dos tipos de adsorción: física o 

de naturaleza química. La adsorción que tiene lugar debido a las fuerzas de Van der Waals se llama 

generalmente adsorción física o fisisorción. En este caso, la molécula adsorbida no está fija en un 

lugar específico de la superficie, sino más bien está libre de trasladarse dentro de la interface. Esta 

adsorción, en general, predomina a temperaturas bajas. Si el adsorbato sufre una interacción química 

con el adsorbente, el fenómeno se llama adsorción química, adsorción activa o quimisorción. Las 

energías de adsorción son elevadas, del orden de las de un enlace químico, debido a que el adsorbato 

forma unos enlaces fuertes localizados en los centros activos del adsorbente. Esta adsorción suele 

estar favorecida a una temperatura elevada. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Transici%C3%B3n_de_fase
http://es.wikipedia.org/wiki/%C3%81tomo
http://es.wikipedia.org/wiki/Ion
http://es.wikipedia.org/wiki/Mol%C3%A9cula
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Entender como ocurre el proceso de adsorción en un ambiente acuoso y sobre una superficie sólida ha 

permitido aplicar este conocimiento en diferentes áreas de la química y la biología. Por ejemplo, la 

adsorción de péptidos y proteínas sobre partículas poliméricas, tanto in vivo como in vitro, ha sido 

aprovechada en la  biomedicina con aplicaciones en el uso de órganos y tejidos artificiales, en la 

creación de biosensores, en las tecnologías de los inmunoensayos y técnicas de separación 

cromatográficas, en la inmovilización de enzimas y separación de células inmunomagnetizadas en 

tumores, así como en el desarrollo de sistemas de liberación de fármacos [97, 98, 99]. En los sistemas 

de liberación de fármacos puede ser útil la adsorción in vivo para el reconocimiento del sistema y su 

vectorización, mientras que la adsorción in vitro puede emplearse para atrapar fármacos en los 

sistemas o bien para funcionalizarlos. De ahí que se puedan adsorber en superficies planas como la 

de los implantes poliméricos o en superficies en movimiento cuando se emplean partículas [99]. 

La adsorción es un proceso complejo que se ve afectado por el pH, la temperatura, la fuerza iónica, las 

propiedades del disolvente, así como por las propiedades del adsorbato (fármaco) y el adsorbente 

(superficie polimérica), y es conducido por las fuerzas que se generan entre las moléculas y las 

superficies, incluyendo fuerzas débiles como las de van der Waals, fuerzas hidrofóbicas y/o 

electrostáticas. Las cinéticas de adsorción, desorción y reversibilidad de péptidos y proteínas sobre 

una superficie polimérica pueden apreciarse en la figura 10.  

 

 

Figura 10. Esquema de las cinéticas de adsorción. 1: transporte de la proteína hacia la superficie, 2: adhesión del proteína a 
la superficie, 3: cambios conformacionales, 4: desorción de la molécula y 5: incorporación al medio de disolución y 
reversibilidad al estado nativo (cuando aplica). Notas: (//////) = grupos hidrofóbicos, (-----) = grupos hidrofílicos, y (++++) = 
grupos cargados. Tomada y modificada de referencia 100.  
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En el proceso de adsorción, antes de ocurrir los pasos indicados, primero la molécula y la superficie 

deben ser hidratadas, las proteínas deben obtener una orientación espacial adecuada hacia la 

superficie y debieron haber vencido las repulsiones electrostáticas entre ellas [100]. La velocidad con 

que se las moléculas se acercan a la superficie, la cantidad que permanece adsorbida, la estabilidad 

en la superficie, el tiempo que permanecen adheridas, la velocidad con que son separadas, los 

cambios conformacionales y la reversibilidad para obtener nuevamente la estructura nativa se ven 

influenciados por varios factores: 

a) Conformación de la molécula: estructura primaria, secundaria, terciaria o cuaternaria. Los 

péptidos y las proteínas tiene una estructura tridimensional asociada con el tipo y la proporción 

de aminoácidos (hidrofílicos e hidrofóbicos) que componen su cadena y la forma en que estos 

interactúan formando bucles aleatorios (“coils”), α-hélices y β-láminas. En estos arreglos existe 

una gran cantidad de puentes de hidrógeno que estabilizan la estructura de la proteína sobre 

todo en disolventes no polares. En un ambiente acuoso, los aminoácidos hidrofóbicos 

mantienen las proteínas plegadas, pues los aminoácidos hidrofílicos se orientan hacia el medio, 

manteniendo en el interior de la molécula un núcleo hidrofóbico. Así, dependiendo de la 

polaridad del medio o del disolvente es que una proteína puede desnaturalizarse para crear 

una conformación estable. Con base en esto se conocen dos tipos de proteínas: las duras y las 

suaves; las primeras tienen un núcleo hidrofóbico altamente estable que no se ve expuesto al 

cambiar de medio o al interactuar con superficies hidrofílicas y las segundas tienen una baja 

estabilidad interna, por lo que despliegan su forma ante los cambios del medio en que se 

encuentran y con cualquier superficie que interactúen [101]. 

b) Efecto del pH. La carga total de una proteína depende de la distribución de cargas sobre la 

superficie y está relacionada con la proporción de aminoácidos polares y si estos están 

ionizados o no en función del pH. Cálculos matemáticos y experimentales muestran que los 

péptidos y las proteínas presentan un punto isoeléctrico, el cual es el pH donde carga total de 

la molécula es neutra. Fenómenos de atracción y repulsión, entre las moléculas y las 

superficies, serán observados en función de los cambios de pH. Un medio que tenga un pH por 

encima del punto isoeléctrico provocará que la molécula tenga una carga positiva y por debajo 

una carga negativa. Las interacciones electrostáticas son uno de los principales factores que 

favorecen el proceso de adsorción. Estudios muestran que la máxima adsorción y los menores 

cambios conformacionales se encuentran en los puntos más cercanos al punto isoeléctrico 

debido a que las repulsiones entre las moléculas ya adsorbidas en la superficie es mínima [102, 

103]. 



 

 
30 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

c) Tipo de superficie. En general las moléculas proteicas cambian su conformación en gran 

medida cuando son adsorbidas sobre superficies hidrofóbicas en comparación con las 

superficies hidrofílicas, debido a las interacciones entre el interior hidrofóbico de las moléculas 

y la hidrofobicidad de la superficie. Esto provoca que la proteína se extienda sobre la superficie, 

cambie su conformación y exponga su núcleo hidrofóbico. Más aún, una interacción con una 

superficie hidrofóbica se ve energéticamente más favorecida en comparación con una 

superficie hidrofílica, ya que las moléculas de agua que generalmente colindan una superficie 

hidrofílica, son liberadas al medio, lo que aumenta la entropía, reduce la energía libre de Gibbs 

y despeja la superficie. Lo anterior también genera que la desorción sea más lenta (velocidad 

de liberación) o vaya decreciendo con el tiempo. Experimentos realizados con gradientes de 

hidrofobicidad han demostrado que al incrementar esta propiedad aumenta la cantidad 

adsorbida, incluso en mayor cantidad que una superficie hidrofílica (a menos que existe un 

efecto de concentración). Sin embargo, para crear menores cambios o reversibilidad de la 

conformación es preferible adsorber sobre superficies pobremente hidrofóbicas, hidrofílicas y 

favoreciendo las interacciones electrostáticas [100, 103].   

d) Efecto de la concentración. El área que ocupa una molécula proteica sobre una superficie es 

llamada marca o “footprint”. Normalmente esta marca aumenta cuando el tiempo de contacto 

aumenta, deformando la molécula; este fenómeno es llamado extensión o “spreading”. La 

extensión de la marca dependerá de las propiedades de la molécula y de la superficie como se 

mencionó anteriormente, pero también estará determinada por la presencia de moléculas 

vecinas en la superficie. De tal manera que una alta concentración de moléculas acercándose a 

la superficie ocuparán más rápido el espacio, habrá una mayor cantidad adsorbida y con una 

menor extensión, es decir que el empaquetamiento o conformación de la molécula se verá 

afectada en menor medida a altas concentraciones. Se ha visto que una molécula proteica no 

cuenta con tiempo suficiente para extenderse completamente en una superficie hidrofílica 

debido a la vecindad de las moléculas y a la presencia de moléculas de agua en comparación 

con una superficie hidrofóbica donde la velocidad de extensión es más rápida y el grado de 

desnaturalización es mayor. Incluso, la forma también podría determinar el grado en que las 

moléculas se ordenan en la superficie haciendo evidente los efectos estéricos [104]. 

e) Temperatura. Los péptidos y proteínas presentan una mayor adsorción a altas temperaturas. 

Lo anterior es debido a que a una mayor temperatura el grado de desnaturalización se ve 

aumentado, exponiendo grupos hidrofóbicos o bien generando puentes disulfuro en 

aminoácidos de cisteína que elevan dramáticamente el grado de adsorción [105]. Es importante 



 

 
31 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

tomar en cuenta que existen moléculas termoestables, las cuales no presentan cambios 

conformacionales en un amplio rango de temperaturas. 

 

Una vez adsorbidos, los péptidos y proteínas no desorben libremente, generalmente lo que se hace es 

diluir el medio para crear un gradiente de concentración y una posterior difusión, pero si esto no es 

suficiente entonces se puede modificar el pH, la fuerza iónica o bien adicionando pequeñas moléculas 

como electrólitos u otras proteínas de bajo peso molecular para hacer un intercambio en la superficie. 

El tipo de superficie y las fuerzas que interactúan controlan el proceso de desorción o liberación, 

siendo más rápido cuando la superficie es hidrofílica, cuando se involucra un solo tipo de fuerzas (es 

decir, que no hay combinación de interacciones polares y no polares), cuando las fuerzas son 

predominantemente de van der Walls o electrostáticas, o bien cuando la superficie se encuentra 

saturada con gran cantidad y poca distancia entre las moléculas vecinas. Convencionalmente la 

energía de Gibbs es mucho menor en el proceso de adsorción que en el de desorción, por lo que esta 

última suele ser más lenta [105]. La reversibilidad de los cambios conformacionales al estado nativo 

dependerá de los factores que influyen en la adsorción como se menciona arriba. 

 

2.5.2.1 Isotermas de adsorción. 

Los procesos de adsorción son normalmente representados por isotermas, donde la concentración 

adsorbida (Γ) es graficada contra la concentración (C en µg/mL) de las moléculas en solución, a 

temperatura constante. Las formas de las isotermas obtenidas de forma experimental son muy 

similares a las isotermas propuestas por Langmiur [Γ/ Γm = KC/(1+KC)], donde Γ es la cantidad 

adsorbida por unidad de área, Γm es el valor máximo de adsorción o saturación, C es la concentración 

de proteína o péptido y K es la constante de equilibrio entre adsorción y desorción. La figura 11 

muestra una isoterma de proteínas característica, en la que se muestra la dependencia de la cantidad 

adsorbida de una proteína modelo (albúmina sérica bovina) y la influencia del pH sobre la cantidad 

adsorbida. Sin embargo, otros autores han propuesto modelos de isotermas que emplean el modelo 

anterior al que además le incluyen un parámetro constante (n) que depende del tipo y forma de la 

proteína; como el modelo de Langmiur-Freunlich [Γ/ Γm = KC
1/n

/(1+KC
1/n

)], el cual considera que una 

molécula proteica no se une solamente a un único sitio activo, donde “K” depende de la superficie y la 

proteína y “n” solamente de la proteína [106]. 
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 Figura 11. Isotermas de adsorción de albúmina sérica 
bovina en partículas de poliestireno sulfonado, en 
función del pH. Modelo: Langmuir-Freundlich. Notas: -
L-F regr = regresión de Langmuir-Freundlich. Tomada 
de referencia 107. 

 

 

 

Las proteínas globulares presentan una clara meseta asociada a la formación de una monocapa 

debido al empaquetamiento cercano de las moléculas en la superficie. A bajas concentraciones esta 

monocapa no es continua. Mientras que en moléculas más pequeñas de peso molecular o tamaño es 

posible ver más de una meseta que representa la formación de multicapas a partir de la superficie de 

adsorción. Así, a partir de la isoterma se pueden inferir el tipo de adsorción tomando en cuenta la 

forma de la proteína, la concentración y el tipo de superficie para determinar si hay adsorción tipo 

lateral (“side-one”) o terminal (“end-one”), ver figura 12 [99].  

 

 

Figura 12. Esquema que 
representa la adsorción de una 
proteína globular (a) y una 
proteína cilíndrica (b). (i) 
adsorción lateral-“side-one” y (ii) 
adsorción terminal-“end-one”. 
Tomada y modificada de 
referencia 99. 

 

 

 

 

(a) (b)

(i) (ii)
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2.6 Péptido modelo empleado: acetato de leuprolide. 

El acetato de leuprolide es un potente agonista sintético de la hormona liberadora de gonadotropinas 

(GrRH), inicialmente estimula a la pituitaria para que se lleve a cabo la liberación de las hormonas 

luteinizante (LH) y folículo estimulante (FSH), conocidas como gonadotropinas. Paradójicamente 

después de su administración crónica se alcanza una saturación de los receptores de la pituitaria, de 

tal manera que se inhibe la secreción de la testosterona y estrógenos de forma abrupta en un proceso 

conocido como “castración química” que reduce los niveles plasmáticos de testosterona generando 

una reducción en el crecimiento tumoral. Cabe mencionar que estos efectos son temporales y 

reversibles. Es efectivo en el tratamiento de enfermedades hormona-dependientes como el cáncer de 

próstata, de mama, endometriosis, pubertad precoz, tumor uterino y adenomiosis, sin la necesidad de 

castración quirúrgica y sin presentar serios efectos secundarios [108, 109].  

Es un nonapéptido con la siguiente secuencia (estructura primaria) 5-oxo-Pro-His-Trp-Ser-Tyr-Leu-

Leu-Arg-Pro-NHEt·CH3COOH. Este péptido es obtenido por síntesis química. Su estructura química se 

puede observar en la figura 13.  

 

 

 
Figura 13. A) Estructura química del 
acetato de leuprolide y B) conformación 
de β-giro en medio acuoso de la porción 
4-7 del acetato de leuprolide, tomada de 
referencia 111. 

 

 

El leuprolide es generalmente administrado por vía subcutánea o intramuscular, ya que por otras vías 

presenta baja biodisponibilidad (de 0.1 a 5% aprox.) [108]. Es un polvo fino, esponjoso, altamente 

hidrofílico, soluble en agua (solubilidad de ~400 mg/mL), etanol, dimetilsulfóxido y propilenglicol, tiene 

un pKa de 9.6 [109], es inestable en los fluidos corporales por degradación enzimática, a 37°C y en 

medio acuoso presenta degradación principalmente por hidrólisis con una cinética de pseudo-primer 

orden, en medio no acuoso se degrada por agregación y oxidación [110].  La molécula en solución 

presenta un confórmero activo que consiste de un β-giro formado por puentes de hidrógeno entre los 

aminoácidos 4 y 7, ver figura 13 [111].  

A) B)
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Existen en el mercado sistemas basados en microesferas de PLGA que son utilizados como sistemas 

depósito o tipo “depot” (Lupron®, Eligard®, Prostap®) con concentraciones de 3.75 o 7.5 mg para 1 

mes, 22.5, 30 o 45 mg para 3, 4 y 6 meses respectivamente [109]. El péptido es liberado por dos 

mecanismos: una etapa inicial de difusión de la sustancia activa ubicada en la superficie de la 

microesfera, seguida por una etapa de elución conforme el polímero se erosiona [108]. Recientemente 

la FDA aprobó un implante osmótico no-biodegradable subcutáneo (Viadur®) de 72 mg para 12 

meses, el cual es indicado para el tratamiento de cáncer de próstata en etapa avanzada [112]. Algunos 

parámetros farmacocinéticos encontrados del acetato de leuprolide son: un volumen de distribución 

promedio de 37 L, tiempo de vida media de 3.6 h, una biodisponibilidad estimada de 94% por vía 

intramuscular y subcutánea y menor al 0.1% por vía oral [113, 114]. 

 

2.7 Proteína modelo empleada: α-amilasa. 

Como proteína modelo se empleó la enzima α-amilasa, obtenida por biotecnología a partir del 

microorganismo Aspergillus oryzae. Es una glicoproteína globular con una estructura primaria de 475 

aminoácidos, con un peso molecular de ~51,000-54,000 kD, cuyo núcleo pesa aproximadamente 

50,000 kD, con dos residuos con grupo tiol (SH) formando cuatro enlaces disulfuro. También es 

conocida como 1,4-α-D-Glucan-glucanohidrolasa. Su pH óptimo es de 6.2 a 7.0 y su punto isoeléctrico 

es de 4.2. Los iones de calcio (Ca+2) y cloruros (Cl-1) son esenciales para su estabilidad. Posee tres 

regiones o dominios bien conservados en su estructura primaria, los cuales contienen los aminoácidos 

que forman parte del centro activo (dominio A) y que estabilizan la molécula (dominios B y C) [115, 

116], ver figura 14.  

Es una enzima presente en la saliva y jugos gástricos, se produce en las glándulas salivales y el 

páncreas, participa en los procesos metabólicos de carbohidratos y polisacáridos, hidrolizando los 

enlaces 1-4 alfa de polisacáridos como el almidón y el glucógeno, generando glucosa y maltosa. En 

condiciones de pancreatitis se secreta α-amilasa en sangre, es por ello que las mediciones de α-

amilasa son importantes en el diagnóstico de pancreatitis aguda, ya que es considerada como la 

prueba de detección más práctica, precisa y sensible [117,118]. Debido a que su temperatura de 

desnaturalización es de 60 ºC o más es empleada como modelo para estudiar técnicas de 

estabilización térmica de enzimas [119]. 

 



 

 
35 

 

            MARCO DE REFERENCIA 

Figura 14. Representación computacional de la estructura 
terciaria de la α-amilasa. Los tres dominios se identifican 
como A, B, y C. Los iones de Calcio (Ca) y Gadolinio (Gd) se 
representan como esferas de color rosa y amarillo, 
respectivamente. Tomada y modificada de referencia 119. 
 

 

 

La enzima α-amilasa se ha encapsulado en matrices de almidón de papa para obtener sistemas 

matriciales que degraden enzimáticamente al absorber agua y que puedan liberar sustancias activas a 

un tiempo, velocidad y condición deseada [120]. También se ha empleado para la producción industrial 

de glucosa y fructuosa a partir de almidones, en la obtención de ciclodextrinas y geles de almidón 

termosensibles, así como en el tratamiento industrial de algodones y fibras [121].   

 

 

 

 

Dominio B

Dominio A

Dominio C
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III. JUSTIFICACIÓN 

 

El desarrollo de tecnologías para la obtención de sistemas de liberación controlada requiere de la 

consideración de varios factores, como son: las propiedades fisicoquímicas de la sustancia activa, la 

posible vía de administración, la naturaleza del sistema, la habilidad para ser vectorizado y su 

biocompatibilidad. La formulación de péptidos y proteínas debe considerar que su inestabilidad en 

procesos de micro- y nanoencapsulación está relacionada a la pérdida de la conformación, 

desnaturalización, agregación (covalente o no covalente) y cambios químicos cuando las moléculas 

son sometidas a interfaces durante etapas de emulsificación, presencia de superficies hidrófobas, 

contacto con disolventes orgánicos, altas fuerzas de corte en etapas de homogenización y altas 

temperaturas en el secado. Es por lo anterior y por el interés terapéutico de este tipo de moléculas en 

el tratamiento de enfermedades crónicas, que se ha venido proponiendo nuevos sistemas de 

liberación, mejoras o nuevas técnicas en los procesos de formulación para que se reduzcan al mínimo 

los efectos no deseados.  

 

Con base en las ventajas que tiene el uso de materiales biodegradables, la gran área superficial con 

que cuentan las nanopartículas poliméricas, así como el soporte que representan las microesferas 

porosas al ser usadas como vehículos acarreadores de fármacos debido a su gran área superficial, a 

sus poros interconectados y a las alternativas que ofrece el fenómeno de adsorción física en un medio 

acuoso; en el presente trabajo se aprovechan todas estas propiedades para proponer un sistema de 

liberación de fármacos sensibles ensamblado bajo un enfoque “bottom-up (producción de abajo y 

hacia arriba)”, empleando un proceso llamado “ensamblaje por adsorción/infiltración”. En este proceso, 

nanopartículas, adsorbidas con fármaco en un medio libre de disolventes orgánicos, son infiltradas en 

microesferas porosas empleando una técnica simple de inmersión acuosa. Este nuevo sistema no 

involucra al fármaco sensible en los procesos de obtención de los componentes (micro- y 

nanopartículas), sino hasta el momento del ensamblaje del sistema, el cual se lleva a cabo en un 

ambiente amigable para este tipo de moléculas, es decir, en un medio acuoso donde las condiciones 

fisicoquímicas favorecen la interacción entre los componentes y el biofármaco.  
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La propuesta es ensamblar sistemas a través de nanoestructuras infiltradas en vehículos porosos para 

obtener un nuevo sistema de liberación para péptidos y proteínas que en su proceso de obtención: 

 

 Se promueva la protección de la integridad del fármaco (péptidos y proteínas).  

 Que sea libre de disolventes orgánicos  

 Que evite el estrés fisicoquímico. 

 Se incorporen cantidades terapéuticas de los fármacos. 

 Se reduzcan las posibles causas de degradación. 

 Se modifique la velocidad de liberación. Una liberación controlada o prolongada que permita 

regular las dosis y disminuir la frecuencia de administración. 

 Se preparen sistemas eficaces. 

 Se produzcan sistemas que puedan ser administrados por diferentes vías, es decir que durante 

el desarrollo se tome en cuenta la mejor vía de administración (sistemas que puedan ser 

inyectados con jeringas convencionales). 
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IV. HIPÓTESIS 

 

Si es posible adsorber e infiltrar nanopartículas poliméricas biodegradables igualmente 

adsorbidas con fármaco, en un vehículo o soporte poroso biodegradable de talla 

micrométrica (microesferas porosas), bajo un proceso simple de inmersión en medio 

acuoso, entonces se podrá obtener sistemas ensamblados para ser empleados como 

acarreadores de agentes terapéuticos sensibles al estrés fisicoquímico, como son los 

péptidos y las proteínas, que puedan administrarse por diferentes vías, incluida la 

parenteral.  

 

 

Si este proceso de “ensamblaje por adsorción/infiltración” de nanopartículas produce un 

proceso de saturación superficial del vehículo poroso en diferentes grados entonces será 

posible cargar cantidades terapéuticas del fármaco y modificar la velocidad de liberación. 

 

 

Si el proceso de ensamblaje se realiza en un medio amigable para los péptidos y 

proteínas, libre de disolventes orgánicos, sin estrés físicoquímico, donde se mantenga a 

un mínimo los cambios conformacionales y se tengan tiempos cortos de contacto (e.g. un 

medio acuoso con condiciones fisicoquímicas adecuadas), entonces como resultado se 

tendrá que la integridad y por tanto la actividad de la molécula no se verán afectadas por 

el proceso de formulación.  
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V. OBJETIVOS 

 

5.1 General. 

Obtener, caracterizar y evaluar un nuevo sistema de liberación controlada (SLC) de fármacos 

sensibles al estrés fisicoquímico, como los péptidos y las proteínas, utilizando un proceso de 

ensamblaje libre de disolventes orgánicos, basado en la adsorción e infiltración de nanopartículas 

poliméricas biodegradables en un soporte poroso biodegradable de talla micrométrica (microesferas 

poliméricas), y empleando un método simple de inmersión en medio acuoso.  

 

5.2 Particulares. 

 Seleccionar materiales biodegradables útiles para la obtención de las micro- y nanoestructuras 

(componentes del sistema), así como los fármacos o moléculas modelo. 

 

 Desarrollar y validar los métodos analíticos para la determinación de la carga y/o la eficiencia 

de adsorción, la cantidad de péptido y proteína liberada por el sistema, así como la actividad 

enzimática de la proteína. 

 

 Obtener nanopartículas biodegradables empleando el método de emulsificación-difusión de 

disolvente y caracterizarlas por su morfología, talla promedio, potencial Z, así como área 

superficial, utilizando microscopia electrónica de barrido (MEB), dispersión dinámica de luz, 

movilidad electroforética y adsorción de nitrógeno (BET). 

 

 Optimizar el método de obtención de los soportes o vehículos biodegradables porosos de talla 

micrométrica (microesferas), tomando como parámetros de referencia la talla promedio, 

morfología, diámetro de poro expuesto, porosidad y área superficial, empleando técnicas como 

microscopia electrónica de barrido (MEB), dispersión dinámica de la luz y adsorción de 

nitrógeno (BET).  

