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LISTE DES ABREVIATIONS 
 
 
ACN  Acétonitrile 

AFSSAPS Agence Française de Sécurité Sanitaire des Produits de Santé 
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I. INTRODUCTION 
 

Un collyre au gluconate de chlorhexidine à 0,02% a été prescrit par un praticien du service 

d’Ophtalmologie pour un patient souffrant d’une kératite amibienne. La kératite amibienne est une 

infection rare et grave de la cornée, causée par une amibe très répandue dans l’environnement, 

appartenant au genre Acanthamoeba.  

 

Le collyre à la chlorhexidine n’est ni commercialisé en France ni à l’étranger. Les 

pharmaciens de la Pharmacie à Usage Intérieur du Centre Hospitalier Universitaire d'Angers ont 

donc été amenés à réfléchir à la réalisation de cette préparation. 

 

Dans la première partie, la kératite amibienne et ses traitements ont été étudiés. Les 

propriétés de la chlorhexidine ont de même été détaillées. Ces recherches bibliographiques ont 

permis de vérifier le rapport bénéfice / risque de la préparation demandée. La réglementation 

existante, concernant la fabrication et le contrôle des collyres à l’hôpital, a ensuite été étudiée afin 

de vérifier la faisabilité technique de la préparation. Les pharmaciens doivent s’assurer qu’ils 

disposent des moyens techniques et du personnel afin de garantir la qualité de la préparation. 

 

Dans la seconde partie, la formulation du collyre au gluconate de chlorhexidine a été mise 

au point à partir des connaissances des propriétés physico-chimiques du principe actif. La recherche 

bibliographique des formulations déjà utilisées et de leurs stabilités n’a en effet pas permis de 

retrouver de formule qui convienne à l’utilisation du collyre en ambulatoire. Le procédé de 

fabrication du collyre a ensuite été déterminé, ainsi que les contrôles du produit fini à réaliser. La 

méthode de dosage du principe actif dans la forme pharmaceutique a du être mise au point et 

validée. Enfin, une étude de stabilité a été réalisée afin de déterminer la péremption du collyre selon 

notre formulation. Elle vise à garantir la qualité de la préparation pendant, au minimum, le mois de 

dispensation au patient en ambulatoire. Ce travail a été l’occasion de s’interroger sur les choix 

pharmaceutiques à faire lors du développement de formes liquides stériles. 
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II. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 
 

II.1. La kératite amibienne 

La kératite amibienne est une infection rare et grave de la cornée, qui affecte principalement 

les individus porteurs de lentilles de contact. Elle entraîne des troubles de la vision et peut aboutir, 

dans certains cas particulièrement graves, à l’énucléation de l’œil. 

L’amibe responsable de cette affection appartient au genre Acanthamoeba, très répandu dans 

l’environnement. Des amibes de ce genre, ou acanthamibes, sont aussi responsables d’encéphalites 

amibiennes granulomateuses, d’infections cutanées et nasopharyngées chez l’immunodéprimé (1-3). 

 

II.1.1. L’agent responsable 

II.1.1.1. Taxonomie 
 

Les amibes sont des protozoaires appartenant au règne des protistes et à l’embranchement 

des Rhizopodes. La classification des espèces d’acanthamibes, décrite par Pussard et Pons en 1977, 

est basée sur des critères morphologiques, notamment sur la forme des kystes (1). Vingt-quatre 

espèces sont distinguées, dont huit impliquées dans des infections cornéennes : A. castellanii, A. 

culbertsoni, A. polyphaga, A. hatchetti, A. rhysodes, A. lugdunesis, A. quina et A. griffini (4). A. 

polyphaga est la plus fréquemment mise en cause (5, 6). 

Cependant, les conditions de cultures affectent la morphologie des kystes. L’identification 

de l’espèce est donc parfois difficile et peu fiable. La classification morphologique tend à être 

abandonnée au profit de classifications génotypiques. Plusieurs ont été proposées. La classification 

basée sur le polymorphisme d’un fragment d’ADN ribosomique est aujourd’hui utilisée. Quinze 

génotypes sont distingués. Le génotype T4 est le plus fréquemment retrouvé chez les acanthamibes 

isolées des patients souffrants de kératite amibienne (7-9). 

 

 

II.1.1.2. Habitat 
 

Les amibes du genre Acanthamoeba sont les plus communes des amibes. Elles sont 

abondantes dans l’environnement, et cosmopolites. Elles vivent dans tous les lieux où se trouvent 

des bactéries et des déchets organiques, qui constituent leur principale source de nourriture. Elles 

ont été isolées dans le sol, l’air, l’eau douce, l’eau de mer, l’eau des piscines, l’eau du robinet, et 
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aussi dans l’eau minérale embouteillée (8). L’augmentation de la température, associée à 

l’accroissement du nombre de bactéries, favorise leur prolifération (10). 

Ces amibes sont aussi retrouvées chez l’homme dans le nasopharynx et la gorge. Des études 

ont montré un taux de portage variant de 0,5 à 24% selon la population étudiée (11). 

 

 

II.1.1.3. Cycle biologique 
 

Les acanthamibes sont retrouvées sous deux formes dans l’environnement (figure 1) :  

- forme trophozoïte ou végétative 

- forme kystique 

Ces deux formes sont aussi retrouvées dans la cornée des patients infectés. 

 

La forme végétative a une longueur de 25 à 40 µm. Elle se déplace à l’aide d’un pseudopode 

hyalin et d’autres éléments, appelés acanthapodes, disposés sur toute la surface du trophozoïte (1, 

11). Cette forme se réplique de façon asexuée par fission binaire et se nourrit de matières 

organiques, de bactéries, de champignons et d'autres protozoaires.  

En réponse à des conditions environnementales défavorables, comme l’absence de 

nutriments ou le froid extrême pendant quelques jours, le trophozoïte se transforme en kyste. La 

forme kystique constitue la forme de résistance de l’amibe. Elle peut résister plusieurs années à la 

dessiccation, aux températures extrêmes et à de nombreux désinfectants et antimicrobiens. Cette 

forme permet la dissémination du parasite dans l’environnement.  

Lorsque les conditions environnementales deviennent favorables, le kyste retrouve sa forme 

trophozoïte (1, 12). 
 

Figure visible sur la thèse papier 
Fig 1 : Les différentes formes d’A. castellanii (8) 

II.1.2. Epidémiologie 

II.1.2.1. Incidence 
 

Les premiers cas de kératite amibienne ont été décrits en 1973 en Angleterre et en 1975 aux 

Etats unis. Entre 1975 et 1981, seulement 4 autres cas ont été rapportés dans la littérature. Puis 

l’incidence a continuellement augmenté jusqu’au milieu des années 1990. Cette augmentation est 

expliquée par l’amélioration du diagnostic, et surtout par l’essor des lentilles de contact (4). 

 



 8

Les cas de kératite amibienne sont remarquablement rares compte tenu de la distribution des 

acanthamibes dans l’environnement. Aux Etats-Unis, l’incidence chez les porteurs de lentilles, a été 

estimée entre 1,65 et 2,01 par million en 1998 (4). En Angleterre, l’incidence globale a été chiffrée 

à 1,2 par million d’individus, pour les années 1998 et 1999. L’incidence, chez les porteurs de 

lentilles de contact, a été chiffrée à 21,1 et 17,5 par million pour ces mêmes années (13). Cette 

incidence, nettement plus élevée qu’aux Etats-Unis ou qu’en Europe, s’explique selon Kilvington et 

al., par l’originalité du système de plomberie anglais. En effet, l’eau d’alimentation est stockée dans 

des réservoirs, à la différence des autres pays où le circuit d’eau de ville arrive directement aux 

points d’utilisation (14). Aucune étude épidémiologique concernant la kératite amibienne en France 

n’a été retrouvée. Les ophtalmologistes estiment le nombre de nouveaux cas par an, à 50. 

 

 

II.1.2.2. Facteurs de risque 
 

Le principal facteur de risque de kératite amibienne est le port de lentilles. En effet, dans 85 

à 95% des cas, le malade est porteur de lentilles de contact souples, semi-rigides ou rigides. De 

nombreuses études ont montré la corrélation entre l’augmentation du nombre de cas depuis le début 

des années 1980, et le développement du marché des lentilles de contact (11).  

 

Les facteurs de risque, en addition avec le port de lentille, sont (4) : 

- le mauvais entretien des lentilles 

- les baignades en piscine, en mer ou en eau douce sans le retrait des lentilles 

- les abrasions et traumatismes cornéens 

 

 L’équipe de Radford et al. a mis en évidence un risque accru de kératite amibienne chez les 

porteurs de lentilles souples renouvelées toutes les 1 à 4 semaines, et un moindre risque chez les 

porteurs de lentilles rigides, perméables aux gaz (15). 

 

La kératite amibienne se développe chez les porteurs de lentilles notamment lorsqu’ils 

utilisent l’eau du robinet comme eau de rinçage, des produits d’entretien non stériles, ou lorsqu'ils 

ne changent pas quotidiennement le bain désinfectant des lentilles (11). Le parasite se multiplie 

dans le boîtier, dans le biofilm simultanément aux bactéries, et se fixe sur la lentille pour aller 

contaminer l’œil. Une étude a montré qu’environ 7% des boîtiers de lentilles sont contaminés par 

des acanthamibes. Seule une très faible proportion de porteurs va développer l’infection. La 

contamination des boîtiers est donc un facteur de risque, mais d’autres facteurs, qui ne sont pas 

encore clarifiés aujourd’hui, entrent en compte dans le développement de la maladie (16). 



 

Pour les 5 à 15% des cas touchant des individus non porteurs de lentilles, les facteurs de 

risque sont (11) : - la kératoplastie 

                         - le traumatisme de la cornée avec exposition aux poussières ou matières organiques 

 

 

 

II.1.3. Pathogenèse 

La pathogenèse de la kératite amibienne peut se diviser en 2 phases. La première est 

représentée par l’adhésion des trophozoïtes à l’épithélium cornéen, la seconde par l’invasion du 

stroma cornéen par ces mêmes trophozoïtes (17).  

 

II.1.3.1. Rappels anatomiques (17-19) 
 

La cornée est une membrane transparente qui forme la partie antérieure de la face externe du 

globe oculaire (figure 2). Elle joue le rôle optique de dioptre convergent.  

 
Fig 2 : Schéma anatomique de l’œil (20) 

La cornée est composée de 5 couches de tissus (figure 3). L’épithélium cornéen est composé 

de 5 à 7 épaisseurs de cellules épithéliales non kératinisées. Le stroma cornéen est un tissu 

conjonctif et représente les 9/10ème de la cornée. Il est composé de lamelles conjonctives, d’une 

substance fondamentale et de kératocytes.  

La cornée est richement innervée. Au niveau du limbe se trouvent de nombreux nerfs 

cornéens anastomosés entre eux, formant un véritable plexus. Du limbe, les nerfs se dirigent vers le 

centre de la cornée, et l'épithélium contient de nombreuses ramifications. 
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Fig 3 : Coupe de la cornée. 1 : épithélium cornéen, 2 : membrane de Bowman, 3 : stroma, 

4 : membrane de Descemet, 5 : endothélium cornéen (21) 
 

 

 

 

II.1.3.2. Adhésion des parasites à l’épithélium cornéen 
 
Les lentilles favorisent le développement de cette pathologie de deux manières. D’une part, 

elles servent de vecteur au parasite, de l’environnement à l’épithélium cornéen. D’autre part, leur 

port engendre une hypoxie et des micro-abrasions de la cornée, qui facilitent l’adhésion de l’amibe. 

Sur la cornée, le trophozoïte se lie aux cellules épithéliales grâce à une mannose-binding-

protéine, exprimée sur sa membrane cellulaire. Cette protéine se lie aux glycoprotéines et 

glycolipides mannosylées présents à la surface des cellules de l’épithélium cornéen, notamment 

lorsque celui ci est érodé (8). 

 

 

 

II.1.3.3. Invasion de l’épithélium puis du stroma cornéen 
 

L’adhésion des trophozoïtes à l’épithélium cornéen, est suivie d’une rapide et extensive 

desquamation de la surface cornéenne. Plusieurs mécanismes expliquent la cytopathogénécité du 

trophozoïte : -     la phagocytose 

- la synthèse de protéases 

- l’induction de l’apoptose 
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La phagocytose est le mécanisme utilisé par le trophozoïte pour se nourrir, mais aussi pour 

envahir l’épithélium cornéen (figure 4). Cette phagocytose est réalisée grâce à des structures 

présentes à la surface des amibes, ressemblant à des ventouses, appelées amoebastomes.  

 

 
Fig 4 : Phagocytose des cellules de l’épithélium cornéen par une acanthamibe (A) 

Les flèches indiquent les amoebastomes (8) 
 

 

 

Les acanthamibes sécrètent de nombreuses enzymes protéolytiques. Ces protéases dégradent 

les architectures extracellulaires de la cornée, et engendrent la cytolyse et l’apoptose des cellules de 

l’épithélium, du stroma cornéen, et des cellules nerveuses cornéennes (22). L’invasion du stroma 

cornéen par le parasite est responsable de la baisse de la vision, pouvant évoluer jusqu’à la cécité. 

La dégradation des cellules nerveuses cornéennes, favorisée par le chimiotactisme des acanthamibes 

pour ces cellules, se traduit cliniquement par une kératonévrite très douloureuse (4, 8).  

 

La pathogénécité des acanthamibes s’explique aussi par de nombreux facteurs de virulence 

dits indirects : motilité, tolérance aux différentes valeurs de température, pH et osmolarité, capacité 

d’enkystement, résistance aux médicaments et désinfectants (8)… 

II.1.4. Symptomatologie clinique 

II.1.4.1. Symptômes oculaires 
 
La symptomatologie clinique varie selon les individus. La majorité des patients se plaignent 

d’importantes douleurs oculaires, d’une sensation de corps étranger dans l’œil, d'un larmoiement, 

d'une photophobie, associés à un blépharospasme (contraction spasmodique des paupières) et une 

baisse d'acuité visuelle. La paupière est œdémateuse et le limbe hyperhémique. La douleur est 
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particulièrement sévère et disproportionnée compte tenu des signes cornéens. L'infection est 

généralement unilatérale (11, 23). 

Ces signes sont peu spécifiques, et présents en cas de kératite herpétique dont l’incidence est 

plus importante, environ 1 cas pour 1000 individus par an en France (24).  

 

 

II.1.4.2. Symptômes cornéens (1, 9, 11, 16, 23, 25) 
 
Les premiers signes correspondent au développement des amibes dans l’épithélium cornéen. 

Celui-ci présente des micro-érosions, des irrégularités, et des opacifications blanchâtres. La 

localisation des opacifications évoque une kératite pseudo-dendritique, définie par une lésion 

arborescente ressemblant à une cellule nerveuse, parfois confondue avec une kératite herpétique. La 

sensibilité cornéenne est diminuée. 

Dans un second temps, apparaissent des infiltrations stromales et une kératonévrite radiaire. 

Les acanthamibes migrent en effet dans le stroma le long des nerfs cornéens, du centre vers la 

périphérie cornéenne, provoquant un infiltrat inflammatoire (3, 6). 

A un stade plus avancé sans traitement, l'infiltrat se retrouve en périphérie. Un abcès 

annulaire est alors observé (figure 5). Le stroma cornéen est aminci et s'opacifie. Le principal risque 

évolutif est la perforation de la cornée. 

 

 
Fig 5 : Infiltrat annulaire (26) 

II.1.5. Diagnostic 

Le diagnostic doit être fait le plus précocement possible afin d’augmenter les chances de 

réussite du traitement. Après l’interrogatoire, qui permet de préciser la symptomatologie, les 

circonstances déclenchantes et l’évolution de l'affection, un examen clinique et des investigations 

biologiques sont réalisés. 
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II.1.5.1. Examen clinique (18) 
 

L'ophtalmologiste recherche les symptômes détaillés précédemment. Il réalise la mesure de 

l’acuité visuelle de l’œil pathologique, qu’il compare à l’autre œil. Il réalise aussi l’examen 

biomicroscopique de la cornée et le test de coloration du film lacrymal. Ce test consiste à instiller 1 

à 2 gouttes de collyre à la fluorescéine 0,5% et permet de mettre en évidence très précisément les 

atteintes de l’épithélium cornéen.  

 

 

II.1.5.2. Examen biologique (9, 11) 
 

Différents prélèvements peuvent être utilisés pour le diagnostic. Le plus fréquemment 

réalisé est le produit de grattage cornéen, mais en cas de résultats négatifs ou douteux, une biopsie 

cornéenne est souvent faite au bloc opératoire. Les acanthamibes peuvent aussi être recherchées sur 

les lentilles de contact et dans leurs étuis contenant la solution de décontamination. 

 

L’examen direct du prélèvement au microscope après coloration, est tout d’abord réalisé à la 

recherche de kystes et de trophozoïtes. Le prélèvement est ensuite mis en culture dans un milieu 

contenant des Escherichia coli comme source de nutrition. Les trophozoïtes sont alors recherchés au 

microscope après 48 heures d’incubation, les kystes après 10 jours.  

 

Aujourd’hui, des techniques diagnostiques très sensibles et spécifiques de biologie 

moléculaire se développent. La recherche et l’identification des acanthamibes peuvent être réalisées 

après amplification de l’ADN par PCR (Polymerase Chain Reaction). Des techniques de 

microscopie et d’imagerie non invasives, qui permettent la visualisation des amibes in vivo, 

commencent également à être utilisées. 

 

 

Le diagnostic de la kératite amibienne est difficile et souvent tardif. Les premiers signes de 

l’infection sont peu spécifiques, l’affection est alors traitée comme une kératite herpétique, 

bactérienne ou fongique. Devant l’inefficacité du traitement, le diagnostic de kératite amibienne est 

envisagé, mais le retard a des conséquences sur l’efficacité des traitements médicamenteux, et 

augmente le risque d’aboutir à une kératoplastie ou à l’énucléation de l’œil (25). 

 

 

 



 14

II.1.6. Traitement 

Le traitement de la kératite amibienne a pour objectif d’éradiquer le microorganisme et de 

limiter rapidement l’inflammation. Il est basé sur l’utilisation d’associations de collyres 

antimicrobiens, actives sur les deux formes trophozoïtes et kystiques des acanthamibes (27).  

Le traitement dure généralement plusieurs mois dans l’objectif d’éliminer tous les kystes, et 

d’éviter une éventuelle récurrence. En cas d’échec de la thérapie locale médicamenteuse, un traite-

ment chirurgical est envisagé. 

 

II.1.6.1. Traitement médicamenteux 
 
De nombreux antimicrobiens ont été utilisés dans le traitement de la kératite amibienne. 

Aujourd’hui, l’association d’une biguanide, chlorhexidine ou polyhexaméthylène biguanide 

(PHMB), et d’une diamidine aromatique, propamidine ou hexamidine, est souvent pratiquée. Aucun 

consensus n'est disponible. 

 

a) Diamidines aromatiques 

Une des premières molécules utilisées dans le traitement de la kératite amibienne est 

l’isethionate de propamidine à 0,1%. Elle est commercialisée en Angleterre sous le nom de 

Brolène® en collyre et en pommade ophtalmique. Elle est disponible en France après demande 

d’Autorisation Temporaire d’Utilisation (ATU) nominative à l’Agence Française de Sécurité 

Sanitaire des Produits de Santé (AFSSAPS).  

L’efficacité de la propamidine a été montrée la première fois en 1985 par Wright et al. Ce 

principe actif a démontré depuis son efficacité dans plusieurs études cliniques, où il est utilisé avec 

différentes molécules notamment le PHMB (28) et l’association néomycine - polymyxine B - 

gramicidine (29).  

La propamidine n’est malheureusement pas très bien tolérée à long terme, elle peut être la 

cause de kératopathies (9). De plus, des souches résistantes d’acanthamibes ont été mises en 

évidence (27). 

Une autre diamidine, l’hexamidine, a été évaluée in vitro (30), et plusieurs cas publiés ont 

montré son efficacité clinique en association à la chlorhexidine en 1998 (31) ou au PHMB en 2003 

(27). Un collyre d’hexamidine à 0,1% est commercialisé en France sous le nom de spécialité 

Désomédine®. 
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b) Biguanides 

Au début des années 1990, des études in vitro ont montré l’efficacité du PHMB sur les 

formes trophozoïtes et kystiques d’acanthamibes. En 1992, Larkin et al. ont rapporté son efficacité 

in vivo, utilisé sous forme collyre à 0,02%. De nombreuses équipes ont ensuite rapporté des cas 

traités avec succès par PHMB seul ou associé à divers antimicrobiens (11, 30). Le PHMB associé à 

la propamidine en collyres est alors devenu le traitement de première ligne de la kératite amibienne. 

Il a nettement amélioré la prise en charge thérapeutique de la kératite amibienne (30, 32, 33). Le 

PHMB est très efficace sur les kystes. Il est de plus très bien toléré.  

 

Le PHMB n’est par contre pas décrit dans la Pharmacopée Française ou Européenne. Il est 

commercialisé comme désinfectant, notamment pour piscines, par des établissements non 

pharmaceutiques. Seal et al. ont alors étudié l’efficacité d’une autre biguanide, la chlorhexidine, qui 

elle, est décrite dans la Pharmacopée (34). Cette équipe a montré, dès 1994, l’intérêt du gluconate 

de chlorhexidine en collyre à 0,02% dans le traitement de la kératite amibienne (16, 35, 36). Les 

études in vitro ont montré une activité équivalente ou légèrement supérieure de la chlorhexidine sur 

les kystes d’acanthamibes (11). Dans les années qui ont suivi les études de Seal et al., l’utilisation 

de la chlorhexidine plutôt que le PHMB a été largement débattue (32, 33). Depuis, de nombreux cas 

traités avec succès par des collyres à la chlorhexidine à 0,02 % ou moins, ont été rapportés (37, 38).  

