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Résumé  

Depuis quelques années, la spectrométrie de masse est considérée comme la méthode de référence 

en chimie analytique.  La « protéomique », concept qui a émergé dans les années 2000, consiste en 

l’identification et/ou la quantification d’un ensemble de peptides et protéines présents dans un 

échantillon donné (cellules, tissus, ou  prélèvements biologiques), à un instant donné. Un champ plus 

spécifique de ce concept, la « protéomique clinique » concerne plus particulièrement l’étude du 

protéome pour la recherche d’une part, de marqueurs diagnostiques, pronostiques et de suivi 

thérapeutique des pathologies humaines et, d’autre part, d’acteurs physiopathologiques pouvant 

servir de cible thérapeutique.  

Actuellement, les techniques de choix utilisée pour l’analyse des protéines en biochimie clinique sont 

des techniques d’immunoanalyses incluant le dosage immuno-enzymatique de type ELISA. Les 

inconvénients majeurs mêmes s’ils sont dépendants des techniques utilisées sont les limitations en 

multiplexage, la variabilité potentielle associée aux essais, pas de standardisation interne, et une 

difficulté à doser spécifiquement des protéoformes d'une même protéine. 

La protéomique ciblée de type Liquid Chromatography-Multiple Reaction Monitoring (LC-MRM) 

permet de dépasser ces inconvénients car elle est multiplexable (>200 protéines/expérimentations), 

robuste, permet l’utilisation de standard protéique/peptidique interne, et l’identification d’une grande 

variété de modifications post traductionnelles. 

Ce projet de thèse consiste donc à évaluer et valider des techniques de spectrométrie de masse ciblées 
de type LC-MRM pour la quantification de protéines d’intérêt cliniques. Dans ce cadre, trois 
développements de méthode de protéomique clinique vont être présentés : le phénotypage de 
l’Apolipoprotéine E, facteur de risque de la maladie d’Alzheimer ;  la quantification sérique d’un 
anticorps monoclonal thérapeutique (Bevacizumab) avec immuno-enrichissement ; et la quantification 
absolue de l’hepcidine dans le cadre des pathologies liées au métabolisme du fer. 
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Abstract  

In recent years, mass spectrometry has been considered in the analytical chemistry field as the 

reference method.  "Proteomics", a concept that emerged in the 2000s, consists in the identification 

and/or quantification of peptides and proteins in different type of samples (cells, tissues, or biological 

samples), under various conditions. A more specific field of this concept, the "clinical proteomics" 

specifically concerns the study of proteome for the research in one hand, diagnostic markers, 

prognostic and therapeutic follow-up of human pathologies and, in the other hand, of 

pathophysiological actors that can serve as a therapeutic target. 

Currently, the technology of choice used for the analysis of proteins in clinical biochemistry is the 

immunoassay including ELISA (Enzyme-linked immunosorbent assay) method. In general way, the 

major drawbacks of these techniques was a low multiplex capability, potential high variability, no 

internal standard, and the weak capability to distinguish proteoforms of one protein. The targeted 

proteomics by Liquid Chromatography-Multiple Reaction Monitoring (LC-MRM) allows to surpass 

these disadvantages because is highly multiplexable (> 200 proteins/analysis), robust, compatible to 

the use of protein/peptide standards, and is able to distinguish a wide variety of post translational 

modifications. 

In this thesis project, evaluation and validation of the targeted mass spectrometry (LC-MRM) will be 

perform for the quantification of proteins with clinical interest. In this context, three clinical 

proteomics developments will be presented:  apolipoprotein E phenotyping, considered as the best 

risk factor for Alzheimer's disease; monoclonal therapeutic antibody (Bevacizumab) quantification in 

patient serum; and absolute quantification of hepcidin-25 in the context of diseases related to iron 

metabolism. 
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1 PROBLEMATIQUE  

1.1 Le contexte 

La Plateforme de Spectrométrie de Masse Clinique (PPC) est située au CHU de Montpellier (CHU 
Saint Eloi), localisée au sein de l'Institut de recherche en Médecine Régénératrice et Biothérapie 
(IRMB). La plateforme a émergé en 2008 du Laboratoire de Biochimie et Protéomique Clinique 
(LBPC) dirigé par le Pr. Sylvain Lehmann. La Plateforme de Spectrométrie de Masse Clinique vise 
à exploiter les derniers développements technologiques en spectrométrie de masse pour la 
découverte, la validation et l’utilisation de biomarqueurs dans de nombreuses pathologies 
humaines (protéines, ARN, ADN, métabolites). Intégrée au Pôle Protéome de Montpellier 
depuis sa création et labellisée IBiSA, son but est également de rendre disponible aux équipes 
académiques et industrielles, une expertise médicale, biologique et technique en Protéomique 
Clinique. La PPC est labélisé ISO 9001 depuis 2014. 
 
Ce doctorat est effectué au sein de la PPC hébergée au sein du LBPC dirigé par le Pr. Lehmann. 
Ce laboratoire est un site annexe du Laboratoire de Biologie Médicale du CHU de Montpellier. 
L’étude des biomarqueurs protéiques se fera dans ce projet de thèse, comme dans l’activité 
journalière du laboratoire, sous l’angle d’une utilisation future en usage clinique.  
 
 

1.2 Le dosage de biomarqueurs protéiques  

La définition physico-chimique proprement dite du biomarqueur est une étape complexe car 
un organisme vivant est comme toute chose dans la nature, un processus à adaptation 
permanente. L’expertise développée au cours de cette thèse se focalise sur l’étude des 
biomarqueurs protéiques. Cependant, les protéines sont-elles mêmes régulées en amont au 
niveau génétique ou transcriptomique. 
Un biomarqueur est une seule espèce protéique clé. Dans le cas où la méthode d’analyse n’est 
pas assez spécifique, le dosage portera sur un mélange d’espèces de la même protéine 
présentant différentes modifications que l’on définira comme « protéoformes ». Dans le cas le 
plus spécifique, les méthodes analytiques seront capables de doser une protéoforme. 
Pour être certain de la spécificité de dosage d’une protéoforme, la méthode d’analyse directe 
des protéines (top-down) est la plus performante. Dans les approches les plus utilisées de 
« bottom-up », la digestion de la protéine cible conduit souvent à une perte d’information. Le 
choix entre les deux approches semble donc facile à réaliser mais les approches « top-down » 
sont aujourd’hui encore trop peu sensibles et trop complexes pour être mise en œuvre pour 
tous les projets. 
 
Dans les chapitres suivants, il sera successivement détaillé le dosage top-down d’une petite 
protéine qui est l’hepcidine 25. Les deux autres chapitres s’appuieront sur une approche 
bottom-up pour détecter les différents allèles du gène de l’apolipoprotéine E, ou pour doser la 
quantité totale de Bevacizumab. 
 
La spectrométrie de masse étant particulièrement spécifique, elle est considérée comme la 
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méthode de référence. Cependant, sa reproductibilité constitue une des limitations par rapport 
à des automates d’immuno-essais par exemple. En effet, la procédure d’analyse est dépendante 
de la qualité de l’échantillon et de sa composition (effet matrice). Pour atteindre des 
performances analytiques optimales, une préparation d’échantillon adéquate doit être mise en 
œuvre. 
Ainsi, nous aborderons une préparation d’échantillon minimale pour la détection des différents 
allèles du gène de l’apolipoprotéine E, une préparation basée sur de la précipitation de protéine 
pour la quantification de l’hepcidine 25 et enfin une préparation basée sur de l’affinité avec de 
la protéine A pour le dosage du Bevacizumab. 
 
La quantification ciblée est aujourd’hui très majoritairement utilisée dans les laboratoires de 
biologie médicale mais d’autres approches sont également possibles. A l’intérieur de la 
quantification ciblée, de nombreuses variables sont encore présentes et dépendantes des 
biomarqueurs protéiques cibles. Dans le cas d’une approche bottom-up, la quantification d’une 
protéine est réalisée à partir d’un peptide qui doit représenter la quantité de celle-ci le plus 
fidèlement possible. Dans le cas d’une approche top-down, le standard utilisé doit être 
identique à la protéine cible pour refléter exactement son comportement physico-chimique. 
Les cas d’étude présentés détailleront l’utilisation de protéines standards pour le dosage de 
l’hepcidine 25 et du Bevacizumab, et l’utilisation de peptides standards pour la quantification 
des différents allèles du gène de l’apolipoprotéine E. 
 