 

 Llevar a cabo estudios de adsorción de las moléculas modelo sobre los componentes del 

sistema (nanopartículas y microesferas porosas), por separado y empleando el método de 

inmersión en medio acuoso, para determinar la capacidad de carga de fármaco, así como el 

tipo de interacción entre ellos, mediante la eficiencia de adsorción y el potencial zeta, con 

técnicas de espectrofotometría UV, cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC) y 

movilidad electroforética. 
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 Ensamblar el sistema de liberación propuesto, bajo el enfoque “bottom-up” y con el proceso de 

adsorción/infiltración, empleando nanopartículas poliméricas biodegradables, microesferas 

porosas biodegradables y las moléculas modelo. Llevar a cabo su respectiva caracterización; 

eficiencia de adsorción, área superficial, morfología, y estudios calorimétricos, utilizando 

técnicas de espectrofotometría UV, cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC), 

adsorción de nitrógeno (BET), microscopia electrónica de barrido (MEB), calorimetría 

diferencial de barrido (DSC) y termogravimetría (TGA). 

 

 Evaluar in vitro los perfiles de liberación de las moléculas modelo a partir de los sistemas 

ensamblados, empleando medios de disolución que simulen las condiciones de la posible vía 

de administración. Adicionalmente, analizar el ajuste de los datos obtenidos a modelos 

cinéticos que permitan explicar el mecanismo de liberación asociado. 

 

 Realizar estudios de integridad de las moléculas modelo antes y después de ser cargadas en 

los sistemas ensamblados, empleando estudios in vitro (haciendo uso de substratos para la 

actividad enzimática de proteínas) y dicroísmo circular para detectar cambios conformacionales 

o de la estructura secundaria.  
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VI. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 

 

6.1 Diagrama de flujo de la metodología experimental. 

La figura 15 muestra un esquema general de la ejecución de las etapas involucrados en el desarrollo 

de este proyecto de investigación. 

 

 

 

Figura 15. Esquema general de las etapas del proyecto de investigación. NP’s = nanopartículas. 

 

 

 

Estudios de liberación 

In Vitro

Perfiles de 

liberación

Sistemas de Liberación Controlada 

para Péptidos y Proteínas

Selección de 

materiales y fármacos 

modelo

Obtención de 

microesferas porosas 

poliméricas

Obtención de NP’s 

poliméricas

Caracterización 

fisicoquímica

Caracterización 

fisicoquímica

Preparación de los Sistemas 

Ensamblados por 

“adsorción / Infiltración”

Desarrollo y validación 

de metodología 

analítica

Caracterización 

fisicoquímica

Optimización del 

proceso de obtención

Tiempo de 

contacto

Morfología

Eficiencia de adsorción de 

fármaco

Interacción de los 

componentes

Área superficial

Estudios de integridad 

de las moléculas modelo

Dicroísmo Circular

Actividad 

enzimática

Pruebas de adsorción 

sobre los componentes 

del sistema

Influencia del pH

Cinéticas de 

adsorción

Eficiencia de 

infiltración de NP’s

Mecanismo de 

liberación



 

 
42 

 

                     METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 

6.2 Selección de materiales. 

Los reactivos, materiales de apoyo y equipos empleados en el presente estudio se encuentran en la 

siguiente lista. 

 

Materiales y reactivos  Equipos empleados 
Polímeros:   

 Ácido Poliláctico-co-Glicólico, PLGA 
50:50, DLG 4A, Mw: 38000 (Lakeshore 
Biomaterials, Birmingham, AL, USA) 

 Alcohol Polivinílico (PVAL), Mowiol® 4-
88, PM: 26,000 g/mol (Glomarza, México) 

  Agitador de velocidad variable (Caframo 
RZR-1, Canadá) 

 Agitador magnético multiplaza  (Barnstead 
509C International, EUA) 

 Balanza analítica (Boeco BBC32, 
Alemania) 

 Calorímetro diferencial de barrido DSC Q10 
(TA Instruments, EUA) 

 Cámara Neubauer (Hausser Scientific®, 
EUA) 

 Campana de recubrimiento con oro 
(JEOL®, JFC-1100, Japón) 

 Contador submicrónico de partículas 
(Coulter® N4 Plus, EUA) 

 Columna C8 (250x4.6, 5µm de tamaño de 
partícula, Microsorb®, EUA) 

 Cromatógrafo de líquidos de alta 
resolución, bomba P210, automuestrador 
400, detector UV-Vis 320 (Varian®, EUA) 

 Espectrofotómetro UV-Vis (Varian®, Cary 
IE 9531003, Australia) 

 Liofilizadora (Labconco, Freezone 6, 
Reino Unido) 

 Microscopio Óptico (Iroscope®, SI-PHF, 
EUA) 

 Rotaevaporador (Laborota Heidolph 4000, 
Alemania) 

 Sonicador (Bransonic Branson 5210, 
EUA) 

 Ultracentrífuga (Beckman Optimal LE-
80K, EUA) 

 Ultraturrax® (IKA Labortechnik, T10 y T25 
B, USA) 

 Equipo para adsorción de N2, Bel-Japón 
Minisorp II 

 Zetasizer® (Malvern Instruments, Reino 
Unido) 

 Equipo de para termogravimetría TGA 
Q5000IR (TA Instruments, USA) 

 Espectropolarímetro JASCO J-815 para 
dicroísmo circular 

 Microscopio electrónico (JSM-25 S 
microscopio II, JEOL, Japón) 

 Mastersizer®2000, (Malvern, Reino Unido) 

 

Moléculas modelo: 
 
 

 Acetato de Leuprolide EP4 (Donado por 
Probiomed México), Lote: LP0302. 

 α-Amilasa de Aspergillus oryzae. (Sigma-
Aldrich 10065-50G). 

 

Reactivos y disolventes: 
 
 

 Acetato de etilo grado analítico (Fermont, 
México) 

 Ácido fosfórico grado reactivo, 
bicarbonato de amonio grado reactivo y 
cloruro de metileno (JT Baker, EUA)  

 Cloruro de metileno grado analítico (JT 
Baker, México) 

 Fosfato monobásico de potasio e 
hidróxido de sodio grado reactivo 
(Fermont, México) 

 Manitol grado reactivo (JT Baker, México) 

 Trietilamina grado analítico (Sigma-
Aldrich, Alemania) 

 Kit de ácido bicinchoninic para 
determinación de proteínas (BCA1, 
sigma-aldrich).  

 Metanol y acetonitrilo grado HPLC (JT 
Baker, México) 

 2-chloro-4-nitrophenyl-α-D-maltotrioside 
(93834 CNP-G3 Sigma-Aldrich)  

 Cloruro de sodio, cloruro de calcio y 
tiocianato de potasio (J.T.Baker®).  

 Bicarbonato de amonio, fosfato de sodio 
monobásico, citrato de sodio, ácido 
cítrico, ácido acético e hidróxido de sodio 
(Productos Quimicos Monterrey, SA)  

 Agua destilada de RiOs™ distiller (EMD 
Millipore). 

 Agua HPLC de Simplicity UV® (Millipore) 

 
 
 
 
 
 
 
 

 



 

 
43 

 

                     METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 

6.2.1 Polímero biodegradable. 

Para este trabajo se seleccionó el ácido poliláctico-co-glicólico 50:50 (PLGA), ya que es un material 

ampliamente utilizado en el desarrollo de sistemas de liberación inyectables (algunos ya en el 

mercado), tales como microesferas, nanopartículas e implantes. Sus propiedades como el peso 

molecular, la relación molar láctico/glicólico y grupos terminales funcionales, posibilitan poder modificar 

la liberación del fármaco. Además es un polímero aprobado por la FDA para la administración de 

fármacos. 

 

6.2.2 Fármacos-moléculas modelo. 

Se emplearon un péptido y una proteína como biomoléculas modelo. El péptido modelo elegido fue el 

acetato de leuprolide, un péptido sintético de nueve aminoácidos que por lo general se administra por 

vía parenteral debido a su escasa biodisponibilidad oral, vida media corta e inestabilidad en los fluidos 

corporales [108]. Como proteína modelo se empleó la enzima α-amilasa, la cual es una proteína 

globular de 475 aminoácidos que participa en los procesos metabólicos de carbohidratos y 

polisacáridos y que se ha utilizado en sistemas de liberación de fármacos basados en matrices 

polisacáridas [117]. 

 

6.3 Obtención de microesferas porosas de PLGA. 

Se adaptó el método propuesto por Kim y colaboradores (2006) "doble emulsión (W1/O/W2)-

evaporación de disolvente" para obtener microesferas porosas de tamaño ≤ 150 μm [62]. La fase 

orgánica (O) se preparó disolviendo 500 mg de PLGA 50:50 en 8 mL de cloruro de metileno. Después, 

50 mg de NH4HCO3 (un agente que produce poros interconectados a través de la generación de gas) 

se disolvieron en 5 ml de agua destilada (W1). La primera emulsión (W1/O) se preparó con 2.5 mL de la 

fase W1 y 8 mL de la fase O, agitando con un homogeneizador (Ultraturrax ®, IKA, EE.UU.) a 11000 

rpm durante 1 min. Esta emulsión fue luego vertida gota a gota a 300 mL de una solución acuosa al 

0.5% p/v de alcohol polivinílico (PVAL), fase W2, para ser re-emulsificada con un agitador de velocidad 

variable (Caframo ®, RZR-1, EE.UU.) a 250 rpm durante 4 h o hasta evaporar el completamente el 

disolvente orgánico. Una vez que el disolvente se evaporó, las microesferas fueron recuperadas por 

filtración, lavadas tres veces con agua destilada y secadas a temperatura ambiente.  

 

6.4 Caracterización de las microesferas porosas de PLGA. 

6.4.1 Talla de partícula y su distribución. 

Una muestra de microesferas secas fue suspendida en agua destilada hasta alcanzar una 

concentración que permite una señal adecuada en el equipo de medición. El diámetro promedio y la 
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distribución de tamaño de partícula se determinó utilizando un analizador de tamaño de partículas por 

difracción láser (Mastersizer®2000, Malvern, Reino Unido). La talla fue confirmada por microscopía 

electrónica de barrido. El diámetro promedio fue determinado en 3 diferentes lotes de microesferas. 

 

6.4.2 Morfología.  

Muestras de microesferas porosas se observaron bajo microscopía electrónica de barrido (MEB) (JSM-

25 S microscopio II, JEOL, Japón) para evaluar su morfología. Dos gotas de una suspensión acuosa 

de microesferas porosas se extendieron sobre un cubreobjetos y se dejaron secar a temperatura 

ambiente. Después los cubreobjetos se sometieron a una cámara de vacío (Ion Escudo fina catódica 

JFC-1100, JEOL, Japón) durante 3 min a 1,2 kV, 10 mA y 0,15 torr de presión, para ser recubiertos 

con una película de oro de aproximadamente 20 nm de grosor. Se observaron diferentes campos y se 

obtuvieron micrografías. 

 

6.4.3 Diámetro de poro expuesto. 

Para la estimación del diámetro del poro superficial se contaron 100 poros de las microesferas 

observadas por microscopia electrónica de barrido en 5 diferentes campos. Empleando las imágenes 

anteriores, a cada poro evaluado se le trazó una línea vertical, una horizontal y dos diagonales. Con la 

escala indicada por la barra de referencia de las imágenes se obtuvo el valor equivalente para cada 

línea trazada. El diámetro de poro expuesto se estableció como el promedio de los valores resultantes 

de cada una de las líneas trazadas. Finalmente, se calculó el promedio general y la desviación 

estándar para los 100 poros. La medición se llevó a cabo en 3 diferentes lotes de microesferas. 

 

6.4.4 Análisis del área superficial y porosidad. 

El área superficial se midió sobre muestras de microesferas secas empleando isotermas de adsorción-

desorción de nitrógeno con un equipo de Bel-Japón Minisorp II y aplicando una técnica multipunto. El 

área superficial específica se calculó con la ecuación de Brunauer-Emmet-Teller (BET) [122, 123], a -

196 °C. La porosidad y distribución de tamaño de poro se obtuvo por el método de Barrett-Joyner-

Halenda (BJH) [123] en la etapa de desorción. Debido a la baja temperatura de transición vítrea de las 

muestras (Tg= ~45 °C), previo a la adsorción de nitrógeno, las muestras fueron desgasificadas a 30 °C. 

 

6.5 Obtención de nanopartículas sólidas de PLGA. 

Las nanopartículas se prepararon utilizando el método de emulsificación-difusión disolvente descrito 

por Quintanar-Guerrero y colaboradores (1996) [79]. Brevemente, una proporción 1:3 de una fase 

orgánica compuesta de un disolvente parcialmente soluble en agua (acetato de etilo) y de una fase 
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acuosa compuesta solo de agua destilada, se agitaron durante 5 min con el objetivo de saturar las 

fases; al final de este tiempo las fases ya saturadas se recuperaron empleando un embudo de 

separación. Con la fase acuosa saturada se preparó una solución al 5% p/v de PVAL; el cual funge 

como agente estabilizante. Después, 400 mg de PLGA 50:50 se disolvieron en 20 ml de fase orgánica 

saturada. Esta solución orgánica de polímero se emulsionó con 40 ml de la solución de PVAL 

utilizando un homogeneizador (Ultraturrax ®, IKA, EE.UU.) a 11000 rpm durante 10 minutos para 

obtener una emulsión de gotas discretas de tamaño nanométrico. Posteriormente, a la emulsión 

anterior se añadieron 160 ml de agua destilada para conseguir la difusión del disolvente orgánico a la 

fase acuosa y provocar con ello la agregación del polímero y la formación de las nanopartículas. En el 

siguiente paso, el disolvente orgánico se eliminó de la suspensión acuosa de nanopartículas con 

presión reducida a 90 rpm y 30 °C, utilizando un rotaevaporador (Laborota 4000, Heildoph, USA). La 

recuperación de las nanopartículas se llevó a cabo por centrifugación (Optima® LE-80K, Beckman, 

USA) a 20,000 rpm durante 20 min. Las nanopartículas fueron luego resuspendidas en 3 ml de agua 

destilada y lavadas tres veces con agua destilada. Por último, las muestras lavadas se congelaron y 

liofilizaron (Labconco ®, Freezone 6, EE.UU.) a 50x10-3 mbar y -40 °C durante 24 h, usando manitol 

como crioprotector.  

 

6.6 Caracterización de las nanopartículas de PLGA. 

6.6.1 Determinación de la talla y distribución de partícula. 

La técnica de dispersión dinámica de luz láser fue utilizada para determinar la talla promedio y el índice 

de polidispersión. Se empleó un contador de partículas submicrométricas (Coulter N4 Plus®, EE.UU.). 

Nanopartículas secas fueron resuspendidas en agua destilada durante 12 horas con la ayuda de 

agitación magnética. Posteriormente estas suspensiones fueron diluidas con agua destilada hasta 

encontrar las cuentas adecuadas en el equipo de medición. Las mediciones se realizaron en un ángulo 

fijo de 90° durante 60 s a una temperatura de 20 °C; la longitud de onda de la luz láser fue de 678 nm 

(He / Ne de 10 mW). La medición se llevó a cabo en más de tres lotes. 

 

6.6.2 Potencial Z. 

El potencial Zeta (ζ) de las nanopartículas se midió empleando una técnica basada en movilidad 

electroforética, usando un equipo Zetasizer® (Malvern Instruments, Reino Unido). Diferentes 

suspensiones acuosas de nanopartículas, preparadas como en el apartado anterior, fueron medidas 

después de una dilución apropiada con agua destilada. Las mediciones se realizaron por triplicado en 

3 diferentes lotes.  
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6.6.3 Morfología y análisis del área superficial. 

Muestras secas de nanopartículas fueron preparadas y analizadas como se indica en los apartados 

6.4.2 y 6.4.4. 

 

6.7 Desarrollo y validación de métodos analíticos. 

Tres métodos analíticos fueron desarrollados y validados para cumplir con los parámetros de 

linealidad, repetibilidad, exactitud y límites de detección y de cuantificación. Un primer método fue para 

cuantificar acetato de leuprolide durante la adsorción y liberación, empleando la técnica de 

cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC). El segundo método, conocido como BCA, se 

validó para cuantificar α-amilasa durante la adsorción y liberación, éste hace uso de agentes que 

provocan la reducción de un ión metálico (Cobre) que forma un complejo con la proteína y un agente 

oxidante (ácido bicinconínico), generando un compuesto colorido que es leído 

espectrofotométricamente a 562 nm. El tercer método fue desarrollado para evaluar la actividad 

enzimática de la α-amilasa, el cual utiliza como sustrato el compuesto 2-cloro-4-nitrofenil-maltotriosa; 

este producto es degradado por la enzima en una reacción que genera un producto colorido, el 2-cloro-

nitrofenol, que finalmente es leído espectrofotométricamente a 405 nm [117, 118]. 

 

6.8 Estudios de adsorción sobre los componentes del sistema. 

Estos estudios se llevaron a cabo adsorbiendo cantidades crecientes de cada molécula modelo sobre 

una cantidad fija de los componentes del sistema (microesferas porosas y nanopartículas de PLGA) 

por separado. La adsorción sobre microesferas porosas se evaluó para determinar la mejor proporción 

de péptido-proteína/microesferas para ser utilizada durante la preparación de los sistemas 

ensamblados. Mientras que la adsorción sobre nanopartículas se realizó para evaluar indirectamente 

el tipo de interacción que se da entre las moléculas y los componentes del sistema, monitoreando los 

cambios en el potencial zeta (ζ) cuando las moléculas son adsorbidas. 

 

6.8.1 Adsorción sobre microesferas porosas. 

Para realizar estas pruebas, 25 mg de microesferas secas se resuspendieron en 1 ml de buffer de 

fosfatos pH 7.2 para adsorber acetato de leuprolide, así como en 1 mL de buffer de acetatos pH 4.0 y 1 

mL de buffer de fosfatos pH 7.2 para adsorber α-amilasa. Posteriormente, se añadieron a la 

suspensión de microesferas 2.5, 5.0, 7.5, 10.0 y 12.5 mg de cada molécula; las muestras resultantes 

fueron etiquetadas como A, B, C, D y E, respectivamente. De esta manera, se alcanzaron 

proporciones péptido-proteína/microesferas de 10, 20, 30, 40 y 50% p/p. Todas las muestras se 

agitaron suavemente durante 1 h (Water Bath ShakerTM, American Optical, USA) para después 
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recuperar por filtración las microesferas ya adsorbidas con las moléculas modelo. La concentración de 

cada molécula fue cuantificada en el sobrenadante. La cantidad de acetato de leuprolide se determinó 

por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC, Varian®, EE.UU.) y de α-amilasa por el método 

espectrofotométrico del ácido bicinconínico (Espectro UV-Vis Varian Cary 50 Conc, Agilent 

technologies, Santa Clara, CA, USA). La eficiencia de adsorción (%EA) se calculó como el porcentaje 

dado por la diferencia entre la concentración inicial y final entre la concentración inicial de cada 

molécula. Todas las determinaciones se llevaron a cabo por triplicado. 

 

6.8.2 Adsorción sobre nanopartículas. 

Para evaluar el efecto de la adsorción de cada molécula en las nanopartículas poliméricas se midió el 

potencial zeta (ζ) adsorbiendo cantidades crecientes de cada molécula de la siguiente manera; 100 mg 

de nanopartículas secas fueron re-suspendidas en 1 mL de buffer de fosfatos pH de 7.2 (para 

leuprolide) y en 1 mL de buffer de acetatos pH 4.0 (para α-amilasa), a continuación, se añadieron a las 

suspensiones anteriores 10, 20, 30 y 40 mg de cada molécula. Todas las muestras se agitaron 

suavemente durante 1 h. Una suspensión de nanopartículas en cada buffer sin agregar la molécula 

modelo se estableció como blanco. El potencial zeta (ζ) de las dispersiones se midió mediante 

movilidad electroforética usando un Zetasizer® (Malvern Instruments, Reino Unido) después de la 

dilución apropiada con la misma solución buffer. Tres réplicas por concentración fueron analizadas. 

 

6.9 Obtención de los sistemas ensamblados empleando la tecnología desarrollada por 

“adsorción/infiltración” de nanopartículas poliméricas en microesferas porosas. 

El proceso se llevó a cabo preparando cinco sistemas, etiquetados como S1, S2, S3, S4 y S5. El 

sistema S1 se ensambló sin infiltración de nanopartículas, mientras que los sistemas S2, S3, S4 y S5 

se prepararon mediante la infiltración de suspensiones de nanopartículas a concentraciones de 25, 50, 

75 y 100 mg/ml, respectivamente.  

Como primer paso, las cantidades de nanopartículas indicadas anteriormente se colocaron en un vial 

de vidrio y se resuspendieron en 1 ml de solución buffer de fosfatos pH 7.2 (para el leuprolide) y 1 mL 

de solución buffer de acetatos pH 4.0 (para α-amilasa) durante 12 h con agitación magnética 

(Multistirrer®, Velt Científica, USA).  

Ya transcurrido el tiempo de resuspensión, como segundo paso, a cada suspensión de nanopartículas 

se añadieron 2.5 mg de la molécula molécula (acetato de leuprolide o α-amilasa), manteniendo la 

agitación durante 1 h más (sistemas S2, S3, S4 y S5).  

En un tercer paso, 25 mg de microesferas porosas biodegradables fueron previamente pesados en 

una malla de acero inoxidable con una apertura de 40 µm. Estas microesferas fueron sumergidas en 
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cada una las suspensiones de nanopartículas con las moléculas modelo, agitando mecánicamente 

durante 1 h adicional (ShakerTM Baño de agua, American Optical, USA). Para el sistema 1, se 

emplearon las mismas condiciones, considerando sumergir solamente las microesferas porosas en 1 

ml de la solución buffer conteniendo las moléculas modelo durante 1 h, sin contener nanopartículas.  

Todos los sistemas se recuperaron por filtración, retirando la malla de acero inoxidable, y se secaron a 

temperatura ambiente durante 24 h. La figura 16 muestra un esquema general del proceso de 

“ensamblaje por adsorción/infiltración”, en la que también se puede observar la estructura de los 

sistemas ensamblados. 

 

Figura 16. Proceso de fabricación de los sistemas ensamblados por adsorción/infiltración de 
nanopartículas poliméricas en microesferas porosas biodegradables. (1): resuspensión de diferentes 
concentraciones de nanopartículas, (2): incorporación del fármaco para adsorberse sobre las 
nanopartículas y (3) inmersión de microesferas porosas para infiltrar nanopartículas adsorbidas con 
fármaco y al mismo tiempo adsorber fármaco sobre la superficie de las microesferas. 

 

 

6.10 Caracterización física de los sistemas ensamblados. 

6.10.1 Eficiencia de adsorción de los fármacos modelo. 

Una vez filtrados los sistemas, la solución/suspensión residual fue centrifugada a 20,000 rpm por 20 

min. Las nanopartículas remanentes se disolvieron y la cantidad de cada molécula se cuantificó en el 

sobrenadante, empleando los métodos analíticos mencionados anteriormente. Para obtener la 

eficiencia de adsorción (%EA), se utilizó la expresión %EA = WCA / WCI x 100, donde %EA es la 

eficiencia de adsorción; WCA y WCI representan la cantidad adsorbida y la cantidad inicial de cada 

molécula, respectivamente. 
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6.10.2 Eficiencia de adsorción e infiltración de nanopartículas. 

En experimentos por separado, durante la recuperación de los sistemas ensamblados por filtración se 

obtuvo una suspensión remanente de nanopartículas, la cual fue colocada en un vial de vidrio 

previamente seco y pesado. Los viales se llevaron a congelación y posteriormente fueron liofilizados a 

50x10-3 mbar y -40 °C (Labconco ®, Freezone 6, USA) durante 24 h. Finalmente se volvieron a obtener 

los pesos de los viales conteniendo las nanopartículas remanentes. La eficiencia de infiltración de las 

nanopartículas cargadas en las microesferas se calculó por diferencia de peso entre la cantidad inicial 

y la cantidad remanente de nanopartículas. 

 

6.10.3 Morfología. 

Muestras en suspensión de los sistemas ensamblados se colocaron sobre un cubreobjetos y se 

dejaron secar a temperatura ambiente para evaluar su morfología preparando las muestras como se 

indicó en el apartado 6.4.2.  

 

6.10.4 Análisis de área superficial. 

Para el caso del área superficial, se analizaron muestras secas bajo las condiciones y cálculos 

descritos en el apartado 6.4.4. 