 

Le PHMB et la chlorhexidine sont aujourd’hui reconnus équivalents en terme de tolérance et 

d’efficacité dans le traitement de la kératite amibienne, mais aucune étude clinique randomisée n’a 

été réalisée afin de le démontrer. En France, ces 2 molécules sont prescrites. La chlorhexidine 

présente l’avantage d’être disponible auprès d’établissements pharmaceutiques, ce qui permet aux 

Pharmacies à Usage Intérieur (PUI) qui fabriquent le collyre, d’être en conformité avec les Bonnes 

Pratiques de Préparations à l’Hôpital (BPPrH) (39).  

 

 

c) Autres antimicrobiens 

De nombreux antimicrobiens sont utilisés dans le traitement de la kératite amibienne, en 

association le plus souvent aux deux familles décrites précédemment. Des collyres antibiotiques 

(néomycine, colimycine, gentamicine…) ou antifongiques (miconazole, fluconazole, 

kétoconazole…) ont montré une activité sur les formes trophozoïtes des acanthamibes. Ils 

permettent, de plus, de diminuer le risque de surinfection et de limiter le nombre de 

microorganismes représentant des substrats nutritifs pour l'amibe. 
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De nouvelles substances ont montré une très bonne efficacité in vitro, comme l’amidoamine 

myristamidopropyl dimethylamine (1, 30) et l’hexadecylphos-phocholine (40). Leur intérêt clinique 

reste à démontrer sur des modèles animaux puis chez l’homme. 

 

 

d) Corticoïdes 

Des collyres de corticoïdes sont parfois utilisés, en addition aux collyres antimicrobiens, 

dans le traitement de la kératite amibienne. Leur utilisation a pour objectif de diminuer 

l’inflammation et la douleur. Les corticoïdes limitent aussi l’enkystement des trophozoïtes, qui sont 

plus sensibles que les kystes aux antimicrobiens (1, 9, 11, 30). Mais leur utilisation est 

controversée, car si leurs propriétés anti-inflammatoires et immunosuppressives limitent 

l’enkystement, il a été montré qu’elles favorisent aussi la libération des trophozoïtes à partir des 

kystes, pouvant aggraver la kératite (41).  

 

 

e) Schéma posologique 

Dans les différentes études cliniques, le schéma posologique du collyre au gluconate de 

chlorhexidine est généralement proche du suivant (29, 42): 

- une goutte toutes les heures pendant les 3 premiers jours 

- une goutte toutes les 2 heures pendant les 3 jours suivants 

- une goutte 6 à 8 fois par jour pendant 4 semaines 

- une goutte 4 fois par jour, pendant 4 à 6, voire 12 mois 

Les gouttes des autres collyres doivent être instillées avec 5 minutes d’intervalle. Dans les 

cas particulièrement graves, les collyres sont aussi instillés la nuit, les premiers jours de traitement. 

 

Lorsque la symptomatologie a régressé, le plus souvent dans les 2 à 4 premières semaines de 

traitement, l’utilisation des topiques antimicrobiens doit être continuée de façon à éradiquer les 

kystes et ainsi éviter une éventuelle récurrence.  

Il est nécessaire de bien informer le patient des risques de récurrence, et d’insister sur 

l’importance de l’observance du traitement (6). 

 

 

II.1.6.2. Traitement chirurgical 
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a) Débridement chirurgical 

Un débridement chirurgical large des lésions épithéliales peut être réalisé, peu après le 

diagnostic posé, afin de réduire la charge parasitaire et favoriser la pénétration des antimicrobiens 

topiques. Il correspond au pelage de l'épithélium cornéen. Des équipes ont rapporté quelques cas, où 

ce seul acte a permis de traiter des kératites amibiennes précocement diagnostiquées (9, 23). 

 

 

b) Kératoplastie ou greffe de cornée 

Des greffes de cornée ont fréquemment été pratiquées dans des kératites très évoluées. 

Aujourd’hui, le recours à la kératoplastie est de moins en moins fréquent. La kératite amibienne se 

guérit grâce aux seuls topiques médicamenteux, éventuellement associés au débridement 

chirurgical. La kératoplastie reste pratiquée en cas d’échec du traitement médicamenteux et de 

risque de perforation cornéenne. Mais l’indication la plus commune aujourd’hui est l’amélioration 

de la vision d’un œil dont l’infection a été résolue et a laissé des séquelles cornéennes (11, 23).  

 

 

c) Enucléation 

L’ablation de l’œil est parfois pratiquée en ultime ressort, après échec du traitement 

médicamenteux et de plusieurs kératoplasties (30). 

 

 

 

II.1.7. Prévention 

La prévention de la kératite amibienne repose sur l’éviction des facteurs de risques. Chez le 

porteur de lentille, la prévention passe par le respect des règles d’hygiène et de désinfection des 

lentilles de contact et de leur boîtier. Les lentilles doivent de plus être retirées pour dormir, afin 

d’éviter l’hypoxie et l’abrasion cornéenne, et avant toute baignade ou douche. 

Différentes études in vitro ont mis en cause l’activité des solutions de décontamination des 

lentilles de contact sur les kystes des acanthamibes (43, 44). Au début des années 1990, l’incidence 

des kératites amibiennes a nettement augmenté en Angleterre. Cette augmentation a été attribuée à 

la mise sur le marché de comprimés libérant du chlore pour la désinfection des lentilles, qui n’est 

pas actif sur les formes kystiques (16).  

Aucune obligation n’existe quant à l’évaluation de l’efficacité de ces solutions sur les 

acanthamibes avant leur mise sur le marché. Le système normatif ISO (International Organization 



for Standardization) oblige seulement les fabricants à évaluer leur activité sur des souches 

bactériennes et fongiques. Une des raisons de cette omission, est qu’il n’existe pas de méthode 

standard pour évaluer l’efficacité des désinfectants sur ces amibes (45). 

L’incidence de la kératite amibienne peut aussi diminuer grâce au développement des 

lentilles journalières, qui permettent de s’affranchir des règles d’hygiène parfois contraignantes. 

 

 

 

 

II.2. La Chlorhexidine 

La chlorhexidine est une molécule dont la synthèse a été décrite au début des années 1950. 

Elle est aujourd’hui communément utilisée comme antiseptique et comme agent conservateur. 

 

II.2.1. Formules chimiques 

II.2.1.1. Formule brute 
 

La formule brute du digluconate de chlorhexidine est : C34H54Cl2N10O14, ou encore 

C22H30Cl2N10,2C6H12O7. La chlorhexidine a pour formule C22H30Cl2N10 et correspond au 

1,6dichlorophényl diguanidohexane (46, 47). 

 

 

II.2.1.2. Formule développée 

 

II.2.2. Propriétés physico-chimiques 

Les propriétés physico-chimiques et les données de compatibilité du gluconate de 

chlorhexidine ont été recherchées dans les ouvrages de référence tels le Clarke’s, la Pharmacopée 

Européenne, le Martindale, et l’Index Merck (34, 46-48). Une recherche sur la base de données 
 18
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Medline a ensuite été effectuée afin de compléter ces données. La recherche a été réalisée en 

utilisant les mots clés suivants : « chlorhexidine » associé à « compatibility », « incompatibility » 

ou « interaction ». Des ouvrages concernant les antiseptiques et les interactions contenant - contenu 

ont aussi été consultés (49-52). 

 

II.2.2.1. Classe chimique 
 

La chlorhexidine est une bisbiguanide. Dans la classe des biguanides, sont aussi utilisés la 

picloxydine et le PHMB (50).  

 

 

II.2.2.2. Caractères physico-chimiques 
 

La chlorhexidine est une substance cristalline, basique, de masse molaire 505,5 g/mol, de 

point de fusion 134 °C et pratiquement insoluble dans l'eau. Elle absorbe dans l’ultraviolet (UV) et 

l’infrarouge (IR). Son spectre UV varie selon le pH de la solution (46). 

La chlorhexidine est commercialisée sous forme de sels solubles : le digluconate, le 

dihydrochlorite et le diacétate de chlorhexidine. Le digluconate de chlorhexidine est le sel le plus 

soluble dans l'eau. Il se dissout jusqu’à 70% p/v (50) alors que le diacétate et le dihydrochlorite ne 

se dissolvent que jusqu’à 1,9% et 0,06% p/v respectivement (47).  

Le digluconate de chlorhexidine est commercialisé sous forme de solution aqueuse, à 20 % 

+/-1% p/v. Cette solution est incolore ou jaune pâle, miscible à l'eau, soluble dans l'alcool et 

l'acétone. Il est nécessaire de conserver la solution à l'abri de la lumière (34). La masse molaire du 

digluconate de chlorhexidine est de 897,8 g/mol (46). Ce composé est basique, son pKa dans l’eau à 

25° Celsius (C) est de 10,8. 

 

 

II.2.2.3. Données de compatibilité 
 

La chlorhexidine est une substance cationique, elle est susceptible de réagir avec différents 

agents anioniques.  

Les sels de chlorhexidine sont incompatibles avec les dérivés anioniques, tels que les 

savons, les alginates, la gomme adragante, la cellulose, le lauryl-sulfate, les colorants comme 

l’éosine, la fluorescéine et le vert brillant. La chlorhexidine est de même incompatible avec les 

antiseptiques halogénés, les aldéhydes, les dérivés mercuriels, le nitrate d’argent, le sulfate de zinc 

et de cuivre (50). 
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A la concentration de 500 mg/l, les sels de chlorhexidine sont incompatibles avec les anions 

minéraux tels que les borates, les bicarbonates, les carbonates, les chlorures, les citrates, les nitrates, 

les phosphates et les sulfates, ils forment en effet, des sels de moindre solubilité. A des dilutions de 

0,1 g/l ou plus, ces sels sont généralement solubles.  

A la concentration de 500 mg/l et en présence de Mg2+, Ca2+ ou Zn2+, il est rapporté que 

l’acétate de chlorhexidine perd 90% de son activité en 3 jours (48). 

La chlorhexidine est compatible avec les substances non ioniques, mais certaines, comme le 

polysorbate, peuvent l’inactiver (50). 

 

Les solutions aqueuses de chlorhexidine à pH 6 sont stables dans le polyéthylène et le 

polypropylène. La perte, inférieure à la limite de 10% sur 6 mois, est attribuée à un phénomène 

d’adsorption (52). Il est possible d’utiliser comme contenant le verre neutre, le polypropylène et le 

polyéthylène (50). 

 

 

II.2.2.4. Produits de dégradation de la chlorhexidine 
 

Les solutions aqueuses de gluconate de chlorhexidine à 20% sont stables à température 

ambiante et à l’abri de la lumière pendant une durée supérieure à 2 ans (53, 54). Ces solutions 

contiennent environ 1% de produits de dégradation (54). Avant utilisation pour toute préparation 

hospitalière ou magistrale, ces produits doivent être recherchés et quantifiés selon la méthode 

chromatographique décrite dans la Pharmacopée Européenne (34). 

 

Les conditions de dégradation de la chlorhexidine ont été décrites dans plusieurs 

publications (50, 53). La chlorhexidine se dégrade selon les voies B et C décrites en figure 6, après 

exposition à de fortes températures, après exposition à la lumière et en cas de conservation dans des 

conditions fortement acides ou basiques. Les mécanismes de dégradation ont été expliqués par 

Revelle et al. et Ha et al. (53, 54). Ces deux équipes ont identifié 12 produits de dégradation à partir 

de l’analyse de solutions de chlorhexidine soumises à différentes conditions de température, pH et 

luminosité.  

Les méthodes d’analyse utilisées pour mettre en évidence ces composés ont été : la 

chromatographie liquide haute performance (HPLC) avec détecteur à barrette de diodes, l’HPLC 

couplée à un spectromètre de masse, et la résonance magnétique nucléaire. Ces méthodes ont été 

appliquées sur les produits de dégradation isolés et synthétisés, et sur les solutions dégradées (55).  
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Fig 6 : Produits de dégradation de la chlorhexidine et leurs voies de formation (53) 
 

 

Selon les conditions de dégradation appliquées aux solutions aqueuses de chlorhexidine, les 

oduits de dégradation majoritairement formés sont différents.  

Dans les différentes études, la quantification des produits de dégradation n’est pas réalisée. 

s auteurs notent par contre un taux de chlorhexidine réduit de plus de 50% après exposition de la 

lution commerciale de gluconate de chlorhexidine à 20% 2 jours à 100°C (54).  

 

De tous les produits de dégradation formés, seul le composé VII, qui correspond à la para-

loroaniline, est connu comme toxique. Aucune propriété antimicrobienne des produits de 

gradation n’est rapportée dans la littérature. 
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II.2.3. Mécanisme d’action 

La chlorhexidine est un agent cationique qui réagit avec les groupements chargés 

négativement de la paroi des microorganismes, comme les groupements phosphates des 

lipopolysaccharides ou les groupements carboxyl des protéines. En présence de microorganismes, la 

chlorhexidine est rapidement adsorbée à leurs surfaces (50). 

Le mécanisme d’action de la chlorhexidine sur les acanthamibes, comme sur les bactéries, 

varie selon sa concentration. Concernant son activité in vitro, à de faibles concentrations (5, 10 

mg/l), la chlorhexidine engendre très peu de modifications morphologiques des microorganismes. A 

des concentrations proches de 75 mg/l, la chlorhexidine altère la membrane plasmique des amibes, 

avec pour conséquence la fuite des constituants cytoplasmiques de faible poids moléculaire. A forte 

concentration (500 mg/l), la chlorhexidine agit par précipitation et coagulation des protéines et des 

acides nucléiques. La paroi des microorganismes semble intacte mais leur cytoplasme apparaît 

coagulé (50, 56).  

 

 

 

II.2.4. Spectre d’activité 

La chlorhexidine est active sur de nombreux microorganismes. Son activité dépend de la 

concentration et de la formulation utilisée ; elle est maximale à pH compris entre 5,5 et 7,0.  

 

II.2.4.1. Spectre d'activité antimicrobien 
 
La chlorhexidine en solution aqueuse a une activité létale forte sur les bactéries gram + 

(Concentrations Minimales Bactéricides ou CMB autour de 50 mg/l), une activité létale moyenne 

sur les bactéries gram – (CMB autour de 100 mg/l), une activité létale faible sur les levures, 

champignons et virus nus, et une activité létale nulle sur les spores bactériennes, les mycobactéries 

et les prions (51). L’activité de la chlorhexidine sur les parasites, mis à part les acanthamibes, est 

peu décrite dans la littérature.  

 

 

II.2.4.2. Activité sur les acanthamibes et formules utilisées 
 

De nombreuses études démontrant l’efficacité de la chlorhexidine in vitro et in vivo, sur les 

acanthamibes, sont référencées sur Medline (1, 30, 33, 42, 57-59). In vitro, les trophozoïtes et les 

kystes d'acanthamibes sont détruits par des solutions de gluconate de chlorhexidine de 
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concentration supérieure ou égale à 0,005% p/v. In vivo, les concentrations qui ont montré une 

efficacité, sont 0,02 et 0,006% p/v (11).  

 

Les formulations du collyre au gluconate de chlorhexidine à 0,02%, dont l’utilisation est 

plus fréquente dans le traitement de la kératite amibienne, ont été recherchées dans la littérature. 

Les ouvrages de référence, tel le Martindale (48), l’encyclopédie Medico-Chirurgicale (3) ou le 

Harrison (2) ainsi que des ouvrages d’ophtalmologie (6, 18, 19), ont tout d’abord été consultés. Les 

formulations n’y sont pas détaillées. 

Une recherche bibliographique a ensuite été menée sur la base de données Medline. Les 

mots clés utilisés pour les recherches ont été « chlorhexidine » associé avec « formulation », « eye 

drop » ou « eye ». Puis devant les résultats infructueux, la recherche a été étendue. Les mots clés 

utilisés ont alors été « chlorhexidine » associé avec « Acanthamoeba keratitis » dans le but 

d’obtenir les formulations utilisées par chacune des équipes ayant rapporté des cas de kératite 

amibienne traités par des collyres à la chlorhexidine. Les formulations des collyres à la 

chlorhexidine utilisés sont souvent omises. Certains auteurs rapportent l’utilisation de collyres à la 

chlorhexidine diluée dans du sérum physiologique (30), d’autres dans des larmes artificielles (37). 

La composition des larmes artificielles n’est pas détaillée, elle peut correspondre à une solution de 

chlorure de sodium, à une solution qui comprend de la méthylcellulose,….  

 

 

 

II.2.5. Effets indésirables 

La chlorhexidine est une molécule très utilisée et très bien tolérée. Dans ce paragraphe, seuls 

les effets indésirables en lien avec l’instillation oculaire de la chlorhexidine sont détaillés. 

 

II.2.5.1. Toxicité oculaire 
 

Des études in vitro ont montré un effet toxique de la chlorhexidine sur les cellules 

épithéliales cornéennes, les cellules endothéliales et les fibroblastes (60). Cette toxicité est dose 

dépendante. Des conjonctivites et des irritations de la muqueuse oculaire ont été rapportées après 

utilisation chez l’homme. A des concentrations inférieures ou égales à 0,02%, elle est considérée 

comme non toxique (50, 60).  

Dans la base de données Medline, un cas de kératite ulcéreuse, imputé à la chlorhexidine 

après utilisation pendant 8 semaines d’un collyre au gluconate de chlorhexidine à 0,02% pour le 

traitement d’une kératite amibienne, a été retrouvé (60). Au moment du diagnostic, l’épithélium 
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cornéen avait presque totalement disparu et le stroma cornéen était partiellement atteint. Suite à des 

complications, une kératoplastie a dû être pratiquée. 

 

Des lésions épithéliales cornéennes transitoires jusqu’à des ulcérations cornéennes 

chroniques et opacifications irréversibles ont été décrites suite à des expositions accidentelles à la 

chlorhexidine au cours de l’antisepsie cutanée pré-opératoire (50, 61). Des cas d’œdèmes cornéens, 

d’atrophie iridienne et de kératopathie bulleuse ont de même été décrits suite à l’utilisation 

accidentelle de solutions de chlorhexidine lors de l’irrigation intraoculaire durant des interventions 

de cataracte (62, 63).  

 

 

II.2.5.2. Hypersensibilité 
 

Chez l’adulte, l’absorption consécutive à l’application cutanée ou muqueuse de solutions de 

chlorhexidine est négligeable. Les réactions systémiques rencontrées sont des réactions 

d’hypersensibilité. 

Des urticaires, des bronchospasmes, des œdèmes de Quincke et des chocs anaphylactiques 

graves ont été rapportés suite à l’application cutanée ou muqueuse de solutions aqueuses ou 

alcooliques de chlorhexidine. Ces réactions sont très rares mais menacent le pronostic vital des 

patients (50). 

 

 

II.2.5.3. Effets indésirables de la chloroaniline 
 

La chloroaniline peut entraîner des lésions oculaires. Cependant les taux de chloroaniline 

retrouvés dans les solutions de chlorhexidine sont négligeables, si les conditions de conservation 

ont été respectées (température inférieure à 25°C et abri de la lumière) (50). 

 

 

 

II.2.6. Contre-indications et précautions d’emploi 

La seule contre-indication à l’utilisation de la chlorhexidine en collyre est l’hypersensibilité. 

Le collyre de chlorhexidine est réservé à l’usage local oculaire. Compte tenu du pouvoir 

irritant de la chlorhexidine sur les muqueuses, son utilisation prolongée sous forme collyre nécessite 

un suivi ophtalmologique régulier. 
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II.2.7. Méthodes de dosage 

Les différentes méthodes de dosage de la chlorhexidine ont été recherchées dans le Clarke’s, 

la Pharmacopée Européenne (34) et sur la base de données Medline. La chlorhexidine peut être 

dosée de différentes façons : 

- Colorimétrie, ou titrimétrie avec lecture du point d’équivalence grâce à un indicateur 

coloré 

- Potentiométrie, ou titrimétrie avec détermination du point d’équivalence par mesure 

de la différence de potentiel entre 2 électrodes 

- Spectrométrie UV 

- Chromatographie liquide à haute performance (HPLC) avec détection UV 

- Chromatographie en phase gazeuse avec détecteur à ionisation de flamme ou 

détecteur de masse 

 

Selon la monographie de la Pharmacopée Européenne, le dosage du gluconate de 

chlorhexidine s’effectue par protométrie en milieu non aqueux. Le titrant utilisé est l’acide 

perchlorique 0,1 mol/l ; le point d’équivalence est déterminé par potentiométrie (34).  

Dans la littérature, de nombreuses méthodes de dosage de la chlorhexidine par HPLC (64-

66) et par chromatographie en phase gazeuse (67, 68), sont décrites. Le système de détection utilisé 

pour le dosage par HPLC est généralement basé sur l'absorption UV. A pH 7, le spectre du 

gluconate de chlorhexidine présente 2 maximums d’absorption autour de 231 et 254 nm, avec 

respectivement comme coefficients d’absorptions molaires, 4,6.104 et 4,4.104 l/mol/cm selon la loi 

de Beer-Lambert (annexe 2). 