Les méthodes analytiques nouvellement développées doivent démontrer leurs capacités à 
donner des résultats robustes quelles que soient les conditions opératoires. Différentes normes 
ont été éditées par les sociétés savantes pour évaluer les performances analytiques. Enfin, les 
normes de validations cliniques permettent d’assurer que la méthode dans un laboratoire 
produit des résultats fiables c’est-à-dire qu’ils soient comparables à d’autres méthodes ou à 
d’autres sites d’analyse, et avec un niveau d’incertitude maitrisé. 
Les validations réalisées pour l’apolipoprotéine E, l’hepcidine 25 et le Bevacizumab seront 
présentées et discutées dans les chapitres suivants.  
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2 Chapitre I : INTRODUCTION GENERALE A LA PROTEOMIQUE 

 
Les innovations récentes en spectrométrie de masse permettent l’utilisation de cette 
technologie en pratique analytique courante dans les laboratoires de biologie clinique.  
 

· Les applications en bactériologie-mycologie sont incontournables et toujours en 

expansion. L’identification rapide des micro-organismes par MALDI-TOF (Matrix 

Assisted Laser Desorption Ionisation / Time Of Flight) repose sur l’analyse des protéines 

ribosomales et des protéines associées aux membranes, après transfert d’une colonie 

ou extraction des protéines. Elle passe par une comparaison des spectres obtenus avec 

des spectres de référence validés. Au niveau des performances, les publications font 

état d’au moins 90 % de concordance avec les méthodes d’identification 

conventionnelles. 

· Le suivi thérapeutique-pharmacologie est aussi un domaine d’application important. De 

nombreuses applications ont été publiées comme certains immunosuppresseurs 

(ciclosporine, tacrolimus, sirolimus, everolimus, acide mycophénolique), 

neuroleptiques (clozapine, haloperidol, penfluridol, thioridazine, flupenthixol, 

zuclopenthixol), hypnotiques dont les benzodiazépines (lorazepam, bromazepam, 

flunitrazepam, clonazepam, alprazolam, zopiclone, zolpidem), antimycosiques 

(posaconazole), antihistaminiques, antirétroviraux. 

 

· Les applications en toxicologie (toxiques, dopage, stupéfiants) sont aussi très répandues. 

Les applications peuvent être divisées en trois catégories avec le dosage des toxiques 

(jusqu’à 34 métaux dosés), les applications sur le dopage avec la détection et 

l’identification de stéroïdes anabolisants (nandrolone et métabolites : norandrostérone 

et noréthiocholanolone) et le dosage de stupéfiants comme les opiacés, cocaïniques, 

buprénorphine et norbuprénorphine, cannabis, LSD, dérivés de l’ecstasy, GHB, et la 

kétamine. 

 

· La dernière grande catégorie concerne les applications en biochimie dont certaines sont 

devenues des méthodes de référence. Par exemple, le dosage des formes de vitamine 

D qui comprend la forme D2 d’origine médicamenteuse, et la forme D3 d’origine 

endogène ou alimentaire. Un autre exemple est le dosage des stéroïdes par LC-MS/MS 

pour les formes conjuguées. Grâce aux capacités de multiplexage, le suivi de désordres 

métaboliques est essentiellement réalisé par spectrométrie de masse. Le diagnostic et 

le suivi des maladies héréditaires du métabolisme tel que les aminoacidopathies, 

déficits du cycle de l’urée, aciduries organiques, déficits de la β-oxydation des acides 

gras (dont le profil des acylcarnitines) sont aussi réalisés par LC-MS. 

Dans les applications de biochimie, si une grande partie des biomarqueurs sont des 

protéines, elles restent absentes de la liste des analytes cliniques dosés par 

spectrométrie de masse. Cette classe de biomarqueurs clinique est aujourd’hui dosée 



16 
 

principalement par des méthodes d’immuno-dosages, les applications par 

spectrométrie de masse restant encore confidentielles. 

 

Nous présenterons dans cette thèse les limitations et les challenges qu’il reste à relever pour 
envisager le remplacement des immuno-dosages des biomarqueurs protéiques par la 
spectrométrie de masse à large échelle. 
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2.1 Les biomarqueurs 

2.1.1 Définition d'un biomarqueur 

La découverte de nouveaux biomarqueurs est d’un intérêt tout particulier dans le domaine 
clinique que ce soit comme outils de diagnostic ou pour suivre l’effet d’un traitement. 
Selon la définition proposée par le National Institute of Health, un biomarqueur est : 
« une caractéristique qui est objectivement mesurée et évaluée comme un indicateur de 
processus biologiques normaux ou pathologiques, ou de réponses pharmacologiques à une 
intervention thérapeutique ». 
Un biomarqueur doit avoir certaines caractéristiques : (i) une grande sensibilité et sélectivité ; 
(ii) des performances reproductibles dans le temps ; (iii) un cut-off clair entre deux situations ; 
(iv) des résultats faciles à obtenir dans un délai rapide et un coût raisonnable. 
 

2.1.2 Les différents types de biomarqueurs 

 
Le terme "Omics" se réfère à l'analyse des différents domaines de la biologie. Les 4 principaux 
« Omics » sont la génomique qui est consacrée aux techniques d'étude du génome entier, la 
transcriptomique qui est l'analyse de l'ARNm et du niveau d'expression des gènes dans un tissu, 
la protéomique qui étudie la composition des protéines dans un tissu, et la métabolomique qui 
étudie les produits métaboliques. 
 
Ces analyses permettent donc d'identifier des biomarqueurs qui fournissent des indices quant 
à la présence d'une maladie existante ou à la possibilité d’en développer une dans le futur. Ainsi, 
le terme biomarqueur peut désigner par exemple une mutation dans l’ADN, certains produits 
métaboliques (métabolites) ou la présence de cellules modifiées au sein d'un tissu. 
 
Gènes et ARN  
Les mutations des gènes sont impliquées dans un certain nombre de pathologies. Dans le cas 
des pathologies Alzheimer, des mutations dans les gènes PSEN1, PSEN2 et APP sont 
responsables des formes précoces familiales de la maladie. D’autres mutations sur le gène APOE 
induisent un risque plus élevé de développer une forme tardive de la maladie d’Alzheimer d’un 
facteur 3 avec un allèle APOEε4 et d’un facteur 12 avec deux allèles [1].   
 
Les ARN (Acide RiboNucléique) peuvent aussi être utilisés comme biomarqueurs. La 
dérégulation de l’expression des microARN dans le sang est une source intéressante en cours 
d’évaluation pour le diagnostic de la maladie d’Alzheimer et d’autres troubles neurologiques. 
Schipper et al. [2] ont identifié un certain nombre de miARN régulés (miR-34a, miR-81b et let-
7f) en comparant des patients atteints de maladie d’Alzheimer sporadique et des patients 
témoins utilisant une puce à microarray. 
Aussi bien au niveau de l’ADN (Acide DésoxyriboNucléique) que de l’ARN, des modifications 
peuvent intervenir pour réguler les gènes. On parle respectivement d’epi-génétique et d’épi-
transcriptomique. La méthylation des bases est la modification majoritaire de l’ADN/ARN qui 
joue un rôle important dans le contrôle des gènes. 
 
Les protéines  
Les protéines sont impliquées dans tous les processus cellulaires majeurs. Chez Homo sapiens, 
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le protéome plasmatique est composé d’une très grande diversité protéique. Ces dernières sont 
issues d’environ 20000 gènes et la diversité des protéines provient par exemple de l’épissage 
alternatif ou des modifications post-traductionnelles qui seront décrites dans la partie suivante. 
Des biomarqueurs protéiques sont aussi couramment utilisés en clinique pour le 
diagnostic/confirmation de la maladie d’Alzheimer [3] grâce à la quantification dans le liquide 
céphalo-rachidien (LCR) de Aβ-42, tau et p-tau dont leurs taux sont impactés. 
 