 

6.10.5 Calorimetría diferencial de barrido. 

Todos los sistemas se caracterizaron por calorimetría diferencial de barrido (DSC) (calorímetro 

DSCQ10, de TA Instruments, EE.UU.) para evaluar las interacciones de sus componentes. Las 

pruebas calorimétricas se realizaron en todos los sistemas ensamblados (del S1-S5), así como en los 

componentes individuales, incluyendo acetato de leuprolide, α-amilasa, el polímero PLGA, 

nanopartículas y microesferas solas. Se pesaron de 2 a 4 mg de cada uno de los sistemas y 

componentes en celdas de aluminio no herméticas. Las celdas fueron selladas en colocadas en el 

equipo de calorimetría previamente ajustado y calibrado. El barrido se llevó a cabo a temperaturas 

entre 35 y 300 °C, a una velocidad de calentamiento de 10 °C/min, bajo un flujo de nitrógeno de 50 

ml/min. 

 

6.10.6 Termogravimetría. 

Los análisis de termogravimetría (TGA) se llevaron a cabo con el fin de monitorear la pérdida de masa 

delos sistemas ensamblados durante calentamiento para caracterizar lo procesos de degradación, 

sobre todo en los sistemas preparados empleando la proteína modelo. Los estudios se realizaron en 

las mismas condiciones descritas anteriormente para los estudios de DSC, incluyendo todos los 
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sistemas ensamblados (del S1-S5), PLGA y α-amilasa libres, pero utilizando moldes de platino y un 

equipo de TGA Q5000IR (TA Instruments, USA). 

 

6.11 Estudios de liberación in vitro. 

Para caracterizar la velocidad de liberación de cada una de las moléculas modelo (acetato de 

leuprolide y α-amilasa) a partir de los sistemas ensamblados se obtuvieron los perfiles de liberación 

por triplicado para cada uno de ellos (del S1-S5). Así, 25 mg de cada sistema se pesaron directamente 

en una membrana de diálisis de celulosa para la liberación de acetato de leuprolide y en una malla de 

acero inoxidable de 10 µm de apertura para la liberación de α-amilasa. La longitud de la membrana y 

de la malla en ambos casos fue de 5 cm. Los sistemas se sumergieron en 10 mL de una solución 

buffer de fosfatos pH 7.2 previamente colocados en un vial de vidrio, manteniendo condiciones "sink" 

durante todo el estudio (concentración ≤ 250 mg/mL). Los viales se llevaron inmediatamente a un baño 

controlado a una temperatura de 37 °C, donde se mantuvieron bajo agitación magnética. A intervalos 

predeterminados, se tomaron muestras del medio de liberación agregando la misma cantidad de medio 

fresco. La cantidad liberada de cada molécula se determinó en cada tiempo muestreado, empleando 

los métodos analíticos previamente mencionados.  

 

6.11.1 Determinación del mecanismo de liberación. 

Una vez obtenidos los perfiles de liberación, los datos se ajustaron a diferentes modelos matemáticos 

con la finalidad de conocer el mecanismo el mecanismo de liberación. Para cada perfil de liberación y 

su ajuste se obtuvo el valor de r2 y la constante correspondiente.  

 

6.12 Evaluación de la estabilidad de los fármacos modelo. 

La estabilidad de los fármacos modelo empleados se determinó al revisar si hubo cambios en la 

estructura secundaria de las moléculas antes y después de ser adsorbidos por técnicas de dicroísmo 

circular y a través de la evaluación de la actividad enzimática de la proteína modelo después de ser 

liberada a partir de los sistemas ensamblados.    

 

6.12.1 Dicroísmo circular. 

Para los estudios de dicroísmo circular (CD), cada sistema ensamblado del S1 al S5 (tanto de acetato 

de leuprolide como α-amilasa) se colocaron en un vial de vidrio que contenía 10 ml de una solución 

buffer de fosfato pH 7.2, 20 mM. Los sistemas fueron llevados a un baño de agua a 37 °C durante 12 

h. Después de este tiempo, 500 µl de cada muestra se retiraron y se centrifugaron a 25,000 rpm 

durante 20 min. Posteriormente, las muestras se diluyeron con la misma solución buffer hasta alcanzar 
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una concentración entre 100-400 µg/ml. Finalmente, se midieron los espectros de CD en un equipo 

JASCO J-815 espectropolarímetro (Jasco Inc., Easton, MD), equipado con un soporte de celda de tipo 

Peltier PFD-425S para el control de temperatura y agitación magnética. Los espectros de CD se 

registraron de 200 a 250 nm de longitud de onda, usando celdas de 1 cm de longitud. Las  

elipticidades se reportan en miligrados. Una medición de dicroísmo circular para el acetato de 

leuprolide y la α-amilasa libres se determinaron con la finalidad de emplearlos como control. 

 

6.12.2 Actividad enzimática. 

Para el caso de la α-amilasa, se midió la actividad enzimática empleando el sustrato 2-cloro-4-

nitrofenil-maltotriosa (CNP-G3). En la reacción enzimática se genera un producto de color amarillo, el 

2-cloro-4-nitrofenol [117]. El reactivo para el ensayo se preparó empleando una solución buffer de 

citratos pH 6.2, CNP-G3 (2.25 mM), cloruro de sodio (300 mM), cloruro de calcio (5 mM) y tiocianato 

de potasio (900 mM). 75 µL de muestra de cada uno de los sistemas fue tomada durante los estudios 

de liberación “in vitro” a las 12, 24 y 48 h. Cada muestra se colocó en tubos de ensayo que tenían 3 ml 

del reactivo, previamente incubados a 37 °C en un baño de agua. Los tubos se agitaron con un vortéx 

al colocar la muestra y se colocaron nuevamente en el baño de incubación. Un tubo sin muestra fue 

utilizado como blanco y otro tubo como control positivo al agregar 75 µL de una solución de α-amilasa 

libre a una concentración conocida. Posteriormente, se midió la absorbancia a 405 nm cada minuto 

durante 3 minutos.  

 

La actividad α-amilasa de cada muestra y control se calculó usando la siguiente fórmula:  

α-amilasa (U/L) = (∆A/mins-∆A/minb)•TV•1000/ε•SV•d 

 

donde, ∆A/mins = el cambio en la absorbancia por minuto para la muestra o el control, ∆A/minb = 

cambio en la absorbancia por minuto para el blanco, TV = volumen total del ensayo (3.075 ml), 1,000 = 

conversión de U/mL a U/L, ε = coeficiente de extinción milimolar del 2-cloro-4-nitrofenol a 405 nm 

(12.9), SV = volumen de la muestra (0.075 ml) y d = trayectoria de la luz (1 cm). Los estudios se 

realizaron por triplicado. 
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VII. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

7.1 Obtención y caracterización de microesferas porosas biodegradables. 

Se empleó el método de doble emulsión-evaporación de disolvente adaptado con el uso de un agente 

porógeno para preparar microesferas porosas biodegradables de PLGA 50:50 [62]. El tiempo y la 

velocidad de agitación, la concentración de estabilizante (PVAL), y la concentración del agente 

porógeno (NH4HCO3) fueron controlados con el fin de generar micropartículas con propiedades 

adecuadas para el proceso de ensamblaje. Las micrografías de las muestras de microesferas porosas 

analizadas por microscopía electrónica de barrido (MEB) se pueden observar en la figura 17.  

 

 

Figura 17. Micrografías de microesferas porosas de PLGA 50:50. Notas: (A): dispersión de microesferas porosas; barra = 
1000 µm, (B) microesferas porosas; barra = 100 µm y (C) poros en la matriz interna de las microesferas; barra = 1 μm. 
 

Adecuando el método se obtuvieron estructuras esféricas con alta porosidad (Fig. 17-A-B) y poros 

interconectados en su interior (Fig. 17-C). Su tamaño promedio fue 103.9 ± 6.28 µm (ver figura 18), 

con una uniformidad de 0.61 ± 0.023 y sin diferencias significativas en 3 diferentes lotes (ANOVA 

p>0.05). Este hallazgo además fue confirmado por MEB. La talla puede ser disminuida controlando los 

parámetros de proceso en el desarrollo de la técnica, como son la concentración de estabilizante, 

cantidad de polímero, tiempo y velocidad de agitación en la primera emulsión. Las microesferas 

obtenidas son similares en morfología a las obtenidas por Kim et al [62], estos autores probaron 

diferentes concentraciones del agente porógeno, el NH4HCO3, de 0-10% m/v, como medio para 

expandir o abrir los poros, mostrando que conforme se aumenta la cantidad de este agente el diámetro 

de poro se incrementa. En el presente trabajo se utilizó una concentración de 1% m/v del porógeno, 

para obtener un diámetro de poro de ~10 µm. De acuerdo con los autores, el NH4HCO3 genera 

burbujas de CO2 y NH3, en la primera emulsión, que causan la apertura del poro y estabilizan la 

emulsión, ya que estas son generadas en la interface desde la fase acuosa [125, 126]. La talla 

obtenida es adecuada para obtener sistemas que puedan inyectarse usando jeringas convencionales, 

ya que su tamaño es menor a 150 micras [46, 110, 127]. 

A B C



 

 
53 

 

       RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

 Figura 18. Distribución de 
tamaño de partícula de las 
microesferas porosas de PLGA 
50:50, obtenidas por el método 
modificado de doble emulsión-
evaporación de disolvente. 

 

 

El área superficial, obtenida por isotermas de adsorción de N2 y calculada con el método de BET, fue 

de 4.40 m2/g y un volumen de total de poro de 0.013 cm3/g. La alta porosidad y la interconexión de los 

poros en el interior de la matriz de las microesferas proporcionan una gran área superficial que está 

disponible para los procesos de adsorción (véase la figura17-C). El análisis de imagen (n=100, en 5 

campos de visión) evidenció un diámetro promedio de poro expuesto de aproximadamente 8.1 ± 4.1 

µm, el cual es lo suficientemente amplio para infiltrar nanopartículas poliméricas de un tamaño ≤ 300 

nm. 

 

7.2 Obtención y caracterización de nanopartículas sólidas biodegradables. 

El método de emulsificación-difusión de disolvente se utilizó para preparar naopartículas poliméricas 

biodegradables de PLGA 50:50 [81]. La microscopía electrónica de barrido (MEB) mostró partículas 

submicrónicas sólidas, compactas, y esféricas (véase la figura 19).  

 

 

Figura 19. Micrografías de nanopartículas poliméricas de PLGA 50:50. Nota: Barra = 1 µm. 

Microesferas porosas



 

 
54 

 

       RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Con el método utilizado se obtuvieron nanopartículas con una talla promedio de 257 ± 12.4 nm y un 

índice de polidispersión de 0.11 ± 0.03, ver figura 20. El tiempo y velocidad de agitación, la 

concentración del polímero y del estabilizante, entre otros, son factores que afectan el tamaño de 

partícula, sin embargo Quintanar-Guerrero et al han definido algunas condiciones para obtener 

nanopartículas poliméricas con las características que este estudio fueron encontradas [79, 128]. 

Incluso otros autores han reportado resultados similares en sus trabajos [129, 130]. Al analizar la talla 

de partícula en 3 diferentes lotes no se encontraron diferencias estadísticamente significativas entre 

ellos (ANOVA p>0.05). Con base en los resultados se puede observar que se tienen poblaciones 

monodispersas, ya que su índice de polidispersión se encuentra entre 0 y 0.5.  

 

 

Figura 20. Distribución de 
tamaño de partícula de las 
nanopartículas de PLGA 50:50 
obtenidas por el método de 
emulsificación-difusión de 
disolvente para tres lotes 
diferentes. 

 

 

 

 

 

Adicionalmente, después de liofilización las nanopartículas fueron resuspendidas en agua destilada sin 

mostrar agregación, lo anterior es debido a que el alcohol polivinílico (PVAL) y el crioprotector (Manitol) 

protegen de la coalescencia durante la emulsificación y después del secado, respectivamente [81]. El 

área superficial de las nanopartículas fue determinada por adsorción de N2 y calculada con la técnica 

de BET, obteniéndose un valor de 6.28 m2/g. Estas características fueron adecuadas para llevar a 

cabo el proceso de “ensamblaje por adsorción/infiltración”. 

 

 

 



 

 
55 

 

       RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

7.3 Adsorción de los fármacos modelo sobre los componentes del sistema, microesferas 

porosas y nanopartículas. 

Haciendo uso del método de inmersión acuosa, se adsorbieron diversas cantidades crecientes de cada 

molécula modelo, α-amilasa y acetato de leuprolide, en las microesferas porosas con el fin de 

determinar la proporción péptido o proteína/microesferas que mostrara la mayor eficacia de adsorción.  

Se evaluó el efecto de la concentración de fármaco preparando 5 muestras con concentraciones de 

10, 20, 30, 40 y 50% p/p con respecto al peso de microesferas, etiquetadas como A, B, C, D y E 

respectivamente. También se determinó la influencia del pH. Para el acetato de leuprolide se eligió un 

solo pH de prueba (7.2) debido a que su pKa es de 9.6 [108, 109], es decir que al pH de simulación 

fisiológica (7.4) y a pH más ácidos la molécula se encontrará en un estado iónico cargado 

positivamente. Mientras que para la α-amilasa se han elegido dos pH’s de prueba, 4.0 y 7.2, ya que el 

punto isoeléctrico (PI) de la proteína es de 4.2 [131]; por lo tanto a un pH por debajo del PI (4.0) se 

tenía una proteína con carga total positiva y a un pH por arriba del PI (7.2) una carga total negativa. 

Este efecto de las cargas sobre la adsorción se describe más adelante con la evaluación del potencial 

Z en la adsorción de nanopartículas de PLGA. La tabla 1 incluye los mg de fármaco que han sido 

adsorbidos para cada muestra preparada, se puede observar claramente que el proceso de adsorción 

es dependiente de la concentración y del pH (en el caso de la α-amilasa), de tal manera que al 

aumentar la cantidad inicial agregada de fármaco aumenta la cantidad que es adsorbida.  

 

 

 

Tabla 1. Miligramos adsorbidos de las moléculas modelo, α-amilasa y 
leuprolide, sobre microesferas porosas de PLGA 50:50. 

Muestra 

mg adsorbidos 

leuprolide α-amilasa 

pH 7.2 pH 7.2 pH 4.0 

A 0.1 ± 0.01 0.3 ± 0.12 1.1 ± 0.12 

B 0.6 ± 0.4 0.3 ± 0.09 1.8 ± 0.05 

C 0.6 ± 0.01 0.1 ± 0.05 1.9 ± 0.12 

D 0.7 ± 0.05 0.4 ± 0.10 2.2 ± 0.02 

E 1.5 ± 0.15 0.3 ± 0.15 2.7 ± 0.17 
Notas: se presenta la media ± desviación estándar. Muestras; A 
(10%p/p), B (20% p/p), C (30% p/p), D (40% p/p) y E (50% p/p). % p/p = 
peso de péptido o proteína/peso de microesferas. 

 

 

 

 



 

 
56 

 

       RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Para el caso del pH se puede observar como a un pH ácido se tiene una mayor cantidad de fármaco 

que se ha adsorbido. La figura 21 muestra los resultados obtenidos para las eficiencias de adsorción 

(%EA) de cada una de las muestras a diferentes pH’s. 

 

 

 Figura 21. Eficiencias de adsorción 
(%EA) de las moléculas modelo, α-
amilasa y leuprolide, sobre microesferas 
porosas de PLGA 50:50. Notas: 
muestras; A (10% p/p), B (20% p/p), C 
(30% p/p), D (40% p/p) y E (50% p/p). % 
p/p = peso de péptido o proteína/peso de 
microesferas). 

 

 

Con base en estos resultados, es posible notar como la eficiencia de adsorción presenta un máximo de 

adsorción; cuando se tiene el 20% p/p (muestra B) para el leuprolide y el 10% p/p (muestra A) para la 

α-amilasa a un pH de 4.0; este hallazgo puede estar relacionado con la saturación de la superficie y el 

inicio de la formación de multicapas de adsorción para el caso del péptido modelo. La eficiencia de 

adsorción de la α-amilasa a un pH de 7.2 permanece casi constante, lo cual puede deberse a la 

repulsión de cargas entre la proteína y la superficie de la microesfera porosa. La eficiencia de 

adsorción es mayor a pH ácido debido a las atracciones electrostáticas y a que el proceso de 

adsorción se está llevan a cabo en un punto muy cercano a su punto isoeléctrico. Kondo et al y 

Bautista et al [131, 132] describen este comportamiento del α-amilasa cuando es adsorbida sobre 

partículas de sílice y otras superficies, mientras que Li et al [133] hacen referencia al rol que juegan los 

grupos cargados de las superficies y el pH cuando se adsorbe albúmina sérica de bovino en 

microesferas poliméricas. Es por ello que tomando en cuenta los resultados obtenidos se decidió 

utilizar un pH de 4.0 para la preparación de los sistemas ensamblados por adsorción/infiltración al 

cargar la proteína. Otros autores han visto este efecto de concentración y de pH al adsorber péptidos y 

proteínas por inmersión en un medio acuoso [22, 28, 52]. 
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Cantidades fijas de nanopartículas fueron resuspendidas en buffer de fosfatos pH 7.2 para adsorber 

acetato de leuprolide y buffer de acetatos pH 4.0 para adsorber α-amilasa con el objetivo de explicar el 

tipo de interacción que se da entre las moléculas modelo y el material con que están hechos los 

componentes del sistema, PLGA. A las suspensiones anteriores se agregaron cantidades crecientes 

de los fármacos modelo y se midió el potencial ζ, los resultados se resumen en la tabla 2. 

 

Tabla 2. Potencial ζ de nanopartículas de PLGA 50:50 adsorbidas con diferentes 
cantidades de las moléculas modelo. Blanco = nanopartículas sin moléculas 
adsorbidas. 

mg agregados 
de fármaco 

acetato de leuprolide α-amilasa 

pH 7.2 
(mV) 

pH 4.0 
(mV) 

Blanco -23.6 ± 0.84 -6.08 ± 0.10 
2.5 -19.8 ± 1.23 -4.38 ± 0.09 
5.0 -17.1 ± 2.20 -3.15 ± 0.22 
7.5 -15.6 ± 2.34 -2.46 ± 0.17 

10.0 -10.6 ± 2.51 -1.87 ± 0.08 

 

Los datos de potencial ζ de las nanopartículas cuando se agregan diferentes cantidades de cada 

molécula a una suspensión de nanopartículas y se permite el contacto entre ellas durante un periodo 

tiempo (1 h para el estudio) sugieren que una interacción electrostática está teniendo lugar, debido al 

hecho de que cuando aumenta la cantidad de péptido o proteína en el medio el potencial ζ tiende a ser 

más positivo por cancelación de cargas en el proceso de adsorción. Existen diferencias 

estadísticamente significativas en el cambio de potencial ζ cuando aumentan la cantidad de fármaco 

en el medio y se favorecen las interacciones entre las moléculas y la superficie de las nanopartículas 

(ANOVA p<0.05). 

Se ha mencionado anteriormente que las interacciones electrostáticas e hidrofóbicas, las propiedades 

fisicoquímicas de las moléculas, el pH, la fuerza iónica y la temperatura juegan un papel importante en 

el proceso de adsorción [100]. El pH del medio en la solución de inmersión crea un entorno en el que 

existen especies cargadas, en consecuencia, las interacciones electrostáticas favorecen el proceso de 

adsorción. El PLGA 50:50 utilizado en el presente estudio es del tipo 4A, el cual tiene un grupo 

terminal carboxílico libre (ver figura 4-A). Este grupo terminal tiene un pKa de ~3.8 que está en la 

forma aniónica en el medio de disolución para ambos casos estudiados, pH 7.2 y pH 4.0. Los 

aminoácidos básicos del leuprolide, (histidina  y arginina) adquieren una forma catiónica en el medio 

que se estudió porque tienen puntos isoeléctricos de ~7.8 y ~10.7, respectivamente. Estos 

aminoácidos se encuentran expuestos en la conformación giro β tipo II que es estabilizada por los 

residuos Ser-4 y Leu-7 cuando el péptido se encuentra en medio acuoso [135]. En el caso de la α-

amilasa que tiene un punto isoeléctrico de 4.2 presenta una carga negativa a pH de 7.2 y una carga 
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positiva a pH de 4.0. Se puede decir que dependiendo del pH y de las propiedades fisicoquímicas de 

las moléculas podemos generar un ambiente que favorezca la adsorción. Okada et al y Luan et al [108, 

134] también describieron que los aminoácidos básicos (arginina e histidina) del leuprolide presentan 

una interacción iónica con el PLGA cuando éste no cuenta con grupos carboxilo terminales protegidos 

por esterificación, además de reportar procesos de microencapsulación, en sus estudios no evaluaron 

el potencial ζ como medida directa de la interacción electrostática. 

En este estudio también se evaluó el potencial ζ de nanopartículas de PLGA 50:50 5E, el cual es un 

polímero que tiene un grupo terminal éster (ver figura 4-B). Sin embargo, los resultados mostraron que 

al adsorber cantidades crecientes de leuprolide a un pH de 7.2 no se encontraron diferencias 

significativas en los valores del potencial ζ (ANOVA p>0.05). Los resultados fueron de -8.5 ± 1.1 mV 

para nanopartículas blanco y -9.1 ± 1.4 mV para nanopartículas adsorbidas en todas las 

concentraciones probadas. Este fenómeno complementa el hecho de que las cargas eléctricas 

generadas en el medio favorecen la adsorción e incrementan la cantidad de molécula que se deposita 

sobre la superficie de las nanopartículas. 

 

7.4 Obtención y caracterización de los sistemas ensamblados por adsorción/infiltración. 

La encapsulación de acetato de leuprolide y α-amilasa se llevó a cabo obteniendo sistemas 

ensamblados por adsorción/infiltración de nanopartículas poliméricas biodegradables en microesferas 

porosas biodegradables, usando un método de inmersión acuosa simple. Basándose en los resultados 

anteriores, se utilizó una cantidad determinada de cada molécula en el proceso de 

adsorción/infiltración (proporción de 10% p/p péptido-proteína/microesferas). Se evaluó el efecto de 

concentraciones crecientes de nanopartículas sobre la eficiencia de adsorción durante el proceso de 

ensamblaje y las propiedades tecnológicas de los sistemas ensamblados. Cinco sistemas fueron 

preparados y caracterizados, S1, S2, S3, S4 y S5; sin infiltración de nanopartículas y con 

nanopartículas a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, respectivamente. 

 

7.4.1 Eficiencias de adsorción de los fármacos modelo: encapsulación. 

La Tabla 3 resume para cada sistema ensamblado la cantidad de fármaco que se ha cargado, la 

eficiencia de adsorción y la cantidad de nanopartículas infiltradas. El Sistema S1 representa el proceso 

de adsorción de las moléculas modelo sin la infiltración de nanopartículas.  

Los resultados muestran una evidente dependencia entre la concentración de nanopartículas que 

había en suspensión y la carga de fármaco, de tal manera que cuando hay más nanopartículas 

presentes la cantidad de fármaco que es cargado en el sistema también aumenta. Este fenómeno 

puede deberse al hecho de que en el primer paso del proceso de ensamblaje hay una gran superficial 
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ofrecida por las nanopartículas, la cual está completamente disponible para que las moléculas de 

fármaco puedan adsorberse sobre ella, sobre todo si se encuentran en un medio acuoso que favorece 

el proceso de adsorción (condiciones de pH). Posteriormente, cuando ocurre el proceso de infiltración 

de las nanopartículas en las microesferas porosas estas arrastran consigo el fármaco hacia al interior 

de microestructura, por lo que al haber una mayor cantidad de nanopartículas se puede cargar una 

mayor cantidad de fármaco en el sistema ensamblado. 

 

 

Por otro lado, cuando las microesferas porosas son sumergidas en el medio acuoso donde se 

encuentran dispersas las nanopartículas y los fármacos disueltos, estas se encuentran en contacto con 

nanopartículas ya adsorbidas con fármaco y con moléculas de fármaco libre, por lo que al ser del 

mismo material polimérico (tanto las micro como las nanopartículas son de PLGA 50:50) se sugiere 

que además que las nanopartículas acarrean cierta cantidad de fármaco, las moléculas libres también 

pueden adsorberse sobre la superficie de las microesferas porosas. Así, para el proceso de adsorción 

se tiene disponible tanto el área superficial de las nanopartículas como el área que ofrece la porosidad 

de las microesferas.     