 

 

 

 

II.3. La production d’un collyre en milieu hospitalier 

II.3.1. La préparation : une mission des PUI 

Les missions des Pharmacies à Usage Intérieur (PUI) sont définies dans le décret du 26 

décembre 2000 (69). Elles ont, entre autres pour missions, la préparation, le contrôle et 

l’approvisionnement des médicaments. Deux types de préparations sont amenés à être réalisés : les 

préparations magistrales et les préparations hospitalières. 
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II.3.1.1. Les préparations magistrales 
 

Les préparations magistrales sont des médicaments préparés extemporanément en pharmacie 

selon une prescription destinée à un malade déterminé (39). La réalisation de ces préparations fait 

partie des missions obligatoires des PUI. Les PUI doivent disposer des locaux, des moyens en 

personnel et des moyens en équipements nécessaires à leur réalisation (69). 

 

 

II.3.1.2. Les préparations hospitalières 
 
Les préparations hospitalières sont des médicaments préparés dans une PUI selon les 

indications de la Pharmacopée, en raison de l’absence de spécialité disponible ou adaptée sur le 

territoire. Ces préparations sont dispensées sur prescription médicale à un ou plusieurs patients de 

l’établissement (39). La réalisation des préparations hospitalières est une mission optionnelle, 

soumise à autorisation préfectorale, au vu des moyens à disposition de la PUI (69). Ces préparations 

font l’objet d’une déclaration auprès de l’AFSSAPS (39).  

 

 

II.3.1.3. Le collyre à la chlorhexidine : préparation magistrale ou 
hospitalière ? 

 
Au CHU d’Angers, il a été choisi de classer le collyre à la chlorhexidine dans les 

préparations magistrales. En effet, très peu de patients sont atteints de kératite amibienne. L’usage 

du collyre est peu fréquent et peut être prévu à l’avance, après le diagnostic posé. Ce collyre est 

donc réalisé extemporanément au vu d’une prescription. 

 

 

II.3.1.4. Réalisation d’une préparation magistrale : accord 
pharmaceutique préalable 

 
Même si la réalisation des préparations magistrales fait partie des missions obligatoires des 

PUI, leur réalisation est conditionnée, comme pour toute préparation, à l’accord du pharmacien. Le 

pharmacien doit, en effet, étudier la faisabilité de la préparation en fonction des connaissances 

scientifiques, médicales et techniques, puis vérifier qu’il dispose des moyens appropriés pour la 

réaliser et la contrôler. S’il refuse de réaliser une préparation, il propose alors une alternative (39). 

Les conséquences de ce refus doivent être mesurées, car les prescripteurs risquent de décider 

de faire réaliser ces préparations dans leur service, dans des conditions non optimales. 
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II.3.2. La législation autour des préparations à l’hôpital 

Les PUI doivent fonctionner conformément aux Bonnes Pratiques de Pharmacie 

Hospitalières (BPPH), arrêtées le 22 juin 2001 par le ministre délégué à la Santé (70). D’après ces 

BPPH, les préparations de médicaments dans les PUI doivent être préparées en conformité avec les 

Bonnes Pratiques de Préparation à l’Hôpital (BPPrH) (39). 

Les BPPrH sont à l’hôpital ce que représentent les Bonnes Pratiques de Fabrication ou Good 

Manufacturing Practice (GMP) pour l’industrie pharmaceutique (71). Ces BPPrH sont toujours à 

l’état de projet, soumis à enquête publique par l’AFSSAPS, et non arrêtées par le Ministère de la 

Santé et des Solidarités.  

Les BPPrH sont plus proches des réalités hospitalières que les GMP, et malgré leur caractère 

non réglementaire, elles servent de base aux pharmaciens des PUI et aux inspecteurs de la Direction 

des Affaires Sanitaires et Sociales (DASS). Un chapitre est consacré à la préparation des 

médicaments stériles. 

Les dispositions générales aux activités de préparation et de contrôle, décrites dans les BPPH 

et les BPPrH, sont succinctement détaillées ci-dessous. 

 

 

II.3.2.1. Personnel 
 
Les préparations et les contrôles sont menés sous la responsabilité du pharmacien par des 

personnes compétentes, qualifiées, formées et en nombre suffisant. Chaque membre du personnel 

connaît ses responsabilités, définies par écrit sur des fiches de fonction, et bénéficie d’une formation 

initiale et continue adaptée aux tâches qui lui sont confiées (39, 70). 

 

 

II.3.2.2. Locaux 
 

Les locaux de préparation et de contrôle doivent être adaptés aux opérations effectuées et 

conformes aux dispositions précisées dans les BPPH (39). Ils ne sont accessibles qu’au personnel 

autorisé. Les BPPH indiquent comment les locaux destinés à la préparation de médicaments et aux 

contrôles, doivent être agencés (70).  

 

 

 

 



 28

II.3.2.3. Matériels et équipements 
 

Le matériel de préparation et de contrôle est conçu, validé et entretenu en fonction de ses 

objectifs. Tout appareillage, toute installation de préparation ou de contrôle doit être qualifié avant 

utilisation (39, 70). La qualification permet de démontrer que l’appareil ou l’équipement est capable 

de répondre aux exigences spécifiées. Les performances du bon fonctionnement de l’appareil sont 

vérifiées, selon des périodes définies, à l’aide des référentiels en vigueur, au moyen d’appareils de 

mesure préalablement étalonnés (39, 70). 

 

 

II.3.2.4. Gestion de la qualité 
 

L’ensemble des activités reliées au processus de préparation s’inscrit dans le système de 

management de la qualité mis en place dans la PUI. Le système d’assurance qualité a pour objectif 

principal de garantir que chaque produit est conforme aux objectifs fixés. La gestion de la qualité 

doit être réalisée conformément aux principes définis dans les BPPH (39, 70).  

Le système qualité est basé sur la mise en place d’un système documentaire comprenant un 

manuel qualité, des procédures, instructions et documents d’enregistrement.  

Pour chaque lot d’une préparation réalisé, un dossier de lot qui contient toutes les 

informations et documents relatifs à la préparation, à son étiquetage, et à son contrôle, est constitué. 

C’est un élément essentiel en terme d’assurance qualité et de traçabilité de la préparation. Après 

analyse de ce dossier, le pharmacien libère ou non les préparations terminées en vue de leur 

dispensation (39). 

 

 

II.3.2.5 Contrôles  
 

Les contrôles réalisés concernent les matières premières, les articles de conditionnement, les 

préparations terminées et l’environnement. Les différentes méthodes d’analyses doivent être 

validées, et les équipements utilisés qualifiés (39). 

Dans l’attente des résultats des contrôles et de leur validation par le pharmacien, les matières 

premières, articles de conditionnement et préparations sont mis en quarantaine (39). 
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II.3.3. Propriétés des collyres et conséquences sur la formulation  

II.3.3.1. Définition et propriétés des collyres 
 

Selon la Pharmacopée Européenne, les collyres sont des solutions ou des suspensions 

stériles, aqueuses ou huileuses, contenant un ou plusieurs principes actifs et destinées à l’instillation 

oculaire (34). 

 
Lorsqu’un collyre est administré, il est perçu par l’œil comme un corps étranger. Son 

instillation peut provoquer avec plus ou moins d’intensité (17, 72):  

- un larmoiement,  

- une fermeture des paupières, 

- une sensation douloureuse,  

- une rougeur de la conjonctive.  

 

La formulation du collyre doit être réalisée de façon à ce que ces réactions soient 

minimisées : le pH du collyre doit se rapprocher de la neutralité, et l’osmolarité doit se rapprocher 

de celle des larmes. Les collyres doivent de plus être stériles, et limpides s’ils se présentent sous la 

forme d’une solution (34). 

Même si le collyre est bien toléré, le temps de persistance du collyre sur la cornée et la 

conjonctive, est réduit. Il est donc nécessaire, pour certaines affections, de répéter les instillations 

ou de remplacer le collyre par une pommade ophtalmique (72). 

 

 

II.3.3.2. Formulation des collyres 
 

L’ajout d’excipients doit être étudié afin d’obtenir un collyre répondant aux propriétés de 

neutralité et d’isotonie. D’autres excipients peuvent être ajoutés afin de stabiliser le pH (mélange 

acide/base tampon), solubiliser le principe actif, stabiliser la préparation, ou améliorer la 

pénétration, prolonger l’action du collyre… Les excipients choisis doivent bien sur être inertes vis à 

vis du principe actif, des matériaux de conditionnement et de l’organisme.  

Le choix des excipients nécessite la connaissance des propriétés physico-chimiques du 

principe actif. Les données de solubilité dans l’eau, de stabilité à la lumière, à l’humidité, à 

l’oxygène de l’air et de compatibilité du principe actif, doivent être disponibles. 
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a) Ajustement du pH 

Le pH d’un collyre doit se rapprocher du pH du liquide lacrymal, qui est compris entre 7,4 

et 7,7. Mais l’œil peut supporter sans réagir de plus grands écarts grâce au pouvoir tampon des 

larmes. L’ajustement du pH ne peut de plus être réalisé que si le principe actif est stable, soluble et 

actif aux alentours de pH = 7. Si l’ajustement du pH est nécessaire et possible, il se fait en général à 

l’aide des tampons phosphates et le mélange acide borique/borate de sodium (72). 

Le pH de la formule est contrôlé à l'aide d'un pHmètre qui mesure la différence de potentiel 

entre 2 électrodes plongeant dans la solution à examiner. Les électrodes utilisées pour la mesure du 

pH en solution aqueuse sont généralement une électrode de verre associée à une électrode au 

calomel saturé (34). 

 

 

b) Ajustement de l’osmolarité 

L'osmolarité correspond au nombre de particules osmotiques par litre de solvant. 

L'osmolalité correspond au nombre de particules osmotiques par kg de solvant. Pour un collyre 

aqueux, l’osmolarité est égale à l’osmolalité. 

L’osmolarité des collyres doit se rapprocher de celle des larmes afin d’éviter les réactions 

réflexes de l’œil décrites précédemment. L’osmolarité des larmes est proche de celle du sang, soit 

295 +/- 15 mosmol/l. L’œil sain peut supporter des concentrations osmolaires s’écartant de cet 

intervalle, mais il est possible que pour un œil pathologique, il n’en soit pas de même. L’ajustement 

se fait à l’aide d’isotonisants tels le chlorure de sodium, le glucose, le mannitol, les substances 

tampons (72)… Le glucose doit être évité car il s'agit d'un bon milieu de culture microbien. 

L'osmolarité de la formule est contrôlée, selon la Pharmacopée Européenne, à l'aide d'un 

osmomètre dont le principe est basé sur la mesure de l'abaissement cryoscopique de la solution (34).  

 

 

c) Limpidité 

Un collyre doit être limpide s’il se présente en solution.  

La limpidité de la formule peut être contrôlée par turbidimétrie, par néphélométrie ou par 

méthode visuelle, en comparaison à des solutions de références dites « d'opalescence » décrites dans 

la Pharmacopée Européenne (34). La turbidimétrie repose sur la mesure de l'absorption de la 

lumière. La néphélémétrie est basée sur la mesure de la lumière diffractée. 
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d) Stérilité 

Un collyre doit être stérile, et rester stérile durant son utilisation s’il est conditionné en 

récipient multidoses (34). L’état stérile de la préparation est obtenu par l’application d’un procédé 

de fabrication adapté (cf paragraphe II.3.5.).  

 

D’après la Pharmacopée Européenne (34), l’utilisation de flacons multidoses est limitée à 4 

semaines après ouverture et peut être réduite sur spécification du fabricant. Afin de rester stériles 

après ouverture, il est spécifié que les collyres aqueux en récipients multidoses doivent contenir un 

conservateur antimicrobien, à moins que la préparation présente elle-même des propriétés 

microbiennes adéquates. L’efficacité de la conservation antimicrobienne doit alors être évaluée 

selon la méthode décrite dans la Pharmacopée Européenne (34). Cette méthode est basée sur la 

contamination artificielle de la préparation au moyen d'un inoculum connu de microorganismes. Le 

dénombrement des bactéries et champignons ensemencés est ensuite réalisé. Aucun 

microorganisme ne doit être retrouvé au terme des 28 jours. 

 

La stérilité du lot de fabrication est vérifiée sur un échantillon représentatif de ce lot. L'essai 

peut consister en la filtration du produit et la mise en culture du filtre, ou en l'ensemencement direct 

du produit dans des milieux de culture, selon la Pharmacopée Européenne (34). Quelque soit la 

méthode utilisée, celle-ci doit être validée pour chaque préparation à contrôler. La validation repose 

sur l'ensemencement d'un inoculum de microorganismes, connu et décrit dans la Pharmacopée 

Européenne, dans le milieu de culture contenant le filtre ou dans le milieu de culture contenant le 

produit à examiner. Une croissance microbienne doit être observée dans les milieux de culture 

contenant l'inoculum. 

 

 

 

II.3.4. Matières premières et conditionnements utilisés à l’hôpital 

II.3.4.1. Matières premières 
 

Les matières premières utilisées (principes actifs et excipients) pour l’exécution des 

préparations à l’hôpital, doivent répondre aux spécifications de la Pharmacopée Européenne (39).  
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Elles peuvent être de différentes origines : 

- fabricant, distributeur ou importateur de matières premières à usage pharmaceutique, 

déclarés auprès de l’AFSSAPS 

- fabricant, distributeur ou importateur de la même matière première que celle entrant 

dans une spécialité pharmaceutique autorisée en France 

- spécialité pharmaceutique 

Pour la préparation de médicaments stériles, les spécialités pharmaceutiques utilisées comme 

matière première doivent être stériles (39). 

 

Les matières premières non enregistrées pour la médecine humaine ou non décrites à la 

pharmacopée ne peuvent pas être utilisées, sauf exception dans le cadre de maladies rares et graves 

et sous réserves qu’elles aient bénéficié d’une expertise physico-chimique et toxicologique adaptée 

(39). 

Certaines opérations de contrôles sur les matières premières peuvent être réalisées par 

l’établissement pharmaceutique qui les fournit, si celui-ci est autorisé par l’AFSSAPS. Le bulletin 

d’analyse donné avec la matière première permet alors à la PUI de s’affranchir des contrôles déjà 

réalisés ; une identification est souvent simplement effectuée (39, 69, 73). 

 

 

II.3.4.2. Conditionnement 
 

Le conditionnement doit maintenir la qualité de la préparation, être adapté à l'administration 

et être de manipulation facile pour le patient.  

Les récipients utilisés pour le conditionnement doivent satisfaire aux exigences relatives aux 

récipients et aux matériaux utilisés pour leur fabrication, de la Pharmacopée Européenne (34). 

Concernant les préparations ophtalmiques, la Pharmacopée Européenne précise qu’elles doivent 

être conservées dans des conditionnements stériles, étanches, à fermeture inviolable. Le volume des 

flacons de collyre multidoses est limité 10 ml (34). 

 

a) Flaconnage 

Les flacons en verre sont les plus utilisés pour le conditionnement des collyres à l’hôpital. Ils 

présentent de nombreux avantages. Ils ont, en effet, une grande résistance mécanique et thermique 

qui leur permet d’être autoclavés. Ils sont étanches aux gaz et à la vapeur d’eau, et présentent une 

bonne inertie (17, 72). 

Le verre pour usage pharmaceutique est classé en 4 catégories, selon sa résistance 

hydrolytique. La décharge hydrolytique du verre correspond à la libération d’hydroxyde de sodium, 
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lorsqu’il est en contact avec l’eau. Le verre de type I est un verre neutre ou borosilicaté dont la 

résistance hydrolytique élevée est due à la composition chimique de la masse. Le verre de type II est 

généralement un verre sodocalcique dont la résistance hydrolytique élevée résulte d’un traitement 

de surface. Les verres de type III et IV sont habituellement des verres sodocalciques dont les 

résistances hydrolytiques sont respectivement moyenne et faible (34). Chaque type de verre peut 

être incolore ou teinté. Les flacons en verre de type I présentent l’intérêt de pouvoir être soumis à 

plusieurs lavages et autoclavages, sans perdre leur qualité.  

 

La Pharmacopée Européenne impose l'utilisation de verre de type I ou II pour le 

conditionnement en verre des préparations aqueuses à usage parentéral, mais aucune qualité 

particulière pour le flaconnage des collyres (34). 

 

 

b) Fermeture et dispositif d’administration 

Les fermetures des flacons de verre consistent généralement à l’hôpital en l’utilisation de 

bouchons en caoutchouc, sur lesquelles une capsule est sertie.  

La Pharmacopée Européenne impose que les fermetures en caoutchouc répondent à 

différentes exigences si elles sont destinées à l'obturation de flacons contenant des préparations 

parentérales, mais aucune si elles sont destinées à l'obturation de flacons contenant un autre type de 

préparation (34). 

 

 

 

II.3.5. Préparation des médicaments stériles 

Les collyres doivent être stériles. Les méthodes de préparation de médicaments stériles sont 

décrites dans la Pharmacopée Européenne et les BPPrH (34, 39).  

 

II.3.5.1. Procédés d’obtention de l’état stérile 
 

Il existe 3 procédés de préparation de médicaments stériles :  

- les procédés de stérilisation terminale 

- la filtration terminale 

- la préparation aseptique.  
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Le procédé de stérilisation terminale de référence à l’hôpital est la stérilisation par la chaleur 

humide en autoclave. Ce procédé doit être utilisé en priorité, si le principe actif le supporte (34, 39). 

 

Le procédé de stérilisation par filtration consiste en la filtration de la solution sur une 

membrane antimicrobienne de porosité généralement inférieure ou égale à 0,22 µm. Elle est réalisée 

aussi près que possible du point de remplissage, dans un environnement où le risque de 

contamination microbienne est maîtrisé. L’équipement, le matériel, les matières premières et 

articles de conditionnement utilisés ont si possible été soumis à un procédé de stérilisation. Les 

opérations qui suivent la filtration stérilisante sont réalisées dans des conditions aseptiques. Cette 

méthode peut être utilisée après avoir vérifié que les constituants de la préparation n’adsorbent pas 

sur le filtre (34, 39).  

 

La préparation aseptique consiste à maintenir la stérilité d’un produit obtenu à partir de 

composants stériles. Les opérations de préparation ont lieu au sein d’installations conçues pour 

empêcher toute contamination microbienne (34, 39). 

 

Quelle que soit la méthode utilisée, celle-ci doit être validée par des contrôles adéquats. Le 

procédé fait lui même l’objet de vérifications régulières par simulation de préparations avec des 

milieux de croissance microbienne, aussi appelées tests de remplissage aseptique (TRA). Une 

préparation type, dont le mode opératoire est déterminé à partir des différentes préparations stériles 

fabriquées selon le procédé à valider, est réalisée avec un milieu de culture en remplacement du 

véhicule. Elle est ensuite incubée 14 jours et examinée en vue de détecter une éventuelle 

multiplication microbienne (34). 

Avant la libération d’un lot de produits stérilisés par filtration ou préparés dans des 

conditions aseptiques, un échantillon approprié doit être soumis à l’essai de stérilité (34). 

 

 

II.3.5.2. Niveaux de risque microbiologique 
 
Pour les procédés par filtration stérilisante et préparation aseptique, deux niveaux de risque sont 

définis (39) : 

- le risque faible de contamination, lorsque la préparation est réalisée en système clos, 

avec du matériel stérile non réutilisable et des matières premières stériles 

- le risque élevé de contamination, où la préparation est réalisée en système ouvert au 

moins lors d’une des étapes. 
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Le système clos est un système permettant le prélèvement et le transfert d’un produit stérile, 

sans qu’il ne rentre en contact avec l’environnement. 

 

 

II.3.5.3. Zones à atmosphère contrôlée 
 
Les Zones à Atmosphère Contrôlée (ZAC) sont constituées de locaux et/ou d’équipements 

dont les qualités microbiologique et particulaire sont maîtrisées. Ces qualités sont obtenues 

notamment grâce au traitement de l’air par un système de filtration haute efficacité pour les 

particules d’air (HEPA). Différentes ZAC sont distinguées : les salles, les isolateurs et les postes de 

sécurité microbiologique aussi appelés hottes.  

Ces ZAC doivent être qualifiées et leur maintenance préventive doit être organisée. De 

nombreux contrôles journaliers comme annuels sont réalisés afin de garantir la qualité des ZAC. 

 

Les BPPrH distinguent 4 classes de ZAC selon leur niveau de contamination (39). Les 

caractéristiques particulaires de ces différentes classes de ZAC sont décrites dans le tableau 

suivant :  
 Au repos En activité 

Nombre maximal autorisé de particules par m3, de taille égale ou supérieure à 
Classe 

0,5 µm 5 µm 0,5 µm 5 µm 

A 3 500 0 3 500 0 

B 3 500 0 350 000 2 000 

C 350 000 2 000 3 500 000 20 000 

D 3 500 000 20 000 Non défini Non défini 

 

 

Les recommandations des BPPrH, concernant la surveillance microbiologique des ZAC en 

activité, sont décrites dans le tableau suivant : 

 
 Limites recommandées de contamination microbiologique 

 Echantillon d’air 

ufc/m3 (a) 

Boîtes de Pétri 

(diamètre 90mm) 

ufc/4 heures (b) 

Gélose de contact 

(diamètre 55 mm) 

ufc/plaque 

Empreintes de gant (5 

doigts)             

ufc/gant 

A <1 <1 <1 <1 

B 10 5 5 5 

C 100 50 25 - 

D 200 100 50 - 

(a): l’abréviation ufc désigne le nombre d’unités formant des colonies 
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(b): certaines boîtes de pétri peuvent être exposées pendant moins de 4 heures. 
La PUI du CHU d’Angers dispose de salles classe B et C équipées de postes de sécurité 

microbiologique (PSM) à flux laminaire de classe A. 