Les métabolites  
Le métabolome correspond à l’ensemble des métabolites contenus dans un milieu biologique 
donné. Les métabolites sont des composés organiques de faibles masses moléculaires issus des 
différents processus métaboliques. La métabolomique est l’analyse semi quantitative ou 
quantitative du métabolome. Les outils d’analyses de choix pour les analyses métabolomique 
sont la résonnance magnétique nucléaire (RMN) et la spectrométrie de masse. Par exemple, 
Shaham et al. ont mis en évidence par spectrométrie de masse des biomarqueurs métaboliques 
dans le plasma pour une maladie liée à un dysfonctionnement de la chaine respiratoire [4]. En 
effet, le lactate, l’alanine et la créatine sont significativement augmentés dans le plasma des 
patients en comparaison des contrôles. Les analyses métabolomiques ont aussi permis de 
mettre en évidence des biomarqueurs pour les cancers [5] et pour les maladies 
neurodégénératives [6]. 
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2.2 Les biomarqueurs protéiques 

2.2.1 Définition d'une protéine 

 
Les protéines, découvertes en 1838, correspondent à toute substance polymère complexe et 
ayant une activité biologique, composée d'aminoacides liés par des liaisons peptidiques. 
D’autres types de liaisons sont responsables de la création d'une structure tridimensionnelle 
caractéristique des protéines qui peut être fibreuse, globulaire ou plissée. Les protéines sont 
essentielles pour tous les organismes vivants. Sous forme d’enzymes, elles régulent certains 
aspects du métabolisme. Les protéines structurelles telles que la kératine et le collagène 
fabriquent la peau, les griffes, les os, les tendons et les ligaments ; les protéines des muscles 
produisent le mouvement ; l'hémoglobine transporte l'oxygène ; et les protéines des 
membranes régulent le mouvement de substances à travers les cellules. 
Les protéines sont issues d’environ 20000 gènes chez l’humain. La complexité du protéome, 
dont la taille estimée est comprise entre 20000 (20399 entrées dans la base neXtprot du 22 
août 2019) et plusieurs millions, ne provient pas d’un grand nombre de gènes mais plutôt de 
modifications au niveau des protéines. Cette complexité peut être créée au niveau de l’ADN, 
ARN ou directement au niveau des protéines et est représentée par un terme, introduit en 
2013, englobant toutes les modifications possibles d’une protéine : les PROTEOFORMES [7] 
(Figure 1).   

 
Figure 1: Illustration de la complexité protéique produit lors du processus d'expression (source : ThermoFisher) 
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2.2.2 La régulation des protéines  

  
Une entité protéique provient d’un seul gène. L’ensemble des modifications que peut présenter 
cette protéine est regroupé sous le terme protéoforme. La séquence protéique de « référence » 
peut subir des modifications grâce à des régulations au niveau de son expression 
(polymorphismes nucléotidiques et mutations au niveau de l’ADN, épissage alternative, 
substitutions de base nucléosidiques, décalage des cadres de lectures, et erreurs lors de l’étape 
de traduction), ou au niveau protéique (modifications post-traductionnelles, et clivages) (Figure 
2). 
 

 
Figure 2: Illustration des protéoformes possibles avec les sources de modifications créant cette diversité [7]. 

Plus de 33000 isoformes issues d’épissage alternatif, 78000 mutations d’un acide aminé et 
environ 53000 modifications post-traductionnelles (PTMs) sont répertoriés dans la base de 
données humaine Swissprot; ce qui représente un grand nombre de protéoformes 
théoriquement observables. Ponomarenko et al. [8], l’ont évalué à 6,13 millions mais il est 
probable que ce nombre soit réévalué dans les années à venir. 
Ces chiffres posent la question de la diversité et du nombre réel des protéoformes ainsi que de 
la complexité de l’analyse à mettre en œuvre. Par exemple, pour l’histone H4 en ne prenant 
seulement en compte que les 13 modifications post-traductionnelles les plus fréquentes, le 
nombre théorique de protéoformes est de 98304 alors que seulement 75 protéoformes ont été 
observées [9].  
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2.2.3 Les principales sources de diversité moléculaire des protéines 

 

· Polymorphismes nucléotidiques et mutations au niveau de l’ADN 

La régulation de l’expression des protéines peut se faire au niveau de l’ADN par les 
polymorphismes nucléotidiques et les mutations non synonymes présents dans les régions 
codantes de l’ADN. Actuellement, 135000 sont décrits et validés dans la base de données 
SwissProt chez l’humain. Dans la base de données dbSNP (The Single Nucleotide Polymorphism 
Database) contenant des variations de nucléotides simples, des microsatellites et des insertions 
et délétions à petite échelle, 4,7 millions de polymorphismes sont prédits dont environ 670000 
ont été identifiés comme codant. Le corps humain ne présente bien sûr pas toutes ces 
modifications de façon simultanées mais cela donne un ordre de grandeur des possibles. 
 

· L’épissage alternatif 

L'épissage alternatif permet la production de plusieurs ARNm matures à partir d'un seul ARN 
pré-messager, et les séquences codantes peuvent varier entre les différents ARNm matures. Un 
gène peut ainsi coder plusieurs protéines. Si les protéines produites à partir d'un gène sont 
différentes mais qu'elles conservent entre elles des grandes régions identiques, on les qualifie 
d'isoformes. 
L’épissage alternatif permet d’ajouter un niveau de contrôle supplémentaire dans l’expression 
des gènes et d’augmenter la diversité des protéines [10]. En effet, d’après une étude RNAseq, 
l’épissage alternatif concerne environ 93% des gènes, mais seulement 86% des gènes 
produisent une isoforme à une fréquence supérieure à 15% c’est-à-dire à un niveau 
d’expression non négligeable [11].  
 

· Les substitutions de base nucléosidiques 

Au moment de l’édition, l’ARN peut incorporer de l’inosine (I à la place de A). Plus de 4,5 millions 
de substitution adénine/inosine ont été détectés dans les transcrits dont environ 4400 donnent 
lieu à des modifications d’expression d’aminoacides [12]. Un remplacement de C par U a aussi 
été observé dans les ARN de transfert [13]. 
 

· Décalage des cadres de lectures 

Dans les ARNm, la région codante ou séquence codante (aussi appelée CDS pour Coding DNA 
Sequence), code pour une protéine spécifique. Il y a quelques années encore une seule 
séquence codante était attribuée à chaque ARNm mature, et donc une seule protéine. Les « 
protéines de référence » sont répertoriées dans des bases de données telles qu’Uniprot. Des 
séquences codantes alternatives ont récemment été décrites [14].  
 

· Erreur lors de l’étape de traduction 

Cette étape est aussi une source d’erreur et donc une source de variabilité pour le protéome. 
Un taux d’erreur entre 0,01 et 0,1% a été estimé pour qu’un amino-acide soit incorporé à la 
place d’un autre pendant l’étape de traduction [15]. 
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· Les modifications post-traductionnelles 

La base de données SwissProt, en octobre 2017, référençait environ 53000 PTMs dont la plus 
représentée est la phosphorylation (Figure 3a).  
Un nombre important de protéines n’ont pas de PTMs décrites dans cette base de données, 
alors que d’autres protéines sont très modifiées avec plus de 11 PTMs annotées sur leurs 
séquences (Figure 3b).  
 

 
Figure 3: PTMs décrites sur les 20245 protéines humaines présentent dans la base de données SwissProt. Une répartition par 
PTM (a), ou par nombre de résidus modifiés par protéine (b) est réalisée [16]. 

Les modifications post-traductionnelles peuvent être classées en deux groupes en fonction de 
leurs complexités structurales [17]: de structures simples, ou de structures complexes 
comprenant des ramifications sur la modification (polymère protéique ou glycosidique). 
 

o Les modifications post-traductionnelles simples 

Il s’agit de modifications linéaires des amino-acides. Elles sont à opposer aux modifications post-
traductionnelles complexes ou branchées qui sont des polymères protéiques ou glycosidiques. 
 

- La phosphorylation  
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La phosphorylation est une modification post-traductionnelle réversible qui se caractérise par 
l’ajout d’un groupement phosphate (PO3

2-) principalement sur les sérines, thréonines et dans 
une moindre mesure les tyrosines. Le groupement phosphate possède à pH physiologique deux 
charges négatives.  
La phosphorylation est un processus dynamique. Les protéines sont phosphorylées par 
l’intermédiaire des kinases et sont dé-phosphorylées par l’intermédiaire des phosphatases.  
 

- Acetylation  

L’acétylation consiste en l’ajout d’un groupement CO(CH3) sur l’amine N-terminale d’une 
protéine ou bien sur l’amine de la chaine latérale des lysines. Le groupement acétyl neutralise 
alors la charge présente sur ce groupement. L’acétylation des protéines en N-terminal et des 
lysines est un processus distinct n’impliquant pas les mêmes enzymes [18].  
Contrairement à l’acétylation des lysines, l’acétylation en N-terminale semble être un processus 
non-réversible. En effet, aucune enzyme permettant une désacétylation de l’amine N-terminale 
n’a été encore découverte. L’acétylation est un cas particulier d’acylation qui correspond à 
l’ajout d’un groupement acétyle. 
 