 

7.4.2 Adsorción e infiltración de nanopartículas. 

Igual que ocurre para la carga de las moléculas modelo en los sistemas ensamblados se puede 

observar a partir de los resultados de la tabla 3 que la cantidad de nanopartículas infiltradas en los 

sistemas ensamblados se ve incrementada al aumentar la cantidad inicial de nanopartículas durante el 

proceso de obtención. Sin embargo cuando la cantidad de nanopartículas infiltradas en las 

microesferas porosas aumenta cuando la concentración inicial de nanopartículas en suspensión es 

mayor (durante la infiltración), se puede notar como en los sistemas S4 y S5 (sistemas preparados con 

mayor cantidad de nanopartículas en suspensión) las cantidades de nanopartículas que se han 

Tabla 3. Cantidades de fármaco adsorbido, nanopartículas infiltradas y eficiencias de adsorción de los sistemas 
ensamblados. 

Sistema 

acetato de leuprolide α-amilasa 

Cantidad 
Adsorbida 

(mg) 
%EA 

NP’s 
Infiltradas 

(mg) 

Cantidad 
Adsorbida 

(mg) 
%EA 

NP’s 
Infiltradas 

(mg) 

S1 1.9 ± 0.18 18.9 ± 1.7 0 2.7 ± 0.29 27.2 ± 2.90 0 
S2 2.6 ± 0.44 25.3 ± 4.1 9.3 ± 3.7 3.8 ± 0.06 25.2 ± 1.61 8.1 ± 2.2 
S3 5.1 ± 0.40 47.1 ± 1.6 22.3 ± 4.4 2.5 ± 0.16 37.7 ± 0.61 16.5 ± 1.3 
S4 9.6 ± 0.46 94.6 ± 3.4 58.1 ± 5.2 4.8 ± 0.15 47.4 ± 1.48 32.4 ± 2.4 
S5 9.6 ± 0.45 94.9 ± 4.5 67.4 ± 3.1 5.1 ± 0.12 50.7 ± 1.19 57.9 ± 2.6 

Notas: S1 = sistema ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración de suspensión de 
NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, respectivamente. NP’s = nanopartículas. %EA = eficiencia de adsorción expresada en 
porcentaje. 
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infiltrado son similares entre sí o cercanas en comparación con los sistemas S2 y S3 (ver tabla 3). Lo 

anterior puede estar relacionado con un proceso de saturación del área superficial disponible que 

ofrecen las microesferas porosas para la recepción y adsorción de las nanopartículas en su interior. 

Este proceso de saturación puede explicarse y relacionarse con los resultados obtenidos con la 

microscopia electrónica de barrido y el análisis de área superficial que se describen más adelante. 

 

7.4.3 Microscopia electrónica de barrido (MEB). 

Estudios de MEB se realizaron sobre muestras de cada uno de los sistemas ensamblados y las 

micrografías tomadas se encuentran en las figuras 22, 23 y 24. Los resultados evidenciaron la 

formación de una película de nanopartículas sobre la superficie de las microesferas porosas que se 

vuelve más continua al aumentar la cantidad de nanopartículas infiltradas, es decir que la 

homogeneidad de la película aumenta al ir del sistema S2 al S5, hasta alcanzar la saturación de la 

microesfera porosa. La película de nanopartículas cubre la superficie de las microesferas y parecer ser 

más continua en los sistemas S4 (75 mg/mL de nanopartículas) y S5 (100 mg/mL de nanopartículas) 

en los que se infiltraron la mayor cantidad de nanopartículas. Un comportamiento similar fue observado 

por Rodríguez-Cruz et al [29] llenar membranas porosas con nanopartículas de PLGA y adsorbiendo 

carbamazepina. 

 

 

 

 
Figura 22. Micrografías de microesferas poliméricas de PLGA (50:50) con y sin infiltración de nanopartículas. A: 
microesferas libres y B: microesfera saturada con nanopartículas infiltradas. Nota: Barra = 10 µm. 
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Figura 23. Micrografías de los sistemas ensamblados con y sin la infiltración de nanopartículas poliméricas empleando el 
péptido modelo (acetato de leuprolide). A: sistema S1 sin infiltración de NP’s, B: sistema S2 con suspensión de NP’s de 25 
mg/mL, C: sistema S3 con suspensión de NP’s de 50 mg/mL, D: sistema S4 con suspensión de NP’s de 75 mg/mL y E: 
sistema S5 con suspensión de NP’s de 100 mg/mL. Notas: Barra = 1 µm y NP’s = nanopartículas. 
 

 

 

Figura 24. Micrografías de los sistemas ensamblados con y sin la infiltración de nanopartículas poliméricas empleando la 
proteína modelo (α-amilasa). A: sistema S2 con suspensión de NP’s de 25 mg/mL, B: sistema S3 con suspensión de NP’s de 
50 mg/mL, C: sistema S4 con suspensión de NP’s de 75 mg/mL y D: sistema S5 con suspensión de NP’s de 100 mg/mL. 
Nota: NP’s = nanopartículas. 
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7.4.4 Determinación del área superficial: adsorción de N2 (BET). 

Los resultados obtenidos en la MEB y la cantidad de nanopartículas infiltradas en los sistemas 

ensamblados fueron indicando que había una posible saturación de la microesfera porosa al infiltrar las 

nanopartículas poliméricas. La determinación del área superficial en los sistemas ensamblados fue 

analizada por adsorción de N2 y se realizaron con el objetivo de observar el comportamiento del área 

superficial en el proceso de adsorción/infiltración. Se obtuvieron las isotermas de adsorción para cada 

uno de los sistemas ensamblados y se muestran en la figura 25. El área superficial es calculada 

empleando el método de BET, donde de acuerdo con los autores el área superficial es representada 

por la pendiente que se obtiene al graficar las isotermas de adsorción de N2 en función del volumen y 

la concentración de las moléculas adsorbidas, de tal manera que una pendiente positiva más 

pronunciada representará una menor área superficial [122]. Las isotermas obtenidas para cada uno de 

los sistemas ensamblados se encuentran en la figura 25, en la que también se incluye la isoterma 

correspondiente a las microesferas porosas blanco (aquellas que no han pasado procesos de 

adsorción e infiltración). Los resultados evidencian una pérdida del área superficial al comparar las 

áreas desde el sistema S1 al sistema S4. Lo anterior puede asociarse con el proceso de infiltración, 

con la cantidad de nanopartículas adsorbidas, con la continuidad de la película formada y con la 

saturación del sistema ensamblado. En la misma figura también es posible observar como el área 

superficial del sistema S1 (sin infiltración de nanopartículas) y de las microesferas blanco no son tan 

distintas, por lo que podríamos decir que la reducción del área superficial se debe principal a la 

adsorción y formación de la película de nanopartículas sobre la superficie de la microesfera porosa. 

 

  
 
Figura 25. Isotermas de adsorción de N2 
y áreas superficiales de los sistemas 
ensamblados. Notas: Microesferas 
blanco: estructuras libres, S1 = sistema 
ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, 
S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración 
de suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 
100 mg/mL, respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 
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7.4.5 Interacción de los componentes del sistema: DSC y TGA. 

Se llevaron a cabo estudios calorimétricos para evaluar la interacción entre las moléculas y los 

componentes del sistema ensamblado, así como para estudiar la pérdida de masa y de este modo 

hacer inferencia del estado físico de los sistemas ensamblados. La figura 26 muestra los termogramas 

obtenidos por calorimetría diferencial de barrido (DSC) para los sistemas ensamblados (del S1 al S5) y 

para los componentes puros; el PLGA (50:50), el leuprolide y la α-amilasa.  

 

 

 
Figura 26. Termogramas obtenidos por calorimetría diferencial de barrido (DSC) para cada uno de los sistemas ensamblados 
(del S1 al S5), PLGA puro, acetato de leuprolide (A) puro y α-amilasa pura (B). Notas: S1 = sistema ensamblado sin 
infiltración de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración de suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, 
respectivamente. NP’s = nanopartículas. 

 

En los termogramas de los componentes puros se pueden observar picos endotérmicos característicos 

a ~162, ~110 y ~45-50 °C, que corresponden a los punto de fusión de leuprolide, pérdida de agua en 

α-amilasa y la temperatura de transición vítrea (Tg) del PLGA, respectivamente. Como se puede 

apreciar en la figura 26, el pico endotérmico de la Tg del PLGA puede ser identificado en los 

termogramas de todos los sistemas ensamblados, del S1 al S5, sin embargo los picos endotérmicos 

característicos en las moléculas puras no son detectables. Si las moléculas de péptido y proteína se 

encontraban disueltas durante el proceso de ensamblaje y estas son adsorbidas en ambas superficies 

(nanopartículas y microesferas porosas) entonces la interacción de las moléculas y los componentes 

del sistema ocurre a nivel molecular, por lo que sugiere que los fármacos se adsorben y dispersan 

homogéneamente a través de la superficie de los sistemas ensamblados.  
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Ligeros movimientos en el pico endotérmico de la Tg del polímero puro en comparación con el mismo 

evento en los termogramas de los sistemas ensamblados puede explicarse por cambios en la 

cristalización, agregación, reacomodo e interacción de las moléculas de polímero al generarse las 

micro- y nanoestructuras [136]. 

 

En los termogramas obtenidos para los sistemas cargados con la proteína modelo se pueden apreciar 

eventos de degradación a partir de los 200 °C que son mayormente marcados en los sistemas 

ensamblados (S1 al S5) en comparación con la degradación de los componentes puros, ver figura 26-

B. Debido a que esto estos cambios podrían estar relacionados con la interacción de los componentes 

con la proteína se llevaron a cabo estudios de termogravimetría (TGA) para monitorear la pérdida de 

peso después de los 200 ºC. En la figura 27 se presentan los termogramas por TGA para los 

componentes puros (PLGA 50:50 y α-amilasa) y los sistemas ensamblados (del S1 al S5); en ellos se 

puede observar como a partir de los ~200 °C la pérdida de peso es más rápida en los sistemas 

ensamblados que en los componentes puros, lo cual nos habla de las interacciones que se dan entre 

los componentes del sistema y la proteína adsorbida que está presente. 

 

 
Figura 27. Termogramas 
obtenidos por 
termogravimetría (TGA) 
para cada uno de los 
sistemas ensamblados (del 
S1 al S5), PLGA puro y α-
amilasa pura. Notas: S1 = 
sistema ensamblado sin 
infiltración de NP’s, S2, S3, 
S4 y S5 = sistemas con 
infiltración de suspensión de 
NP’s a 25, 50, 75 y 100 
mg/mL, respectivamente. 
NP’s = nanopartículas. 
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7.5 Perfiles de liberación in vitro y mecanismo de liberación. 

Se obtuvieron los perfiles de liberación in vitro de las moléculas modelo a partir de cada uno de los 

sistemas ensamblados, es decir del S1 al S5. Estos perfiles se describen en la figura 28 para el 

acetato de leuprolide y en la figura 29 para la α-amilasa. A partir de los gráficos es posible distinguir 

que en los primeros minutos existe una rápida liberación o “efecto burst” menor al 30% del fármaco 

cargado que puede deberse al paso de las moléculas que se adsorbieron sobre la zona más superficial 

de la estructura porosa hacia el medio de disolución. Este efecto es común en los sistemas que 

encapsulan fármacos debido a que los sistemas erosionan o hinchan liberando las moléculas más 

superficiales de forma abrupta.  

 

 

  
Figura 28. Perfiles de liberación del 
péptido modelo: acetato de leuprolide, a 
partir de los sistemas ensamblados por 
adsorción/infiltración. Notas: S1 = sistema 
ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, 
S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración de 
suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 100 
mg/mL, respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 

 
 
 
Figura 29. Perfiles de liberación de la 
proteína modelo: α-amilasa, a partir de 
los sistemas ensamblados por 
adsorción/infiltración. Notas: S1 = 
sistema ensamblado sin infiltración de 
NP’s, S2, S3, S4 y S5 = sistemas con 
infiltración de suspensión de NP’s a 25, 
50, 75 y 100 mg/mL, respectivamente. 
NP’s = nanopartículas. 
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Para el caso de procesos de adsorción de biomoléculas en sistemas farmacéuticos, Sun et al y 

Kilpeläinen et al [22, 28] reportan esta misma condición cuando en sus trabajos se ha adsorbido 

albúmina sérica humana (proteína modelo) en microesferas porosas y melotan II (péptido modelo) en 

partículas porosas de silica con nanocanales, respectivamente.También se puede notar como a las 12 

h el sistema 1 (sin infiltración de nanopartículas) ha liberado entre el 80 y el 90% de la molécula 

cargada, mientras que los sistemas S2, S3, S4 yS5 (con nanopartículas infiltradas a diferentes 

concentraciones) han liberado sólo entre el 30 y el 70% de la cantidad cargada Estos resultados 

señalan de forma general que a través del proceso de adsorción/infiltración es posible modificar la 

liberación de los principios activos, prolongando la liberación del fármaco desde 1 hasta 7-8 días, 

dependiendo del grado de saturación que se haya tenido en el sistema ensamblado, de tal manera que 

una película continua podría reducir la velocidad de liberación más eficazmente que una discontinua. 

Es así que se obtiene una velocidad de liberación más alta en los sistemas que contienen una película 

discontinua de nanopartículas en la superficie de las microesferas (sistemas S2 y S3) en comparación 

con una velocidad de liberación más lenta en aquellos sistemas ensamblados donde la película de 

nanopartículas que se forma tiende a ser  más continua (S4 y S5). Por consiguiente, cuando la 

cantidad de nanopartículas infiltradas aumenta, la velocidad de liberación disminuye. 

Los sistemas son ensamblados a partir de vehículos porosos. Para estructuras porosas se ha sugerido 

que la difusión es el principal proceso por el cual se libera la molécula desde el interior del sistema, ya 

que la porosidad presente permite que el agua del medio se absorba y penetre, debido a un gradiente 

de concentración, para poder solubilizar la molécula adsorbida y sacarla al medio de disolución [61]. 

Es por ello que con base en las evidencias que se han descrito hasta este punto, podemos sugerir que 

la película de nanopartículas que se forma durante el proceso de infiltración y posterior adsorción 

actúa como una barrera física que provoca que el interior del sistema ensamblado sea humectado por 

completo con mayor dificultad cuando existe una saturación del área y espacio disponible en la 

microesfera porosa. Incluso, Mao et al [61] describen la influencia de la porosidad superficial y de la 

morfología interna de microesferas de PLGA sobre el perfil de liberación de moléculas hidrofílicas, 

mostrando que el efecto “burst” en la fase inicial de liberación es caracterizada por procesos de 

difusión de las moléculas superficiales a través de los poros. Aunado al hecho de que el agua del 

medio penetra más lentamente en un sistema saturado, también puede asociarse que tanto el 

leuprolide como la α-amilasa quedan atrapados entre las superficies de las microesferas y la película 

de nanopartículas lo que va haciendo lento el proceso de liberación en función de la libertad que tienen 

las moléculas frente a las superficies donde se encuentran adsorbidas y el acceso del medio de 

disolución. 
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7.5.1 Mecanismo de liberación. 

Se han propuesto diferentes modelos matemáticos para explicar el mecanismo de liberación de 

fármacos a partir de diferentes sistemas farmacéuticos. Sin embargo, en el presente trabajo se reporta 

el ajuste de los datos al modelo matemático propuesto por Higuchi, debido a que fue el mejor modelo 

al que se ajustaron los datos (r2 ≥ 0.800). El modelo matemático se describe como: Mt/M∞=KHt½; donde, 

Mt es la cantidad de fármaco liberado al tiempo t, M∞ la cantidad total de fármaco que se ha liberado, 

KH la constante de disolución del modelo (min-1) y t el tiempo.  

 

Los perfiles de liberación obtenidos para las biomoléculas en estudio son explicados en más del 80% 

de su variación con el modelo de Higuchi (ver figura 30 y tabla 4), el cual se ha propuesto para 

describir el mecanismo de liberación de un fármaco a partir de sistemas farmacéuticos que liberan por 

mecanismos de difusión basados en la ley de Fick, entre los que se incluyen los parches 

transdérmicos y los sistemas matriciales [124]. La figura 30 muestra las líneas de ajuste de los datos al 

modelo de Higuchi, mientras que la tabla 4 resume las constantes de liberación KH y el coeficiente de 

determinación (r2) para cada uno de los sistemas ensamblados.  

 

 

 

 

 

Tabla 4. Parámetros obtenidos del ajuste de los perfiles de liberación al 
modelo de Higuchi para cada uno de los sistemas ensamblados. 

Sistema 
Leuprolide α-amilasa 

r2 KH (min-1) r2 KH (min-1) 

S1 0.833 0.042 0.871 0.021 

S2 0.942 0.021 0.738 0.014 

S3 0.971 0.015 0.862 0.014 
S4 0.980 0.014 0.944 0.013 

S5 0.985 0.013 0.959 0.010 
Notas: S1 = sistema ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = 
sistemas con infiltración de suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, 
respectivamente. NP’s = nanopartículas. 
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Figura 30. Líneas de ajuste de 
los perfiles de liberación al 
modelo de Higuchi (raíz cuadrada 
del tiempo). Notas: S1 = sistema 
ensamblado sin infiltración de 
NP’s, S2, S3, S4 y S5 = sistemas 
con infiltración de suspensión de 
NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, 
respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 

 

Los sistemas ensamblados cumplen con la definición y características de los sistemas poliméricos tipo 

matriz, pues se tiene la premisa de que las moléculas se encuentran adsorbidas de forma homogénea 

sobre la superficie de las micro- y nanopartículas y que los sistemas se vuelven cada vez más 

compactos al infiltrar nanopartículas en su interior, por lo que este modelo es el que mejor explicaría el 

mecanismo de liberación. A partir de estos resultados podemos mencionar que los sistemas 

ensamblados liberan el fármaco comportándose como sistemas tipo matriz y bajo procesos de difusión 

que siguen las leyes de Fick. En la tabla 4 se puede observar cómo el coeficiente de determinación (r2) 

va aumentando del sistema S1 al S5 para ambas moléculas, indicando que hay un mejor ajuste al 

modelo cuando los sistemas están más saturados con nanopartículas infiltradas. También se puede 

apreciar cómo los coeficientes de determinación indican que el modelo de Higuchi explica más del 

80% y hasta un 98% la variación de los datos. Considerando que los sistemas S5 y S4 están más 

saturados de nanopartículas infiltradas en comparación con los otros sistemas ensamblados, es 

posible relacionar esa saturación con un sistema que contiene dispersas las moléculas adsorbidas 

sobre una estructura más compacta que tiende a comportarse de forma similar a un sistema matricial 

en el que el fármaco ha sido encapsulado de forma homogénea en toda la matriz polimérica. Otro 

evento importante es la disminución de la constante de disolución del fármaco (KH) desde los sistemas 

S1 hacia los sistemas S5, lo cual explica la reducción de la velocidad de liberación conforme las 

microesferas porosas se van llenando por efecto de la infiltración de nanopartículas adsorbidas con 

fármaco.   
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7.6 Estabilidad de los fármacos modelo en los sistemas ensamblados. 

De acuerdo con los resultados arriba descritos, los sistemas ensamblados fueron caracterizados 

evidenciando su eficiencia como sistemas de liberación de fármacos. Para evaluar la integridad de las 

moléculas en relación a la conservación de su estructura secundaria o arreglo, una vez que los 

fármacos fueron liberados desde los sistemas ensamblados, se realizaron estudios de dicroísmo 

circular tanto para el péptido (leuprolide) como para la proteína (α-amilasa). Además, a la proteína 

modelo se le evaluó su actividad enzimática empleando el 2-cloro-4-nitrofenol-maltotriosa como 

sustrato.  

 

7.6.1 Evaluación de la estructura secundaria por dicroísmo circular (CD). 

Se obtuvieron los espectros de CD en el UV-lejano para las moléculas modelo después de 12 h de 

liberación a partir de los sistemas ensamblados y para las moléculas libres en solución. Los resultados 

se muestran en las figuras 31 y 32. De forma general se puede apreciar que los espectros son muy 

similares entre sí, por lo que podemos decir que no hay cambios significativos en la estructura 

secundaria a partir de los espectros obtenidos de las moléculas liberadas desde los sistemas 

ensamblados, en comparación con un espectro control (molécula libre en solución sin haber pasado 

por procesos de adsorción).  

 

 
Figura 31. Espectros de 
dicroísmo circular en el UV-
lejano para del péptido modelo: 
acetato de leuprolide. Control = 
leuprolide libre sin proceso de 
adsorción, Sistema 1 (System 1) 
= leuprolide liberado desde S1, 
sin infiltración de NP’s, Sistema 2 
(System 2) = leuprolide liberado 
desde S3 con suspensión de 
NP’s de 50 mg/mL de NP’s y 
Sistema 3 (System 3) = 
leuprolide liberado desde S5 con 
suspensión de NP’s de 100 
mg/mL de NP’s. NP’s = 
nanopartículas. 
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Figura 32. Espectros de 
dicroísmo circular en el UV-
lejano para la proteína 
modelo: α-amilasa. Notas: 
Free amylase = Amilasa 
libre, S1 = sistema 
ensamblado sin infiltración 
de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = 
sistemas con infiltración de 
suspensión de NP’s a 25, 
50, 75 y 100 mg/mL, 
respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 

 

Los espectros CD obtenidos para la α-amilasa son similares a los reportados por Matsuo et al, quienes 

estudiaron la estructura secundaria de varias proteínas, incluida esta enzima [137]. Al no presentarse 

cambios en la estructura secundaria de la α-amilasa o en la conformación que toma el acetato de 

leuprolide en solución, se puede inferir que la actividad de las moléculas no se verá afectada. 

 

7.6.2 Actividad enzimática de la proteína liberada desde los sistemas ensamblados. 

Los ensayos de la actividad de α-amilasa son utilizados en el diagnóstico de pancreatitis aguda. 

Existen diferentes métodos para medir la actividad de la enzima, empleando como sustrato algunos 

oligosacáridos nitrofenilados que al ser metabolizados liberan un compuesto cromóforo como el 4-

nitrofenol [117, 118]. Un ejemplo de esos sacáridos es el 2-cloro-4-nitrofenil-maltriosa (CNP-G3), cuya 

estructura puede ser observada en la figura 33.  

 

 

Figura 33. Reacción de hidrólisis del sustrato 2-cloro-4-nitrofenil-maltotriosa (CNP-G3) catalizada por la enzima α-amilasa. 

2-cloro-4-nitrofenil-maltotriosa

(CNP-G3)

+ H20 Maltotriosa +

2-cloro-4-nitrofenol

α-amilasa

0.92 0.08

Glucosa + 2-cloro-4-nitrofenil-maltosa
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El sustrato es hidrolizado por la α-amilasa sin fase de latencia, sin la necesidad de otras enzimas y en 

presencia de una alta concentración de tiocianato de potasio. La reacción enzimática produce un 

compuesto amarillo, el 2-cloro-4-nitrofenol (ver figura 33 y 34), que puede ser monitoreado 

espectrofotométricamente a 405 nm. Este método es sensible, preciso y libre de interferencias [117]. 

 

Figura 34. Ensayo de actividad de la α-
amilasa en presencia del sustrato 
(CNP-G3). Notas: B = blanco (muestra 
sin enzima), AL = amilasa libre 
(muestra control), S1 = sistema 
ensamblado sin infiltración de NP’s, S2, 
S3, S4 y S5 = sistemas con infiltración 
de suspensión de NP’s a 25, 50, 75 y 
100 mg/mL, respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 

 

 

 

 

Se midió la actividad enzimática de la α-amilasa liberada a partir de los sistemas ensamblados (del S1 

al S5) después de 12, 24 y 48 horas de liberación. Una solución de α-amilasa (sin haber pasado por 

procesos de adsorción) fue tratada con las mismas condiciones y utilizada como control. La actividad 

enzimática es reportada en UI/L para todas las muestras analizadas, ver figura 35. No se encontraron 

diferencias estadísticamente significativas de las muestras procedentes de los sistemas ensamblados 

en comparación con la enzima control (p>0.05).  