 

 

II.3.4.4. Classification des ZAC et préparation stériles 
 
Le choix de la classe de la ZAC pour la réalisation d’une préparation stérile, dépend du 

niveau de risque de contamination, défini précédemment, et du procédé de stérilisation (39). 

 

Si le risque microbiologique pour la réalisation de la préparation est élevé, les 

recommandations des BPPrH sont décrites dans le tableau suivant : 

 
 Zone de préparation Environnement immédiat 

Isolateur en surpression Classe A Non classé 

Isolateur en dépression Classe A Classe C 

Salle à atmosphère contrôlée avec 
hotte à flux laminaire 

Classe A Classe B 

 

 

Si le risque microbiologique lors de la réalisation de la préparation est faible, les 

recommandations des BPPrH sont décrites dans le tableau suivant :  

 
 Zone de préparation Environnement immédiat 

Isolateur en surpression Classe A Non classé 

Isolateur en dépression Classe A Classe C 

Salle à atmosphère contrôlée avec 
hotte à flux laminaire 

Classe A Classe C 
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III. ETUDE EXPERIMENTALE 

III.1. Objectif 

Nous avons vu précédemment que le collyre au gluconate de chlorhexidine à 0,02% est un 

des traitements de première ligne de la kératite amibienne. Son intérêt thérapeutique a été démontré 

dans de nombreuses études (9, 11, 16, 36). Le rapport bénéfice / risque de la préparation demandée 

est favorable, la faisabilité technique du collyre au gluconate de chlorhexidine a donc été étudiée. 

 

Quelques formulations, utilisées par des équipes médicales, ont été retrouvées dans la 

littérature, mais leurs stabilités sont soit très courtes, soit inconnues (30, 37, 74). Avant de chercher 

à mettre au point notre propre formule, plusieurs pharmaciens hospitaliers, notamment du centre 

hospitalier national d’ophtalmologie des Quinze-Vingt et de l’hôpital Bichat Claude Bernard à 

Paris, ont été contactés de façon à obtenir leurs formulations, leurs données de stabilité et leurs 

références bibliographiques. Les pharmaciens contactés, qui préparent le collyre au gluconate de 

chlorhexidine pour le traitement de la kératite amibienne, utilisent pour formule le gluconate de 

chlorhexidine dilué dans du sérum physiologique. Mais une précipitation, observée après quelques 

jours, limite la durée de péremption de cette formule à 4 jours. Une formulation plus stable du 

collyre a donc été recherchée.  

 

Dans un premier temps, une étude a été réalisée afin de déterminer la formulation, le 

conditionnement, la méthode de fabrication du collyre ainsi que les contrôles nécessaires en cours 

de fabrication et du produit fini. La méthode de dosage du principe actif dans le produit fini a dû 

être mise au point et validée. 

 

Dans un second temps, une étude a été menée afin d’établir la péremption de la préparation. 

Le collyre à la chlorhexidine peut être utilisé durant l'hospitalisation des patients, et en ambulatoire. 

Dans ce dernier cas, le collyre est délivré aux rétrocessions (secteur de la PUI destiné à la vente de 

médicaments au public). L'objectif de l'étude est d’obtenir une stabilité minimum de 8 semaines 

afin de permettre la dispensation des collyres pour un mois, et la réalisation des contrôles 

nécessaires à la libération du lot de fabrication. Le contrôle dont le résultat est le plus long à obtenir, 

est le contrôle de stérilité ; les résultats sont obtenus après 14 jours. La stabilité du collyre après 

ouverture doit de même être étudiée. 
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III.2. Matériel 

III.2.1. Matières premières et réactifs 

III.2.1.1. Formulation et préparation des collyres 
 

Pour la préparation des collyres, les matières premières utilisées sont : la solution de 

gluconate de chlorhexidine à 20% (BUFA B.V. Pharmaceutical Products, Uitgeest, Hollande), le 

gluconate de potassium (Merck, Hohenbrunn, Allemagne), l’eau pour préparation injectable et l’eau 

stérile (Fresenius Kabi France, Sèvres, France).  

Les articles de conditionnement utilisés sont : les flacons de verre type I brun de 10 ml 

(Wheaton, Millville NJ, USA), les bouchons de caoutchouc et les capsules en aluminium 

(Centraver, Linselles, France) et les compte-gouttes stériles (Société Parisienne de Verrerie, Orly 

Senia, France). 

 

 

III.2.1.2. Mise au point et validation du dosage de la chlorhexidine 
 

L’acétonitrile pour HPLC est obtenu chez Carlo Erba (Val de Reuil, France). La 

triéthylamine pour HPLC et l’acide orthophosphorique sont obtenus chez VWR International 

(Fontenay sous bois, France). Le dihydrogénophosphate de potassium est obtenu chez Merck 

(Darmstadt, Allemagne). L’eau déminéralisée utilisée pour la préparation du tampon et des 

échantillons est obtenue grâce au système MilliQ plus 185 de Millipore (Molsheim, France). 

Pour la préparation des échantillons, sont aussi utilisés la solution de gluconate de 

chlorhexidine à 20% (BUFA B.V. Pharmaceutical Products, Uitgeest, Hollande) et le gluconate de 

potassium (Merck, Hohenbrunn, Allemagne). 

 

 

III.2.1.3. Etude de stabilité 
 

a) Limpidité 

Les réactifs utilisés pour la fabrication des solutions témoins sont le sulfate d’hydrazine 

(Sigma-Aldrich, Steinheim, Allemagne) et l’hexaméthylènetétramine (Acros Organics, Geel, 

Belgique). 
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b) pH 

La solution tampon à pH=7, utilisée pour l’étalonnage du pHmètre est obtenue chez Merck 

(Darmstadt, Allemagne). 

 

c) Osmolarité 

Des solutions de calibration et de contrôle (Pro-Bio-Qual, Lyon, France) de l’osmomètre 

sont utilisées pour le calibrage et pour la vérification journalière du bon fonctionnement de 

l’appareil. 

 

d) Dosage 

Les matières premières utilisées pour le dosage de la chlorhexidine ont déjà été détaillées 

dans le paragraphe III.2.1.2..  

 

 

 

III.2.2. Equipements 

III.2.2.1. Formulation et préparation du collyre à la chlorhexidine 
 

La stérilisation des flacons de verre de type I et du matériel réutilisable nécessaire à la 

préparation, est effectuée par un autoclave (Subtil/Crépieux, Chassieu, France, référence 

MRP2001). 

La préparation des collyres est réalisée en salle blanche classe C, sous un poste de sécurité 

microbiologique à flux laminaire horizontal (Jouan, Saint-Herblain, France, référence MSC9) classe 

A, selon les BPPrH (39). 

 

 

III.2.2.2. Mise au point et validation du dosage de la chlorhexidine 
 

Avant la mise au point de la méthode sur l'HPLC dédiée à l'étude, une étude préliminaire a 

été réalisée à l'aide d'un spectrophotomètre UV/Visible (UNICAM, Cambridge, Grande Bretagne, 

série 8700) et d'une HPLC équipée d'un détecteur à barrette de diodes (Agilent 1100, Hewlett 

Packard, Les Ullis, France). 

 

La mise au point et la validation du dosage a été effectuée sur un système de 

chromatographie liquide haute performance (Spectraphysics, Stockholm, Suède) composé d’un 

injecteur (Spectrasystem AS3500), d’une pompe (Spectrasystem P4000) et d’un détecteur UV-



Visible (Spectrasystem UV1000). L’ensemble de la chaîne chromatographique est piloté par le 

logiciel ChromQuest (EZChrom Elite component). La séparation chromatographique est effectuée 

sur colonne Equisorb® C6, 5µm, 15cm (Cluzeau, Sainte-Foy-La-Grande, France).  

L’étude de spécificité à nécessité l’utilisation d’un second système HPLC, muni d’un 

détecteur UV/Visible qui peut effectuer des mesures à 2 longueurs d’onde simultanément 

(Surveyor, ThermoFinnigan, San José, Canada). 

 

 

 
Fig 7 : Chaîne chromatographique Spectraphysics 

 

 

 

 

III.2.2.3. Etude de stabilité 
 

a) Mesure du pH 

Le pHmètre (Tacussel électronique, Lyon, France) utilisé ne dispose pas de sonde de 

température. Le pH varie en fonction de la température, nous avons donc choisi de lire sa valeur 

avec une précision de 0,1 unité pH seulement. Afin de limiter l'erreur liée à la température, la 

solution tampon est ramenée à la température des échantillons avant étalonnage du pHmètre, chaque 

jour de mesure. 
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b) Détermination de l’osmolarité 

Un micro-osmomètre automatique (Roebling, Berlin, Allemagne, type 13/13DR Autocal) 

d’une précision d’1 mosmol/l est utilisé. 

 

 

c) Stérilité 

L’essai de stérilité est réalisé par la technique de filtration sur membrane recommandée par 

la Pharmacopée Européenne (34), à l’aide du système clos Stéritest® (Millipore, Bedford, USA).  

Ce système permet de mettre en culture de façon aseptique dans 2 milieux (AES 

Laboratoire, Bruz, France), les membranes qui ont servi à filtrer la solution à tester. Les 2 milieux 

de culture utilisés sont conformes à la Pharmacopée Européenne (34). Il s’agit d’un milieu au 

thioglycolate destiné à la recherche de bactéries anaérobies et aérobies et d’un milieu à l’hydrolysat 

de caséine et de soja, destiné à la recherche de bactéries aérobies, levures et moisissures.  

Les milieux de cultures contenant les membranes sont incubés à 30°C (milieu au 

thioglycolate), ou à 22°C (milieu à l’hydrolysat de caséine). L’état stérile de la préparation est 

vérifié si aucune croissance microbienne n’est observée pendant 14 jours d’incubation.  

 

 

 
Fig 8 : Système de filtration sur membrane Stéritest®
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III.3. Méthode 

III.3.1. Formulation et fabrication du collyre à la chlorhexidine 

III.3.1.1. Formulation 
 

Tout d’abord le véhicule doit être déterminé en fonction des données de solubilité de la 

chlorhexidine. Puis, l’ajout d’excipients est étudié de façon à ce que notre collyre réponde aux 

propriétés requises des collyres.  

Le véhicule et les excipients ont été choisis parmi les substances pharmaceutiques ayant une 

monographie à la Pharmacopée, en tenant compte des incompatibilités connues avec le principe 

actif. Les compositions des spécialités existantes contenant de la chlorhexidine, décrites dans le 

Vidal® et sur le site Internet Theriaque® (75, 76), ont aidé à la mise au point de la formule.  

 

 

III.3.1.2. Conditionnement 
 

Les articles de conditionnement doivent répondre aux exigences de la Pharmacopée (34). De 

plus, ces articles ne doivent pas engendrer d’interaction contenu - contenant avec la solution de 

collyre. 

 

 

III.3.1.3. Etude du marché 
 

Une étude de marché a été effectuée de façon à commander les articles de conditionnement 

et les excipients, dans les meilleures conditions, auprès de laboratoires pharmaceutiques autorisés 

par l’AFSSAPS, conformément au BPPrH (39). 

 

 

III.3.1.4. Vérification des propriétés de la formulation 
 

La conformité des matières premières et des articles de conditionnement à la Pharmacopée a 

été vérifiée (34). Le collyre a ensuite été préparé selon notre formulation. Les propriétés de celui-ci, 

osmolarité, pH et limpidité, ont été vérifiées avant de valider la formulation. 
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III.3.1.5. Méthode de préparation 
 
Les collyres doivent être stériles. La méthode d’obtention de l’état stérile a été choisie en 

fonction des propriétés du principe actif, des excipients et des articles de conditionnement.  

 

Comme nous avons vu au paragraphe II.2.2.2., la chlorhexidine se dégrade sous l’action de 

fortes températures. Il a été démontré que la décomposition de la chlorhexidine en chloroaniline est 

liée, lors de l’autoclavage, aux conditions de température, de durée du cycle de stérilisation, et au 

pH de la solution. Lors des différents cycles de stérilisation testés, la formation de chloroaniline est 

restée faible pour des solutions de chlorhexidine acides, mais a augmenté de façon importante pour 

des solutions de chlorhexidine à des pH supérieurs ou égaux à 6,5 (17, 77, 78).  

Si le pH de notre collyre est proche de la neutralité, l’état stérile des collyres, devra être 

obtenu par un autre procédé.  

 

Le procédé de fabrication choisi doit être validé selon les principes décrits dans la 

Pharmacopée et les BPPrH (34, 39). 

 

 

III.3.1.6. Détermination des contrôles à réaliser 
 

Les contrôles à réaliser, en lien avec les propriétés requises des collyres, ont été définis à 

l’aide de la Pharmacopée Européenne et des BPPrH (34, 39). Les contrôles concernent les matières 

premières, les articles de conditionnement, la préparation en cours de fabrication, le produit fini et 

l’environnement.  

Les contrôles d'environnement ne seront pas détaillés. Ils sont régulièrement réalisés durant 

toute la période d'utilisation des ZAC, selon des procédures validées. 

 

 

 

III.3.2. Mise au point et validation du dosage de la chlorhexidine 

III.3.2.1. Mise au point de la méthode de dosage 
 

La méthode de dosage par protométrie en milieu non aqueux, décrite dans la Pharmacopée 

Européenne (34), ne peut pas être utilisée pour doser le gluconate de chlorhexidine (GC) dans sa 

forme collyre, car le gluconate de potassium interfère. Parmi les autres méthodes de dosage 
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possibles, et avec le matériel à disposition, nous avons choisi de doser le GC par chromatographie 

liquide haute performance. 

 

a) Etude préliminaire à la mise au point 

Un échantillon de GC a tout d'abord été testé avec la technique dite de « recherche 

universelle » mise au point au laboratoire de Toxicologie du CHU d’Angers pour la recherche des 

toxiques dans le sang. Dans cette méthode, la phase mobile est constituée d’acétonitrile (ACN) et 

d’une solution D de pH= 6,2 contenant de l’acide dihydrophosphorique (H2PO4
-) à 0,02 mol/l et de 

la triéthylamine à 0,032 mol/l. Elle est utilisée selon un mode gradient évoluant des proportions 

85/15 aux proportions 20/80 du mélange solution D/ACN.  

 

 

b) Mise au point  

A partir du temps de rétention du GC obtenu avec le système chromatographique décrit 

précédemment, la méthode de dosage a été mise au point sur la chaîne HPLC à détecteur 

UV/Visible mise à disposition pour l'étude. Plusieurs essais ont été réalisés afin de déterminer la 

colonne, le solvant d’élution, le débit de la pompe et la méthode de détection. 

 

 

c) Préparation des échantillons 

La préparation des échantillons a ensuite été étudiée. Une dilution au 1/1000ème dans la 

phase mobile de la solution de GC à 20%, qui correspond à la concentration dans le collyre, a tout 

d'abord été testée. Devant les surfaces des pics obtenus, la solution à 20% a ensuite été diluée au 

1/20000ème et le volume d'injection limité à 20µl.  

Notre collyre est une solution aqueuse. Nous avons alors ensuite choisi de diluer la solution 

de GC à 20% au 1/1000ème dans l'eau, de façon à obtenir la même concentration en solution aqueuse 

que dans notre collyre. Puis la solution à 0,02% a été diluée au 1/20ème dans un mélange constitué 

des composants de la phase mobile. La proportion d'acétonitrile est minimisée par rapport à sa 

proportion dans l'éluant, de façon à ce que le pic du GC soit fin et symétrique. 

 

 

d) Vérification de la proportionnalité entre la concentration et le signal 

Après avoir déterminé les conditions opératoires, la proportionnalité entre les surfaces des 

pics obtenus et les concentrations en GC dans les échantillons a été vérifiée. Une gamme, obtenue à 

partir de 5 échantillons de GC dont la concentration varie de 100 à 300 mg/l a été préparée. La 
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relation entre la concentration et la mesure a été étudiée selon une régression linéaire par la méthode 

des moindres carrés. 

 

 

e) Etude de l'effet de l'excipient 

La relation entre la concentration et la mesure a ensuite été étudiée en présence de 

l'excipient. Afin de limiter l'impact d'un éventuel effet matrice, une gamme a été préparée à partir de 

5 échantillons de GC, qui contiennent chacun la même concentration d'excipient. L’effet matrice 

correspond aux éventuelles variations du signal mesuré, liées aux interactions physico-chimiques 

entre la substance à doser et les autres molécules présentes dans l'échantillon. 

 

 

III.3.2.2. Validation de la méthode de dosage 
 

La méthode de dosage de la chlorhexidine a été validée selon les recommandations de la 

Société Française des Sciences et Techniques Pharmaceutiques (SFSTP) et de l’International 

Conference on Harmonisation (ICH). Le guide de validation analytique de la SFSTP (79) et les 

guides Q2A et Q2B de l’ICH (80, 81) sont destinés à aider l’industrie pharmaceutique à valider 

leurs procédures analytiques en vue de l’octroi d’une autorisation de mise sur le marché (AMM).  

Selon ces recommandations, la méthode de dosage du principe actif d’un médicament doit 

satisfaire aux conditions de spécificité, de linéarité, d’exactitude et de fidélité. 

 

a) Etude de spécificité 

La spécificité d’un dosage signifie que la procédure analytique garanti que le signal mesuré 

provient bien de la substance à analyser. Pour vérifier la spécificité d’un dosage, il faut vérifier 

l’absence d’interférence entre la substance à analyser et les impuretés, les produits de dégradation 

de cette substance susceptibles d'être présents dans l'échantillon, ainsi que les différents composants 

du produit fini. Trois expérimentations ont été réalisées afin d’évaluer la spécificité de notre 

méthode d’analyse. 

 

- Etude du « blanc » 

Le chromatogramme obtenu après injection de l’excipient, dit « blanc », a été comparé au 

chromatogramme d’un échantillon de collyre, afin de vérifier l’absence d’interférence entre le pic 

du GC et les éventuels pics correspondant à des substances apportées par le gluconate de potassium 

ou les solutions utilisées pour la dilution de l’échantillon avant injection. Pour la préparation du 



« blanc », le gluconate de potassium est en effet dilué dans les mêmes solutions que les échantillons 

de GC.  

Si un pic est découvert au temps de rétention du GC, il sera considéré comme significatif s'il 

est supérieur au seuil de détection du GC. Selon la SFSTP, le seuil de détection (SD) est estimé à 

partir du bruit de fond du chromatogramme du « blanc » (79) et est calculé à l'aide de la formule 

suivante :  

RhSD ××= max3  

avec hmax = amplitude maximale du signal sur une distance égale à 20 fois la largeur à mi 

hauteur du pic du gluconate de chlorhexidine sur un chromatogramme d'un échantillon de collyre. 

    et R = facteur de réponse quantité / signal exprimé en hauteur 

 

 

- Modification de la phase mobile 

Une 2de méthode de dosage du GC a été mise au point. La force ionique et la proportion 

d’acétonitrile dans la phase mobile ont été modifiées de façon à obtenir une séparation différente 

qui permettrait de mettre en évidence une éventuelle substance coéluée au GC dans notre méthode 

d’analyse. L’éluant est ainsi composé de 60% d’acétonitrile et de 40% de tampon phosphate 

(H2PO4
-/H3PO4) à 0,020 mol/l. 

 

 

- Etude des produits de dégradation 

Les impuretés et les produits de dégradation du GC ne sont pas à disposition. Nous avons 

donc dégradé une solution de GC selon les données de l'étude de Ha et al (53). 2 ml de solution à 

200 mg/l ont été mélangés à 200 µl de soude ou d’acide chlorhydrique à 1 mol/l, puis placés à 80°C 

pendant 4 ou 24 heures. Les voies de dégradation et les composés formés dans ces conditions sont 

en effet différents (53).  

Les chromatogrammes obtenus après injection des solutions « extemporanées » ou 

« dégradées » sont comparés visuellement. Le rapport des surfaces du pic obtenues à 2 longueurs 

d’onde, 254 et 280 nm, pour chacun des échantillons, a été calculé. Ce rapport (surface à 254 nm / 

surface à 280 nm) doit être stable et compris dans l’intervalle de confiance [2,4 –2,5] pour satisfaire 

à l’étude de spécificité. En effet, en cas de présence d’un produit de dégradation coélué au GC, la 

modification des quantités de GC et de ce produit, liée aux conditions de basicité ou d’acidité, 

devrait engendrer une modification de ce rapport du fait de leurs différences d’absorption molaire.  

L’intervalle de confiance du rapport a été déterminé au risque α  de 5%, après injection à 12 

reprises du même échantillon de gluconate de chlorhexidine préparé extemporanément.  
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La longueur d'onde 254 nm correspond à la longueur d'onde de notre méthode de dosage. La 

longueur d'onde 280 nm a été choisie car elle est suffisamment éloignée de 254 nm et car, selon le 

spectre du gluconate de chlorhexidine, celui-ci absorbe. Son coefficient d’absorption molaire à 280 

nm est de 1,6.104 l/mol/cm.  

 

 

b) Etude de linéarité et d’exactitude 

La linéarité d’une méthode d’analyse correspond à sa capacité d’obtenir des résultats 

directement proportionnels à la concentration en principe actif présent dans l’échantillon.  

L’exactitude, ou justesse, exprime l’étroitesse de l’accord entre la valeur exacte de référence 

et la valeur moyenne trouvée en appliquant la méthode d’analyse un certain nombre de fois. 