- Acylation 

D’autres acylations ont plus récemment été identifiées comme la formylation [19], succinylation 
[20], malonylation [21], butyrylation [22], propionylation [22], glutarylation [23] et 
crotonylation [24] (Figure 4). 

 
Figure 4: Structure des acylations qui sont présentes sur les lysines [25]. 

L’acylation est une modification post-traductionnelle qui est supposée réversible et entrainant 
la neutralisation de la charge initialement présente sur la lysine.  
 

- Méthylation   

La méthylation des protéines consiste en l’ajout d’un ou plusieurs groupements méthyle (CH3) 
sur les acides aminés suivants : lysine, arginine, acide aspartique, acide glutamique, méthionine, 
cystéine, histidine, glutamine et asparagine.  Bien que la méthylation puisse se produire sur ces 
9 acides aminés, la lysine et l’arginine sont les principaux acides aminés concernés et seront 
ceux abordés. La lysine et l’arginine peuvent être modifiées par plusieurs groupements méthyl 
(Figure 5). 
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Figure 5: Influence du degré de méthylation d’une lysine sur l’hydrophobicité et leur capacité à former des liaisons hydrogènes 

[26]. 

Plus de 5500 protéines humaines correspondant à plus 16000 lysines et arginines méthylées 
ont été observés par spectrométrie de masse montrant l’importance de cette modification 
post-traductionnelle [27].  
 

o Les modifications post-traductionnelles complexes 

Il s’agit de modifications polymériques c’est-à-dire des monomères (peptides ou glycanes) qui 
s’assemblent sur eux-mêmes en différentes positions. 
 

- Glycosylation 

Ils existent chez homo sapiens deux types de glycosylation principale, la N-glycosylation et la O-
glycosylation. La N-glycosylation consiste en l’ajout d’un N-acétyl-glucosamine sur une 

asparagine inclue dans le motif est N-X-S/T (X P). En revanche, la O-glycosylation correspond 
à l’ajout de glucides sur le groupement hydroxyle des acides aminés suivants : sérine, thréonine 
et tyrosine. La structure classique des oligosaccharides [28] est représentée sur la figure 6.  
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Figure 6: Principaux motifs de glycosylation [28] 

La chaine glucidique est impliquée dans plusieurs mécanismes : interactions protéines-
protéines, assure le contrôle qualité du repliement des protéines [29].  
 

- Ubiquitination  

L’ubiquitine est une protéine composée de 76 acides aminés (8,5 kDa) localisée dans toutes les 
cellules humaines. L’ubiquitine est conjuguée aux protéines par l’intermédiaire d’une liaison 
polypeptidique entre sa glycine terminale et une lysine de la protéine à marquer.   
Les protéines peuvent être mono ou polyubiquitinylées. Dans le cas d’une seule protéine 
d’ubiquitine, cette modification est utilisée par le contrôle cellulaire pour modifier les 
interactions de la protéine cible avec d’autres protéines. Une ubiquitination plus complexe peut 
avoir lieu en conjuguant les ubiquitines entres elles en liant une des sept lysines ou la 
méthionine N-terminale avec la glycine d’une autre ubiquitine. Cette architecture complexe 
permet d’induire une réponse spécifique de la cellule [30, 31].   
 

- Sumoylation 

Très proche de l’ubiquitination, la SUMOylation (small ubiquitin-like modifiers 12 kDa) est un 
processus servant principalement à contrôler les interactions de la protéine cible avec d’autres 
protéines [32]. Elles sont au nombre de 4 : SUMO1, SUMO2, SUMO3 et SUMO4. Les SUMO 
forment comme l’ubiquitine des liaisons covalentes avec les lysines d’autres protéines et 
peuvent aussi se lier entres elles pour former des chaines. La SUMOylation se passe 
principalement dans le noyau des cellules, en opposition avec l’ubiquitination qui a lieu dans 

7     
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tous les compartiments de la cellule. La SUMOylation est un processus dynamique [33]. Le motif 
préférentiel de SUMOylation est [IV]-K-X-E, bien qu’en conditions de stress la SUMOylation 
devient moins spécifique.  
 

· Les clivages protéiques 

La liaison peptidique peut être enzymatiquement clivée irréversiblement,  ce qui génère des 
protéines tronquées ainsi que des peptides issus du clivage.  D’après Perez-Silva et al. en 2016, 
le nombre de gènes codant pour les protéases humaines s’élève à 588, soit plus de 2% des 
gènes, divisés en 5 classes en fonction de leur activité catalytique : Aspartique (21), cystéine 
(164), métallo (192), sérine (184), et thréonine (27) [34]. 
 

2.2.4 Bilan : la diversité moléculaire des protéines (les protéoformes) 

La régulation des protéines et les multiples modifications qui en résultent, représentent un 
ensemble complexe regroupé sous le terme de protéoforme. 
Par modélisation mathématique, en ne prenant en compte que les amino-acides modifiables et 
les modifications post-traductionnelles possibles, le nombre de protéoformes théoriques peut 
atteindre 10E27 [16]. Dans le contexte cellulaire, un nombre minime de ces « évènements » 
peuvent co-exister. 
Les protéoformes de l’histone H4 ont été largement étudiées.  Dans les bases de données, 58 
différentes PTMs peuvent être présentes sur cette protéine, sur 17 sites déjà démontrés. Cette 
combinatoire conduit à plus de 10E10 protéoformes théoriques [16]. 
 

 
Figure 7: Simulation du nombre théorique de protéoformes possible en ne prenant en compte que les sites les plus 

abondamment modifiés [16]. 

En réduisant cette étude aux PTMs et aux 13 sites caractérisés dans la littérature, ainsi qu’au 
variant E64Q, le nombre de protéoformes calculé est d’environ 100000 (Figure 7). Cette 
simulation est uniquement basée sur des évidences expérimentales. L’étude la plus complète 
sur les protéoformes de l’histone H4 a permis d’identifier 75 espèces [9]. 
L’exemple de l’histone H4 montre les capacités limitées des méthodes d’analyses actuelles.  A 
l’opposé, le calcul théorique du nombre de protéoformes possible donne des résultats sur-
évalués par rapport à la réalité biologique. 
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2.3 La spectrométrie de masse et son utilisation en biologie clinique 

2.3.1 Le principe de la spectrométrie de masse 

 
La spectrométrie de masse introduite au début du 20ème siècle par J.J Thomson [35] permet  
la mesure du rapport masse sur charge (m/z) d’ions en phase gazeuse. Un spectromètre  de 
masse se compose de plusieurs parties, disposées en série, permettant successivement : 
l’introduction de l’échantillon ; l’évaporation et l’ionisation des molécules dans un élément 
appelé source (passage des molécules de l’état naturel, en ions à l’état gazeux) ; l’accélération 
des ions formés ; la séparation de ces ions dans un élément appelé analyseur de masse, en 
fonction de leur rapport m/z (masse sur charge) ; et la détection, c’est-à-dire l’obtention du 
spectre de masse. 
 

- L’introduction de l’échantillon 

Le spectromètre de masse peut être utilisé seul en mode injection directe ou infusion. Les 
sources MALDI travaillant sur un échantillon solide opèrent en mode injection directe. Tous les 
autres systèmes travaillent principalement en couplage ce qui permet de bénéficier des 
capacités analytiques de la partie amont de la partie MS. 
Le spectromètre de masse peut-être couplé à des chromatographies en phase gazeuse pour les 
molécules vaporisées par effet thermique et entraînées par un gaz neutre ; des 
chromatographies liquides, ou à de l’électrophorèse capillaire, avec une ionisation directe 
réalisée en sortie de colonne analytique. 
 