 

 

  
Figura 35. Actividad enzimática 
expresada en UI/L de la α-amilasa 
liberada desde los sistemas 
ensamblados por adsorción/infiltración 
de NP’s en microesferas porosas. 
Notas: S1 = sistema ensamblado sin 
infiltración de NP’s, S2, S3, S4 y S5 = 
sistemas con infiltración de suspensión 
de NP’s a 25, 50, 75 y 100 mg/mL, 
respectivamente. NP’s = 
nanopartículas. 
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Analizando los resultados, se puede observar que la proteína-enzima sigue activa después del proceso 

de adsorción y su posterior desorción (liberación), confirmando el hecho de que la molécula estará 

disponible para llevar a cabo su actividad enzimática. Por otra parte, se ha sido descrito que la afinidad 

de la α-amilasa por adsorberse en superficies sólidas a pH ligeramente neutros (pH 7.2 en las pruebas 

de liberación y pH 6.2 de la solución reactivo para el ensayo de actividad enzimática) reduce la 

extensión de los cambios conformacionales e incrementa su actividad [132]. También se ha reportado 

que algunas enzimas, al ser adsorbidas, presentan cambios conformacionales que son reversibles 

cuando entran en contacto con sus sustratos después de la desorción, o bien cuando son adsorbidas 

sobre superficies con carga opuesta; incluso cuando se adsorben a altas concentraciones, ya que las 

biomoléculas se cristalizan o depositan muy cercanas entre sí, sobre el adsorbato (superficie), 

favoreciendo un mejor arreglo o empaquetamiento de las mismas y sin presentar grandes cambios en 

la conformación [100]. También se sugiere que algunas proteínas pueden presentar cambios en la 

conformación pero no en el centro activo o en aminoácidos de reconocimiento o anclaje, por lo que en 

algunos casos el centro bioactivo podría seguir operando después de un proceso de adsorción y 

posterior liberación o desorción [105]. 
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VIII. CONCLUSIONES 

 

En este proyecto de investigación se logró obtener y caracterizar un nuevo microsistema inyectable de 

liberación de fármacos. Con ello se comprueban las hipótesis planteadas, por lo que bajo un enfoque 

“bottom-up” y utilizando el proceso de ensamblaje por adsorción/infiltración, es posible obtener 

sistemas de liberación de moléculas sensibles al estrés fisicoquímico, ensamblados por adsorción e 

infiltración de nanopartículas poliméricas biodegradables en microesferas biodegradables porosas, 

empleando un método inmersión en medio acuoso. El proceso es libre de disolventes orgánicos y es 

capaz de acarrear fármacos sensibles al estrés fisicoquímico como son los péptidos y las proteínas.   

 

 Con la metodología propuesta fue posible la obtención de sistemas ensamblados cargados con 

cantidades terapéuticas de moléculas modelo: un péptido (el acetato de leuprolide) y una 

proteína (α-amilasa). 

 

 Haciendo uso de métodos convencionales y optimizando los parámetros de proceso, se logró 

preparar microesferas biodegradables porosas y nanopartículas poliméricas, de forma 

independiente y no habiendo presentado ninguna interacción con las moléculas modelo en este 

paso; las cuales cumplieron con características físicas y tecnológicas adecuadas para llevar a 

cabo el proceso de adsorción/infiltración, para obtener sistemas inyectables ensamblados. 

 

 La metodología analítica desarrollada cumplió con los parámetros de linealidad, repetibilidad y 

exactitud, lo que permitió llevar a cabo las diferentes cuantificaciones de las moléculas modelo 

en las diferentes etapas del proyecto de investigación. 

 

 A través de estudios de adsorción de las moléculas modelo sobre los componentes del sistema 

(micro- y nanopartículas), por separado, se pudieron definir las variables de proceso que se 

emplearon durante ensamblaje por adsorción/infiltración; tales como el pH óptimo del medio y 

la mejor cantidad de fármaco que debe agregarse al proceso de obtención. Con las condiciones 

que se establecieron, se tuvo un medio acuoso en el cual se favorecieron las interacciones 

entre las moléculas y las superficies, se encontró el punto donde se obtienen la mayor cantidad 

adsorbida de fármaco y la mejor eficiencia de adsorción. Con lo anterior se logró definir la 

capacidad de carga del sistema. También, por medio de estas determinaciones, se explicó el 

tipo de interacción entre los componentes del sistema y las moléculas modelo, donde las 

interacciones electrostáticas juegan el papel más importante durante la adsorción. 
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 El proceso de ensamblaje por adsorción/infiltración de nanopartículas poliméricas en 

microesferas porosas se aplicó con éxito, obteniéndose sistemas ensamblados con las 

siguientes características y ventajas:  

a) Son sistemas susceptibles de ser dosificados, ya que se observó una dependencia 

entre la eficiencia de adsorción de las moléculas modelo y la cantidad de 

nanopartículas infiltradas, de tal modo que cuando existe una mayor cantidad de 

nanopartículas infiltradas en las microesferas porosas se tiene una mayor cantidad 

de fármaco cargado en el sistema. De este modo, se podría controlar la cantidad 

inicial de nanopartículas en suspensión en función de la cantidad de fármaco que se 

desea cargar en el sistema. 

b) Se puede fijar un tiempo deseado para la liberación del fármaco al seleccionar la 

cantidad de nanopartículas que se van a infiltrar. Lo anterior es debido a que se 

encontró que en los sistemas ensamblados, las nanopartículas infiltradas y 

adsorbidas crean una película sobre la superficie de las microesferas porosas que 

parece actuar como barrera de difusión. Esta película, en conjunto con el grado de 

saturación del área superficial del vehículo poroso, modifican la velocidad de 

liberación; reduciéndola en función de la continuidad de la película y de la cantidad 

de nanopartículas infiltradas.  

 

 Las pruebas de liberación in vitro permitieron evidenciar que los sistemas ensamblados son 

capaces de liberar el fármaco, de forma sostenida, hasta por 7 días, en función del grado de 

saturación del sistema, es decir, de la cantidad de nanopartículas infiltradas. Con base en lo 

anterior es factible disminuir la frecuencia de administración o bien definirla, ya que se pueden 

preparar sistemas con diferentes grados de saturación.  

 

 Al aplicar esta metodología se espera que los fármacos sensibles al estrés fisicoquímico 

puedan mantener su integridad física y química, si estos son formulados mediante el proceso 

de ensamblaje por adsorción/infiltración; pues durante la preparación, los sistemas se 

ensamblaron en tiempos cortos, en un medio acuoso, sin que haya contacto de los fármacos 

con disolventes orgánicos, con altas temperaturas o cambios drásticos de pH, además se 

evitaron las interfaces agua/aceite y las altas fuerzas de corte. Incluso, los resultados que se 

obtuvieron por dicroísmo circular y por evaluación de la actividad enzimática mostraron como 

las moléculas modelo en estudio se encuentran íntegras después de haber sido formuladas con 

la estrategia propuesta y después de ser liberadas a partir de los sistemas ensamblados. 
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El enfoque “bottom-up” aplicado en este desarrollo y el proceso de adsorción/infiltración que se 

propone en este trabajo se pueden utilizar como una alternativa en la formulación de fármacos 

sensibles al estrés fisicoquímico como son los péptidos y las proteínas. La metodología desarrollada 

hace frente a los retos actuales para formular este tipo de moléculas, eliminando el inconveniente de 

preparar sistemas de liberación de proteínas haciendo uso de métodos comunes de 

microencapsulación que comprometen la integridad de este tipo de fármacos en cada paso de 

manufactura.  

 

Los microsistemas desarrollados se pueden administrar por diferentes rutas, incluyendo la vía 

parenteral, incluso se podrían formular con otras biomoléculas como el ADN o ARN. Además, cuentan 

con la ventaja de ser biodegradables y biocompatibles. 
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       PERSPECTIVAS 

IX. PERSPECTIVAS 

 

Se contempla que el alcance de este proyecto de investigación pueda ampliarse considerando las 
siguientes perspectivas: 
 

 Ensamblar sistemas empleando otras proteínas globulares de interés terapéutico o bien 
utilizando ADN, ARN, entre otros. 

 

 Realizar determinaciones in vivo, empleando un modelo animal, para evaluar la efectividad de 
los sistemas ensamblados una vez que son administrados. 
 

 Llevar a cabo un diseño experimental para estudiar y aplicar el proceso de ensamblaje por 
adsorción/infiltración empleando otros vehículos porosos. 
 

 Estudiar perfiles de degradación de los sistemas ensamblados. 
 

 Evaluar el posible escalamiento, implantación, desarrollo y validación del proceso de 
producción de un producto farmacéutico de uso clínico, formulado con la metodología 
propuesta. 
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XI. ANEXOS 
  
Anexo 11.1 Clasificación y ejemplos de los polímeros biodegradables. 

 

 

Polímeros Biodegradables 

Derivados de los recursos del 

petróleo 

Derivados de recursos 

renovables 

(agropolímeros) 

Mezclas 

Sintéticos con columnas hidrolizables: 

a) Poliestéres 

 Alifáticos: 

Poliglicólico (PGA) 

Poliláctico (PLA) 

Poliláctico-co-glicólico (PLGA) 

Policaprolactona (PCL) 

Polibutilensuccinato (PBS) 

Poli-pdioxanona (PPDO) 

Politrimetilencarbonato (PTMC) 

 Aromáticos 

Polibutilenadipato-co-tereftalato 

(PBAT) 

b) Poliéster-amidas 

c) Poliuretanos 

d) Poliureas 

e) Polianhídridos 

Naturales: 

a) Proteínas 

 Origen animal: 

                  Colágeno 

                  Gelatina 

 Origen vegetal: 

                 Gluten de trigo 

                 Proteína de soya 

                 Caseína 

b) Polisacáridos 

 Origen marino: 

                  Quitina 

Quitosán 

 Origen vegetal 

                  Almidón 

                  Celulosa 

Alginato 

                  Ácido hialúronico 

Condroitina 

Basados en almidón: 

       Almidón-Polietilen-co-vinil            

        alcohol (EVOH) 

       Almidón-PLA 

       Almidón-PCL 

       Almidón-PBS 

       Almidón-PHB 

Otros: 

        Ácido Poliaspártico-co- 

        láctico (PAL) 

Sintéticos con columnas carbonadas 

Vinil polímeros: 

Polivinil alcohol (PVAL) 

Polienol-cetona 

Polipropilenfumarato 

Bacteriales: 

     Poli-β-hidroxialcaonatos 

     (PHA) 

Polihidroxibutirato (PHB) 
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Anexo 11.2 Tablas de ANOVA de los análisis estadísticos realizados. 

 

Tabla 5. Análisis de varianza de la 

talla promedio de tres lotes de 

microesferas porosas. No existen 

diferencias significativas en la talla 

promedio (p=0.64).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 6. Análisis de varianza de la 

talla promedio de tres lotes de 

nanopartículas poliméricas. No 

existen diferencias significativas en 

la talla promedio (p=0.24). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 7. Análisis de varianza del 

potencial ζ para muestras de 

nanopartículas de PLGA 4A (con 

grupo carboxílico terminal) con 

diferentes cantidades adsorbidas de 

acetato de leuprolide. Existen 

diferencias estadísticamente 

significativas en el potencial ζ 

(p=0.001).  

 

 

RESUMEN

Grupos
Promedio 

(Talla µm)

Promedio 

General 

( µm)

Desviación 

estándar 

( µm)

Lote 1 102.18 103.9 6.28

Lote 2 106.98

Lote 3 102.42

TABLA DE ANOVA

Origen de las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio de 

los 

cuadrados

F Probabilidad
Valor crítico 

para F

Entre grupos 43.897056 2 21.948528 0.485167469 0.63781218 5.14325285

Dentro de los grupos 271.434456 6 45.239076

Total 315.331512 8

RESUMEN

Grupos

Promedio 

(Potencial Z, 

mV)

Blanco -23.6

10 -19.8

20 -17.1

30 -15.6

40 -10.6

TABLA DE ANOVA

Origen de las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio de 

los 

cuadrados

F Probabilidad
Valor crítico 

para F

Entre grupos 281.256 4 70.314 19.3855684 0.00010559 3.47804969

Dentro de los grupos 36.271312 10 3.6271312

Total 317.527312 14

RESUMEN

Grupos
Promedio 

(Talla nm)

Promedio 

General 

(nm)

Desviación 

Estándar 

(nm)

Lote 1 263.83 257.0 12.38

Lote 2 247.13

Lote 3 260.17

TABLA DE ANOVA

Origen de las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio 

de los 

cuadrados

F Probabilidad
Valor crítico 

para F

Entre grupos 462.202222 2 231.10111 1.8127947 0.24219867 5.14325285

Dentro de los grupos 764.9 6 127.48333

Total 1227.10222 8
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Tabla 8. Análisis de varianza del 

potencial ζ para muestras de 

nanopartículas de PLGA 4A (con 

grupo carboxílico terminal) con 

diferentes cantidades adsorbidas 

de α-amilasa. Existen diferencias 

estadísticamente significativas en 

el potencial ζ (p=3.8 x10
-11

).  

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 9. Análisis de varianza del 

potencial ζ para muestras de 

nanopartículas de PLGA 5E (con 

grupo éster terminal) con 

diferentes cantidades adsorbidas 

de acetato de leuprolide. No 

existen diferencias 

estadísticamente significativas en 

el potencial ζ (p=0.82).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

RESUMEN

Grupos

Promedio 

(Potencial Z, 

mV)

Blanco -6.08

10 -4.38

20 -3.15

30 -2.46

40 -1.87

TABLA DE ANOVA

Origen de las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio de 

los 

cuadrados

F Probabilidad
Valor crítico 

para F

Entre grupos 33.67510667 4 8.41877667 430.114612 3.8481E-11 3.47804969

Dentro de los grupos 0.195733333 10 0.01957333

Total 33.87084 14

RESUMEN

Grupos

Promedio 

(Potencial Z, 

mV)

Blanco -8.5

10 -7.5

20 -8.8

30 -9.1

40 -8.6

TABLA DE ANOVA

Origen de las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio de 

los 

cuadrados F Probabilidad

Valor crítico 

para F

Entre grupos 4.38 4 1.095 0.37541656 0.82114054 3.47804969

Dentro de los grupos 29.1676 10 2.91676

Total 33.5476 14
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Tabla 10. Análisis de varianza 

de la actividad enzimática de α-

amilasa liberada a partir de los 

sistemas ensamblados en 

comparación con una muestra 

control de α-amilasa libre. No 

existen diferencias 

estadísticamente significativas 

de la actividad enzimática 

entre los sistemas (p=0.057). 

Notas: S1 = sistema 

ensamblado sin infiltración de 

NP’s, S2, S3, S4 y S5 = 

sistemas con infiltración de 

suspensión de NP’s a 25, 50, 

75 y 100 mg/mL, 

respectivamente. NP’s = 

nanopartículas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Promedio 

(Actividad 

Enzimática 

UI/L)

12 h 6.62

24 h 5.53

48 h 5.60

Enzima libre 6.67

S1 6.00

S2 5.60

S3 5.77

S4 5.63

S5 5.83

TABLA DE ANOVA

Origen de 

las 

variaciones

Suma de 

cuadrados

Grados de 

libertad

Promedio de 

los 

cuadrados

F Probabilidad
Valor crítico 

para F

Tiempo 4.42333333 2 2.21166667 14.9101124 0.00099881 4.10282102

Sistemas 2.33833333 5 0.46766667 3.15280899 0.05764262 3.32583453

Error 1.48333333 10 0.14833333

Total 8.245 17

Tiempos:

Sistemas:

RESUMEN
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Anexo 11.3 Lista de presentaciones en congresos y artículos escritos. 

 

Presentación de 3 trabajos libres y 1 ponencia en congresos nacionales. Participación en un congreso 

internacional. Escritura de dos manuscritos. 

 

11.3.1 Congresos nacionales. 

 XLIV Congreso Nacional de Ciencias 

Farmacéuticas. Asociación Farmacéutica 

Mexicana (2010) 

 

  

 I Reunión Iberoamericana de Estudiantes de 

Posgrado en Farmacia dentro del V Foro 

Internacional Sobre Avances en Tecnología 

Farmacéutica. CISDEM (2011) 
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 Primer Congreso de Innovación Biotecnológica en 

México INBIO. Universidad de Sinaloa (2012) 

 

 

 

 

11.3.2 Congresos internacionales. 

 Presentación de trabajo libre en Congreso 

Internacional: 3rd Conference on Innovation in 

Drug Delivery: Advances in Local Drug Delivery, 

Italia. Association de Pharmacie Galénique 

Industrielle, APGI (2013). 

 

 

 



 

 
92 

 

                   ANEXOS 

11.3.3 Artículos escritos. 

 

Artículo de investigación 1  

 “A biodegradable polymeric system for peptide–protein 

delivery assembled with porous microspheres and 

nanoparticles, using an adsorption/infiltration process”.  

International Journal of Nanomedicine, 2013:8 2141–

2151. Impact Factor 3.130.  

Int J Nanomedicine. ISSN: 1178-2013. 

 

 

Artículo de investigación 2 

 “A new solvent free approach to encapsulate proteins 

by infiltrated nanoparticles into porous 

microspheres;obtaining, characterization and protein 

integrity studies”. Sometido a evaluación para ser 

publicado. (Mayo de 2014). 
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Anexo 11.4 Publicaciones. 
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Abstract: A biodegrnd.1ble polymeric syslem is propose<! for formulaling peptides and prolei ns. 

The systems were nssembled through the adsorplion of biodegrndable polymeric n.1noparticJes 

onlo porous. biodegradable microspheres by an adsorplionlinfiltrarion process wilh the useofan 

immersion method. fhe peptide dmg is not involved in the manufacturi ng ofthe nanopa rt icJes 

or in obtaining Ihe microspheres: thus, contact wilh the orga nic solvem, interfaces, and shear 

forces required forlhe process are prevented during dmg lo.1ding. Le uprolide acetare was used 

as the model peptide, and poly(n.L. lactide-co-glycolide) (p LGA) was used as Ihe biodegradable 

polymer. LeuproJide was adsorbed onlo d ifferenl amoums of PLGA nanopa rticJes (25 rngImL, 

50 mglrnL, 75 mgfmL, and 100 mgfmL) in a firsl slage: Ihen, these were infiltrated inlo porous 

PLGA microspheres (100 mg) by d ippi ng: Ihe stmctu res inlo a microsphere suspension. In Ihis 

\.\'ay, the leuproJide \.\'as adsorbed onlo both surfnces (íe. nanoparticJcs and microspheres). 

Sca nning eleclron microscopy studies revea led the fomlal ion o f a nanoparticle film on the porous 

microsphere surfare that becomes more conlinuous as Ihe amount of infi ltrnted n.1noparlicJes 

¡ncreases. fhe adsorption efficiency and release rate are dependelll on Ihe amount of adsorbed 

nanopart icles. As expected, a greater adsorplion efficiency (-95%) and a slower reJease rate 

were seen (- 20010 of released JeuproJide in J2 hours) when a larger amoum of n.1noparlicJes 

\.\'aS adsorbed (100 mglmL ofna nopanicles). Leuprol ide acelale begins 10 be rdensed immedi­

ntely when Ihere are no infiJlrated nanoparticJes. and 90% of lhe peptide is reJease<! in Ihe first 

12 hours. In comrasl. Ihe sysiems assembled in th is sludy released Jess than 44% of lhe loaded 

drug during the sa me period oftime . fhe obsen 'ed reJease profiJes denoted a Fic kian ditTusion 

tha! tit Higuchi 's model (1 111) . fhe manufacturing process presenled here may be usefu! as a 

potenlial altemati"e for fomlUJating injectabJe depots fo r sensitive hydrophiJic drugs such as 

peptides and proteins. among others. 

Keywords: adsorplion. biodegrndable polymers. contro lled reJease. nanopanicles, porous 

microspheres, peptide deJivery 

Introduction 
Nanotechnology is the science that makes use of the new, modified, and un ique 

properties of materials on a nanometric scale. As the ir size decreases, ,he new physi· 

cal and chemical properties oflhe materials gain impon anee because ofan inerease 

in surface area, such that the quantum effects, surfaee properties. and large surface 

area·to· volume ratio al l acqu ire dominance. Nanotechnology has been successfu lly 

applied in pharmaceUlic.:11 technology to dea l with a variety of ehallenges, such as 
low bioavai labili ty, instability and low solubi lity of drugs, undesirnble side effects, 

Intermtional Jouma! of Nanomedicine 2013:8 2141 21 SI 2141 
lO 2011Ak¡!í-Akaj¡ et 411 , publisher and licensee Dave Medic¡l Preu l td. Thi! is ¡n OpenAcceu ilrticle 
which permit\ unre~tricted noncommerci¡l u~e, provided the original work is properly cited . 
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nontargeted delivery, low therapeutic effectiveness, incon­

srant blood levels, and frequent dosing. t.1 

Over the past three decades, biomolec ul es Iike peptides, 

proteins, and deoxyribonllc1eic ac id (DNA) analogs have been 

studied and proposed as therapeutic agents, owing to Iheir 

high selectivity in the treatment ofsuch diseases as cancer and 

enzymatic orgenetic deficiencies.Advances in biotechnology 

have made possible Ihe large-sca le and e fficient prodllc ­

tion of these molecllles in qllantiti es Ihat are sufficient for 

research and Ihe development ofpharmaceut icnl prodllctsY 

However, peptides and proteins present sorne limitations in 

their usefulness as drugs. With respect to admin istration, they 

sho\V instability in bodily ftuids due to enzymatic suscepti­

bi lity (proleolyt ic enzymes in lhe saliva, gastri c jllice, gUf, 

skin , and 11Ings), whereas their large s ize and hydrophi licity 

impede access 10 target ceJls. Also, Iheir rapid elimination 

from the body produces low therapeutic performance hecallse 

of the ir short half-life and low bioavailabi lity along the 

oral, transdermal, and pulmonary routes. This me..1 ns that 

the parentera l route (muscular or intravenous injection) is 

the mos l suitable one for ndministralion.S•6 In addilion, Ihe 

formulation techniques proposed, based on microencapsu­

lation or freeze-drying, involve the use of organic so lvenls 

and interfaces that can provoke prolein denaturation during 

microcarrier preparation.' For these reasons, routes that pres ­

ent a minimum of biological and technologica l drawbacks 

for these molecules have been suggesled:' 

Technologies such as Ihe PEGylation process, nanocar­

riers, and biodegradable polymeric micro- and nanoparticles 

have been proposed for peptide-protein del ivery. In the 

case of the PEGylation process, Ihe PEGylated prote ins 

can generate anti-PEG antibodies Ihat limit residence time 

in lhe bloodstream and the cross-linking may compromise 

peptide-protein stabi lity.' Previous studies have sho\\'n that 

the use ofnanocarriers, such as polymeric nanoparticles and 

liposomes, provides in vivo stabilily, prolonged circulation 

time, improved solubility, targeled rel ease, and fewer s ide 

effects to peptide-protein drugs cornpared with conventional 

fonnulations.l.6·9.tO Microspheres manllfactured with natural 

and synthetic polymers have been studied as c<'lrriers for 

peptide-prmein drugs because they protecl lhe molecule 

during administration, regu late Ihe blood levels, and exhjbit 

a modified release tlmt reduces repeated dos ing .5. tl-n Finally, 

large, porous, biodegradable microspheres have heen used 

as implant SC<'lffolds in tissue engineering. t4 However, the 

melhods used to prepare the nrulOcarriers genera lly include 

polymerization processes, emuls ifica tion of rk1tura l or pre­

formed polyrners, and Ihe subsequent e limination of Ihe 

2142 --~ 
D~ 

solvent,tO all of which conlribute to creating an unfavorable 

environment for these drugs , whereas protein-Ioaded micro­

spheres are comrnonly prepared by lIsing a rnethod C<'llled 

"double emlllsion-solvent evaporalion."I5. t6 

Despite the advantages of using polyrneric micro- and 

nanocarriers for peplide-protein delivery, there is an inherent 

inst.1 bility in these molecules at each step ofthe mrumfactur­

ing process. First, peptide-protein loading involves Ihe use of 

orgrulic solvents thal generate changes in dle physicochemical 

properties ofthe peptide-protein, wh iJe lhe interfaces in the 

emulsi fication st.:1ge may cause unfolding and aggregation 

through interfacial adsorption. Second, it has been shown tha! 

the high ionic strengths, shear forces, and interfaces involved 

in micro- and nanocarrier formarion lead lo biomolecule 

denatllmtion dlle to stress, since it is necessarylo create a new 

emulsion by adding a nonso lvent for the polymer (eg, waler) 

and, later, Ihe organic so lvent must be evaporated by stirring, 

reduced pressure, vacuum, or distillation. Finally, a drying 

step like Iyophílization is required to remove the res idual 

solvent, and observations luwe shovo'll that peptide-prolein 

degradalion and aggregat ion are conunon events dllring this 

step.1.t7 Various anempts have been made 10 prevent degra­

dation during biomolecule formulation, such as by adding 

sugars, po lyols, or other proteins (like albumin) lo reduce the 

interface-prmein ratio, using a nOlmqueous process to avoid 

water/organic interfaces, reduce the homogenizatioll time, 

and incorporate lyoproteclants. 17 

The main objective ofthis paper, Ihen, is to propose and 

characterize a new carri er system for peplide-protein drugs; 

one that uses a simple immersion technique and an assembly 

method based on the infiltration ofbiodegradable polymeri c 

nanoparticles into biodegradable porous microspheres 

obtained in separale slages;ta thal ls, wit houl Ihe peplide 

drug in these steps. Thus, it is suggested lhat Ihe assembly 

process using adsorption prolecls the drug, since lhe peplide 

is not involved in lhe earlier procedures. The biodegradable 

polymer chosen was poly(laclide-co-glyco lide ac id) (PLGA) 

(see Figure 1), because it is a material widely used in the 

deve lopment of injectable and biocompatible drug delivery 

systems. Its properties, such as molecular weighl, lact id eJ 

glycolide ratio, and functiona l end groups, all affect drug 

release. t9 The model peptide was leuprolide acetate, whose 

primary structure is 5-oxo-Pro-His-Trp-Ser-Tyr-Lell-Leu­

Arg-Pro-NH-C2Hs (see Figure 2). This is asynthetic nonapep­

tide that is used as a luteinizing hormone-releasing hormone 

agonist in the treatment ofhonnone-dependent tumors, as in 

the cases of prostate and breasl cancer, endometriosis, and 

adenomyos is. It is usually administered by the parenteral 
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Figure I Structure 01 poIy(d.l-brtide -co-g~olide). 
Notes: (Al Unc¡Pped PLGA. (B) C¡pped PLGA. 