Les études de linéarité et d’exactitude ont été réalisées simultanément selon les 

recommandations de la SFSTP (79) et de l'ICH (80, 81). L’étude de linéarité est réalisée à partir de 

2 gammes (une première préparée à partir du GC seul et une seconde à partir de la forme 

pharmaceutique reconstituée, le collyre) de façon à vérifier l’absence d’effet matrice.  

L’étude de linéarité a nécessité la préparation de 15 échantillons (N=15), repartis en 5 

groupes j (k=5) de 3 mesures (nj=3) pour chacune des 2 gammes.  

 

- Préparation des échantillons pour la gamme « GC dans eau » 
 

Solution GC à 20% 
1ère étape : dilution au 1/1000ème

dans l’eau déminéralisée 
 

Solution GC 200 mg/l
2ème étape : dilution au ½ dans le 

mélange 25% acétonitrile/ 
75% solution P 

Solution GC 100 mg/l 

3ème étape : dilutions dans le mélange 
25% acétonitrile / 75% 

solution P 
 
Solutions :  GC 7 mg/l         GC 8,5 mg/l        GC 10 mg/l          GC 11,5 mg/l      GC 13 mg/l 

       70% [C]cible      85% [C]cible     100% [C]cible      115% [C]cible    130% [C]cible 
 

 
Solution P : solution aqueuse d’H3PO4 à 0,025 mol/l et de KH2PO4 à 0,05 mol/l, contenant 

en plus de la triéthylamine à 0,004 mol/l. Son pH est de 2,5. 
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La gamme est constituée de 5 points qui couvrent l'intervalle 70 à 130% de la concentration 

cible, c'est à dire 140, 170, 200, 230 et 260 mg/l de GC, comme le recommande l'ICH (80, 81).  

Le rapport phase aqueuse / phase organique des échantillons est stable. Il varie seulement de 

75,9/24,1 à 76,6/23,4, selon les échantillons. Son impact sur la symétrie des pics sera négligeable. 

 

 

- Préparation des échantillons pour la gamme « GC dans sa forme 
reconstituée » 
 

Les échantillons de GC dans sa forme reconstituée, le collyre, ont été obtenus de la même 

façon que les échantillons de GC dans l’eau, mis à part que la solution à 200 mg/l, obtenue après 

l’étape 1, est diluée lors des étapes 2 et 3 avec le mélange : 25% acétonitrile + 75% de solution P + 

gluconate de potassium 1,86 g/l. 

Chaque échantillon contient une concentration de gluconate de potassium sensiblement 

égale, variant de 1,74 à 1,80 g/l, afin de stabiliser un éventuel effet matrice. La concentration en 

gluconate de potassium, de l’échantillon GC 10 mg/l est de 1,77 g/l équivalent à la dilution au 

1/20ème de la concentration de gluconate de potassium, 35,5 g/l, dans le collyre.  

 

 

- Analyse statistique 

L’étude de linéarité est basée sur l’estimation de 2 droites de régression linéaire par la 

méthode des moindres carrés (droite D1 d’équation y=b1x+a1 : principe actif dans sa forme 

reconstituée ; droite D2 d’équation y=b2x+a2 : principe actif seul).  

La validité des droites de régression, l'existence de pentes significatives et l'égalité à 0 des 

ordonnées à l'origine, sont vérifiées à l'aide de tests de Student et de Fisher. Les paramètres des 2 

droites, pentes et ordonnées à l’origine, sont comparés par des tests de Student, de façon à vérifier 

qu'elles sont superposables. 

Les hypothèses nécessaires au modèle sont : la distribution normale des mesures et l’égalité 

des variances dans les groupes de mesures. La distribution gaussienne des mesures a été vérifiée par 

la lecture des boîtes à moustaches obtenues à l'aide du logiciel Minitab®, l'homogénéité des 

variances par le test de Cochran.  

 

L’étude de l’exactitude a pour objectif de vérifier que les concentrations mesurées se 

rapprochent des concentrations théoriques des échantillons. Elle nécessite d’utiliser un système de 

référence permettant d’estimer les concentrations retrouvées. Le système de référence utilisé est la 

droite D2, comme le propose la SFSTP. Le taux de recouvrement moyen est alors calculé. 
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Les hypothèses de distribution normale des mesures et d’homogénéité des variances dans les 

groupes de mesures ont été vérifiées, de la même façon que dans l’étude de linéarité. 

 

 

- Critères d'acceptabilité 

Nous considérerons le taux de recouvrement moyen acceptable, s'il est compris dans 

l'intervalle de 100% +/- 5%, au risque α de 5%. 

 

 

c) Etude de fidélité 

La fidélité de la procédure d’analyse exprime l’étroitesse de l’accord entre une série de 

mesures provenant de multiples prises d’un même échantillon homogène dans des conditions 

prescrites. La fidélité se divise en trois niveaux : la répétabilité, la précision intermédiaire et la 

reproductibilité. La répétabilité exprime la fidélité pour des conditions opératoires identiques, 

pendant un court intervalle de temps. La précision intermédiaire exprime les variations intra-

laboratoire : jours différents, opérateurs différents… La reproductibilité, qui n'a pas été étudiée, 

exprime la fidélité entre laboratoires. 

 

 

- Préparation des échantillons 

L'étude de fidélité a été réalisée selon les recommandations de la SFSTP (79) et de l’ICH 

(80, 81). Six échantillons (nj) de la concentration cible de GC dans sa forme collyre, ont été 

préparés chaque jour pendant 3 jours (k=3), par différents opérateurs, de la même façon que 

l’échantillon GC 10 mg/l, obtenu précédemment pour l’étude d’exactitude et de linéarité.  

 

 

- Analyse statistique 

L’étude statistique consiste à calculer les coefficients de variation de répétabilité et de 

précision intermédiaire. Elle nécessite d'estimer les concentrations à partir des mesures, à l’aide 

d’un système de référence. Le système de référence utilisé est la droite D1, comme le propose la 

SFSTP. 

Les hypothèses de distribution normale des mesures et d’homogénéité des variances dans les 

groupes de mesures ont été vérifiées. 

 

 



 50

- Critères d'acceptabilité 

Nous considérons la fidélité de la méthode acceptable si les coefficients de variation calculés 

sont inférieurs à 5%. 

 

 

 

III.3.3. Stabilité du collyre à la chlorhexidine 0,02% 

III.3.3.1. Planification de l'étude de stabilité 
 

L’étude de stabilité a été réalisée à l’aide des recommandations de l’ICH, destinées à 

l’industrie pharmaceutique (82).  

 

a) Conditions de conservation 

D’après les données bibliographiques, nous savons que le GC est stable à température 

ambiante et à l’abri de la lumière. La stabilité du collyre est donc étudiée à température ambiante, 

favorable à l’utilisation du collyre en ambulatoire. Le conditionnement utilisé est opaque à la 

lumière. 

 

L'étude de stabilité après ouverture a été réalisée en simulant les conditions d'utilisation : 

ouverture des flacons toutes les 2 heures de 8 heures à minuit en faisant perler une goutte à 

l’extrémité du compte goutte. Il est en effet impossible de retirer une goutte toutes les 2 heures, le 

volume final serait trop faible pour réaliser les contrôles. 

 

 

b) Durée de l’étude  

Selon les objectifs fixés, notre étude de stabilité consiste à vérifier la stabilité du collyre 

pendant 8 semaines, et à vérifier sa stabilité après ouverture. L’évolution des propriétés du collyre 

est suivie chaque semaine pendant 6 semaines sur des flacons restés fermés jusqu’au jour des 

analyses, et après 3, 7 et 14 jours après ouverture des flacons. 

 

 

c) Préparation des collyres 

Selon les recommandations de l’ICH (82), l’étude de stabilité doit être réalisée sur un 

minimum de 3 lots de production, pendant la durée de péremption proposée pour le produit. Les lots 

de fabrication utilisés pour la détermination de la durée de péremption du produit pharmaceutique 
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doivent de plus être préparés de la même façon que les lots de fabrication future : même quantité 

d’unités produites, même formulation, même articles de conditionnement, même procédé de 

fabrication… 

 

Les lots de fabrication des collyres à la chlorhexidine ne contiennent que 7 collyres. 14 lots 

ont du être préparés pour la réalisation de l’étude de stabilité, selon la méthode développée et 

décrite dans les paragraphes III.3.1.2. et III.4.1.4.. Chaque lot comprend 7 flacons contenant une 

même solution : 56 ml du collyre fabriqué dans une seringue de 60 ml, répartis dans 7 flacons de 

8ml. 

 

 

d) Planification des contrôles 

L’étude de stabilité a été réalisée en 2 temps, de septembre à novembre 2004, et de juin à 

août 2005. La planification des contrôles, regroupant les 2 études, est décrite dans le tableau I. 

 
 lot 1 lot 2  lot 3 lot 4 lot 3' lot 4' lot 5 lot 6 lot 7 lot 8 lot 7' à 10'

Jour Concentration en gluconate de 
chlorhexidine 

osmolarité PH Limpidité stérilité 

J0      

   J0+3      
   J0+7      
   J0+14      
J7      

   J7+3      
   J7+7      
   J7+14      
J14      

   J14+3      
   J14+7      
   J14+14      
J21      

   J21+3      
   J21+7      
   J21+14      
J28      

   J28+3      
   J28+7      
   J28+14      
J35      

   J35+3      
   J35+7      
   J35+14      
J42      

   J42+3      
   J42+7      
   J42+14      

Tableau I : Planification des contrôles de l’étude de stabilité 
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III.3.3.2. Paramètres étudiés et critères d’acceptabilité 
 

L’ICH recommande d’étudier l’évolution de tous les paramètres susceptibles d’être modifiés 

au cours du temps ainsi que tous les paramètres garantissant la qualité, la sécurité et l’efficacité du 

produit pharmaceutique (82, 83). A l’aide du guide Q6A (84) se rapportant aux différents essais 

nécessaires à la libération de lot et à la détermination de la péremption, et à l’aide de la 

Pharmacopée Européenne, nous avons choisi d’étudier dans le temps la concentration en principe 

actif, le pH, l’osmolarité, la limpidité, l’aspect visuel du collyre (coloration) et la stérilité.  

 

a) Concentration en chlorhexidine 

La concentration en GC est déterminée par HPLC. La mise au point et la validation de la 

méthode d’analyse est expliquée dans les parties III.3.2. et III.4.2.. 

 

Le premier jour de l’étude de stabilité, une gamme d’étalonnage est réalisée de la même 

façon que la gamme « GC dans sa forme reconstituée » dans l’étude de linéarité. La droite de 

régression correspondante est calculée selon la méthode des moindres carrés. Les paramètres de la 

droite obtenue, pente et ordonnée à l’origine, sont comparés par des tests de Student, à ceux de 

l’étude de linéarité. Si la droite obtenue n’est pas significativement différente de la droite D1, elle 

sera utilisée pour le calcul des concentrations des échantillons. Chaque jour de mesures, la 

concentration de 2 solutions contrôles C1 à 150 mg/l et C2 à 250 mg/l préparées extemporanément, 

est vérifiée avant et après le passage des échantillons, afin de vérifier la qualité de la droite 

d’étalonnage. Les concentrations mesurées ne devront pas varier de plus de 5% par rapport aux 

concentrations théoriques. 

 

La concentration en GC dans le collyre sera considérée comme stable tant que la 

concentration mesurée n’a pas diminué de plus de 5% par rapport à la concentration initiale. Ce 

seuil de 5% est celui proposé par l'ICH (83). D'autres auteurs considèrent un médicament stable tant 

que la concentration en principe actif n'a pas diminué de plus de 10% (85, 86).  

 

 

b) Contrôle de la limpidité et de l’aspect visuel du collyre 

La limpidité a été contrôlée selon la méthode décrite dans la Pharmacopée Européenne (34). 

Dans des tubes à essais spécifiques, le contenu du flacon est comparé à des suspensions témoins, à 

l’œil nu sur fond noir et à la lumière du jour. Quatre suspensions témoins (I à IV) sont préparées 

extemporanément à partir de solutions de sulfate d’hydrazine et d’hexaméthylènetétramine. Le 

liquide est considéré comme limpide si son opalescence n’est pas plus prononcée que celle de la 
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suspension témoin I. L’aspect du collyre, notamment sa coloration, est visualisé au même moment 

que le contrôle de limpidité.  

La limpidité et l’aspect visuel du collyre, ne doivent pas évoluer durant la durée de 

péremption. 

 

 

c) Contrôle du pH 

Le pH est contrôlé grâce à un pHmètre dont l'électrode est directement plongée dans le 

flacon de collyre. Le pHmètre est étalonné chaque jour de mesure avec une solution tampon à pH=7. 

Aucune recommandation concernant les critères d'acceptabilité n'est émise dans les guides 

de l’ICH (82-84). Le pH du collyre sera considéré comme stable tant que le pH mesuré n’aura pas 

varié de plus de 5% par rapport au pH initial. Une variation de pH dans l’intervalle [6,7 à 7,5] n’a 

pas de conséquence sur l’œil. 

 

 

d) Contrôle de l'osmolarité 

L'osmolarité est mesurée à l'aide d'un osmomètre dont le fonctionnement est contrôlé chaque 

jour de mesure avec de l'eau distillée et un contrôle interne à 321 mosmol/l. L'osmolarité de l'eau 

doit être de 0 et celle du contrôle ne doit pas varier de plus de 2%.  

De même que pour l’évolution du pH, les critères d’acceptabilité de la variation de 

l’osmolarité ne sont pas définis dans les guides de l'ICH (82-84). Les limites de variation de 

l’osmolarité ont été fixées à 5% de la valeur initiale, comme pour la variation de concentration en 

principe actif, soit l’intervalle [264 - 292 mosmol/l]. En effet, les causes de variation de l’osmolarité 

et de la concentration en principe actif sont liées : évaporation du solvant, dégradation du principe 

actif et/ou excipients...  

 

 

e) Contrôle de la stérilité 

La stérilité des collyres est vérifiée à l’aide de l’équipement Steritest® décrit au paragraphe 

III.2.2.3.. Le collyre est filtré puis les membranes sont rincées avec 250 ml d’eau pour préparation 

injectable de façon à éliminer les substances adsorbées. 

Les collyres testés devront être stériles jusqu’à la fin de la durée de péremption fixée. 

 



III.4. Résultats  

III.4.1. Formulation et fabrication du collyre à la chlorhexidine 

III.4.1.1. Détermination de la Formulation de la préparation 
 

Le GC est soluble dans l’eau. La dilution au 1/1000ème de la solution au gluconate de 

chlorhexidine à 20% dans l’eau représente notre formulation de départ.  

 

a) Ajustement du pH 

Nous avons vu que l'activité du GC est optimum à des pH compris entre 5,5 et 7,0 et que sa 

stabilité est maximale entre 5,0 et 8,0 (49). L’ajustement du pH à 7 est donc possible.  

La formulation de départ du collyre contient très peu de GC et le solvant est l’eau. Le pH de 

cette formule est vraisemblablement proche de la neutralité. La mesure du pH vérifie cette 

hypothèse, le pH mesuré est d’environ 7,1. Aucune substance tampon ne sera ajoutée dans la 

formulation du collyre.  

 

 

b) Ajustement de l’osmolarité 

La formulation de départ du collyre comprend très peu de GC et le solvant est l’eau. 

L’osmolarité de cette formule est vraisemblablement proche de 0. La mesure de l’osmolarité vérifie 

cette hypothèse, l’osmolarité mesurée est de 1 mosmol/l. L’ajout d’un isotonisant est nécessaire. 

 

- Choix de l’isotonisant 

A l’aide des données de la littérature, notre choix s’est porté sur le gluconate de potassium. Ce 

sel est décrit dans la Pharmacopée Européenne et son utilisation comme excipient est décrite dans le 

Martindale (48). Aucune publication rapportant une incompatibilité avec la chlorhexidine n’est 

référencée sur Medline. De plus, le gluconate de potassium est utilisé comme isotonisant dans de 

nombreuses spécialités collyres contenant du gluconate de chlorhexidine (Visiodose® collyre, 

Dacryne® collyre). 

 

- Calcul de la quantité d’isotonisant à ajouter 

L’abaissement du point de congélation ( t∆ ) de la solution de GC à 0,02% est tout d’abord 

déterminé. 
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D'après la loi de Raoult, on a : t∆  = M 
CiK ××

 

avec K : constante cryoscopique du solvant  
C : concentration en g pour 100 g de solvant 
M : masse molaire de la substance dissoute 
i : coefficient de dissociation de la substance dissoute à concentration iso-osmotique 
 

Pour la solution de GC à 0,02%, on a : 

K = -18,6°C (constante cryoscopique de l’eau) 
i(GC) = inconnu. Nous considérerons qu'il est égal à celui du chlorure de sodium 0,9% dans 
l’eau, qui est de 1,85. 
M(GC) = 897,8 g/mol 
C(GC) = 0,02 % p/v (ou 0,02 % p/p).  
 

Donc l’abaissement cryoscopique de la solution est : t∆ = -7,665.10-4 °C. Il est donc minime.  

 

 

La quantité de gluconate de potassium (GK) à ajouter est ensuite calculée. 

D’après Lumière et Chevrotier : C(GK) =
(GK1%)

(GC)(collyre)

t ∆
∆−∆ tt

 

Et l'abaissement cryoscopique voulu est celui du plasma, soit t∆ (collyre) = – 0,52°C  

et t∆ (GK 1%) = 
234,25 

185,16,18 ××− , soit t∆ (GK 1%)= - 0,147°C 

Donc, C(GK) = 
0,147-

)10.665,7(52,0 4−−−−
  

C(GK) = 3,54 % 

 

La quantité de gluconate de potassium à ajouter dans 100 ml de solution aqueuse de 

gluconate de chlorhexidine à 0,02% est donc de 3,54 grammes. 

 

 

c) Limpidité 

Le gluconate de chlorhexidine et le gluconate de potassium sont solubles dans l’eau. Notre 

collyre doit donc être limpide et exempt de particules (34). 
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d) Stérilité 

Nous avons vu que les collyres aqueux conditionnés en récipients multidoses doivent 

contenir un conservateur antimicrobien afin d'éviter leur contamination après ouverture (34).  

La chlorhexidine est douée de propriétés antimicrobiennes. L’acétate et le gluconate de 

chlorhexidine sont utilisés comme agents conservateurs antimicrobiens dans des collyres à des 

concentrations variants de 0,01 à 0,05% (48, 77). Dans notre collyre, la concentration en gluconate 

de chlorhexidine est comprise dans cet intervalle. Nous n’avons donc pas ajouté de conservateur 

antimicrobien dans la formulation. 

 

 

La formulation de notre collyre est donc, pour 100 ml : 

Gluconate de chlorhexidine à 20%  0,1 ml 

Gluconate de potassium   3,54 g 

Eau stérile     qsp 100 ml 

 

 

Le gluconate de chlorhexidine et le gluconate de potassium ont été achetés auprès de 

laboratoires pharmaceutiques déclarés auprès de l’AFSSAPS, conformément au BPPrH (39).  

 

Les propriétés de la formulation ont ensuite été vérifiées. La solution est limpide, incolore, 

de pH 7,1 et d’osmolarité 278 mosmol/l. L'osmolarité mesurée est légèrement différente de 

l'osmolarité du plasma. Cette différence peut s'expliquer par l'approximation du coefficient de 

dissociation dans le calcul de la quantité de gluconate de potassium à ajouter. La quantité de 

gluconate de potassium dans la formulation n'a pas été modifiée, car l'osmolarité mesurée est proche 

de celle ciblée, et bien tolérée par l'œil. 

 

 

III.4.1.2. Choix du conditionnement 
 

a) Choix des flacons 

Afin de ne pas modifier le pH de notre collyre en solution aqueuse, nous avons choisi 

d’utiliser des flacons en verre de type I ou type II. La chlorhexidine est de plus sensible à la 

lumière, nous avons donc recherché des flacons en verre de type I ou II teintés. 

Après étude du marché et évaluation des coûts, les flacons choisis, pour le conditionnement 

des collyres à la chlorhexidine 0,02%, sont des flacons en verre de type I, bruns, d’un volume de 10 
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ml. La recherche de flacons en verre de type II, teintés, vendus en petites quantités, est restée 

infructueuse. 

 

 

b) Fermeture et dispositif d’administration 

Les bouchons en caoutchouc utilisés pour le conditionnement du collyre à la chlorhexidine, 

satisfont aux exigences de la Pharmacopée Européenne pour les bouchons destinés au 

conditionnement des solutions parentérales. Une capsule en aluminium est ensuite sertie sur le 

bouchon de façon à rendre la fermeture inviolable. 

 

Les compte-gouttes utilisés sont en polychlorure de vinyle (PVC) et polyéthylène haute 

densité (PEHD). Ils satisfont aux exigences concernant les matériaux de la Pharmacopée 

Européenne. D’après les données de compatibilité de la chlorhexidine, le PEHD peut être utilisé. 

Aucune donnée n’a par contre été retrouvée concernant le risque d’interaction entre la chlorhexidine 

et le PVC. 

Les compte-gouttes sont achetés stériles. Ils sont délivrés aux patients ou au service 

d’Ophtalmologie avec les flacons de collyre. Le patient ou l’infirmière devra, à la première 

utilisation du collyre, retirer le bouchon caoutchouc et adapter le compte goutte au flacon. 

 

 

III.4.1.4. Processus de fabrication 
 

La préparation des collyres comporte plusieurs étapes : le mélange des différentes matières 

premières de la formulation, le remplissage et la fermeture des flacons, et la stérilisation.  