- L’ionisation des molécules dans la source 

Il existe de nombreuses sources d’ionisation disponibles en fonction des composés à 
analyser mais aussi selon les conditions de vide. Sous un vide limité sont disponibles les sources 
à impact électronique ; à ionisation chimique ; ou à ionisation-désorption par impulsion laser 
assistée par une matrice (MALDI = matrix assisted laser desorption ionisation). Les sources à 
pression atmosphérique sont l’ionisation par électronébulisation (ESI = electrospray 
nebulization) ; ou l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI). 
Aujourd’hui, les deux méthodes d’ionisation les plus répandues en bio-analyse sont le MALDI 
et l’ESI. Le MALDI est une méthode dite douce, utilisant une plaque métallique recevant un 
mélange co-cristallisé (molécule matrice + analyte), utilisée pour l’analyse des molécules 
organiques de masse supérieure à 500 daltons (en dessous de ce seuil, les ions de matrice sont 
prépondérant). Pour éviter cet écueil, des méthodes de dépôt sans matrice sont en cours de 
développement [36]. L’ESI est la source de choix pour les analytes introduits après une 
chromatographie en phase liquide ou après électrophorèse capillaire.  
 

- Le transfert des ions formés 

Les ions ainsi générés dans la source, sont transférés dans le spectromètre de masse grâce à 
des différences de potentiels. Différents filtres (quadrupôles, octopôles, ion funnel, filtre à 
mobilité ionique) sont mis en œuvre pour optimiser la transmission tout en diminuant la 
contamination par des molécules non-chargés de l’analyseur de masse. 
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- La séparation des ions dans l’analyseur de masse  

Il y a différentes technologies d’analyseurs de masse qui peuvent être classées selon leurs 
performances analytiques. Les analyseurs basse résolution (LR : Low Resolution) sont les 
quadripôles ou les trappes à ions présentant des résolutions ≤10 000 à un m/z de 508 [37]. Les 
analyseurs haute résolution (HR : High Resolution) sont entre autre de type TOF (TOF = time of 
flight – temps de vol) ou à transformée de Fourier. Ces analyseurs présentent des largeurs de 
pic à mi-hauteur (résolution) de >40 000 à un m/z de 1222. 
Pour les analyseurs à temps de vol (TOF), l’application d’un champ électrique implique que la 
distance parcourue par un ion jusqu’au détecteur (temps de vol) dépend du rapport m/z.  
Les analyseurs utilisant un champ électrique oscillant sont les analyseurs à filtre quadripolaire 
et à trappe d’ions. Dans les analyseurs à filtre quadripolaire, la sélection des ions ayant un 
rapport m/z déterminé, qui peuvent parvenir au détecteur sans être déchargés au contact des 
barres du quadripôle, se fait grâce à un champ électrique oscillant. Pour les analyseurs à pièges 
à ions ou à trappe à ions, les champs électriques assurent le confinement dans l’analyseur, des 
ions de différents rapports m/z ; le spectre est obtenu en expulsant ces ions en fonction du 
rapport m/z. 
Le mode MS permet de déterminer la masse des ions. Sur certain système très précis ou la 
distribution isotopique est conservée, l’ion peut être identifié seulement avec sa masse. Dans 
tous les autre cas, une fragmentation est réalisée dans le mode MS/MS. La spectrométrie de 
masse en tandem (MS/MS) combine en général plusieurs étages de filtration des ions, à 
l’exception des trappes ioniques où tout se fait dans celle-ci. Les ions formés dans la source 
entrent dans le premier analyseur MS1, d’où seuls les ions ayant un rapport m/z déterminé 
pourront sortir. Dans une cellule de collision, ces ions sélectionnés sont dissociés en ions 
fragments qui seront analysés dans le second analyseur MS2.  
 

- La détection des ions 

Le détecteur converti un courant ionique en courant électrique. Le signal est ensuite traité et 
représenté par son intensité en fonction du rapport m/z. Pour les appareils à transformée de 
Fourier, c’est l’image du courant formé par la fréquence d’oscillation des ions qui est mesurée 
et convertie en rapport masse sur charge. 

2.3.2 Les systèmes de spectrométrie de masse en biologie clinique 

À l’heure actuelle, différents analyseurs de masse sont présents dans les laboratoires 
hospitaliers (simple quadripôle, triples quadripôles, MALDI-TOF, …). Cependant les instruments 
triples quadripolaires sont les outils les plus utilisés pour l’analyse LC-MS dans les laboratoires 
cliniques. Les progrès de la technologie triple quadripôle permettent de quantifier des dizaines 
voire des centaines de molécules dans une seule analyse LC-MS/MS. 
Une séparation par chromatographie liquide est ajoutée en amont du spectromètre de masse 
pour séparer les molécules des échantillons complexes tels que le sérum ou le plasma. La 
quantification précise des protéines à faible concentration (ng/mL) est réalisée en utilisant un 
couplage LC pour séparer les peptides cibles, avant la mesure par spectrométrie de masse en 
mode MRM [38]. L’introduction de l’ultra haute performance chromatographie liquide (UHPLC) 
et l’amélioration des colonnes chromatographiques ont aussi permis d’améliorer les 
performances des couplages LC-MS.  
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2.3.3 Les différents modes d’acquisition en biologie clinique. 

Les différents modes d’acquisition d’un triple quadripôle sont le balayage du spectre MS 
complet (Full scan), suivi d’un seul ion (Single Ion Monitoring), et le suivi de transition « ion 
parent »/ »ion fils » (MRM « Multiple Reaction Monitoring » ou SRM « Selected Reaction 
Monitoring »). 
En mode MRM (Figure 8), uniquement les ions sélectionnés (ions précurseurs ou ions parents) 
sont transférés à travers le premier quadripôle. Les ions sélectionnés sont fragmentés dans la 
cellule de collision et certains ions fragments, appelés ions produits ou ions fils, sont transférés 
à travers le deuxième quadripôle. La transition des ions précurseurs/parents aux ions 
produits/fils est suivie en mode MRM. 

 

 
Figure 8: Principe de fonctionnement d’une mesure en mode Multiple Reaction Monitoring (MRM) sur un triple 

quadripôle (TQ) Les ions générés par la source sont sélectionnés dans le premier quadripôle (Q1), sont fragmentés 
dans la cellule de collision et les ions fils produits sont sélectionnés dans le troisième quadripôle (Q3). Source : 

MRM atlas. 

Les expériences MRM permettent de suivre en simultané un grand nombre de transitions, donc 
plusieurs analytes dans une même analyse. Il est ainsi possible d’analyser plusieurs dizaines 
voire centaines de peptides sur une seule analyse chromatographique [39]. 
 
La grande spécificité d’une analyse MRM est liée à l’association du rapport m/z d’un peptide 
spécifique, du rapport m/z des transitions ainsi que du temps de rétention du peptide. De plus, 
plusieurs transitions relatives à un peptide et plusieurs peptides par protéines sont analysés, ce 
qui permet d’accroitre encore la spécificité de l’analyse. 
Cependant, il existe une limite au nombre de transitions qui peuvent être mesurées 
simultanément avec une sensibilité, une précision et une reproductibilité élevées. En mode 
MRM, le spectromètre parcourt de façon répétée une liste de transitions en passant un temps 
défini sur chaque transition, c’est le "dwell time". Le temps de cycle (« cycle time ») dépend du 
nombre de transition et du « dwell time » associé à chaque transition [40]. Un compromis entre 
ces trois paramètres (nombre de transitions, dwell time, et cycle time doit être trouvé pour 
maintenir des analyses sensibles et reproductibles. Un temps de cycle trop élevé entraine une 
mauvaise description du pic chromatographique (Figure 9). 
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Figure 9: Profil chromatographique d'un peptide analysé avec différents Dwell Time [40]. 

Afin d’avoir un compromis entre sensibilité et nombre de candidats analysés, Lange et al. ont 
introduit le terme de MRM en mode fenêtre (« dynamic MRM », ou « scheduled MRM », ou 
« timed SRM »). Ce mode correspond à l’acquisition de transitions uniquement à une fenêtre 
de temps définie autour de leurs temps d’élution (temps de rétention). Ainsi le "dwell time" 
dépend du nombre de transitions ciblées dans une fenêtre de temps donné. En joignant 
plusieurs fenêtres temporelles, correspondant à des temps de rétention différents, le nombre 
de peptides mesuré sera augmenté sans compromettre la qualité de l’analyse [40, 41]. 
Une autre approche (« intelligent-MRM » ou « triggered-MRM ») consiste à balayer un nombre 
limité de transitions (transitions primaires) qui lorsqu’elles dépassent une certaine intensité MS, 
déclenchent l’acquisition d’autres transitions complémentaires dans un mode MRM classique. 
Ces transitions secondaires ne sont donc acquises qu’à un temps bien précis dans le but de 
confirmer l’identité de la molécule. 
Le mode MRM en mode fenêtre est temps dépendant et donc exige une bonne résolution 
chromatographique et des temps de rétention reproductible. Le système LC complet et plus 
spécifiquement la colonne, peuvent perdre en performances avec des pics qui s’élargissent, ou 
se décalent dans le temps. L’augmentation des fenêtres de balayage est la première solution 
adoptée au détriment du cycle time ou du dwell time. Pour maintenir les performances 
analytiques, des méthodes de surveillance des temps d’élution ont été mise en place. Elles 
s’appuient sur l’élution de standards internes [42] ou de peptides exogènes spikés [43]. 