, 

Abbrni ;l, tions: PLGA. poly(O.L-I¡ctide-co-glycohde): m. bctide ¡cid residue: 
n. ~colide ¡ cid residue. 

route owing to its poor oral bioavailabiJ ity, short half-life, 

and instabi lity in bodily fluids. 20 

Materials and methods 
Materials 
POIY(D,L-lactide-co-glyco lideac id)(PLGA 50:50, DLG 4A, 

molec ul ar weight 38,000), was obtained from Lakeshore 

Biomaterials (B inningham, AL, USA). Po ly(vi nyl alcohol) 

OH 

Intc rnational journaJ of Nanorncdicinc: 20 I ]:8 

Biodc:gndablc: polymc:rit sy$tc:m for pcptide-pro tc: in dc: livery 

(PVAL), Mowiol'" 4-88 (molecular weight 58,000) was pur­

chased from Sigma-Aldrich (St umis, MO, USA). Leuprolide 

acetale EP4, product PAADLO 1, batch SE-37733, was gener­

ouslysupp lied by Probiomed"'(M iguel Hidalgo, DF, Mexico). 

The dialysis tubingcellulose membrane, flat width of I O mm, 

was purchased from Sigllla-Aldri ch. Methylene chloride, 

ethyl acetate, acetonitri le, and methanol high-pressure liquid 

chrolllatography (H PLC) grade, phosphoric acid and mannitol 

were provided by J. T. Baker'" Chemicals (Avantor Performance 

Materials, Center Valley, PA, USA). Ammonium carbonate, 

monobasic poL.1ssium phosphate, and sodium hydrox ide were 

all supplied by Productos Quimicos Monterrey, SA (Monter­

rey, NL, Mexico). Triethylami lle 99% was acquired from 

Sigma-Aldrich. Distilled water was obtained from a RiOS™ 

disti ll er (EMD Mill ipore, Billerica, MA, USA). 

Preparation of polymeric nanoparticles 
N anoparticles were prepared using Ihe emulsifieation-solvem 

diffusion Illethod described by QULntanar-Guerrero et al. 10 

First, a mixture of ethy l acetate and distilled water was satu­

rated by manual agitation in a separatory funnelto achieve 

thermodynamie equilibrium; after 20 minutes, the phases 

were separated. Then, 400 mg ofPLGA 50:50 was dissolved 

in 20 mL of the organic phase (saturated ethyl aeetate) . 

The aqlleous phase (saturated distilled water) was used to 

prepare a 5% w/v sollllion of PVAL. The organic phase 

was emu lsi fied wilh 40 mL oflhe aqueolls phase by stirrLng 

with a homogenize r (ULTRA-TURRAX" ; IKA'* Works, 

Ine, Wilmington, NC, USA) at 11 ,000 rpm for 10 minutes . 

Aftenvard, 160 mL of distil led water without saturat ion was 

added to the emulsion to generate the diffusion ofthe organic 

solvent into the aqueolls phase so that polymer aggregation 

would produce nanopart"icles in slIspension. In the next step, 

the orga nic solvem was removed lInder reduced pressure al 

90 rpm and 30De. The recovery of nanopanicles was carried 

out by cemrifugat ion (Optima'" LE-80 K; Beckman Coulter, 

lile, Fullerton, CA, USA) at 20,000 rpm for 20 minutes. The 

nanoparticles were then resuspended in 3 mL of distilled 

water and washed three times. Finally, they we re frozen 

and Iyophi lized (FreeZone 6; Labconco"', Kansas City, MO, 

USA) al 50 x 10-3 mbar and --40°C for 24 hOllrs, with man­

nitol added as a cryoprolectanl. 

Preparation of porous microspheres 
An adaptation ofthe modified udouble emulsion (W / O/'W 2)­
solvent evaporation" method proposed by Kim et aJ21 was 

performed to obt1in porous microspheres sized ::oS 150 ¡lm. 

The organic phase (O) was prepared by dissolving 500 mg of 
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PLGA 50:50 in 8 mL ofmethylene chloride. After thm, 50 mg 
ofNH"H COJ (an agent that produces interconnected pores in 
Ihe microspheres lhrough gas generation) was placed in 5 mL 

of dislilled water (W ,). TIle firsl emulsion was prepared \Vith 
2.5 mL ofthe W, phaseand 8 mL oflhe O phase, and stirred 
with a homogenizer (ULTRA-TURRAXoII; IKA"'Works, Ine) al 
11 ,000 rpm for 1 minute. Th is emulsion was Ihen poured drop­
wise into 300 mL of a PVAL 0.5% w/v aqueous solulion (W

2
) 

lo be reell1ulsified Wilh a variable-speed agitalor (Cafrall1o™ 
Limited, Wiarton, Ontario NOH 2TO, Canada) al 250 rpm for 
4 hours in order to obtain porous polymeric microspheres ,U1d 
evaporate the organic salven!. Once the sa lvent had evaporated, 
the microspheres were recovered by filtration and rinsed three 
times with distilled water. Fina))y, they \Vere frozen and then 
lyophil ized (FreeZone 6; Labconco~ al 50 x 10-J mb.:1r ,U1d 
-40°C for 24 hours, adding marmitol as a cryoprotectarll. 

Characterization of polymeric 
nanoparticles 
To evaluale nanopanicle morphology, a few drops of an 
aqueous nanopartiele suspension were spread 0 11 a coverslip 
and dried al room temperature. Samples were moul1ted 0 11 a 
metal stub arld coated with a thin gold film of abaut 20 nm in 
a vacuum chamber (Fine Coat Ion Spuner JFC-II OO; lEOL, 
Tokyo, l apan) for 3 minutes at 1.2 kV, 10 mA, and 0.15 lorr of 
pressure. The samples were then observed under seaJUling elec­
tronmicroscopy (SEM) (JSM-25 S 11 microscope; JEOL). 

The laser light-seatteringtechnique \Vas used todetermine 

Ihe average sizeand polydispersity inde" ofthe nanopartieles 
using a submicron particle counter (N4 Plus; Beekman 
Coulter, lne). Samples ofthe nanopartiele suspension were 
di luted Wilh distilled water to achieve the light-scanering 
signal that fits the instrument's sensitivity (ie, partiele counts 
per second). Measurements were performed at a 90° fixed 
angle for 60 seconds at a temperature of20°C; the laser light 
wavelength was 678 mn (HelNe 10 mW). The batches were 
analyzed in triplicate (n = 3). 

Characterization of porous microspheres 
Dried microspheres were resuspended in distilled water 
and placed 011 a eoverslip in the same way as descri bed in 

the preceding section lo analyze their 1l10rphology by SEM 
(JSM-25 S 11 microscope~ JEOL). Shape, surface, and internal 
intereonnected pores were charncterized in tenns oftheirsize, 
porosity, and surfaee pore diameter by using image analys is. 
To measure surface pore diameter, 100 mierospheres were 

analyzed in five differem fi elds of view ( 11 = 3). The image 
scale was used to measure mean pore diameter. With the 

2144 - .. ,......---.,. 
D 

Dovep 

use of a microsphere suspension in disti lled water, the mean 
diruneter, part iele size di stribut ioll, and spec ific surface area 
ofthe microspheres were measured in three different batehes, 
using a laser diffraction partic1e size analyzer (Mastersize¡4l 
2000; Malvern Inslrumems, Malvern, UK). 

Adsorption studies of leuprolide 
onto microspheres and nanoparticles 
To evaluate the best leuprolidelll1icrosphere ratio, several 

differel1l alllounts of peptide \Vere adsorbed onto lhe surface 
oflhe Illicrospheres. First, 10 Il1g of dried ll1ierospheres was 

suspended in I mL of a 0.02 M potassimn phosphate buffer 
(pH 7.2). Subsequemly, 0.5 Il1g, 1 mg,2 mg,3 mg, rux:l4 mg 
ofleuprolide acelate was added lo the aforementioned micro­
sphere suspension, and Ihe resull ing samples \Vere labeled asA, 
S, C. D, and E, respectively. In Ihis \Vay, leuprolide/Illicrosphere 
ratios of 50/0, 10010, 200/0,30%, and 50% \V/w were reached. 
Afterward, each sample was gently stirred for 12 hours. The 
Illicrospheres, with Ihe adsarbed peplide, were recovered by 
filtration. TIle alllount ofleuprol ide acetate was determined in 
the supernatrult by HPLC (Agilent Technologies, Santa Clara, 
CA, USA), under the following chromatography conditions: 
P210 pump, 400 alnosampler, 320 ultraviolet-visible detector 
(at 220 nm), and C8 column (250 x 4.6 mm, 5 ~un particle size, 
Microsorb-MY, Agi lent Technologies, Santa Clara, CA, USA). 
Finrl lly, the mobile phase consisted of triethylamine salution 
(pH 3.0)-methanol-acetonitri le (70:5:25). The adsorption 
efficiency (%AE) was calculated by Ihe difference between 
total and free peptide concent ral ions. AH detenninations were 
carried out in triplieate (n = 3). 

To study theadsorption effect ofleuprolideon Ihe nanopar­
lieles, the ¡;-potemiaJ oflhe nanoparticles adsorbed \Vith inereas­
iug amowlls oflhe peptide was detennined,as follows: 100 mg 

of dried nanopartic1es were resuspended in 10 mL of a 0.02 M 
pot.'\ssiulll phosphate buffer salution, al pH 7.2 (10 mglmL); then 
2.5 mg, 5.0 mg, 7.5 mg, and lO mg of leuprolide was added to 
1 mL of the previous suspension arxi subsequently stirred for 
1 hour. T11e nrulopartic1e suspensioll with no peptide was set as 
lhe blank. The ¡;-potent ia l of lhe dispersions was measured by 
dynamic light scanering using a Zetasizer'" (Malvern Instm­
ments) after appropriate di lution with the same buffer solution. 
Three repl ic.'\tes per concentration were analyzed (n = 3). 

Assembly of the systems by the 
adsorption/infiltration of nanoparticles 
into microspheres and peptide loading 
The process wascarried out as fol lo\l/s: five systems, labeled 1, 
2, 3, 4, and S, were prepared in tripl icate. System 1 was 
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assembled without nanoparticleadsorption, while systems 2,3, leuprolide acemle. respectively. Finally, the supernatant \Vas 
4, and 5 were prepared by add ing nanoparticle slIspensions of Iyophilized, and lhe efficiency of lhe nanoparticles loaded 
25 rnglmL, SO mgfrnL, 75 mglmL, and 100 rnglrnL, respectively. into Ihe microspheres was calculated by weight difference. 
The nanoparticles were placed in a glass vial and resuspended 
in 1 mL of a 0.02 M potassium phosphate buffer solution al Characterization of the assembled 
pH 7.2 for 12 hours by magnetic agitation (Multistirrer; VELP systems 
Scientifica, Us mate, Itnly). Aftenvard, 10 mg of leuprolide Tú examine the surface morphology oflhe systems obtained, 
were added simultaneously lo each suspension. Agitation \VaS samples were spread over a coverslip and treated as described 
continued for 1 hour more (systems 2, 3, 4, and 5). In brief, aboye for SEM analys is (JSM-25 S 11 microscope; JEOL). 
lOO mgofporous biodegrad.1ble microspheres was dipped into AI I systems werecharacterized by differenlial scann ing calo-
each one of the syslems and tiren placed under mechanical rimetry (DSCQ 10 ca lorimeter, TA Instrumenls, NewCastle, 
agik'\tioll for 1 additional hour (Waler Bath Shaker, Reichert DE, USA) lo eva luate the inleract ions of their componenls. 
TeclUlologies, Depew, NY, USA). For system 1, underthe same Calor imelric tests were performed on all the assembled 
conditions, only porous microspheres were immersed in 1 mL syslems ( 1- 5), as well as on Ihe ind ividual components, 
ofthe buffer solution for just 111Our, where 10 mgof leuprolide inclllding leuprolide acetale and PLGA polymer. Dried 2 mg 
had been dissolved previously. AH Ihe systems were recovered lo 4 rng samples were place<! on aluminllm pans and sealed 
by filtration and dried al room temperanlfe. Figure 3 shows a hermet ica lly. Scallll ing was carr ied out al temperatures 
generaloutlineoftheassemblyprocess. TIle loadingamollnt of between 5°C and 200°C wirh a 10°C/mimne heating rate, 
leuprolide adsorbed imo lhe systems was quantified by HPLC, under ultrapure nitrogen flux (50 mLlminllte). 
as indicated above. Finally, Ihe adsorption efficiency (%AE) 
was calculated by using the following equlltion: In vitro peptide release 

Leupro lide release profiles were obtai ned fo r all the 

%AE =WJJ..!Wll x lOO, ( 1) assembled syslems (1 -5): 60 mg of eac h system was 
weighed direct ly in a prehydraled sack of dialysis cellulose 

where %AE is the adsorpt ion etTiciency; W AL and Wll. membrane, whose length was 5 cm. The leuprolide acelate 
represent the amount adsorbed and Ihe init ial amounl of in solulion immediately crossed lhe cell ulose membrane, 

Double emulalon.*Olvent 
evaporatlon Ill9lhod 

! 

PLGA-porou$ 
mlcroapheres 

Leuprolide 
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Figure J M;tnut .. :tunng procul of th .. u'l'mbl .. d .~t .. m. by ;td,o~ptiont ... fi ltntion of polym .. nc n;tnoputicl ... 'nto po~ou. biod"gr.ld;tbl .. miuospherl's. 
Abbrevi;t tion: PLGA. poly(o.t-bctide-co-¡Iycobde). 
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sho\Ving Ihal Ihe membrane does nol limil or control 

peplide release. The sacks \Vere dipped in 10 mL of a 
0.02 M potassium phosphate buffer al pH 7.2 in a glass 

via l under "sink" cond itions during Ihe stud y (Ieuprolide 

concentration ~250 mglmL), and Iransferred immediately 

10 a Ihermoslated bath al 37°C, where Ihey were shaken 

under the same agitation conditions as indicated in the 

description oflhe assembly oflhe systems. Al predelermined 

illlervals, 500 J.lL \Vas withdrawn from Ihe release medium, 

and 500 Il L of fresh medium was added to Ihe test vials. 
lhe amount of re lea sed leuprolide at each time point was 

determined by HPLC~ultravio let at 220 11m. AII experiments 

we re performed in triplicate (n = 3). 

Results and discussion 
Acquisition and characterization 
of polymeric micro- and nanoparticles 
lhe weH known emulsification-solvent diffusion method 

was used to prepa re polymeric nanoparticl es. IO SEM 

showed solid, compacled, and spherical s ubmi cronic 

particles (see Figure 4). As expected, this method made it 

possible 10 obtain nanoparticles with a 267 ± 3.8 nm mean 

size distribut ion and a polydispersity index of 0.07 ± 0.0 1. 

Nonslalis tica lly significant differences were found in more 

Ihan Ihree prepared batches (analys is of variance [ANOVA] 

P > 0.05). These properties were suitable for c..'1frying out 

Ihe peptide adsorption procedure ruld Ihe subsequent nano­

particle infiltration imo porous microspheres. Wilh respecI 

10 Ihe microspheres, we produced porous structures by 

adapting the modified double emulsion-so lvent evaporation 

technique proposed by Kim el al.2 1 lhe slirring velocity time, 

stabilizer (PVAL), and porogen concentration (NH
4
HCO

J
) 

were a ll controlled in order to generate microparticles with 

properties adequate for the assembly process. As shown in 

Figure 5A, spherical porous microspheres widl high porosity, 

• 
• • • • • • • • 

~ • 
, • 

- • • 

fi,u~e .. Sunn;n, electron micro¡r~ph of polymeric lWlopartxJes of PLGA SO:50. 
Note: Bu = I J.Im. 
Abbrevi¡ tion: Pl GA. poly(o.L-bctide-co-rfyeolide). 

f igu~e 5 Sunnin, electron micrDj:r~h of porou. mKro.pher ... of PLGA 50:50. 
Notes: (A) Micro.pbere uructu.e. ba~ = 100 J.Im. (B) Poru in the in tern.J.1 m~t.;><, 

w r = I Jlm. 
Abb~evi¡tion : PLGA., poly(0,L.llCtid~-c:o.., 11"oIide) 

inl erconnect ing pores, and a large surface were prepa red. 

The ir average size \Vas found lo be 78 ± 32.9 I.un , with a 

spec ific surface area of 6.67 ± 0.13 1112/g in five batches with 

no significant d ifferences among them (ANOVA P > 0.05). 

This finding was confirmed by SEM. Regarding the size 

obta ined, it is poss ible to injecI microspheres by using 

conventional syringes (size ~ 1 50 ~un).22l3 Size is one of 

the parameters in microsphere manufacturing Ihat Crul be 

contro ll ed by varying the PVAL concenlralion in the con­

t inuous aq ueous phase (W
2
), or the agitalion time and speed 

during manufacture. Pores are connected inside Ihe internal 
matrix oflhe microspheres, providing a largesurface area for 

adsorption (see Figure 5B). With the use of image analys is, 

the diameler of lbe exposed pores was determined, counting 

100 pores in fi ve fields of view. The mean diameter was 

approximately 8. 1 ± 4. 1 ~tln , which is \Vi de enough for the 

il1fi ltratiol1 ofnanoparticles s300 I1Ill in size. No differences 

in Ihe mean diameler of the exposed pores were found in 

the Ihree batches (A NOVA P > 0.05). 

Characterization of the adsorption 
process of leuprolide onto micro- and 
nanopart icles 
With Ihe use of an aqueous immersion method, various 

amounts of leuprolide acetate were adsorbed onto porous 

microspheres in order to determine Ihe leuprolide/micro­

sphere ratio that showed Ihe greatesl adsorption efficiency, 

Ralios of leuprolide/microspheres of 5%, 10%,20%,30010, 
and 40% w/w were eva luated and the amounl of adsorbed 

leuprolide was qlk1ntified. The results presented in Table 1 

c!early show Ihat there is a dependency on the leuprolide 

cOll cent ral ion in the adsorptioll process such Ihal, as ¡t 

increases, Ihe amounl of leuprolide adsorbed inlo Ihe 

l11icrospheres 31so i!lcreases; however, Ihe adsorpl ion effi­

ciency reached a maximum when the 10% w/w leuprol ide 

cOllcentration \Vas added (sample B). This finding could be 
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Table I Adsorption of leuprolide onto microspheres and NPs 

%AE onto microspheres (.potentialorN PI 

adlorbed with 

leuprolide 

Sample Adsorbed %AE Peptide mV 
leuprolide (mg) (mg) 

A 0.141 ± O.OO I 27.9 ± 0.28 Blank' 23.6 ± 0.84 

B 0.56 1 ± 0.037 54.3 ± 3.56 l.S - 19.8 ± 1.23 

e 0.6 12 ± 0.072 31.3 ± 2.94 S.O - 17.1 ±2.20 

D 0.698 ± 0.053 23.1 ± 1.39 7.S - 15.6±2.H 

E IAS8 ±0.149 36.3 ± 2.59 10.0 - 10.6±2.51 

Notes: lhe resulu ~re shown IS mun ± sundlrd devqt>on. ·Sl .... k represents the 

~.pote<1tia¡ of the polymeric: nlnoparticles without peptide ~dsorption. 
Abbl"il!viUions, NP. n .... oplrtKI.: XAE. ldsorption .fficiency. 

relaled [O surface saturalion and Ihe onset Oflhe fOrmalion 

of adsorption layers. Similar results have been reported 

when serum albulllin is adsorbed onlo PLGA lllicrospheres.16 

Adsorption invo lves electroslatic and hydrophobic interac­
tions, so physiochellli cal properties li ke pH , ionic strength, 

and temperature play an import.:1nt role in peptide-protein 

adsorption.21.25 A pH of 7.2 in Ihe dipping solution creates an 

environment in which charged species exist; consequenll y, 

elec lrostatic interaclions among the componenls are present 

in the adsorption process.20.26 lhe PLGA used in Ihe preso 

ent stud y has a free carboxyl ic end group, uncapped PLGA 

(Figure lA), with a pK. of -3.8, which is in the anionic 
form in the dissolution medium; whereas the basic amino 

acids of leuprolide, histidine (His-2), and arginine (Arg-8) 

acquire a cationíc form, because they have isoelectric points 

of -7.8 and - 10.7, respectively. These basic amino acids are 

exposed in the type 2 ~.Iu rn peptide conformat ion that is 

stab ilized by residues Ser-4 and Leu-7 in an aqueous phase 

(see Figure 2).21 

The S·potential was measured on po lymeric nanopar· 

lieles of PLGA adsorbed with inc reasi ng runounts of leu­

prolide lO test the electrostatic attraction in Ihe adsorption 

process. Note in Table I that , as Ihe amount of peptide 

increases, Ihe s-potenti al becomes more positive, suggest­

ing thal an e lecuostatic inleraction is taking place. Luan 

and Bodmeier28 reported this interaction between leupro lide 

acetate and uncapped PLGA when they come into contact. 
In contrast , when PLGA with an ester ified end group \Vas 

used, capped PLGA (Figure l B), there \Vere no significant 

ditTerences in the S-potential (-8.5 ± 1. 1 mV for nanopa r­

lietes in suspensiol1 and -9. 1 ± 1.4 mV for nanoparticles 

wilh leuprolide acelate). lhe characteristics observed in 

these adsorption studies ''''e re achieved by adsorbing leupro­

lide acetale inlo microspheres and polymeric nanopartic les 
separately. 

International journal of Nanomedicine 20 r 3:8 
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Acquisition and characterization 
of the assembled systems 
by adsorptionlinfiltration 
The entrapmem of leuprolide acelate \Vas ca rried out by 

using a simple aqueous immers ion methad. Based on earli er 

resuIts, a determined amount ofleuprolide \Vas lIsed in the 
adsorptiorvinfiltration process (rati o of I 0% \V/W leuprolide/ 

microsphere). The effect of di fferent nanoparticle concen­

trations on adsorption efficiency \\IaS eva lualed during the 

assembly process . Table 2 sununarizes Ihe drug loading, the 

adsorplion efficiencies, and the nanopanicles loaded for all 

the assembled systems. System I represenls the adsorption 

process with no infiltralion of nanoparticles. Dependence 

between nanoparticle concentration and drug loading can 
also be seen, such thal when there are more nanoparticles in 

suspension, the adsorbed amount of leupro lide and the load 

ofnanoparticles wíthín theassembled systems increase. This 

may be relaled to Ihe large surface area and its availabi lity for 

Ihe adsorpt ion process. The hi gh shear forces, interfaces, and 

organic so lvenls commonly used in conventional microen­

capsulation are avoided during dmg loading, so denaturation, 
aggregat ion, or degradation of the peplide is prevented, 

Ihus ensuring that Ihe peptide is protected throughollt Ihe 

assem bly process. 