 

Le pH de notre collyre est proche de 7,0, nous avons donc choisi de fabriquer les collyres au 

gluconate de chlorhexidine à 0,02% dans des conditions aseptiques et de les stériliser par filtration 

stérilisante.  

Les collyres au gluconate de chlorhexidine à 0,02% sont préparés, filtrés et conditionnés 

sous poste de sécurité microbiologique à flux laminaire vertical classe A, placé dans une salle à 

atmosphère contrôlée classe C, selon les BPPrH (39). L’environnement est contrôlé, l’équipement 

qualifié, le personnel formé et soumis à des règles d’habillage et d’hygiène strictes. Un système 

documentaire d’assurance qualité est mis en œuvre, conformément aux BPPrH (39). 

 

Le protocole de fabrication, qui détaille la préparation du matériel, l’entrée en salle, le 

nettoyage et la désinfection et la préparation du collyre, est détaillé dans l’annexe 1. 
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III.4.1.5. Contrôles 
 
En cours de fabrication, l’aide manipulateur contrôle l’identité des matières premières, les 

volumes et les pesées réalisés par le manipulateur, comme pour toute autre préparation fabriquée à 

la PUI du CHU d’Angers. Le manipulateur et l'aide manipulateur notent sur la fiche de fabrication 

si un problème inhabituel a eu lieu durant la fabrication. 

Sur le produit fini, la concentration en gluconate de chlorhexidine, la limpidité, et la stérilité 

du collyre sont contrôlées. Des contrôles sont aussi réalisés sur l’étiquetage. 

Le pharmacien libère le lot au vu des résultats de ces contrôles, et des résultats de la 

surveillance microbiologique des ZAC. 

 

 

 

III.4.2. Mise au point et validation du dosage de la chlorhexidine 

III.4.2.1. Mise au point 
 

a) Système de détection 

D’après les spectres UV/Visible du GC et du gluconate de potassium (annexe 2), nous avons 

choisi de régler le détecteur à 254 nm. A cette longueur d'onde, qui correspond à un maximum 

d'absorption du GC, l'interférence entre les 2 molécules est minime ; le gluconate de potassium 

absorbe très peu. De plus, il est préférable de réaliser la mesure à des longueurs d’ondes qui 

s'éloignent de 220 nm vers le visible, pour améliorer la spécificité du dosage. Beaucoup plus de 

molécules absorbent en effet autour de 220 nm.  

 

 

b) Choix de la phase mobile 

Après traitement d'un échantillon de GC selon la méthode dite de « recherche universelle », 

on remarque que la substance est éluée après 25 minutes environ. Nous avons alors choisi 

d’augmenter la proportion d’acétonitrile et d’abaisser le pH de la solution aqueuse, afin d’accélérer 

l’élution de la chlorhexidine. Un mélange de 55% de solution P (H2PO4
- 0,05 mol/l + H3PO4 0,025 

mol/l + triéthylamine 0,004 mol/l dans l’eau), et de 45% d'acétonitrile (ACN) a été utilisée selon un 

mode isocratique. Le pic du GC a ainsi été obtenu en environ 3 minutes et 30 secondes. Le débit de 

la pompe est fixé à 1,5 ml/minute.  

 

 

 



 

III.4.2.2. Préparation des échantillons 
 

a) Choix des dilutions et du diluant 

La proportion d'acétonitrile dans la phase mobile est de 45%. De façon à obtenir un pic fin 

et symétrique, la proportion d'acétonitrile dans le diluant, utilisé pour la préparation des 

échantillons, est minimisée à 25%. Les échantillons de collyre et de GC à 20% dilués au 1/1000ème 

dans l'eau, ont donc été dilués au 1/20ème dans le mélange 75% solution P / 25% ACN. 

La figure 9 montre un chromatogramme obtenu selon ce procédé. 

 

 
Fig 9 : chromatogramme : chlorhexidine diluée dans l’eau puis ACN/solution P 

 

Les pics obtenus sont symétriques et fins.  

 

 

b) Vérification de la proportionnalité entre la concentration et la mesure 

La droite de régression, obtenue selon la méthode des moindres carrés à partir de la gamme 

d'échantillons de GC, est représentée en figure 10. 
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y = 1434,2x - 3041,6
R2 = 0,9987
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Fig 10 : droite de régression obtenue à partir de la gamme 

de GC de concentration variant de 100 à 300 mg/l 
 

D’après la figure 10, les surfaces des pics obtenus varient de façon linéaire en fonction des 

concentrations de GC. 

 
 

c) Vérification de la proportionnalité entre la concentration et la mesure 
en présence d'excipient 

La droite de régression obtenue à partir de la gamme d'échantillons de GC contenant chacun 

la même concentration de gluconate de potassium est représentée en figure 11. 

y = 1419,1x - 1953,2
R2 = 1
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Fig 11 : droite de régression obtenue à partir de la même gamme que fig 10, 

en présence de gluconate de potassium 
 

D'après la figure 11, la relation entre la concentration de GC et la surface mesurée est 

linéaire, en présence de l'excipient. 
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III.4.2.3. Validation de la méthode de dosage 
 

a) Spécificité 

- Etude du « blanc » 

Le chromatogramme qui correspond à l’injection de l’échantillon sans GC aussi appelé 

« blanc » est représenté en figure 12.  

 

 
Fig 12 : chromatogramme de l’échantillon sans GC ou « blanc » 

 

 

D’après le chromatogramme, et en connaissance du temps de rétention de la chlorhexidine 

qui a été de 3,6 minutes juste après le passage du blanc, un pic de surface minime, interfère avec 

celui du GC. La hauteur de ce pic est mesurée à 260 mAU.  

Le seuil de détection est estimé à 3,0 mg/l à partir du bruit de fond. Il correspond à 540 

mAU. 

La présence de ce composé est donc considérée comme négligeable. Ce pic peut être lié à 

une petite quantité de gluconate de chlorhexidine restée au niveau de l'injecteur.  

 

 

- Modification de la phase mobile 

Le chromatogramme obtenu à partir de la solution de GC à 200 mg/l après modification de 

la phase mobile ne fait pas apparaître de nouveau pic aux alentours de celui du GC (figure 13). Il y 

a donc très peu de risque qu'une impureté soit coéluée au GC dans notre méthode d'analyse. 
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Fig 13 : chromatogrammes d’un échantillon analysé après modification de la phase mobile 

(en jaune en bas, détection à 254 nm ; en rose en haut, à 280 nm) 

 

 

- Etude des produits de dégradation 

Les chromatogrammes qui correspondent à l’injection des solutions « dégradées » de GC 

après 4 heures de contact avec l'acide chlorhydrique (figure 14) ou la soude 1 mol/l (figure 15), font 

apparaître de nouveaux pics, en comparaison au chromatogramme correspondant à la solution 

préparée extemporanément (figure 9). Aucun d'eux n'interfère avec celui du GC.  

Sur les chromatogrammes des solutions « dégradées » pendant 24 heures, aucun autre pic 

apparaît et le GC est presque complètement détruit. 

 

Les rapports des surfaces du pic du gluconate de chlorhexidine à 254 et 280 nm, mesurées à 

partir des solutions « dégradées » dans la soude ou l'acide chlorhydrique, sont compris dans 

l’intervalle de confiance [2,4 – 2,5]. 
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Fig 14 : Chromatogramme de la solution à 200 mg/l « dégradée » par de l’HCl 1mol/l  
(en jaune, détection à 254 nm ; en rose, à 280 nm) 

 

 
Fig 15 : Chromatogramme de la solution « dégradée » par la soude à 1mol/l 

 

D'après les résultats de ces 3 expérimentations, nous pouvons conclure que notre méthode 

de dosage est spécifique. 
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b) Etude de linéarité et d’exactitude 

Deux gammes d’étalonnage ont été réalisées :  

- une gamme avec le principe actif seul  

- une gamme avec la forme pharmaceutique reconstituée 

 

Les résultats bruts des analyses réalisées pour l’étude de linéarité et d’exactitude sont décrits 

dans le tableau II. 

  GC dans eau GC dans sa forme reconstituée

n°dosage 
(i / j) 

[GC] théorique 
en mg/l (Xij) 

Surface yij Surface yij

1 / 1 196167 194742 
2 / 1 198883 197874 
3 / 1 

140,0 
196377 198889 

3 / 4 239157 240629 
2 / 2 243131 238425 
3 / 2 

170,0 
241431 240110 

1 / 3 281541 283487 
2 / 3 276983 275041 
3 / 3 

200,0 
280038 280823 

1 / 4 324283 325460 
2 / 4 326660 323407 
3 / 4 

230,0 
325213 323892 

1 / 5 367606 364568 
2 / 5 372956 363826 
3 / 5 

260,0 
369511 366532 

Tableau II : Résultats bruts de l’étude de linéarité et d’exactitude 

 

[GC] : concentration en GC 

Le numéro de dosage se lit avec la logique suivante : 

    2 / 1 
1ère valeur de 
concentration, en partant 
de la plus faible 

 

 
2ème jour d’étude 

 

 

- Analyse statistique : vérification de la linéarité 

Vérification des hypothèses 

L’examen visuel des boîtes à moustaches permet de vérifier l’absence de valeur aberrante et 

de vérifier la distribution normale des données. En effet aucun résultat ne se trouve à l’extérieur des 

boîtes et chaque partie de chaque boîte représente un quartile, signe d’une distribution gaussienne 

(annexe 3).  
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L’homogénéité des variances a été vérifiée selon le test de Cochran. Les variances s²j au sein 

des groupes de même concentration, et le C de Cochran sont calculés à l’aide des formules 

suivantes : 

C calculé =  /   max2
Js ∑

=

k

j
js

1

2

s²j = )²(
1
∑
=

−
n

i
i xx /n 

 
Les variances et le C de Cochran calculés sont regroupés dans le tableau III. 
 

 GC dans eau GC dans collyre 
s²(140) 2,28.106 4,67.106

s²(170) 3,98.106 1,33.106

s²(200) 5,39.106 1,86.107

s²(230) 1,43.106 1,15.106

s²(260) 7,35.106 1,96.106

C calculé 0,360 0,672 
C(0,05,5,2) 0,684  

Tableau III : Vérification de l’homogénéité des variances 
 

On a Ccalculé < C(0,05,k,n-1), les variances sont donc homogènes au risque α  de 5%. 

 

 

Calcul des coefficients de corrélation 

Pour déterminer le coefficient de corrélation r, il est nécessaire de calculer au préalable la 

covariance Sxijyij des variables xij et yij à l'aide de la formule suivante : 

Sxijyij =
)1(

)).((
1 1

−

−−∑∑
= =

N

yyxx
k

j

n

i
ijij

j

   

avec x  : moyenne générale des concentrations dans les k groupes 

et y  : moyenne générale des surfaces mesurées dans les k groupes 

 

Le coefficient de corrélation est ensuite calculé à l’aide de la formule suivante: 

  r =
ijij

ijij

sysx
ySx

.
 

On obtient : 
  GC dans eau GC dans collyre 
r  0,9992 0,9994 

 

Les valeurs calculées des coefficients de corrélation sont tout à fait satisfaisantes (r> 0,999). 
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Estimation des droites de régression 

Les pentes et ordonnées des droites D1 et D2 ont été calculées à l’aide des formules 

suivantes. 

b =

∑∑

∑∑

= =

= =

−

−−

k

j

n

i
ij

k

j

n

i
ijij

j
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xx
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2

1 1

)(

)).((
  et  a = y - b x  

 

Les ordonnées à l’origine et les pentes des droites D1 (GC dans collyre) et D2 (GC dans 

eau) sont détaillés dans le tableau IV. 

 
 GC dans eau GC dans collyre 
a  -3,94.103 1,08.103

b 1,43.103 1,40.103

Tableau IV : paramètres des droites D1 et D2. 

 

 

Les droites de régression linéaire D1 et D2 sont représentées dans les figures 14 et 15. Les 

écart-types des surfaces moyennes calculées à partir des mesures des 3 échantillons de même 

concentration, ne sont pas représentés ; ils sont inférieurs à 1% des surfaces moyennes. 
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Fig 14 : Droite de régression D1 du GC dans sa forme reconstituée 
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Fig 15 : Droite de régression D2 du GC dans l'eau 

 

 

 

Comparaison des ordonnées à l’origine des 2 droites de régression à 0  

Les ordonnées à l’origine des droites de régression D1 et D2 ont été comparées à 0 à l’aide 

du test de Student. Le t de Student et la variance de l’ordonnée à l’origine (s²a) sont calculés à l’aide 

des formules suivantes : 

t = 
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a
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Les valeurs obtenues sont regroupées dans le tableau V. 
 

 GC dans eau GC dans collyre 
a -3,94.103 1,08.103

s²a 1,01.107 7,84.106

t 1,24 0,39 
Tableau V : ordonnées à l’origine, leur variance et t de Student 

 
 

Pour les 2 droites, on a t < t(0,05, 13)=2,16. Les ordonnées à l’origine des droites de régression 

D1 et D2 ne sont donc pas significativement différentes de 0 au risque α  de 5%.  
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Existence d’une pente significative 

Les pentes des droites de régression D1 et D2 ont été comparées à 0 à l’aide du test de 

Student. Le t de Student et la variance des pentes (s²b) sont calculés à l’aide des formules suivantes : 

t = 
bs

b
 et s²b= )

)²(

²

1 1∑ ∑= =
−

k

j

nj

i ij

ij

xx

ys
  

Les valeurs obtenues sont regroupées dans le tableau VI. 
 

 GC dans eau GC dans collyre 
b 1,43.103 1,40.103

s²b 241 187 
t 92 102 

Tableau VI : pentes, leur variance et t de Student 

 

Pour les 2 droites t > t(0,05,26)=2,16, les pentes sont donc significativement différentes de 0 au 

risque α  de 5%. Les erreurs expérimentales et d'ajustement ne sont pas à l'origine des pentes.  

 

 

Validité des droites de régression 

La validité des droites de régression D1 et D2 est vérifiée à l’aide du test de Fisher.  

Les calculs nécessaires pour la réalisation ce test sont détaillés dans le tableau VII. 
 

Source de variation ddl Somme des carrés (SC) variances F 
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Tableau VII : formules utilisées pour tester la validité des droites de régression 
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et x = concentration moyenne dans chacun des groupes k. 
 
Les résultats sont détaillés dans les tableaux VIII et IX. 
 

GC dans eau     
Source de variation ddl SC Variances F 
Erreur expérimentale 10 4,09.107 4,09.106 3,55 
Erreur régression 3 4,36.107 1,45.107  

Tableau VIII : Validité de la droite de régression D2 

 

 68



GC dans collyre     
Source de variation ddl SC Variances F 
Erreur expérimentale 10 5,55.107 5,55.106 0,62 
Erreur régression 3 1,03.107 3,43.106  

Tableau IX : Validité de la droite de régression D1 

 
On a F< F(0,05;3;10) = 3,71, les ajustements réalisés pour le calcul des 2 droites de régression 

sont donc valides au risque α  de 5%.  

 

 

Comparaison des 2 droites de régression 

Les pentes et les ordonnées à l’origine des droites D1 et D2 sont comparées par des tests de 

Student. Le t de Student pour la comparaison des 2 pentes est calculé tel que :  

t = 
21

21

²² bsbs

bb

+

−
 

Le t de Student pour la comparaison des 2 ordonnées à l’origine est calculé tel que : 

t = 
21

21

²² asas

aa

+

−
 

 

Les valeurs obtenues sont résumées dans les tableaux X et XI. 

Tableau X : comparaison des pentes               Tableau XI : comparaison des ordonnées à l’origine 

 GC dans eau GC dans collyre
a -3,94.103 1,08.103

sa 1,01.107 7,84.106

t 1,19  

 GC dans eau GC dans collyre
b 1,43.103 1,40.103

s²b 241 187 
t 1,57 

 

On a t < t(0,05 ;26) = 2,06, les droites D1 et D2 sont donc superposables.  

 

 

D’après l’étude de linéarité, les gammes « GC dans eau » et « GC dans sa forme collyre » 

sont linéaires et superposables. La présence de gluconate de potassium dans un échantillon ne 

modifie pas significativement le signal obtenu à partir de l’échantillon de même concentration en 

GC mais sans excipient.  

Les 2 gammes peuvent donc être utilisées comme systèmes de référence ; c’est à dire que les 

gammes d’étalonnage peuvent être réalisées indifféremment dans l’eau ou dans le gluconate de 

potassium. 
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- Analyse statistique : vérification de l’exactitude 

Changement de variable 

Selon les recommandations de la SFSTP, afin d’étudier l’exactitude, le pourcentage de 

recouvrement entre les concentrations théoriques et les concentrations calculées avec les paramètres 

de la droite D2, a été déterminé.  

La concentration est calculée à partir des surfaces mesurées avec la formule suivante :  

Xcalculée=
2

2

b
ay ij −

 

Les pourcentages de recouvrement sont calculés à partir de la formule suivante : 

Yij= 100x

ij

×
x

calculé
 

 
Les valeurs obtenues sont décrites dans le tableau XII. 

N°dosage xij xcalculé Yij

1 / 1 140,0 138,6 99,0 
2 / 1 140,0 140,8 100,6 
3 / 1 140,0 141,5 101,1 
1 / 2 170,0 170,7 100,4 
2 / 2 170,0 169,1 99,5 
3 / 2 170,0 170,3 100,2 
1 / 3 200,0 200,6 100,3 
2 / 3 200,0 194,7 97,3 
3 / 3 200,0 198,7 99,4 
1 / 4 230,0 229,9 99,9 
2 / 4 230,0 228,4 99,3 
3 / 4 230,0 228,8 99,5 
1 / 5 260,0 257,2 98,9 
2 / 5 260,0 256,6 98,7 
3 / 5 260,0 258,5 99,4 

Tableau XII : Données mesurées et calculées pour l’étude de l’exactitude 

 
 
Vérification des hypothèses nécessaires à l’étude d’exactitude 

La distribution normale des mesures a été vérifiée dans l'étude de linéarité.  

L’homogénéité des variances est vérifiée grâce au test de Cochran dont les formules de 

calcul ont été détaillés précédemment. Les valeurs obtenues sont décrites dans le tableau XIII. 
 

groupe "concentration" 140 mg/l 170 mg/l 200 mg/l 230 mg/l 260 mg/l 
n 3 3 3 3 3 
variance 1,16 0,22 2,27 0,11 0,14 
Ccalculé 0,58     
C(0,05, 5, 2) 0,68     

Tableau XIII : vérification de l’homogénéité des variances 
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On a Ccalculé < C(0,05,5,2), les variances au sein des groupes de concentrations sont donc 

homogènes. 



Test de validité des moyennes 

La validité des moyennes est vérifiée selon un test de Fisher. Les calculs nécessaires sont 

détaillés dans le tableau XIV. Les résultats des calculs sont détaillés dans le tableau XV.  
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Tableau XIV : formules utilisées pour le test de validité des moyennes 

 
Variation ddl SC Variances F calculé 
Variation totale 14 11,68 0,83 
Variation intragroupe 10 7,80 0,78 

 
1,24 

Variation intergroupe 4 3,88 0,97  
Tableau XV : résultats du test de validité des moyennes 

 
 

On a F< F(0,05;4;10)=3,48, les variations des observations entre les différents groupes sont dues 

aux erreurs expérimentales. L’intervalle de confiance du recouvrement moyen peut donc être 

valablement calculé. 

 

 

Estimation du taux de recouvrement moyen et de son intervalle de confiance 

Le taux de recouvrement moyen et son intervalle de confiance ont été calculés à l’aide des 

formules suivantes : 
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Le taux de recouvrement moyen calculé est de 99,6% et son intervalle de confiance est 

[99,1 ; 100,1] dans la gamme de concentration de GC variant de 140 à 260 mg/l. Selon les critères 

d’acceptabilité fixés (100% +/- 5%), le taux de recouvrement moyen est jugé satisfaisant. 

 

Notre méthode de dosage est donc exacte. 
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b) Etude de fidélité 

- Résultats bruts et changement de variable 

Selon les recommandations de la SFSTP, l’étude de fidélité nécessite d'estimer les 

concentrations à partir des surfaces mesurées, à l'aide des paramètres de la droite D1.  

Les concentrations sont donc calculées à l’aide de la formule suivante :  

Xcalculée =
1

1

b
ay ij −

 

 

Les surfaces mesurées et les concentrations calculées à partir des paramètres de D1 sont 

décrites dans le tableau XVI. 

n° dosage xij yij Xcalculée
1 / 1  18/05/05 200,0 284552 202,4 
1 / 2 200,0 280094 199,2 
1 / 3 200,0 283751 201,8 
1 / 4 200,0 282687 201,1 
1 / 5 200,0 283654 201,8 
1 / 6 200,0 282933 201,3 
2 / 1  25/05/05 200,0 292096 207,8 
2 / 2 200,0 293822 209,0 
2 / 3 200,0 289929 206,2 
2 / 4 200,0 287603 204,6 
2 / 5 200,0 292637 208,2 
2 / 6 200,0 294068 209,2 
3 / 1  26/05/05 200,0 278329 198,0 
3 / 2 200,0 277837 197,6 
3 / 3 200,0 281797 200,4 
3 / 4 200,0 284221 202,2 
3 / 5 200,0 283289 201,5 
3 / 6 200,0 281858 200,5 

Tableau XVI : surfaces mesurées et concentrations calculées pour l’étude de fidélité 

 

 

Vérification des hypothèses 

D’après la lecture des boites à moustaches, il n’y a pas de valeur aberrante, et la distribution 

est gaussienne (annexe 4). 

L’homogénéité des variances a été vérifiée selon un test de Cochran (tableau XVII). 
 