2.3.4 Les avantages et les inconvénients de la spectrométrie de masse en 
biologie clinique 

La spectrométrie de masse est une méthode analytique qui peut être comparée aux immuno-
dosages classiquement utilisés en biologie clinique. Dans cette optique-là, les avantages et les 
inconvénients vont être énoncés. 
Les principaux avantages de la spectrométrie de masse sont : 
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- Une très grande spécificité, surtout en mode MRM, et une grande gamme dynamique 
qui permet de simplifier la préparation d’échantillon (analyses rapides et moins 
couteuses). 

- Des analyses qui sont généralement très sensibles permettant l’utilisation d’une 
quantité d’échantillon limitée. 

- De grandes capacités de multiplexage pour doser plusieurs molécules même avec une 
faible prise d’essai. 

- Versatilité : De nombreuses classes de molécules peuvent être analysées en jouant sur 
le couplage LC-MS et la source en amont du spectromètre de masse. Les nouveaux 
spectromètres de masse permettent de transférer des ions de très hautes masses avec 
de nombreuses applications récentes en caractérisation d’anticorps monoclonaux, par 
exemple. 

- Un temps d’analyse court (de 5 à 15 minutes).  
- Les couplages LC/MS sont des systèmes relativement automatisés. Les étapes 

demandant l’intervention d’un opérateur sont les contrôles systématiques (arrivée des 
différents gaz, niveau des différentes phases mobiles) et l’ajout d’échantillons dans le 
passeur. La préparation peut être simplifiée/automatisée en mettant en œuvre 
l’extraction des analytes en ligne. 

 
Les principales limitations de la spectrométrie de masse sont : 
 

- Le coût de l’appareillage : Une fois l’investissement initial amorti, le coût d’utilisation de 
ces systèmes est relativement limité. La consommation de différents fluides est peu 
onéreuse. En ce qui concerne les consommables,  les colonnes chromatographiques ont 
un coût non négligeables mais elles sont rapidement amortis sur des milliers d’analyses. 

- La durée totale de l’analyse (extraction, analyse, traitement informatique des données) 
reste peu compétitive en termes de débit face aux immuno-dosages (analyse directe 
sans extraction et totalement automatisée). 

- Malgré de grande capacité de multiplexage, toutes les molécules ne peuvent pas être 
analysées en simultanée du fait de leurs propriétés physico-chimiques. Il faut donc avoir 
recours à des systèmes analytiques différents augmentant ainsi le temps d’opération et 
le coût. 

- Les valeurs de références ont été établies sur des technologies plus anciennes, par 
exemple de la RIA (Radio-Immuno Assay), et ne correspondent souvent pas aux valeurs 
trouvées par spectrométrie de masse. L’obtention de valeurs de référence est 
fastidieuse car cela demande un volume analytique important pour être représentatif 
de la diversité de la population (sexes, âges, co-pathologies, médications, …). 
Cependant, les techniques de LC-MS/MS sont aujourd’hui utilisées pour calibrer les 
valeurs de référence.  

- La formation du personnel utilisateur est longue et doit être approfondie, et il est 
souvent préféré que le personnel soit dédié à l’activité de spectrométrie de masse. 

2.3.5 Conclusion 

 
La reproductibilité analytique est toujours une forte problématique. Malgré du personnel 
qualifié et des méthodes validées, les analyses de routine peuvent poser des problèmes de 
robustesse. Ceci, de mon point de vue, est dû aux différences entre échantillons dû à la 
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variabilité inter-individuelles, ou de la qualité de l’échantillon (ex : hémolyse).  
 
Des contrôles de qualité sont inclus dans toutes les séries d’analyses pour suivre au plus près 
les performances et éviter tout biais analytique. 
Le débit d’analyse est limité par rapport aux automates cliniques. Même si les temps d’analyses 
ont été diminués grâce à l’introduction de l’UHPLC, à la sensibilité et aux vitesses de scan 
accrues des triples quadripôles, les analyses sont toujours de l’ordre de plusieurs minutes par 
échantillon. Enfin, la préparation d’échantillon reste aujourd’hui réalisée par le personnel 
qualifié puisque les solutions automatisées ne sont pas encore développées par les 
constructeurs.  Des tentatives d’automatisation viennent d’être commercialisées avec le CLAM 
de Shimadzu, ou le CASCADION de Thermo Fisher mais restent encore à être éprouvées au 
contexte clinique 
 
Il reste à relever le défi de la sensibilité en LC-MS. Une préparation d’échantillon plus spécifique 
est généralement mise en œuvre pour améliorer la sensibilité de l’analyse LC-MS. Cette 
optimisation ne doit pas se faire au détriment de la reproductibilité et du coût. 
 
Pour conclure, les systèmes LC-MS sont une bonne alternative aux immuno-dosages pour des 
laboratoires déjà équipés et opérationnels sur cette technologie. La seule option pour imposer 
le passage à un système LC-MS est de démontrer une plus-value analytique et clinique pour un 
biomarqueur.  
Par exemple, un immuno-dosage peut donner de mauvais résultats dû à un manque de 
spécificité. La spectrométrie de masse apporte cette spécificité. Dans une autre situation, une 
question biologique porte plus précisément sur le dosage d’un biomarqueur clivé ou modifié. 
Dans ce cas là aussi, la spectrométrie de masse sera d’un grand apport. 
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2.4 La spectrométrie de masse pour identifier les protéines et leurs 
modifications  

 

2.4.1 Définition des deux grands concepts en analyse protéomique: bottom-up 
vs top-down 

L’analyse des protéines se fait de deux manières principales, soit en analysant les peptides 
produits par digestion enzymatique des protéines (Bottom-up), soit en les analysant les 
protéines dans leurs formes entières (Top-down) [44] (Figure 10). Dans les deux cas, les ions 
(peptides ou protéines) sont fragmentés dans le but d’identifier leurs séquences en acides 
aminés. Cette étape de fragmentation confère à la spectrométrie de masse une dimension de 
spécificité supplémentaire.   
 

  
Figure 10: Différentes approches d'identification et de caractérisation des protéines par spectrométrie de masse [44] 
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2.4.2 L’approche bottom-up 

 
La spectrométrie de masse s’est imposée comme l’approche analytique de référence pour 
l’identification, la caractérisation et la quantification des protéines dans des milieux biologiques. 
En effet, les analyses peuvent être réalisées sans a priori ce qui est particulièrement important 
pour la découverte de nouveaux biomarqueurs ainsi que pour l’étude des protéoformes. 
 