NrulOpanicles can adsorb Ihe pept ide onto their surfaces 

as a firs t step, but they also infiltrate tnto microspheres in 

the same leuprol ide so llltion, so microspheres are in contact 

with nanoparticles and the free peptide; hence, higher adsorp­

tion efficiency is fou nd in syslems with a larger Illlmber of 
adsorbed nanoparticles. The peptide can be adsorbed onto 

micro- and nanoparticle surfaces (see Figure 3). Since Ihe 

nanoparlicles and microspheres have Ihe same chemica l 

nature, leuprolide is loaded onto both surfaces. Nanoparticl e 

adsorpl ion \Vas evidenced by SEM studies in whic h the 

images showed the formation of a nanoparticl e film on 

Table 2 %AE of the assembled systems and their parameters for 
Higuchi's model (to.s) 

5ystem 

4 

S 

Adsorbed 

leuprolide 

(mg) 

1.9 ±O. 18 

2.6 ±O.44 

5. 1 ±0.40 

9.6 ± 0.46 

9.6 ±O.45 

%AE 

18.9± 1.7 

25.3 ±4.1 

47.1 ± 1.6 

94.6 ± 3A 

94.9 ± 4.5 

N., CC' K,. 
loa.ded (minute-I)b 

(mg) 

0.984 0.042 

9.3 ± 3.7 0.980 0.021 

22.3 ± 4.4 0.994 0.0 15 

58.1 ± 5.2 0.987 0.0 14 

67.4±3.1 0.988 0.0 14 

Not .. s: Th. r .. ulu n •• h.own n m ..... ± .undnd d.viltion. -ce corr.btion 
COf'fficioont (r): IK., = r.I.H. r.a t. con.bnt. lCcordin¡ to Hi¡uchi'. mod.l: ..... ithout 
n~nopirtjd. inñltn.tion 
Abbreviuions: XAE. ~dsorption efficiency; NP. rwIOpirtK.le. 
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fi2U'~ 6 Sann;".2 ~IKtron micfo¡r~plu of the lSsembled sys tems with ~ nd without infiltn.t>on of poIymeric n~nop,artides. 
No tes: (A) System 1: without n~nopHticle infiltntion. (8 ) System 2: with 25 mafml NPs. (C) Synem 3: witt. 50 mglml NPs. (D) System +. with 75 m.2/ml NPs. (E) System S: 
with 100 m.2/ml NPs. B~f = I ).1m. 

Abb, eviuion: NPs. n~nopu1)cles. 

the microsphere surface as Ihe adsorbed amount ofnanopar. 

tieles increased (see Figure 6). As expected, the nanopartiele 

fi lm was seen to cover the mic rospheresurface and to be more 

continuous in systems 4 (75 mglmL of nanopart ic les) and 

5 (100 mglmL of nanoparti cles), which had larger amounts 

of loaded nanoparticles (see Table 2 and Figure 60 and E, 
respectively). A similar behavior was noted by Rodríguez. 

Cruz et al18 us ing porous membranes and carbamazepine 

(a nonwater·solu ble drug model). It is s llggested Ihat lhis 

nanopartiele film can act as a physical barrier fo r the release 

of Ihe peptide, such that a continuous fi lm co ul d reduce Ihe 

release rate more efficaciolls ly than a discontinuous one. 

In order to identi fy pePlide distribution in Ihe ca rri er, 
the phys ica l state of the componenls, and any interactions 

between Ihe peptide and lhe polymer (PLGA), calorimetri c 

sludies were perfo rmed fo r a ll systems. Figure 7 shows 

the di fferemial scanning ca lorimerry thermograms of the 

assembled syslems (1-5), pure PLGA (50 :50), and pure 

In vi t ro release kinetics 
During theassembly process, five systems were prepared with 

different nanoparticle concentrati ons; their release profiles 

are shown in Figure 8. We fOllnd a burst effect wilhin lhe first 

30 minutes fo r all systems that \vas below 25% of lhe loaded 

leuprolide. Endolhermic characterislic peaks areobserved in -10 

Ihe Ihermograms ofpure leuprolide and pure PLGA polymer 

at _ 162°C and -46°C, which correspond lo leuprolide's mell· 
ing point and lhe glass transilion temperalu re(Tg) ofPLGA, 

respectively. As shown in Figure 7, the endothermic pe..'lk 

ofTg PLGA (44°C-46°C) can be ide mified in all systems, 

fro m 1 to 5. However, the characlerist ic peak in the leuprolide 

thermogram is not visible in Ihe lhermograms thal correspond 

lo systems 1- 5, \vhich suggests a molec ular dispersion of lhe 

peptide Ihroughoul Ihe assembled systems. 
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Dovepre:.s Biodt:gnldablt: polymt:riC sy$tt:m for pcptide-prott:in ddivery 
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peptide. This findingcan beassocialed wilh Ihe leuprolide that (see Table 2 for the parameters). The re lease profiles fit 

was adsorbed onlo the more superficial zone of Ihe porous Higuchi 's model,lO as can be observed in Figure 9. This find· 

structure, since il is in immediale comact wilh the dissoh¡· ing is explained by Ihe porosity in Ihe microsphere slructure, 

tion medium and thus enables the desorption process. l'll.29 which enables the diffusion process, since the pores allow 

Therefore, porosily and surface area play an importanl role in water lo penetmte into the syslem, forcing Ihe peptide to 

peptide release. However, al close to 12 hours, syslem 1 (wilh. diffuse oul illlo Ihe dissolUl'ion medium. According lo these 

out adsorbed nanopa[ticles) had released 90.3%± 9. 1 % ofthe filldings, diffusion ofleuprolide throughollt the matrix system 

peptide, whereas syslems 2,3, 4, and 5 (wilh adsorbed nano· was achieved. 

particles) had released only 36. 1% ± 5.2%, 29.4% ± 3.2%, 

22.2% ± 4.6%, and 19.8% ± 32%, respectively (see Figure 8). 

A higher reJease mte was found in the syslems that cOl1lained 

a more discontinuous nanoparticle fi lm 011 the microsphere 

surfaces, which may be due lo Ihe Ilanoparticle-Ieuprolide-

microsphere interactions generated during Ihe assembly 

process, and lo Ihe continuity in Ihe 1"k1noparticle film, which 

appears lo create a diffusion barrier and inducechanges in Ihe 

release rateo Thus, a controlled release is ach ieved when mmo­

particles are adsorbed onlo the porous microsphere surface 

(systems 2-5). Conseqllenl ly, iflhe amollnt of nanopart ic1es 

increases, Ihe release rale slows; Ihis phenomenon could be 

explained by leupro lide entrapmenl between Ihesurfaces and 

the nanoparticJe fi lm . 

Based on the release pro fi Je modeJs proposed, * all the 

syslems presenl a dominanl Fickian diffusion mechanisrn 

because they are dependenl on the square rool of time (¡(I.5) 
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Conclusion 
This work proposes a novel dnlg delivery system that was 
developed by adsorbing nanoparticles onto porous biode­

gradable microspheres by an infil lration process using an 

immers ion method_ Poroll s, biodegradable microspheres 

and polymeric, biodegradable nanopart icles were prepared 

by Ihe double emulsion-solvent evaporation melhod and Ihe 

emuls ification-solvent diffusion method, respectively. They 

\Vere oblained separately with no peptide interacti on. The 

systems were assembled in short times by using an aqlleous 

immersion method that prevented any contact between Ihe 

peptide and the organic solvents, interfaces, and shear forces 

during drug lo..1d ing to ensure the integrity of the peptide. 

Leuprolide acetate was entrapped in the polymeric matrix 

belween lhe surfaces by lhe elect rostatic interactions in lhe 

adsorption process. lis adsorption efficiency and release pro­

fi les showed a dependence on Ihe amount of nanopa rticles that 

infiltrated into lhe porOIlS microspheres,such that a larger num­

ber of adsorbed Ik1noparticles loo to a higher amollnt of lo.1ded 

peplide and a s lower release rateo The adsorbed nanoparli cles 

created a fi lm on tlle microsphere surface thm appeared to act 

as a diffusion barrier, so Ihe in "itro peptide release indicaled 

that the systems assemblOO by nanoparticle infiltration reduced 

lhe burst effect, Illodified the re lease rate, and allowed a con­

lroUed release becauseofthe formation ofthe fi lm. 111e release 

rate slowed when lhe Imnoparticle fi lm was more cont inuolls, 

Ihus prolonging the release periodo Future work will need to 

consider delerminations of confo rmational changes before 

and after adsorption in order 10 evidence peptide or protein 

integrity. l he approach proposed in the present study can be 
used as an al ternative in Ihe formulation of peplide-prolein 

drugs. These systellls can beadministered by difTere nt roules, 

including lhe parenteral route, as injecf.:1ble depots, even fo r 

other b iomolecules, sllch as proteins, enzymes, or DNA. 
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A new solvent free approach to encapsulate proteins byadsorbed­
infiltrated nanoparticles into porous microspheres; obtaining, 

characterization and protein integrity studies 
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Abstraet 
lhis work describes the use and evaluation of the adsorption/infiltration process to fonnulate an active model 
protein, a-amyfase, in an assembled biodegradable polymeric system, Iree 01 organic solvent and made 01 PolyD,L­
lactide-co-glycolide acid (PLGA) By this approach the physicochemical stress is avoided and the integrity 01 the 
prote ln IS unaltered because the systems are assembled in a Inendly aqueous medlum uSlng a simple Immersing 
method. The first property 01 the assembled systems is that they can load therapeutic amounts 01 the drug due to 
the protein is adsorbed in the great area offered by polymeric nanoparticles; second, the subsequent infiltration 01 
adsorbed nanoparticles Into porous polymeric microspheres glves a controlled release 01 the protein dunng several 
days and; third, the protein preserves its structural conlormation and activity after being released. The system was 
prepared adsorbing and infi ltrating increasing amounts 01 nanoparticles. The inliltrated nanoparticles saturate the 
available surface area in the porous strueture at different levels and modify the release rate 01 the protein Irom the 
assembled system; these find ings were confirmed by BET technique (N2 isotherms) and in vi/ro release studies. 
During the adsorption process, pH 01 the medium plays an important role because it creates an environment where 
electrostatic attractions are favored between surfaces of the micro- and nanostructures and the protein. Finally, 
assays 01 a-amylase activities, using 2-chloro-4-nitrophenyl-a-D-maltotrioside (CNP-G3) as substrate, and circu lar 
dichroism technique confirmed that no conformational ehanges were observed in the protein when is formulated by 
thls new method. 

1. Introduction 
Protein lormulatlon has been a blg challenge lor the 

pharmaceutical scientist due to therapeutic activity 01 
these drugs is quite related to their conlormational 
structure and integrity and because they have to deal 
with their physical and chemical instabilities. Recent 
advances in biotechnological techniques like 
fermentation and cloning process have made it 
possible lor the production 01 large quantities 01 
biologics (biotheraputic proteins) lor pharmaceutical 
applications whose benel its represent an opportunity 
of improving the current treatments for disorders such 
as caneer, genetic and enzyrnatic deficiencies , 
autoimmune diseases and Inlectlons like HIV [1]. More 
than 324 biomacromolecules are under clinical trials 
and most 01 them are proteins. A general trend is to 
use drugs produced by DNA recombinant teehniques 
beca use it is expected that biologics could be more 
predictable regarding its behavior in vivo and less toxic 
[2]. However, lactors such as pH, temperature, high 
shear lorces, interfaces, storing, handling, lormulation 
and administration of proteins create desirable 
condltions that lead them to physlcal and chemical 
instability, which relers to denaturation, deamidation, 

aggregation, oxidation , peptide bond hydrolysis, thiol 
dlsullide exchange, crosslinklng, Intramolecular 
confonnational scrambling and precipitation processes 
that finally provoke changes in their activity [3,4,5]. 
lhus, the success in formulate proteins depends on 
knowledge and understanding 01 their physical, 
chemical and biological properties, as wel l as the use 
01 adequate materials and earriers [4]. 

l o facil itate the administration of biologics and to 
malntain protein Integrity during lormulation and 
storage, different drug delivery systems have been 
proposed Polymeric and lipid-base nanoparticles (eg 
liposomes), nanocapsules, hydrogels, Injectable 
implants, microemulsions and microspheres are 
common examples 01 systems developed to improve 
delivery 01 proteins. Most 01 these systems are based 
on entrapment and microencapsulation principies, 
whose stages basical ly include processes 01 
emulsification and posterior solvent evaporation. 
Unlortunately, these common manulacturing methods 
generate a rnicroenvironment that can compromise the 
protein integnty, slnce molecules are exposed to 
organic salvents, aqueouslorganic interfaces, elevated 
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temperatures, vigorous agitation, hydrophobie surfaees 
and detergents, so that, proteins are exposed to stress 
during the entire lile 01 the drug delivery system; 
Ineluding lormulation , storage and protein release In 
vivo [6,7,8,9]. 

Aequisition 01 knowledge about protein instability has 
Inereased sinee 1989. Several alternatives sueh as 
stabilization by ligand binding to the native state 
(surfaetants, polymers, eyelodextrins, metal ions, anion 
binding, etc), colloidal and interfaeial stabi lity, drying, 
chemical modifications, site-directed mutagenesis and 
development 01 novel drug delivery systems have been 
deseribed to proteet the Integrity 01 protelns aeross 
their eycle 01 lile [4,5,10]. Researeh in protein 
pharmaeeutical teehnology is loeused on propose 
strategies to prevent protein damage during 
formulation, so that various experiments have been 
eondueted to understand eritieal steps 111 the obtaining 
01 drug delivery systems, instabil ity and meehanisms 01 
degradation [5]. Polymerie nanoparticles and injeetable 
parenteral depots designed with biodegradable 
materials like PLGA (polylaetide-eo-glyeolide aeid) 
earrying peptides and proleins have an imporlant place 
In this lield beeause the produets aeeepted by FDA are 
based on polymerie mierospheres; even some 01 them 
are already in eommereial produetion [6,8,1 1,12]. 

On the other hand, adsorptlon 01 hydrophllie drugs 15 

another strategy that has been used lor avoiding high­
energy proeesses in drug entrapment; in laet, this 
approaeh has sueeessl ully been applied to adsorb 
biomaeromoleeules onto nanopartiele surfaees [13] . 
Many papers have diseussed the use PLGA lo adsorb 
proteins onto micro- and nanoparticles in arder to 
avoid the risk 01 protein degradation that is caused by 
the interaetion with organie solvents, interfaces and 
homogenizalion-drying sleps [7]. Adsorption as 
alternative takes Inlo aeeount the Interaetlon belween 
surfaee 01 polymerie struetures and proleins by 
establishing and eontrolling some variables sueh as 
pH, lemperature, protein and polymer properties (e.g. 
isoeleetrie point, pKa, end lunetional group, etc.) in an 
aqueous medium Reeenlly, Ihe use 01 porous 
microspheres with large pore sulface area and 
interconnecting pores has drawn attention for loading 
therapeulie drugs by adsorption in an immersing 
method, ineluding peptides and proteins [7,14,15]. The 
adsorplion process and the large surfaee area 01 
porous mierospheres and nanoparticles were the base 
01 the strategy proposed in a previous researeh [1 6], in 
whieh a peptide was lormulaled using the named 
adsorplion/infillral ion proeess. From this teehnique we 
obtain assembled systems that load sensitive drugs to 
physleoehemleal stress with hlgh adsorptlon 
effieieneies and a contro"ed release Ihal are 
dependent 01 the eonlinuity 01 a nanopartiele l ilm 
lormed on the mierosphere surlaee. The aim 01 this 
work was lo lormulale a globular moleeule, a prolein 

(enzyme a-amylase), by adsorption/infi ltration proeess, 
using biodegradable miero- and nanopartieles 01 PLGA 
to oblain an injeelable assembled system Additionally, 
the assembled system was eharaetenzed and the 
integrity 01 the protein after being released was 
evalualed in order to demonslrale the effieaey 01 Ihe 
novel drug delivery system. 

2. Materials and Methods 
2.1 Materials 

Poly(D,L-laetide-eo-glyeolide) aeid (PLGA 50:50, 
DLG 4A, molecular weight 38,000), was oblained lrom 
Lakeshore Slomaterials (Slrmingham, AL, USA). a­
Amylase Irom Aspergillus oryzae (10065-50G), 
Poly(vinyl alcohol) (PVAL: Mowiol® 4-B8, molecular 
weight 58,000), Sieinehoninie aeid kit lor protein 
determination (SCA 1) and 2-ehloro-4-nitrophenyl-a-D­
maltolrioside (93834 CNP-G3) were purehased lrom 
Sigma-Aldneh (St LOUIS, MO, USA). Methylene 
ehloride, ethyl aeetate, aeelonilrile, sodium ehloride, 
ealeium ehloride, potassium thioeyanale and mannitol 
were provided by J.T.Saker® Chemicals (Avanlor 
Performance Materials, Center Valley, PA, USA). 
Ammonium carbonate, monobasic potassium 
phosphale, sodium eitrate, eilrie aeid , aeelie aeid, 
sodium aeelate and sodium hyd roxide were all 
supplied by Productos Quimieos Monterrey, SA 
(Monterrey, NL, Mexieo). Distilled waler was oblained 
l rom a RiOs'" distiller (EMD Mil llpore, SllIenca, MA, 
USA) 

2.2 Preparatíon of the components of the 
assembled systems, polymeric nanopartícles y 
porous microspheres of PLGA 

Nanoparticles and porous microspheres were 
obtained using well-known and reproducible methods. 
The emulsilicalion-solvent diffusion melhod was used 
lo manulaeture polymerie nanopartieles [17]. Two 
phases were prepared after saturatlon between 
disti"ed water (phase W) and ethyl aeetate (phase O). 
A solulion 01 5% wlv 01 polyvinyl alcohol (PVAL) in 
phase W was obtained. 400 mg 01 PLGA were 
dissolved in 20 mL 01 phase ° and Ihen were 
emulsified with 40 mL 01 PVAL solulion by using a 
homogenlzator (UL TRA-TURRAX®; IKA® Works, Ine, 
Wilinington, NC, USA) at 11,000 rpm lor 10 minutes. 
Afterwards, 160 mL 01 water withoul saturalion was 
added lo the emulsion in order to allow the diffusion 01 
Ihe organie salven! After diffusion the nanopartieles 
remain in suspension and the salvent was evaporated 
under redueed pressure at 90 rpm and 30"C. 
Nanopartieles were reeovered by eentrilugation 
(Optima® LE-80 K; Seekman Couller, Ine, Fullerton, 
CA, USA) at 25,000 rpm lor 20 min and washed Ihree 
times Finally, they were lrozen and Iyophil ized at 
50x10-' mbar and -40"C lor 24 h (FreeZone 6; 
Labeonco®, Kansas City, MO, USA). 
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Porous microspheres were prepared using a modified 
double emulsion-solvent evaporation method proposed 
by Klm et al (2006) [18J. The flrst emulsion was carned 
out by stirring with a homogenizator (Ul TRA­
TURRAX®) at 11,000 rpm for 2 minutes mixing 8 ml 
of methylene chloride (where 500 mg of PlGA were 
dissolved) and 2.5 ml of a 1 % w/v solution of 
NH, HCO, (porogen agent). Then , th is emulsion was 
poured to 300 ml of a 1 % w/v solution of PVAl and 
stirred at 250 rpm during 4 h, using a mechanical 
stirrer (Caframo N Limited, Wiarton , Ontario NOH 2TO, 
Canada). The porous microspheres were recovered by 
filtration, using a stainless steel mesh with aperture of 
10 ~m, and dried at room temperature. 

The mean diameter and particle size distribution for 
micro- and nanostructures were analyzed using 
dynamic light scattering (Zetasizei® and Mastersizei®, 
Malvern Instruments, UK). Finally, morphology of 
polymeric nanoparticles and porous biodegradable 
microspheres was analyzed by Scanning Electron 
Microscopy (SEM) (JSM-25 S II microscope, JEOl , 
Japan). 

2.3 Adsorplion studies of a-amylase 
To evaluate protein adsorption behavior, increasing 
amounts of o·amylase were adsorbed onto porous 
polymeric microspheres at different pH's Thus, 25 mg 
of dried microspheres were immersed into 1 ml 01 
several solutions of the protein. Five concentrations in 
the solutions were tested , 25, 50, 75, 100 Y 125 
mg/ml, using sodlum acetate bulfer solution at pH 4.0 
and potassium phosphates buffer solution at pH 7.2. 
The samples were labeled as SA, SB, SC, SD and SE, 
respectively Afterwards all samples were gently 
agitated during 1 h (Water Bath Shaker™, Amencan 
Optical, USA). The microspheres adsorbed with 0-

amylase were recovered by fi ltration and the 
concentration 01 protein in supernatant was determined 
using the spectrophotometric blclnchonlnlc acid assay 
lor determination 01 total proteins at 562 nm using a 
spectrophotometer (Varian Cary 50 Conc, Agilent 
technologies, Santa Clara, CA, USA). The adsorbed 
amount 01 protein and the adsorption efficiency (%EA) 
were calculated by weight differences between initial 
and final concentration. Three replicates were 
performed. 

The evaluation 01 the protein adsorption onto 
polymeric nanoparticles was made measuring the 
zeta-potential (() when different amounts 01 protein 
were adsorbed. In th is study, 100 mg of nanoparticles 
were resuspended in 10 ml 01 sodium acetate buffer 
at pH 4.0. Afterwards, 10, 20, 30 Y 40 mg 01 protein 
were added to suspensions and led to magnetic 
stirnng dunng 1 h. A nanoparticle suspension with no 
protein was set as the blank. The zeta-potential (() 01 
the dispersions was measured using a Zetasizei® 
(Malvern Instruments, UK) after appropriate dilution 
with the same buller solutlon (n=3). 

2.4 Oblaining of Ihe prolein delivery syslem 
assembled by adsorption/infUtration 

Bnefiy, 25 mg 01 dned porous microspheres were 
weighted and placed in an eppendorf tube. 
Sirnultaneously, polymeric nanoparticles were 
resuspended by magnetic stirring (Multistirrei®, 
VeltCientifica, USA) in sodium citrate buffer pH 4.0 
during 12 h; nanoparticle suspensions were of 25, 50, 
75 and 100 mg/ml. Then , 12.5 mg 01 o-amylase were 
added to each nanoparticle suspension, maintaining 
the agitation by 1 h more. 1 ml 01 each belore 
mentioned suspensions were poured to eppendorf 
tube in order to infiltra te the adsorbed prote in 
nanoparticles into porous microspheres, and then they 
were taken to agitation lor a one additional hour (Water 
Bath Shaker™, American Optical, USA). The systems 
were recovered by filtration with stainless steel mesh 
(10 ~m) and dried at room temperature. Protein 
content in remaining suspension was quantified using 
bicinchonlnlc aCld assay and the adsorption efflclency 
(%AE) was calculated by differences between initial 
and l inal concentration. These systems were labeled 
as S2, S3, S4 and S5. System S1 was prepared uSlng 
the same conditions but without nanoparticle 
infi ltration. Three replicates were made for each 
concentration (n=3). 

Finally, to determine the load 01 nanoparticles into 
assembled systems the remaining suspension was 
Irozen and Iyophil ized at 50x10·3 mbar and 4 0·C lor 
24 h (FreeZone 6; labconco®, Kansas City, MO, 
USA); the loading elficiency was calculated by weight 
differences. 

2.5 Measurement of N2 isotherms 
The nitrogen adsorption-desorptlon Isotherms were 

determined on free microspheres, polymeric 
nanoparticles and all the assembled systems (Irom S1 
to S5), using a Bel-Japan Minisorp 11 equipment, 
applying a multipoint technique. Specific surface area 
was calculated wi th the Brunauer- Emmet-Teller (BET) 
equation [19,20J lrom N, adsorption at -196 ·C. Pore 
size distribution was obtained by the Barrett-Joyner­
Halenda (BJH) [20J method In the desorptlon stage. 
Because 01 the low glass transition temperature of the 
samples, previous to nitrogen adsorption they were 
outgased at 30· C. 

2.6 Characlerizalion of Ihe assembled syslems by 
Ihermal analysis 

Differential scanning calorimetry (DSC) and 
thermogravimetric (TGA) techniques were used to 
carry out a physical characterization 01 the assembled 
systems. T o DSC studies, 24 mg 01 dried assembled 
system, Pl GA pure and o-amylase pure were placed 
on alumlnum pans and then sealed hermetically. The 
tests were carried out in a range of temperature from 
30 to 280 · C with a 10 ·C/min heating rate, under 
ultrapure nitrogen fiux (50 mUmin) (DSCQ10 
calonmeter, TA Instruments, USA). Flnally, TGA was 
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performed in order to monitor the mass of the system 
dunng heatlng, under the same conditions descnbed 
aboye for OSC studies, but using pans of platinum 
(TGA Q5000lR, TA Instruments, USA). 