 Variance 
jour 1 1,22 
jour 2 3,17 
jour 3 3,45 
Ccalculé 0,44 
C(0,05;3;6) 0,68 

Tableau XVII : Vérification de l’homogénéité des variances 

 
Les variances des 3 groupes de mesures sont homogènes au risque α  de 5% selon le test 

de Cochran (C<C(0,05;3;6)).  
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- Analyse statistique 

Les moyennes et dispersions des groupes de mesures sont décrites dans le tableau XVIII. 
 

 Moyenne n ddl=n-1 Variance 
jour 1 201,3 6 5 1,22 
jour 2 207,5 6 5 3,17 
jour 3 200,0 6 5 3,45 

Tableau XVIII : moyennes et dispersions des groupes de mesure lors de l’étude de fidélité 

 

 

Calcul des variances de répétabilité et de fidélité intermédiaire 

Les variances sont calculées à l’aide des formules suivantes : 
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On obtient :  SR² = 18,25  

et  Sr² = 2,61 

 

 

Calcul des coefficients de variation de répétabilité et de fidélité intermédiaire 

Les erreurs de répétabilité et de reproductibilité sont exprimées sous forme de coefficients de 

variation (CV) : 

 CVr = 100
m
Sr , pour la répétabilité 

 CVR = 100
m
SR , pour la fidélité intermédiaire 

 
 

On obtient :  CVr = 0,80 

  Et  CVR = 2,10 

Les coefficients de variation de répétabilité et de précision intermédiaire sont inférieurs à 

5%. La fidélité de la procédure est jugée satisfaisante. 

 

 

Notre méthode de dosage répond aux conditions de spécificité, de linéarité, d’exactitude et 

de fidélité. Elles est donc valide. 
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III.4.3. Stabilité du collyre à la chlorhexidine 0,02% 

III.4.3.1. Evolution de la concentration de gluconate de chlorhexidine 
 

La droite de régression correspondant à la gamme d'étalonnage réalisée le 1er jour de l'étude 

est superposable aux droites de régression obtenues durant l’étude de linéarité (annexe 5).  

Les concentrations des solutions C1 et C2 mesurées chaque jour de mesure, s’écartent de 

moins de 5 % de leurs concentrations théoriques. Leurs variations moyennes et maximales, 

calculées à partir des mesures des 16 jours d'analyses, sont données dans le tableau XIX.  
 

  

Variation moyenne 
[GC] mesurée / [GC] 

théorique 

Variation maximale 
[GC] mesurée / [GC] 

théorique  
Contrôle C1 en début de série de dosage +/- 0,8 % +/- 1,4 % 
Contrôle C2 en début de série de dosage +/- 0,8 % - 1,8 % 
Contrôle C1 en fin de série de dosage +/- 1,2 % + 2,9 % 
Contrôle C2 en fin de série de dosage +/- 0,7 % - 1,9 % 

Tableau XIX : Vérification de la qualité de la gamme d'étalonnage 

 

La gamme d'étalonnage réalisée à J0 a été utilisée durant la durée de l'étude. Les valeurs 

brutes des mesures de concentration sont disponibles en annexe 6. 

 
 

a) Evolution de la concentration  

La figure 16 permet de visualiser l’évolution sur 8 semaines, des concentrations des 4 lots 1, 

2, 3 et 4, et de leur concentration moyenne. Les mesures prises en compte sont les mesures 

effectuées chaque semaine sur les flacons non ouverts, et les mesures réalisées 7 et 14 jours après 

ouverture des flacons à J42. 
 

Evolution de la concentration en gluconate de 
chlorhexidine sur 8 semaines
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lot 4

 
Fig 16 : Evolution de la concentration en GC dans les collyres pendant 8 semaines 
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D'après le graphique, la concentration en GC est stable pendant 8 semaines. On remarque 

que les concentrations à J0 sont supérieures à celles attendues (200 mg/l). Cette variation, inférieure 

à 5%, peut s'expliquer par la variabilité liée à la fabrication. Une erreur liée à la précision des 

volumes des seringues, peut par exemple être en cause. 

 

La variation des concentrations au cours du temps, exprimée en pourcentage par rapport aux 

concentrations initiales, a été calculée pour chacun des lots. Les résultats sont décrits dans la figure 

17.  
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Fig 17 : Variation de la concentration en GC dans les collyres pendant 8 semaines 

 

L’ensemble des concentrations mesurées est compris dans l’intervalle de 5% autour de la 

concentration initiale. La concentration de GC dans les collyres est donc stable pendant 8 semaines 

après leur fabrication. 

Les variations observées peuvent être liées à la méthode d’analyse, au procédé de fabrication 

des collyres et à la dégradation du principe actif. 

 

 

b) Evolution de la concentration après ouverture des flacons 

La figure 18 permet de visualiser l’évolution des variations des concentrations moyennes 

des 7 flacons de chaque lot, après 3, 7 et 14 jours d’ouverture, exprimées en pourcentage par rapport 

aux concentrations moyennes des jours d'ouverture. 
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Figure 18 : Variation de la concentration de GC après ouverture des flacons 

 

Les concentrations moyennes de chaque lot varient de moins de 1% après ouverture.  

 

La concentration en gluconate de chlorhexidine est donc stable pendant 8 semaines et 14 

jours après ouverture et « pseudo-utilisation » des collyres, dans la limite des 8 semaines de 

péremption. 

 

 

III.4.3.2. Evolution du pH 
 
Les résultats bruts sont disponibles en annexe 7. 

 

a) Evolution du pH  

La figure 19 permet de visualiser l’évolution du pH des 3 lots 5, 6 et 7 et du pH moyen 

calculé à partir des valeurs de pH de ces 3 lots, en fonction de la date de mesure. 
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Figure 19 : Evolution du pH des collyres sur 8 semaines 
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D’après la figure 19, aucune variation importante de pH n’est mise en évidence.  

 

Les variations de pH de chaque lot, exprimées en pourcentage de la valeur mesurée à J0, ont 

été calculées et sont décrites dans la figure 20. 
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Figure 20 : Variation du pH des collyres sur 8 semaines 

 
Les variations de pH sont comprises dans l'intervalle fixé de 5% autour des valeurs de pH 

initiales. Le pH est donc stable pendant 8 semaines. 

 

 

b) Evolution du pH après ouverture des flacons 

Les variations des pH moyens calculés à partir des pH des 7 flacons de chaque lot, 

exprimées en pourcentage des pH moyens des jours d'ouverture des flacons, ont été calculées après 

3, 7 et 14 jours d’ouverture (figure 21). 
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Figure 21 : Variation du pH après ouverture des flacons 
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Les variations des valeurs moyennes de pH, mesurées après 3, 7 et 14 jours d’ouverture, 

varient de moins de 5% par rapport aux valeurs moyennes des pH des jours d’ouverture.  

 

Le pH du collyre est donc stable pendant 8 semaines et 14 jours après ouverture et 

utilisation des flacons, dans la limite des 8 semaines de péremption. 

 

 

III.4.3.3. Evolution de l’osmolarité 
 

Les résultats bruts sont disponibles en annexe 8. L'osmolarité des contrôles internes, 

mesurée chaque jour de mesure, varie en moyenne de 0,6% et au maximum de 1,9% autour de la 

valeur cible (321 mosmol/l). Les mesures d'osmolarité effectuées sont donc valides. 

 
a) Evolution de l’osmolarité des flacons non ouverts 

L'évolution de l'osmolarité des lots 3’ et 4’ et de leur osmolarité moyenne est visualisée dans 

la figure 22.  

265

267

269

271

273

275

J0 J7 J14 J21 J28 J35 J42 J42+7 J42+14

Date de mesure

Osmolarité 
(mosmol/l) osmolarité

moyenne
lot 3

lot 4

 
Figure 22 : Evolution de l'osmolarité des collyres sur 8 semaines 

 
D’après les résultats bruts et la figure 22, on remarque que l’osmolarité du collyre augmente 

légèrement au cours du temps.  

 

Les variations des osmolarités de chacun des lots au cours du temps, exprimées en 

pourcentage par rapport aux osmolarités initiales, ont été calculées et sont décrites dans la figure 23. 
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Fig 23 : Variation de l'osmolarité des collyres sur 8 semaines 

 

Les variations calculées sont inférieures à 5%. L’osmolarité du collyre est donc stable 

pendant 8 semaines. 

 

 

b) Evolution de l’osmolarité après ouverture des flacons 

Les variations, après 3, 7 et 14 jours d’ouverture des flacons, des osmolarités moyennes 

calculées à partir des 7 flacons de chaque lot, par rapport aux osmolarités moyennes des jours 

d’ouverture, ont été calculées et sont décrites dans la figure 24.  
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Fig 24 : Variation de l'osmolarité après ouverture des collyres 

 

Les variations sont inférieures à 5%, l'osmolarité des collyres est donc stable pendant 8 

semaines et 14 jours après ouverture des flacons, dans la limite des 8 semaines de péremption. 
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III.4.3.4. Evolution de la limpidité 
 

Les collyres à la chlorhexidine, conservés en flacons fermés, sont restés incolores et 

limpides pendant 6 semaines. De même, ils sont restés incolores et limpides pendant 14 jours après 

ouverture et « pseudo-utilisation ». 

 

Le collyre est donc limpide pendant 8 semaines et 14 jours après ouverture et utilisation des 

flacons, dans la limite des 8 semaines de péremption. 

 

 

III.4.3.5. Etude de la stérilité 
 
Les collyres non ouverts sont restés stériles durant les 6 semaines de contrôle prévues. De 

même, les collyres sont restés stériles après ouverture et « pseudo-utilisation ».  

 

La méthode de contrôle de la stérilité du collyre à la chlorhexidine n’a pas été validée, nous 

pouvons donc simplement conclure qu’aucune croissance microbienne n’a lieu dans les collyres 

pendant 8 semaines et 14 jours après ouverture dans la limite des 8 semaines de péremption.  

 

 

 

 

 

III.5. Discussion 

 
La formulation de notre collyre au gluconate de chlorhexidine répond aux propriétés 

requises ou recommandées de la Pharmacopée Européenne et des ouvrages de galéniques (17, 34, 

72). Il est en effet limpide, proche de la neutralité et proche de l’osmolarité des larmes. Le procédé 

d'obtention de l'état stérile des collyres par filtration stérilisante est validé selon la Pharmacopée 

Européenne (34). 

 

De plus, la stabilité de notre collyre a été démontrée pendant 8 semaines, qui permet son 

utilisation en ambulatoire. Après ouverture, le flacon peut être conservé 14 jours, tout en tenant 

compte de la date de péremption. 
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III.5.1. Difficultés rencontrées et compromis 

III.5.1.1. Une demande au moment du besoin 
 
Lorsque la réalisation d’une préparation magistrale ou hospitalière est demandée par un 

praticien pour un de ces patients, le pharmacien doit étudier rapidement sa faisabilité. En effet, la 

demande de réalisation d’une préparation est faite au moment du besoin pour le patient.  

 

La détermination de la formule de la préparation, de la méthode de fabrication et des 

contrôles à réaliser sur la préparation, peut être réalisée rapidement. Par contre, la mise au point et 

la validation de méthodes analytiques, si elles sont nécessaires, ou la détermination de la 

péremption de la préparation, demandent plus de temps. 

 

Dans l’intérêt du patient, le pharmacien est donc souvent obligé de satisfaire à la demande 

sans avoir étudié la stabilité de la préparation. Généralement, celui-ci fixe une durée de péremption 

très courte. Puis il organise l’étude de stabilité afin de déterminer une péremption plus longue, qui 

permet ensuite plus de commodité pour le patient. 

 

 

III.5.1.2. Manque de données bibliographiques 
 

Le moyen de répondre rapidement à la demande d’une nouvelle préparation, est d’avoir à 

disposition les données bibliographiques qui permettent sa réalisation.  

 

Lors de l'étude pour déterminer la formulation et la stabilité du collyre à la chlorhexidine, 

des difficultés ont été rencontrées devant le manque de données à disposition. Les ouvrages de 

référence tel le Martindale (48) ou le Harrison (2) ne détaillent ni la formulation ni la stabilité du 

collyre au gluconate de chlorhexidine recommandé dans la kératite amibienne. Ils n’indiquent que 

la concentration à utiliser : 0,02%. L’Encyclopédie Médico-chirurgicale (3) ne cite pas dans les 

traitements de la kératite amibienne le collyre à la chlorhexidine. La partie dédiée à cette pathologie 

a été rédigée en 1995.  

Les données concernant la formulation et la stabilité du collyre ont donc été recherchées 

dans les publications. Mais lorsque les équipes médicales publient, elles s'intéressent 

essentiellement aux résultats cliniques. Les formulations utilisées ne sont pas systématiquement 

décrites. Les conditions de fabrication et les durées de péremption utilisées, ne sont jamais 

détaillées. 
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III.5.1.3. Formulation 
 

a) Une formule simple 

La formule établie du collyre au gluconate de chlorhexidine est simple. Le risque d’effets 

indésirables liés aux excipients comme l’hypersensibilité, est donc limité. De même, les problèmes 

d’approvisionnement, de fabrication et de contrôle sont réduits. 

 

 

b) pH du collyre 

Le pH de notre collyre est neutre. Nous n’avons donc pas ajouté de tampon. La formule est 

donc simplifiée, mais l’ajout d’un tampon aurait peut être été intéressant afin que la solution collyre 

conserve sa neutralité au contact de l’œil. Nous savons en effet que l’efficacité de la chlorhexidine 

est maximale à des pH compris entre 5,5 et 7.  

 

 

c) Efficacité antimicrobienne 

D'après la Pharmacopée Européenne (34), lorsque les collyres sont conservés en récipients 

multidoses, un conservateur antimicrobien doit être ajouté à la formulation. Le gluconate de 

chlorhexidine à 0,02% est utilisé comme conservateur antimicrobien. Nous ne prenons donc pas de 

risque à ne pas ajouter d'autres agents antimicrobiens dans la formulation. Mais pour être conforme 

à la Pharmacopée, il reste à vérifier son efficacité antimicrobienne, en collaboration avec le 

laboratoire de bactériologie.  

 

Lors de l’utilisation du collyre, le patient doit aussi respecter certaines conditions d’hygiène 

de façon à limiter le risque de contamination. Le compte-gouttes doit être refermé après chaque 

utilisation. Et lors de la manipulation, aucun contact entre l’extrémité du compte-gouttes et une 

surface sale, comme l’œil ou les doigts ne doit avoir lieu. 

 

 

d) Essai de stérilité 

La stérilité des flacons a été étudiée à l'aide du système de filtration sur membrane de 

Stéritest® de Millipore. Aucune croissance microbienne n'a eu lieu durant l'étude, mais la méthode 

n'a pas été validée comme le recommande la Pharmacopée (34). Afin de valider la méthode, il faut 

vérifier que lorsqu’un inoculum de microorganismes viables est ajouté aux milieux de cultures 

contenant les membranes utilisées pour filtrer le collyre, une croissance microbienne est mise en 

évidence. Si aucun développement microbien n'est observé, les membranes ont alors retenu un 
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composé à activité antimicrobienne, qu'il est nécessaire d'inhiber par dilution ou neutralisation. 

L’adsorption sur les membranes est très fréquente. Des membranes spécifiques sont mêmes 

commercialisées pour réaliser la filtration de produits contenant des agents antimicrobiens. 

 

Notre collyre contient pour principe actif un antimicrobien. Le rinçage réalisé après la 

filtration peut avoir éliminé le principe actif éventuellement adsorbé, mais nous ne l’avons pas 

vérifié. Sans avoir validé notre méthode de contrôle, nous pouvons seulement conclure qu'aucune 

croissance microbienne n'a lieu dans nos collyres, et pas à leur stérilité. 

 

D’après l’expérience de l'équipe pharmaceutique de l'Hôpital Hôtel-Dieu à Paris, la 

validation de l’essai de stérilité est longue et compliquée. Beaucoup de principes actifs sont retenus 

par les membranes, et la détermination des volumes et des solutés de rinçage est difficile. Une 

réflexion est en cours avec le laboratoire de bactériologie, pour réaliser la validation de l’essai de 

stérilité du collyre à la chlorhexidine, dont la méthodologie servira ensuite à la validation des essais 

de stérilité des autres préparations stériles non stérilisées par autoclavage.  

 

La libération d’un lot de fabrication d’une préparation ne devrait pas être réalisée tant que 

l’essai de stérilité n’est pas validé. Le risque pris lors de la libération du collyre à la chlorhexidine 

est limité, car si des germes sont apportés au collyre lors de la fabrication, leur quantité est minime. 

De plus, le gluconate de chlorhexidine à 200 mg/l est bactéricide. Le nombre de germes apporté lors 

de l’administration est vraisemblablement très faible. 

 

L’essai de stérilité doit être validé afin de garantir la stérilité de notre collyre mais l’étude de 

stabilité de l’état stérile, telle que nous l’avons réalisée, n'est pas à refaire. Le procédé de fabrication 

de fabrication des collyres par filtration stérilisante est validé. Si le test de stérilité est validé de 

même, et ensuite réalisé sur chaque lot de production conformément à la Pharmacopée, il n'y a 

aucun risque que la préparation se contamine durant le stockage. 

 

 

III.5.1.4. Procédé de fabrication 
 

Les collyres à la chlorhexidine sont fabriqués sous poste de sécurité microbiologique classe 

A, dans une zone à atmosphère contrôlée classe C selon les BPPrH (39). L'état stérile de la 

préparation est obtenu par filtration. Ce choix est dicté par les moyens en équipements de la PUI du 

CHU d’Angers, mais n’est pas conforme aux recommandations des BPPrH (39). En effet, lors de la 

réalisation d’une préparation stérile à risque microbiologique élevé (selon la définition décrite dans 
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le paragraphe II.3.5.2.), la préparation doit être réalisée sous PSM classe A dans un environnement 

classe B. Notre procédé de fabrication a tout de même été validé selon les recommandations de la 

Pharmacopée Européenne (34) et du Good Manufacturing Practice (71). Cet essai consiste à 

fabriquer des lots de collyres de formulation type, en utilisant comme véhicule un milieu nutritif. La 

formulation type est établie à partir des différentes préparations de collyres stérilisés par filltration 

stérilisante. Si aucune croissance microbienne n’est mise en évidence après 14 jours d'incubation, le 

procédé de fabrication est validé. 

 

La Pharmacopée Européenne (34) et les BPPrH (39) recommandent d'utiliser, si possible, 

une méthode de stérilisation terminale, où le collyre est stérilisé dans son conditionnement final. 

Concernant notre collyre, plusieurs publications (17, 77, 78) nous ont conduit à choisir le moyen de 

filtration stérilisante pour la préparation de notre collyre, mais le Martindale (48) indique que les 

solutions diluées de chlorhexidine peuvent être autoclavées. Afin de statuer, il aurait été nécessaire 

de vérifier les propriétés et la stabilité des collyres autoclavés. Nous aurions pu lors de l’étude de 

stabilité, fabriquer des lots selon les 2 modes d'obtention de l'état stérile, une moitié des lots de 

collyres autoclavés, et l'autre moitié des lots de collyres filtrés. La fabrication puis les mesures 

d’osmolarité, de pH et surtout de concentration auraient pris par contre plus de temps. 

 

 

III.5.1.5. Validation de dosage et étude de stabilité 
 

a) Une collaboration nécessaire 

La réalisation des contrôles et de l’étude de stabilité nécessite d'avoir à disposition 

l'équipement nécessaire et le personnel formé. Afin de mener notre étude de stabilité, la 

collaboration avec différents services du CHU a été utile : le laboratoire de biochimie pour la 

mesure de l’osmolarité, le laboratoire de pharmacologie pour la mise au point et le dosage de la 

chlorhexidine et la mesure du pH. La faculté de pharmacie nous avait de même mis à disposition un 

pHmètre et un osmomètre durant la première étude de stabilité.  

Ces moyens mis à disposition ne sont pas toujours conformes aux recommandations ou 

optimums. La PUI du CHU d'Angers s'équipe donc progressivement en matériel et s'entoure du 

personnel compétent pour mener à bien les contrôles de plus en plus exigeants demandés par la 

Pharmacopée (34) et les BPPrH (39). 
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b) Mesure du pH 

Le pHmètre utilisé n'est par exemple pas conforme à la Pharmacopée. Il n’est calibré 

qu’avec une seule solution tampon, alors que la Pharmacopée Européenne recommande d'en utiliser 

deux (34).  

Afin de limiter le risque d’erreur de détermination du pH, le pH de la solution étalon a été 

choisi à partir de la connaissance du pH du collyre à la chlorhexidine. Une solution étalon à pH = 7 

a été utilisée.  

 

 

c) Méthode de dosage 

Notre méthode de dosage est spécifique, linéaire et exacte. La spécificité aurait pu être 

étudiée plus simplement si un système chromatographique avec détecteur à barrettes de diodes avait 

été disponible.  

Notre méthode présente l'intérêt d'être rapide : la préparation des échantillons ne comporte 

que 2 dilutions, et la durée d'analyse est de 5 minutes. Cette méthode est, de plus, beaucoup plus 

spécifique que la méthode par spectrométrie UV/Visible que nous aurions utilisé en cas de non mise 

à disposition d’une HPLC par le laboratoire de pharmacologie-toxicologie. 