L’approche bottom-up est essentiellement basée sur la digestion trypsique. La trypsine est 
l’enzyme la plus couramment utilisée car elle génère des peptides ayant des propriétés physico-
chimiques intéressantes pour l’analyse par spectrométrie de masse. En effet, la trypsine produit 
des peptides d’environ 5 à 20 acides aminés soit une masse moléculaire moyenne de 1400 Da 
[45, 46]. De plus, la trypsine est aussi utilisée du fait de sa grande spécificité, sa disponibilité et 
sa robustesse d’utilisation. En effet, la trypsine est toujours active en présence de solvants 
organique à 80% [47], urée (1 mol/L) et jusqu’à 60°C. Elle clive avec une grande spécificité en C 
terminal des lysines (K) et arginines (R) sauf si une proline est l’acide aminé en C terminal : KP 
ou RP. Si la trypsine possède une grande spécificité, la fréquence de coupure est dépendante 
de l’acide aminé qui suit K et R: par exemple la fréquence de digestion est plus faible en 
présence d’un acide glutamique ou aspartique [48] ce qui a pour conséquence un nombre de 
non-clivages plus important [49].   
En protéomique « bottom-up », les spectromètres de masse haute résolution de type orbitrap 
ou QTOF sont couramment utilisés avec des méthodes d’acquisition DDA (Data Dependant 
Acquisition). Cette méthode est particulièrement intéressante dans le domaine des 
biomarqueurs car elle permet l’identification et la quantification relative des protéines qui sont 
présente dans des matrices biologiques variées (tissus ou biofluides). Kim et al. [50], dans 
l’étude la plus exhaustive, ont couvert plus de 84% des protéines encodées par 17294 gènes à 
partir de tissus humains et de cellules souches hématopoïétiques. Cette étude a permis la 
détection de peptides spécifiques d’isoformes pour 2861 protéines montrant la capacité de la 
spectrométrie de masse à identifier à grande échelle des protéines et à pouvoir détecter 
certaines de leurs protéoformes.   
Une méthode DDA revient à fragmenter (spectre MS/MS) un maximum d’ions parents dans un 
temps donné, après une première analyse MS1 permettant de connaitre les masses des ions, 
et l’intensité des ions parents potentiels. Deux paramètres sont donc essentiels pour de bons 
résultats : un temps de cycle rapide pour pouvoir réaliser un maximum de MS/MS, et un taux 
de succès maximum sur les MS/MS réalisées, sont essentiels pour obtenir de bons résultats 
d’identification.  
Les spectres MS et MS/MS sont ensuite confrontés à des bases de données théoriques et/ou 
expérimentales via un algorithme géré par un logiciel comme Mascot, Proteome Discoverer, ou 
Protein Prospecto, ce qui permet l’identification de la (ou les) protéine(s). Ces logiciels génèrent 
des spectres MS/MS de peptides théoriques qui seront comparés aux spectres expérimentaux. 
L’approche, basée sur les peptides, est possible car les fragmentations peptidiques sont bien 
prédites. Les types d'ions fragments observés dans un spectre MS/MS dépendent de nombreux 
facteurs comme la séquence primaire, la quantité d'énergie interne, la manière dont l'énergie 
a été introduite, et l'état de charge. La nomenclature communément acceptée pour les ions 
fragments a été proposée pour la première fois par Roepstorff et Fohlman [51], et a ensuite été 
modifiée par Johnson et al. [52] (Figure 11). 
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Figure 11: Différentes possibilités de fragmentation d'une chaine peptidique et leurs nomenclatures. 

Seuls les fragments chargés sont détectés en spectrométrie de masse. Si la charge est retenue 
sur le fragment N-terminal, les ions formés seront des ions a, b ou c. Si la charge est retenue 
sur le fragment C-terminal, les types d'ions seront x, y ou z. D’autres types d’ions peuvent être 
formés lors de réactions secondaires mais ils ne seront pas pris en compte lors de la sélection 
des ions fragments dans une méthode MRM. En fragmentation CID basse énergie comme dans 
les triples quadripôles, les ions principalement formés sont des ions b et y. Des pertes de NH3 
ou d’H2O peuvent être aussi observées. En dissociation par transfert d’électrons (ETD ou ECD), 
des ions c et z sont majoritairement formés. 

Un grand nombre de protéines sont identifiées avec des couvertures de séquences 
généralement faibles par cette approche ce qui limite la description moléculaire des protéines 
[53, 54]. Des enzymes alternatives produisant des peptides différents [55], et des combinaisons 
de plusieurs protéases [56], ont été utilisées pour augmenter la couverture de séquence. Les 
protéases ArgC (coupure en C terminal de l’arginine), AspN (coupure en N terminal de l’acide 
aspartique), chymotrypsine (coupure en C terminal des acides aminés Tyr, Phe, Trp, Leu, et 
Met), GluC (coupure en C terminal de l’acide aspartique et glutamique), LysC (coupure en C 
terminal de la lysine) et LysN (coupure en N terminal de la lysine) sont utilisées. 
 
Nagaraj et al. [57] ont démontré l’intérêt de combiner la trypsine, Glu-C et Lys-C pour 
augmenter le nombre de protéines identifiées et la couverture du protéome de cellules HeLa. 
85% des protéines identifiées par la trypsine et la Lys-C sont communes. La Glu-C apporte 
seulement 5% de protéines identifiées en plus. Mais le principal apport est d’augmenter la 
couverture de séquence des protéines identifiées et ainsi améliorer leur description. 
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2.4.3 L’approche top-down 

 
L’approche top-down permet de caractériser les protéines au niveau protéique, et non au 
niveau peptidique comme les approches bottom-up. Cette approche a encore quelques 
limitations, ce qui ne permet pas de l’appliquer en routine pour toutes les protéines. 
 
La préparation d’échantillon doit être adaptée à l’analyse des protéines intactes. Pour les 
analyses non-ciblées, une méthode de séparation des protéines intactes basée sur leurs poids 
moléculaires appelée, Gel-Eluted liquid Fraction Entrapment Electrophoresis (GeLFrEE) a été 
récemment développée. Les fractions sont collectées et séparées par chromatographie liquide 
en phase inverse. Cette stratégie a été appliquée par Tran et al. en 2011 [58], identifiant plus 
de 3000 protéoformes qui appartiennent à 1043 protéines et qui proviennent de cellules Hela. 
D’autres méthodes de fractionnement ont aussi été appliquées avec succès comme par 
exemple la chromatographie d’exclusion stérique [59], ou des précipitations différentielles [60]. 
Concernant les méthodes ciblées, l’immunoprécipitation des protéines restent la méthode la 
plus sensible et de choix pour l’analyse des protéines par top-down car c’est une des méthodes 
les plus sélectives [61, 62].   
La séparation chromatographique doit être adaptée à l’analyse de protéines intactes. Des 
colonnes C4 ou C8 polymériques permettent des meilleures résolutions mais surtout offrent 
des durées de vie plus longues (lavages dans des conditions drastiques possibles). 
L’instrumentation MS doit offrir une résolution suffisante pour bien déterminer la masse de la 
protéine. La déconvolution du massif monoisotopique permet de déterminer la masse de la 
protéine. La déconvolution par les algorithmes sera facilitée par une bonne résolution du massif 
monoisotopique. Les spectromètres de masse utilisés sont donc ceux ayant les meilleures 
performances en résolution (les TOF ou les instruments à transformée de Fourier). 
Le séquençage MS/MS des protéines est aussi plus délicat qu’au niveau peptidique. La qualité 
de la fragmentation des protéines est un élément déterminant pour leur caractérisation. Le 
mode de fragmentation classiquement utilisé pour les peptides est le CID. La fragmentation de 
type HCD (activation par collision), du fait d’une plus haute énergie de dissociation utilisée, s’est 
montrée plus informative que la fragmentation CID pour l’alpha-synucléine [63], et  pour 
l’ubiquitine [64]. Afin d’accroitre la couverture de séquence des protéines, d’autres modes de 
fragmentation ont été développés :  

- le transfert d’électrons de basses énergies (< 1eV) comme l’ECD et l’ETD. L’ECD 
correspond à la capture d’un électron de basse énergie par un ion multichargé ce qui 
conduit à sa fragmentation. En ETD, un électron est transféré vers un ion multichargé 
par interaction entre cet ion et un anion radicalaire. Ces deux méthodes produisent des 
fragmentations du squelette peptidique de type N-Cα. Ces méthodes ont un rendement 
de fragmentation assez faible. 

- l’absorption d’un photon par la protéine : UVPD (ultraviolet photodissociation) qui 
utilise un laser ultraviolet à 193 nm.  L’UVPD permet d’avoir un nombre plus important 
de fragments uniformément répartis sur la protéine en comparaison du CID, HCD et ETD 
comme montré par Cannon et al. [65]. 

Ces modes de fragmentations sont complémentaires du fait des mécanismes de 
fragmentation différents. En effet, une étude globale sur des cellules HeLa montre que 
l’UVPD permet une augmentation de la couverture de séquence jusqu’à 74% et du niveau 
de caractérisation des protéoformes de 9% en comparaison avec l’HCD [66].  
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Le retraitement des analyses top-down MS est un véritable point critique. Aujourd’hui, de 
nouveaux algorithmes ou des améliorations d’existants sont en développement et vont de pair 
avec l’amélioration des performances des spectromètres de masse. Quelques étapes clés sont 
illustrées en Figure 12 et peuvent être listées ci-dessous: 

o calibration des données brutes 
o extraction du signal protéique 
o déconvolution 
o détermination de la masse monoisotopique (dans le cas de données avec 

résolution monoisotopique) ou de la masse moyenne (dans le cas de données 
sans résolution monoisotopique) 

o association des différents états de charge d’une protéine 
o export des données  
o comparaisons de profils MS1 pour effectuer une étude quantitative, (ii) ou 

attribution des ions de fragmentation manuellement ou automatiquement pour 
identifier les protéines séquencées [60]. 