2.7 In vitro protein release 
Potassium phosphate buffer at pH 7.2 was used as 

dissolution medium. The release profiles lor all the 
assembled systems (Si to S5) were obtalned. Bneny, 
25 mg of each system were weighed in a piece of 
stainless steel mesh of 5 cm (10 ~m of aperture) and 
dipped in 10 mL of dissolution medium previously 
poured in a glass vial. The vials were transferred to a 
thermostated bath at 37 'C under magnetic agitation. 
Afterwards, 1 00 ~L were withdrawn at different times 
and replaced wlth fresh medium. "Sink conditions· 
were maintained during entire study. The amount 
relea sed of a-amylase at each time was determined by 
bicinchoninic acid assay (n=3). 

2.8 Evaluation of the enzymatic activity of the 
re/eased a-amylase 

The enzymatic activlty 01 a-amylase was evaluated 
after being relea sed from the all assembled systems; 
free a-amylase dissolved in the same conditions was 
used as a control (buffer pH 72 and 37 ' C) 2-chloro-
4-nitrophenyl-a-O-maltotnoslde (CNP-G3) was the 
substrate to measure amylase activity. In the 
enzymatic reaction a yellow praduct is generated, 2-
chloro-4-nitrophenol [21]. The assay reagent was 
prepared using sodium citrate buffer solution at pH 6.2, 
CNP-G3 (2.25 mM), sodium chloride (300 mM), 
calcium chloride (5 mM) and potassium thiocyanate 
(900 mM). Samples of 75 ~L were wlthdrawn during in 
vitro release studies at 12h. Every sample was placed 
in assay tubes with 3 mL of the reagent assay 
previously incubated at 37 oC in a bath water. Once 
tubes were agitated by vortex, they were placed back 
to the incubation bath. A tube without sample was set 
as a blank Then, absorbance was mea su red at 405 
nm every minute dunng 2 minutes. The a-amylase 
activity (Intemational Units per liter, U/L) of each 
sample and control was calculated using the following 
formula: 

a-amylase (U/L) = fLINmin. - LlNminbl-TV·1000 
t·SV·d 

where ~mins= change in the absorbance per minute 
for the sample or control , LlNminb= change in the 
absorbance per minute for the blank, TV = total volume 
01 the assay (3.075 mL), 1000 = conversion from U/mL 
to U/L, E = millimolar extinction coefficient of 2-chloro-
4-nitrophenol at 405 nm (12.9), SV = sample volume 
(0.075 mL) and d = light path (1 cm) 

2.9 Evaluation of conformational structure of 0-

amylase by Circular Dichroism Spectroscopy (CD) 
Every assembled system (from S1 to S5) was placed 

in 10 mL of phosphate buffer pH 7.2 dunng 12 h at 37 

OC in order to release the a-amylase from the systems. 
Subsequently, 500 ~L of sample were wlthdrawn and 
centrifuged at 25,000 rpm for 20 min. The samples 
were diluted with the same buffer solution until a 
concentration 01 1 00-400 ~g/mL was achieved. CO 
measurements were perfonned in a JASCO J-815 
spectropolarimeter (Jasco Inc. , Easton, MO), equipped 
with a PFO-425S Peltier-type cell holder for 
temperature control and magnetlc stimng. CO spectra 
were recorded from 200 to 250 nm, using 1 cm path­
length cells. El lipticities are reported as mill idegrees. A 
CO measurement of free amylase was determined for 
use as a control. 

3. Results 
3.1 Obtaining of the components of the systems 

The components of the system, porous microspheres 
and polymenc nanoparticles of PLGA were prepared 
using the methadology described aboye. Nanoparticles 
were salid structures with a main size of 251 ± 2.9 11m , 

a polidispersity index of 0.08 and specific surface area 
of 6.25 m2/g. Regarding microspheres we obtained 
porous structures Wlth a mal n size 01 104 ± 2.7 ~m, a 
uniformity index of 0.61, specific surface area of 4.40 
m2/g and pore volume of 0.013 m'/g The morphology 
of salid nanoparticles and poraus microspheres are 
shown in figure 1. These charactenstics are adequate 
for carrying out the assembly process by 
adsorptionlinfiltration of nanoparticles into porous 
microspheres. 

3.2 Studies of adsorption onto micro- and 
nanoparticles 

T o select the best pH 01 the aqueous medium for the 
adsorption process and the amount of protein to be 
added to the systems (protein/microsphere ratio), 
adsorptlon studles were performed uSlng two pH 
values (4.0 y 7.2). Results are presented in table 1 and 
figure 2. As observed, a better adsorption efficiency 
and larger amount of protein adsorbed onto 
microspheres at pH 4.0. Based on this finding we have 
chosen pH 4.0 to prepare the assembled systems. 
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Figure 2. Adsorption efficiency of a-amylase in porous microspheres 
at different pH's. SA, 58 , se, so and SE: samples immersed in a 
solution 01 2.5, 5.0, 7.5, 10.0 and 12.5 mg/mL 01 protein, 
respectively. 
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Zeta-potential «) 01 Iree nanopartieles and with 
increasing amounts of the protein was determinad , al 
pH 4.0, in order to corroborate the influence of the 
eleetrostatie forces involved in the adsorption process, 
using a electrophoretic light scattering method. As 
expected , dala showed that zeta-potential becornes 
more posltlve when the amount 01 protein adsorbed 
increases, see Table 1. Changes in zeta-potential 
could be explained by neutralization 01 charges during 
the adsorption process (see discussion). 

3.2 Obtaining and eharaeterization o( the 
assembled systems 

Drug delivery systems assembled by adsorption and 
infillration of polymeric nanoparticles ¡nlo porous 
biodegradable microspheres were prepared using 
several concentrations of nanoparticles. Table 2 shows 
the results of the amount of protein loaded, adsorption 
efficiency, and the amount 01 nanoparticles infiltrated , 
as well as specific surface area and pore volume for all 
the assembled systems. 51 represents a system 
without infiltration of nanoparticles, just protein 
adsorption on microspheres. It can be seen that as the 
amount of adsorbed nanoparticles increases, the 
protein in the system also augments. Can be observed 
how the amount of nanoparticles infil1rated increases 
when a larga amount of nanoparticles is in suspension; 
however th is amount seems to achieve a maxirnurn 
that is possibly related to a saturation 01 microsphere 
sulface. Figure 3 shows a porous microsphere 
saturated with infittrated nanopartictes in comparison to 
a free microsphere. 

T~ble 1. Adsorption studies of a~amylase onto micro~ and nanostructures of PLGA 

Sample 

SA 
S8 
se 
SD 
SE 

Adsorbed protein onta porous microspheres 
(mg) 

pH 4.0 
1.1 ± 0.12 
1.8 ± 0.05 
19 ±0.12 
22 ± 0.02 
2.7+0.17 

pH 7.2 
0.3 ± 0.12 
0.3 ± 0.09 
01 ± 005 
04 ± 0.10 
0.3 + 0.15 

<~potential of NP's adsorbed with protein 
(pH 4 0) 

mg added of protein 
aSlank 

10 
20 
30 
40 

(mV) 
-6.08 ± 0.10 
-4.38 ± 0.09 
-3 15±022 
-24 6 ± 0.17 
-1.87 + 0.08 

The results are shown as mean ± standard deviation. aSlank represents the <~potential of the polymeric nanoparticles without protein 
adsorption. 
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Table 2. Characterization of the assembled systems 

a-Amylase adsorbed Nanoparticles Specific surface Pore Volume 
System %AE Loaded area, as,BET V, 

(mg) 
(mg) (m'/g) (cm' /g) 

51 2.7 ± 0.29 27.2 ± 2.9 O' 4.25 0.014 
52 38 ± 006 25.2 ± 1.61 8.1 ± 22 223 0022 
53 2.5±0.16 37.7 ± 0.61 16.5 ± 1.3 1.94 0.023 
54 4.8±0.15 47.4±1.8 32,4 ± 2,4 0,45 0.014 
55 5. 1 + 0.12 50.7+ 1.19 57.9 + 2.6 

The resu lts are shown as mean ± standard deviation. S1: system assembled without nanoparticle infiltration; S2 , S3, S4 and SS: 
systems with infiltration of nanoparticle suspension of 25, 50, 75 and 100 mg/mL, respectively. NP's = polymeric nanoparticles. ·System 
with no nanoparticle infiltration. 

Figure 4 exhibits the isotherms of N2 for all 
assembled systems. According to BET theory the 
specific surface area is represented by the slope 
(19,20), such that a slope steeper represents less 
surface area. Thus, as can be observed , the slope is 
higher in S2, S3 and S4 (systems with increasing 
amounts of nanoparticles infiltrated) compared to S1 
(system with no nanoparticle infiltration) and free 
microspheres. Reduction on sulface area evidences 
the loss of surface and saturation when the amount of 
nanopartlcles ,"filtrated ,"creases. 

u - Fr .. Mlerospnt r" 
_ Sl . 52 

-_53 

~ .. 
., 
~ 
.. 

o .• 

"'Po 
Figure 4. N2 isotherm s' from lop lo down; (t ) free microspheres of 
PLGA (50:50); (. ) 51: syslem without nanoparticles infiltration; ( .A. ) 
S2: syslem with 25 mgJmL of NP's; (. ) S3: system with 50 mg/mL of 
NP's and (* ) S4: system with 75 mglmL. NP's = polymeric 
nanoparticles. 

On the other hand, if the protein is fi rst dissolved and 
then adsorbed in both surfaces (micro- and 
nanoparticles), the interaction between the 
biomolecule and su riaces is given to a molecular level. 
Thermal studies (OSC and TGA) were performed for 
understanding the interaction of the components in the 
system. OSC thermograms are shown In figure 5 and 
TGA thermograms in figure 6; for PLGA (50:50) pure, 
a-amylase pure and all the assembled systems (from 
S1 to S5) 

,1 PL~_I~_:~_I __________________ __ 

i'v ~ • ."""" 'M 
51 

,--------------------------~ » • , . ,. 

Figure 5. Differential scanning calorimetric sludies. ose 
Ihermograms: from lop lo down; PLGA (50:50) pure; a-amylase 
pure; 51 : system assembled without nanoparticle infi ltralion; 52, 53, 
S4 and S5: systems with infiltratioo of nanoparticle suspension of 25. 
50, 75 and 100 mglmL, respectivety. NP's = polymeric nanoparticles. 

Thennal events in OSC thermograms indicate the 
presence of a characteristic endothermic peak at 47-52 
oC, which corresponds to glass transition temperature 
(Tg) of the polymeric material (PLGA); however the 
dehydration event, at - 100 ' C, seen in a-amylase 
thermogram disappeared in all the assembled 
systems, which suggests protein is dispersed on the 
polymeric matrix. Above 200 ' C, degradation 
processes in all OSC themnograms were detected, 
being more evident in the assembled systems. 
Oegradation events were followed In TGA 
thermograms, see figure 6, where it is noticed the 
weight loss is faster in the assembled systems (from 
S1-S5) in comparison to the pure components. 
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Figure 6. Thermogravimetric analysis. TGA Ihermograms: fram top 
lo down; a-amylase pure; PLGA (50:50) pu re; 51: system assembled 
without nanoparticle infiltration; S2, S3, 54 and S5: systems with 
infiltration of nanoparticle suspension 01 25, 50. 75 and 100 mg/m L, 
respectively. NP's = polymeric nanoparticles. 
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3.3 In vitro protein release 
Protein release studies frorn assembled systems 

were carned out in buffer phosphates pH 7.2 as 
dissolution medium Release profi les lor all systems 
(51 lo 55) are shown in figure 7. Can be noticed 111 5 1 
(syslem wilhout nanoparticles infi llralion) Ihal 0-

amylase is completely released at 24 h; similar 
behavior is observed en 52 (syslem prepared wilh 25 
mg/mL 01 nanoparticles). Nevertheless, 53, 54 and 55 
have only delivered 73, 45 and 38% 01 Ihe loaded 
protein at Ihe same lime respeclively. II IS suggested 
thal depending on saturalion degree, Ihe infi ll raled 
nanoparticles creale a physical barrier Ihat reduces Ihe 
release rateo 

3.4 Enzymatic activity of the relea sed a-amylase 
and evaluation of its structural integrity 

Assembled syslems (5 1 lo 55) were placed in buffer 
phosphates solulion pH 7.2, al 37 oC, dunng 12 h in 
order lo release Ihe enzyme. Samples 01 Iree a­
amylase were Ireated in Ihe same conditions lor being 
used as a conlrol. Enzymalic aclivity (UI/L) lar al l 
syslems can be observed in figure 8, where no 
significa nI statislical differences were lound in 
comparison with Iree a-amylase (p>O.05). 

Slructura l integrity 01 released a-amytase was 
evaluated by circu lar dichroism; in figure 9 Ihe lar-UV 
CD spectra 01 a-amylase with different trealmenls are 
shown. As we can appreciale, all Ihe CD spectra are 
very similar, indicating Ihal Ihere are no appreciable 
changes on the secondary structure 01 amylase when 
il is released Irom Ihe assembled systems, as judged 
Irom the C D signal. 

•• 120 144 m .., 
Time (h) 

Figure 7. Refease profi les of a-amylase from all assembled systems. Studies performed in phosphates buffer (pH 7.2) at 37 oC. (t ) 3 1: system without 
nanoparticles infiltration; (_) S2: system with 25 mglmL of NP's; (A ) S3: system with 50 mg/mL of NP's; (e) 3 4: syslem with 75 mgfmL of NP's and (* ) 
SS: system wi1h 100 mg/mL of NP's. NP's = polymeric nanopartic les. 
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Figure 8. Enzymatic activity of a-amylase. Assays were performed in 
citrates buffer (pH 6.2), al 37 oC, using CNP·G3 as substrale. S1: 
system assembled withoul nanoparticle infiltration; S2, S3, 54 and 
SS: systems with infiltration of nanoparticle suspension of 25, 50, 75 
and 100 mg/mL, respectively. NP's = polymeric nanoparticles. 

4. Discussion 
4.1 Protein adsorption onto the components of the 
system (micro- and nanopartic/es) 

From results, it is noticed that pH and protein 
concentration have influence on the adsorption 
process onto su rface 01 PLGA microparticles. The 
isoelectric point 01 a-amylase is 4.2 [22), meanwhile 
the pKa 01 PLGA 15 3.8 when the polymer has an end 
carboxylic group (polymer used in this work, PLGA 4A, 
has an acid terminal group). Two pH's were tested , a 
pH 4.0 where a-amylase is charged positively and 
carboxylic groups "' PLGA are lonized and pH 7.2 
where both are charged negatively. More molecules 
are adsorbed when the medium has an acid pH (4.0) 
where oppased charges exist. This behavior can be 
explained due to the changes in the properties 01 
surface 01 microspheres and charges generated in the 
protein at each pH. Due to the process was carried out 
in an aqueous medium, the adsorption process is 
lavored. When pH is higher than the isoelectric point, 
7.2, the hydrophobic interactions become more 
important and the adsorption capacity reduces 
because the microsphere surface presents the same 
charge than the enzyme; Kondo et al (1996) and 
Bautista et al (1999) described this behavior and the 
influenca 01 pH when a-amylase is adsorbed onto 
hydrophobic surface [22 ,23), and Li et al (2007) 
reported this eflect and the role 01 surface groups 
when bovine serum albumin is adsorbed onto 
polymeric mlcrospheres 01 PLGA [24) . Meanwhlle, 
when protein concenlralion is high Ihe molecules 
adsorb close lo each other, yielding a higher adsorbed 
amount that ¡n creases when surface area ¡ncreases 
and less conlormalional changes [25) 
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Figure 9. Far-UV CD spectra of a-amylase after differenl treatments_ 
Spectra were recorded in 20 mM , phosphates buffer (pH 7.2), at 37 
oC. S1: system assembled without nanoparticle infiltration; S2, S3, 
S4 and S5: systems with infiltration of nanoparticle suspension of 25, 
50, 75 and 100 mgJmL, respective ly. NP's = polymeric nanoparticles. 

The observed changes in zeta-polenlial confi rm Ihe 
cancelalion 01 charges belween the molecules, making 
evident Ihal eleclroslalic atlraclions occur in Ihe 
aqueous medium al pH 4.0. The charged surface 
brings nearer Ihe charged proteins toward itsell and 
concenlrates Ihem Ihere by an attraclion phenomenon. 
Similar eflecls have been seen when SiRNA is 
adsorbed onlo chllosan-coaled-PIBCA nanoparticles 
[26) Therelore, eleclroslalic inleraclions musl be 
considered lo oblain beller adsorplion efliciencies and 
a large amounl 01 drug on Ihe surface. Low adsorplion 
elficiencles have been reported when organlc solvenls 
and olher slruclures like si licon microparticles are used 
lo adsorb peplides, where no electric allracl ions are 
presenled [14). 

4.2 Assembled systems by adsorptionlínfíltration 
With the use 01 the adsorption/inliltralion melhod, 

assembled systems can be prepared al diflerenl levels 
01 saluralion where exisl a clear dependence belween 
the amounl 01 infil traled nanoparticles and Ihe amounl 
01 adsorbed prolein. This find ing is relaled to the lact 
Ihal prolein is adsorbed on bolh surfaces (micro- and 
nanoparticles) since Ihe slruclures or componenls 01 
the system are immersed in the same solution where 
the protein is dissolved, moreover there is more 
available surface mea when Ihere is a larger amounl 01 
nanoparticles in suspension. Due lo Ihe amounl 01 
microspheres is conslanl during Ihe assembly, Ihe 
surface area offered by Ihe nanopartlcles is Ihe main 
lactor lor oblaining beller adsorplion efliciencies 
beca use the area increase when the concenlralion 01 
nanoparticles increases. Similar results were achieved 
in a previous work where a pepl ide (Leuprolide 
acelale), a small molecule, was used as drug model 
[1 6) 
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The saturation process is explained by the reduction 01 
the specilic surface area in Ihe assembled syslems, 
see l igure 4. It is possible lo see in the same ligure 
how the surface area 01 Ihe system S1 (wlth no 
infillral ion 01 nanoparticles) and Iree microspheres are 
nol so difiere ni, so il is suggested Ihal Ihe reduclion 01 
Ihe surface area is mainly due to Ihe adsorplion and 
larmalion nanoparticle lilm on Ihe surface 01 Ihe 
porous microsphere. 

Thermic analysis showed the molecular interaction 
01 the protein wilh polymer in the assembled syslems 
because Ihe characleristlc peaks in proleln 
Ihermograms are nol presenl in the syslem 
Ihemnograms; th is can be related lo a molecular 
dispersion 01 Ihe prolein on all the polymeric matrix. 
However, small movements in T 9 01 PLGA in systems 
Ihermograms can be delected In companson lo PLGA 
pure; Ihat could be associaled to rearrangemenls and 
inlerfaclal segregallon 01 Ihe polymer after 
manufacturing processes of micro- and nanostructures 
[27] TGA studies evidence how Ihe loss 01 weighl lar 
Ihe assembled systems begins at approximately at 190 
oC and is more pronounced than pure components, 
indicating that molecular interactions occur between 
protein and PLGA as well as a rearrangement 01 the 
pOlymer during the adsorption/infiltration assembly 
process. 

4.3 Protein refease 
The dominant mechanism 01 protein release Irom the 

assembled system is passive dillusion associated to a 
concentration gradient The porous structure made 
water penetrate Into the polymeric matnx Irom 
dissolution medium dissolving the adsorbed protein 
and bringing back to the medium. The profiles shown 
in figure 7 fit Higuchi's model, indicating a release 
mechanism associated to a Fickian diflusion, which 
could be related to waler pass through pare channels 
(dala no shown). Mao el al (2007) descebed Ihe 
inHuenee 01 surface porosity and internal morphology 
01 PLGA microspheres in Ihe release behavior 01 
hydrophillc molecules and reported thal the II"tial 
release phase is mainly characterized by pare diflusion 
[28). The "bursl eflee\" observed in all release proliles 
could be associaled lo the prolein that was adsorbed 
in more exlernal surfaces; Sun el al (2009) and 
Ki lpelainen el al (2011) lound Ihe same eflecl when 
human serum albumin (protein model) and melotan 11 
(peptlde model) are adsorbed anta polymeric and 
sillcone surfaces, respectively [7,14). Final ly, can be 
observed in figure 7 how Ihe release rate is clearly 
modified after 24 h; thus, Ihe increasing arnounl 01 
nanoparticles inside porous microspheres causes a 
decline in Ihe re lease rale. The inlillrated nanoparticles 
lend lo larm a film onlo microsphere surface that 
becomes more continuous when the amount of 
nanoparticles inside microsphere is large, acting as 
physical barrier and modilying the release rate [16). 

4.4 Prote;n integrity studies 
Assay 01 a-amylase is used to the diagnosis 01 acute 

pancreatitis. There are severa l methods lar the 
measurement 01 the actlvlty 01 this enzyme that employ 
some nitrophenylated oligosaccharides as substrate, 
which release a chromophore such as 4-nitrophenol 
Example 01 them is the substrate 2-chloro-4-
nitrophenyl maltotriose (CNP-G3), which is hydrolyzed 
by a-amylase In presence 01 high thiocyanate 
concentration with no lag phase. The enzymatic 
reaction produces a yellow eompound (2-chloro-
4nitrophenyl) that can be monitored 
spectrophotometrically at 405 nm. The method is 
sensitive, precise and Iree 01 interferences [21) 

No significant differences were found belween free 
a-amylase and the one that was released Irom the 
assembled systems. It has been descnbed that the 
alfinily 01 a-amylase lor sol id surfaces at high pH 
(release at 7.2 and activity assay at 6.2) reduces the 
extent 01 conlomnational changes and increases its 
relative activity [23), meanwhile certain enzymes 
acquire its native form, in a reversible way, afier 
desorption process when they are in contact with their 
substrates, or even a reversible process can be seen 
when proteins were adsorbed onto a surfaee with an 
opposite electric eharge and at high eoncentrations, 
lavoring surface crystallization with mare packed 
arrangement )25). 

The CD spectra obtained lar a-amylase are similar to 
those reported by Matsuo et al , who studied the 
secondary structure 01 several proteins, including this 
enzyme )29). As there were no changes In the 
secondary structure 01 a-amylase or in its 
conlormation, it can be inlerred that its activity will not 
be affected. 

These findings show that assembly process by 
adsorption/infi ltration is a uselul tool to lomnulate 
sensitive drugs, like proteins, beca use no damage in 
their secondary structure is lound after being adsorbed 
and then released. 

5. Conclusions 
An adsorption/infiltration process was used for 

obtaining an injectable prote in delivery system using a­
amylase as protein model. This method allows loading 
proteins under a Iriendly environment lar th is kind 01 
molecules because during fomnulation the eommon 
physicochemical stress in process like 
microencapsulation is avoided. Therapeutic dose can 
be load since the protein IS adsorbed lirst on 
nanoparticles and then on microsphere surtace. 
Addilionally, the nanopartleles inslde mlcrosphere 
saturate the surface 01 the system in dillerent levels. 
That grade 01 saluration modifies the release velocity 
as amount of nanoparticles increases; therefore 
depending on required Irequency dose we can prepare 
a specific system. Properties 01 the a-amylase such as 
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primary structure and isoelectric point, properties 01 
surfaces and pH in the aqueous medium and protein 
concentration play an importanl role in Ihe adsorplion 
effi ciency, Iherelore Ihe in" uence 01 Ihese lactors on 
Ihe integrity 01 Ihe molecule during formulalion should 
be considered. In arder lo evaluale Ihe efficacy of Ihis 
novel drug delivery system Ihe enzymalic aclivity 01 a­
amylase was delenmined lar all assembled systems 
fi nding no signifi cant changes in comparison with a 
sample 01 Iree enzyme Finally, conlormalional studies 
by circular dlchro lsm basically eVldenced no Importanl 
changes in Ihe secondary sl ruclure once Ihe prolein is 
adsorbed and Ihen released. This work makes 
emphasis on Ihe polenlial use of Ihis approach lo 
formulate sensitive drugs like biornolecules as a 
leasible alternal ive Ihal laces Ihe inconvenienl 01 
preparing prolein delivery syslems by convenllonal 
process Ihal compromise Ihe molecule slabi lily in 
every manulacluring slep. 
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Anexo 11.5 Otros productos. 

 

 Patente del proceso y sistema 

desarrollados.  

Título: “Método para la obtención de 

microesferas de liberación controlada de 

activos sensibles, preparadas por ensamblaje 

de microesferas porosas y nanopartículas”.  

Tramite realizado a través el CID de la 

UNAM.  

Etapa: solicitud de patente al Instituto 

Mexicano de la Propiedad Industrial (IMPI). 

Expediente MX/a/2014/01910 y solicitud 

MX/E/2014/011986. 

 

 

  

 1er lugar del premio CANIFARMA 2013 a la 

Innovación en Tecnología Farmacéutica. 

Diciembre de 2013. 
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