 

 

d) Etude de stabilité 

L’ICH recommande pour les études de stabilité, d’étudier l’évolution de tous les paramètres 

susceptibles d’être modifiés au cours du temps, ainsi que tous les paramètres qui garantissent la 

qualité, la sécurité et l’efficacité du produit. L’évolution de la concentration du principe actif doit 

être étudiée dans le temps, mais aussi l’évolution de la concentration des produits de dégradation 

(82-84). Afin de réaliser l’étude en un minimum de temps et avec les moyens à disposition, seule 

l’étude concernant le principe actif a été réalisée. La quantité de produits de dégradation est alors 

globalement estimée à partir de l’évolution de la concentration en gluconate de chlorhexidine. Le 

risque pris est minime dans notre cas car les produits de dégradation sont connus, et toxiques qu’à 

de fortes concentrations. 
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III.5.2. L'évolution des recommandations nécessaire 

La problématique de production à l’hôpital est différente de la production industrielle. Le 

développement d’une nouvelle spécialité médicamenteuse dure en effet plusieurs années pendant 

lesquelles l’efficacité, la qualité et la sécurité du médicament, sont étudiées. En Europe, ces études 

sont réalisées à l’aide des recommandations et exigences scientifiques, techniques et réglementaires 

de l’ICH et des Pharmacopées nationales, européenne ou internationale. L’ICH, qui rassemble les 

trois principales régions du monde impliquées dans le développement des nouveaux médicaments 

(l’Union Européenne, les Etats-Unis et le Japon), traite des exigences applicables aux essais 

analytiques, pharmaco-toxicologiques et cliniques nécessaires à la demande d’AMM, et émet des 

recommandations sur la présentation du dossier d’AMM. Les Pharmacopées internationales, 

européennes ou nationales, servent de base aux laboratoires de contrôle des médicaments pour la 

vérification de la qualité des substances pharmaceutiques et des formes galéniques. 

 

A l’hôpital, la réalisation de préparations n’est pas soumise à autorisation d’une autorité de 

santé. Concernant l’efficacité et la sécurité de la préparation, aucune étude n’est demandée. Le 

pharmacien doit lui-même évaluer le rapport bénéfice / risque de la préparation à partir des données 

de la littérature et de ses connaissances scientifiques. Il est ensuite responsable de la réalisation de 

cette préparation, avec le prescripteur.  

 

Concernant la qualité des préparations, la réglementation est plus étoffée. Les préparations 

doivent être réalisées selon les exigences de la Pharmacopée Française et Européenne, des BPPH et 

des BPPrH (34, 39, 70). Aucune recommandation n’existe par contre pour aider les pharmaciens 

hospitaliers à la validation des méthodes d’analyse nécessaires aux contrôles, ou à la détermination 

de la péremption des préparations. Afin de produire un médicament de qualité, le pharmacien 

hospitalier a donc intérêt à tenir compte des recommandations de l’ICH (80-84).  

 

Les recommandations de l’ICH sont très complètes et difficiles à adapter à la production 

hospitalière. Le pharmacien doit alors suivre les grandes lignes et faire des compromis selon les 

moyens matériels et humains à disposition. En effet, suivre les recommandations demande des 

moyens en temps, en personnel et en équipements que n’ont pas les hôpitaux. Les recommandations 

de l’ICH pour la validation des méthodes d’analyse du principe actif seul ou dans sa forme 

galénique peuvent être suivies (80, 81). Par contre, les recommandations de l’ICH concernant les 

études de stabilité sont inadaptées (82-84). Elles sont faites pour déterminer des durées de 

péremption de plusieurs années, pour des lots de production d’une autre échelle de grandeur qu’à 

l’hôpital et avec des moyens matériels et humains que ne dispose pas l’hôpital. L’ICH recommande 
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par exemple d’étudier la stabilité des médicaments dans des conditions d’humidité et de 

température définies. Certaines conditions fixées correspondent à des études de vieillissement 

accéléré, d’autres aux conditions prévisibles de conservation du médicament. 

Mais une évolution de la réglementation autour des préparations à l’hôpital est prévisible et 

a d’ailleurs commencé. La loi du 1er juillet 1998 a défini l’obligation de déclarer à l’AFSSAPS, 

toutes préparations hospitalières fabriquées au sein des PUI. Les objectifs de cette déclaration 

semblent être de vérifier le rapport bénéfice / risque des préparations hospitalières et ainsi sécuriser 

leur utilisation. L’interdiction de certaines préparations, dont le rapport bénéfice / risque n’est pas 

favorable, est probable.  
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IV. CONCLUSION 

La réalisation de cette étude a été très formatrice et a permis de faire évoluer plusieurs points 

dans la réalisation des collyres au CHU d’Angers. Depuis l’étude, les collyres sont réalisés dans des 

flacons en verre de type I et le procédé de fabrication des collyres par filtration stérilisante est 

validé. La réalisation de la validation des essais de stérilité est en cours de réflexion aux laboratoire 

de contrôle de la pharmacie et laboratoire de bactériologie, et sera prochainement réalisé. La 

méthodologie pour la réalisation des études de stabilité est connue. La mise en place d’une nouvelle 

étude de stabilité pour la réalisation de nouveaux collyres, comme les collyres d’antibiotiques dits 

« renforcés », sera plus rapide. 

 

La réalisation de préparations à l’hôpital est une activité très intéressante et valorisante. Elle 

est en partie liée à l’absence d’investissement par les laboratoires pharmaceutiques, pour la 

fabrication de médicaments destinés à traiter des pathologies rares. Mais les moyens à disposition 

de l’hôpital sont moindres. Les médicaments produits à l’hôpital n’ont pas les mêmes garanties en 

terme de qualité, de sécurité et d’efficacité que les spécialités pharmaceutiques qui ont une AMM.  

Selon l’AFSSAPS, la déclaration obligatoire des préparations hospitalières a pour objectif 

d’identifier les alternatives disponibles aux préparations et d’identifier les préparations 

indispensables, puis de rechercher des moyens de les orienter vers le processus d’AMM. Pour la 

réalisation de préparations comme le collyre à la chlorhexidine, qui est peut être classé dans les 

préparations hospitalières par certains hôpitaux, il est peu probable que des industries 

pharmaceutiques soient intéressées à le commercialiser. Ce type de préparation sera 

vraisemblablement toujours produit dans les pharmacies à Usage Intérieur. Ces PUI doivent donc 

acquérir les moyens de développer et de déterminer les péremptions de ces préparations, afin de 

garantir leur qualité. 

 

Comme en témoigne les nombreuses questions posées sur la messagerie électronique intra-

professionnelle des pharmaciens hospitaliers, la réalisation de nouvelles préparations et la 

détermination de leur péremption posent beaucoup de difficultés aux équipes pharmaceutiques. Lors 

de la réalisation de telles études dans un établissement de santé, il serait nécessaire de mettre à 

profit les données obtenues aux autres équipes pharmaceutiques. Les résultats pourraient être rendus 

accessibles au moyen d'un site Internet tel celui développé par l'Association pour le Développement 

de l'Internet en Pharmacie Hospitalière (ADIPH) ou celui de l'AFSSAPS. L'AFSSAPS pourrait, en 

effet en plus de répertorier les formulations et les indications des préparations hospitalières, 

compiler, analyser et valider les données de stabilité, afin de les diffuser aux pharmaciens 

hospitaliers.  
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ANNEXES 
 
 
 
Annexe 1 :  Protocole de fabrication du collyre au gluconate de chlorhexidine 
 
 
Annexe 2 : Spectres UV du gluconate de chlorhexidine et du gluconate de potassium 
 
 
Annexe 3 : Boîtes à moustaches des données de l’étude de linéarité 
 
 
Annexe 4 : Boîtes à moustaches des données de l’étude de fidélité 
 
 
Annexe 5 : Gamme “chlorhexidine dans sa forme reconstituée” obtenue à J0 de l’étude de stabilité  
 
 
Annexe 6 : Résultats bruts des concentrations mesurées durant l’étude de stabilité 
 
 
Annexe 7 : Résultats bruts des pH mesurés durant l’étude de stabilité 
 
 
Annexe 8 : Résultats bruts des osmolarités mesurées durant l’étude de stabilité 
 
 
 
 
Annexe A : Signatures 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



                                  C.H.U. ANGERS PHARMACIE PREPARATION MAGISTRALE STERILE 
Nom, Prénom patient : Référence PMS N° : 29   Validation : 
 Edition N° : 2   Nom Pharmacien responsable 

Nom prescripteur  : Date :    de la production : 

DENOMINATION:           COLLYRE CHLORHEXIDINE  
.                                            DOSE A 0,02 % 
INDICATION/PROPRIETES : Kératite amibienne 
SERVICE UTILISATEUR : Ophtalmologie        Signature : 

LEGISLATION : Hors Liste DATE DE FABRICATION :  
  TECHNIQUE DE FABRICATION ET DE CONDITIONNEMENT 
FORMULE POUR  :  56 ml N° ORDONNANCIER :  

LIEU : Salle classe C : salle forme pharmaceutique nouvelle sous hotte à flux laminaire 
MATERIEL A AUTOCLAVER QUELQUES JOURS AVANT LA FABRICATION : 2 personnes 

Formule 
Unitaire 

8 ml 

Matières Premières 
(Fournisseur) 

Quantités 
à mettre 
en œuvre 

N° contrôle /N° 
lot et date de 
péremption 

VERIFICATIONS 
Matières 1ères  

par : (autoclave : CREPIEUX) 
  1ère ETAPE      - 8 Flacons  verre jaune antibiotique 10 ml Type 1    - 8 Bouchons caoutchouc 
      - 8  Capsules aluminium       - 1 spatule inox  

 Potassium gluconate 3,94 g    - 1 bécher de 250 ml              - 1 agitateur verre 
   (Fournisseur : ……………….) dans    MATERIEL POUR LA FABRICATION : 
 Eau stérile flacon 250 ml 100 ml    - 1 seringue 1 ml stérile - 1 seringue 12 ml stérile    - 2 seringue 60 ml stérile 
  (Fournisseur : ….……………)    PREPARATION - 1 filtre 0,22 µm stérile anti-bactérien                           - 4 aiguilles 
     EFFECTUEE PAR : - 2 obturateurs - compresses stériles 
  2ème ETAPE      - 2 cupules stériles - 1 pince Péan stérile     - alcool à 70°  
 Chlorhexidine gluconate à 20% 0,12 ml    - gants stériles - 1 pince à sertir propre         - 1 mange aiguille stérile PM 
  (Fournisseur : ……………….)      
 Eau ppi flacon 20 ml q.s.p.    METHODE : 
 (Fournisseur : ……………….) 12 ml    - Décontaminer l'emballage du matériel stérile et les matières 1ères avec le Vaposeptol avant de les 
     CONDITIONNEMENT introduire dans le SAS matériel de la salle classe C 
  3ème ETAPE     EFFECTUE PAR : - Lavage hygiénique des mains  voir protocole d'entrée dans le SAS de la salle forme 
 Solution de chlorhexidine     SIGNATURE : - Habillage  pharmaceutique nouvelle 
 gluconate à 0,2% (étape 2) 5,6 ml    - Mettre une deuxième paire de gants stériles 
 Solution de potassium  q.s.p.    - Nettoyage du plan de travail + hotte : selon DO avec Anios détergent, désinfectant surfaces  
 gluconate (étape 1) 56 ml   
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 Hautes 
      - Changer de paire de gants stériles  

CONDITIONNEMENT : - Fl verre jaune antibiotique 10 ml Type 1 lot/per : - Peler le matériel stérile sous la hotte 
   - Bouchon caoutchouc lot/per : - Introduire : le flacon de chlorhexidine gluconate à 20%,               préalablement désinfectés 
   - Capsule aluminium lot/per :  le flacon d'eau stérile                                                    à l'alcool 70° 
   - Compte-gouttes stérile sous emballage lot/per : - Changer de paire de gants stériles 

         Suite au verso → 
NOMBRE THEORIQUE D'UNITES   NOMBRE D'UNITES

CONDITIONNEES 
 

PEREMPTION DE LA 
PREPARATION 

 DATE DE PEREMPTION  Avant conditionnement CONTROLE N° Après conditionnement 

  DATE  : NOM ET DATE  : 
    SIGNATURE 
  RESULTATS  : PHARMACIEN RESULTATS  : 
   RESPONSABLE  
   LABORATOIRE ETIQUETAGE CONFORME  : 
     VISA :   
      VISA :
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PREPARATION SOUS HOTTE : 

 
1ère ETAPE  
- Peser dans une cupule stérile 3,94 g de gluconate de potassium sur la balance Centorius 
- Mettre la poudre dans le bécher de 250 ml (sous la hotte) 
- Ajouter 100 ml d'eau stérile à l'aide de la seringue de 50 ml 
- Agiter à l'agitateur jusqu'à obtention d'une solution limpide  
 
2ème ETAPE  
- Prélever 0,12 ml de chlorhexidine à l'aide de la seringue de 1 ml  
- Transférer les 0,12 ml de chlorhexidine dans une seringue de 12 ml 
- Faire q.s.p. 12 ml avec de l'eau stérile prélevée dans le flacon de 20 ml 
- Mettre un obturateur universel et homogénéiser 
 
3ème ETAPE  
- Transférer 5,6 ml de solution de chlorhexidine 0,2 % (faite à l'étape 2) dans une seringue de 60 ml 
- Faire q.s.p. 56 ml avec la solution de gluconate de potassium (faite à l'étape 1) 
- Mettre un obturateur universel et homogénéiser 
- Retirer l'obturateur et poser un filtre stérile à 0,22 µm 
- Répartir la solution dans 7 flacons : 8 ml par flacon.  De 56 à 48, 48 à 40, 40 à 32, 32 à 24, 24 à 16,  16 à 8, 8 à 0 ml 
- Boucher les flacons avec les bouchons caoutchouc 
- Poser les capsules aluminium dessus 
- En dehors de la hotte sertir les flacons à l'aide de la pince à sertir 
- Etiqueter 
 
Si une 2de série doit être réalisée, répéter l'étape 3 en utilisant le reste de solution de chlorhexidine 0,2% faite à l'étape 2 
 
 
 
- Une fois terminé, enlever tout le matériel de la hotte 
- Nettoyer la hotte et les surfaces avec l’Anios détergent, désinfectant surfaces hautes selon protocole 
- Fermer la hotte et la laisser en veille 

 

 
 

 



Annexe 2 : spectre d’absorbance du gluconate de potassium et du gluconate de 
chlorhexidine 
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Annexe 3 : vérification de la distribution gaussienne des données de l'étude de 
linéarité 
 
 
- Boîte à moustache des données de J1, J2 et J3 gamme "chlorhexidine dans eau" 
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- Boîte à moustache des données de J1, J2 et J3 gamme "chlorhexidine dans sa forme reconstituée" 
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Annexe 4 : vérification de la distribution gaussienne des données de l'étude de 
fidélité 
 
 
- Boîte à moustache des mesures de J1  
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- Boîte à moustache des mesures de J2 
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- Boîte à moustache des mesures de J3 
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Annexe 5 : gamme « chlorhexidine dans sa forme reconstituée » réalisée à J0 de 
l’étude de stabilité 
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Annexe 6 : Résultats bruts « évolution de la concentration en chlorhexidine » 
 
 

   
     
 Concentration (mg/l) 
  lot 1 lot 2 lot 3 lot 4 
J0 : 06/06/05 199,0 207,8 204,7 209,7 
   J0+3 : 09/06/05 197,2 207,5 203,3 209,3 
   J0+7 : 13/06/05 198,8 202,3 201,1 208,6 
   J0+14 : 20/06/05 201,7 206,4 202,5 208,1 
J7 : 13/06/05 205,1 201,5 204,1 208,3 
   J7+3 : 16/06/05 203,7 203,4 200,0 209,7 
   J7+7 : 20/06/05 203,1 206,9 200,2 206,3 
   J7+14 : 27/06/05 207,8 207,4 198,9 208,0 
J14 : 20/06/05 199,5 208,0 202,3 208,7 
   J14+3 : 23/06/05 207,5 210,9 205,5 211,3 
   J14+7 : 27/06/05 205,7 210,1 208,3 212,4 
   J14+14 : 04/07/05 202,7 205,6 206,1 210,9 
J21 : 27/06/05 206,2 208,0 206,5 207,2 
   J21+3 : 30/06/05 198,5 208,8 199,9 204,2 
   J21+7 : 04/07/05 201,3 207,5 202,2 210,6 
   J21+14 : 11/07/05 202,8 209,6 208 208,7 
J28 : 04/07/05 205,7 210,1 204,7 210,2 
   J28+3 :07/07/05 207,0 205,8 203,2 210,2 
   J28+7 : 11/07/05 207,7 210,0 203,3 213,0 
   J28+14 : 18/07/05 205,6 208,2 205,9 211,0 
J35 : 11/07/05 203,1 203,6 198,5 208,9 
   J35+4 : 15/07/05 208,2 206,2 200,5 204,1 
   J35+7 : 18/07/05 202,0 207,8 199,6 202,0 
   J35+14 : 25/07/05 207,9 211,8 201,7 214,5 
J42 : 18/07/05 201,6 210,2 205 209,8 
   J42+3 : 21/07/05 201,9 211 206,3 211,4 
   J42+7 : 25/07/05 206,6 210 206,4 212,6 
   J42+14 : 01/08/05 203,0 208,2 203,9 210,9 
     

 

C1 : solution contrôle à 150 mg/l 

C2 : solution contrôle à 250 mg/l 
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Annexe 7 : Résultats bruts « évolution du pH » 
 
 
 
 

 pH 
Jour Lot 5 Lot  6 lot 7 
J0 : 06/06/2005 7,0 7,1 7,1 
   J0+3 : 09/06/2005 7,0 7,1 7,0 
   J0+7 : 13/06/2005 7,0 7,0 7,0 
   J0+14 : 20/06/2005 6,9 7,0 7,0 
J7 : 13/06/2005 7,1 7,2 7,1 
   J7+3 : 16/06/2005 7,0 7,2 7,2 
   J7+7 : 20/06/2005 7,1 7,2 7,2 
   J7+14 : 27/06/2005 6,9 7,0 7,0 
J14 : 20/06/2005 7,0 7,0 7,0 
   J14+3 : 23/06/2005 7,1 7,2 7,2 
   J14+7 : 27/06/2005 7,0 7,1 7,2 
   J14+14 : 04/07/2005 6,9 7,0 7,1 
J21 : 27/06/2005 7,0 7,3 7,1 
   J21+3 : 30/06/2005 7,1 7,1 7,0 
   J21+7 : 04/07/2005 6,9 7,0 7,1 
   J21+14 : 11/07/2005 7,0 7,0 7,1 
J28 : 04/07/2005 7,2 7,3 7,4 
   J28+3 :07/07/2005 7,0 7,2 7,1 
   J28+7 : 11/07/2005 7,1 7,2 7,2 
   J28+14 : 18/07/2005 7,0 7,1 7,1 
J35 : 11/07/2005 7,3 7,2 7,4 
   J35+4 : 15/07/2005 7,1 7,2 7,3 
   J35+7 : 18/07/2005 7,0 7,2 7,2 
   J35+14 : 25/07/2005 7,0 7,0 7,0 
J42 : 18/07/2005 7,2 7,2 7,2 
   J42+3 : 21/07/2005 7,2 7,2 7,2 
   J42+7 : 25/07/2005 7,0 7,0 7,0 
   J42+14 : 01/08/2005 7,1 7,1 7,0 
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Annexe 8 : Résultats bruts « évolution de l’osmolarité » 
 
 
 
 

 Osmolarité (mosmol/l) 
Jour lot 3' lot 4' C  
J0 : 06/09/2004 268 268 323 
   J0+3 : 09/09/2004 267 268 319 
   J0+7 : 13/09/2004 270 268 321 
   J0+14 : 20/09/2004 269 269 323 
J7 : 13/09/2004 269 266 321 
   J7+3 : 16/09/2004 268 268 321 
   J7+7 : 20/09/2004 269 268 323 
   J7+14 : 27/09/2004 272 269 320 
J14 : 20/09/2004 269 267 323 
   J14+3 : 23/09/2004 269 270 320 
   J14+7 : 27/09/2004 271 270 320 
   J14+14 : 04/10/2004 269 262 320 
J21 : 27/09/2004 270 269 320 
   J21+3 : 30/09/2004 271 270 322 
   J21+7 : 04/10/2004 270 270 320 
   J21+14 : 11/10/2004 270 269 321 
J28 : 04/10/2004 269 269 320 
   J28+3 :07/10/2004 270 269 321 
   J28+7 : 11/10/2004 270 270 321 
   J28+14 : 18/10/2004 273 272 327 
J35 : 11/10/2004 270 269 321 
   J35+4 : 15/10/2004 270 268 323 
   J35+7 : 18/10/2004 274 268 327 
   J35+14 : 25/10/2004 270 270 317 
J42 : 18/10/2004 271 270 327 
   J42+3 : 21/10/2004 269 270 322 
   J42+7 : 25/10/2004 270 270 317 
   J42+14 : 01/11/2004 271 271 326 
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Résumé de la Thèse :  
 

La kératite amibienne est une infection rare et grave de la cornée, causée par une amibe très répandue 
dans l’environnement, appartenant au genre Acanthamoeba. Un des traitements de première ligne est le 
collyre au gluconate de chlorhexidine à 0,02%, qui n’existe pas sur le marché. Les pharmaciens du CHU 
d’Angers ont donc été amenés à réfléchir sur la réalisation de cette préparation. 

Une étude bibliographique a été réalisée afin d’étudier l’efficacité, la sécurité puis la faisabilité 
technique de ce collyre. Aucune formulation n’a été retrouvée dans la littérature qui permette l’utilisation 
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