 

 

Figure 12: Processus d'exploitation des données par les logiciels Bruker [60] 

L’identification des spectres MS/MS des protéines n’est pas aussi établie qu’au niveau 
peptidique. Schmidt et al. [60] ont identifié les spectres MS/MS grâce aux logiciels Byonic et 
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Biotools, ou à une approche manuelle. Une multitude d’autres outils sont aussi disponibles 
(MASH Suite, ProSight, Protter, pTop, TopPIC, Byonic). Toutes ces étapes et leurs paramètres 
associés doivent être adaptés à chaque étude selon le biomarqueur cible, la qualité de la 
préparation d’échantillon, la séparation mise en œuvre, le spectromètre de masse, sa 
calibration au moment de l’étude, mais aussi en fonction de l’intensité du spectre MS/MS. 
 

2.4.4 Comparaison de ces deux types d’approches 

L’approche bottom-up est la méthode standard pour identifier et quantifier un protéome à haut 
débit. La digestion trypsique est très spécifique, efficace et génère des peptides avec les bonnes 
caractéristiques physico-chimiques pour une analyse LC-MS. Cependant, l’identification basée 
sur le ou les peptide(s) conduit à une perte d’informations très importantes (Figure 13). Tous 
les évènements affectant la séquence protéique peuvent être manqués s’ils ne sont pas connus 
(donc absents des bases de données), ou non recherchés par l’opérateur. 
 

 
Figure 13: Analyse bottom-up d’un mélange de protéoformes d’une protéine conduisant à une perte d'information après 

l’étape de digestion des protéines. 

 
Une observation directe de l’entité protéique présente dans l’échantillon est possible par une 
approche top-down. La caractérisation des différentes protéoformes d’une protéine et donc 
théoriquement réalisable. Cependant, la gamme de masse des protéoformes analysable est 
actuellement restreinte [60]. 
De nombreux défis techniques restent encore à relever concernant la préparation d’échantillon, 
la séparation chromatographique, les performances MS et MS/MS, et le retraitement des 
analyses pour atteindre les performances, la robustesse, le débit, et l’automatisation des 
approches bottom-up.  
 
L’application en biochimie clinique est limitée par tous ces développements encore en cours 
mais aussi par la nécessité de spectromètre de masse très haute résolution peu répandue dans 
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les laboratoires à ce jour. Cependant, la quantification des protéoformes est particulièrement 
intéressante car elle permet d’être au plus près à la réalité biologique. Une application top-
down sera développée dans cette thèse au Chapitre 3. 
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2.5 Les fluides biologiques utilisés en biochimie clinique 

 
Les échantillons biologiques les plus répandus dans les laboratoires d’analyses sont le sang, les 
urines et les selles. Ces échantillons sont très utilisés en analyses cliniques car ils sont informatifs 
tout en étant très facile à prélever. Le sang est très majoritairement utilisé en biologie clinique 
et ce travail de thèse se concentrera sur ce type d’échantillon. 
 

2.5.1 Le sang total, le plasma et le sérum 

Le sang total correspond au sang frais obtenu directement après prélèvement biologique. Il est 
composé d’un liquide biologique, le plasma, ainsi que des cellules sanguines que sont les 
globules blancs, les globules rouges et les plaquettes. Cette composition rend le stockage et la 
manipulation du sang total difficile (lyse des cellules, coagulation). Les premières sources de 
variabilité pour la quantification de biomarqueurs apparaissent dès cette première étape avec 
le type de tube utilisé pour la collection du sang. 
Après centrifugation, le sérum est obtenu ainsi qu’un culot compact composé de fibrines et de 
cellules sanguines. Le plasma est quant à lui isolé après ajout du sang dans un tube de 
prélèvement contenant un anticoagulant et après centrifugation. 
Pour des raisons pratiques, il est d’usage d’éliminer les cellules sanguines pour obtenir le sérum 
ou le plasma. Le risque d’hémolyse étant écarté, ces fluides peuvent être stockés à -20°C ou -
80°C en attendant d’être analysés. Le temps de traitement avant d’obtenir le plasma/sérum, et 
les conditions de centrifugation sont des paramètres important qui peuvent induire des 
différences dans les résultats [67, 68]. Par conséquent, des procédures sont mises en place pour 
uniformiser, entre les différents sites de collection, la collecte du plasma ou du sérum [69]. 
 
Ces deux milieux biologiques complexes, présentent une large gamme dynamique de 
concentrations protéiques (Figure 14) [70]. 

 
 

Figure 14: Diagramme représentant la distribution différentielle des protéines majoritaires du plasma [70]. 

Le plasma peut être obtenu en prélevant le sang dans des tubes contenant des anticoagulants 
comme l’EDTA (Éthylènediaminetétraacétique), l’héparine ou le citrate de sodium. L’EDTA 
inactive le calcium nécessaire à la coagulation, ainsi que d’autres ions comme le magnésium, en 
formant un complexe inactif. Le citrate de sodium inhibe également le calcium avec le même 
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principe. L'héparine se lie et modifie l'activité de l'antithrombine III, inhibiteur de la sérine 
protéase, qui inhibe les formes activées du facteur X et de la thrombine. Des travaux de Dupin 
et al. [71] montrent que 82% des protéines sont affectés par le choix de la matrice (entre sérum 
et plasma EDTA). Une étude similaire comparant du sérum, du plasma EDTA, et du plasma 
hépariné, indique que 48% des protéines sont affectées par le choix de la matrice [72]. L’ 
« Human Proteome Organization »[73] a choisi le plasma EDTA comme matrice la plus adaptée 
aux études protéomiques.  

2.5.2 Les échantillons sanguins en protéomique clinique 

Le plasma a été décrit comme la partie circulante de tous les tissus du corps [74]. Le 
changement de protéome en cas d’une pathologie est donc théoriquement détectable [75, 76]. 
Le fluide périphérique qu’est le sang pour les différents tissus et organes, est soumis à de 
nombreux paramètres que sont entre autres les variations journalières (jour/nuit, avant/après 
repas, avant/après activité physique), les variations inter-individuelles (état de forme, 
métabolisme, …), mais aussi les variations découlant d’une pathologie. Malgré de nombreux 
travaux déjà réalisés, le protéome plasmatique est encore en cours d’étude. Ceci s’explique 
principalement par la complexité de cette matrice et par la gamme dynamique de 11 ordres de  
magnitude entre l’albumine et des cytokines (Figure 15) [74]. 
 

 
 

 
Figure 15: La gamme de concentration de 70 protéines plasmatiques [74]. 

Des étapes supplémentaires dans les préparations d’échantillons sont donc rajoutées pour 
accéder à un sous-protéome. 
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2.5.3 La préparation d’échantillons sanguins en protéomique clinique 

La précipitation différentielle des protéines 
Pour quantifier les protéines majoritaires du plasma, une simple étape de précipitation peut 
suffire. En effet, celle-ci permet une diminution de l’effet matrice en enlevant des métabolites, 
les petites protéines et certains lipides. De plus, une précipitation utilisant un dénaturant 
comme le méthanol améliore le rendement de digestion des protéines. Ces optimisations ont 
été rapportées par Ouyang et al. [77] qui ont obtenu un gain de sensibilité d’un facteur 15 par 
simple précipitation des protéines du plasma par le méthanol, suivi par une digestion du culot 
de protéines, en comparaison à une digestion directe du plasma. Des travaux ont été également 
réalisés sur des prélèvements salivaires [78, 79]. Les protéines salivaires à partir de 50 µL de 
prélèvement ont été précipitées à l’éthanol. Le culot a ensuite subi une approche bottom-up et 
une quantification de protéines par LC-MRM. Grâce à cette stratégie analytique, des protéines 
présentant des quantités ayant 4-Log d’écart ont pu être quantifiées dans une même analyse. 
Une approche opposée consiste à précipiter les grosses protéines tout en maintenant en 
solution les protéines de taille faible à moyenne. Une application sur la protéine Tau d’une 
masse moléculaire d’environ 40kDa a été publiée [80-82]. La précipitation acide (PCA : 
PerChloric Acid) a permis d’éliminer 93,6% des protéines de l’échantillon (Figure 16) tout en 
conservant la protéine Tau qui a pu être dosée avec une bonne sensibilité (150 pg/mL pour le 
meilleur peptide). 

 
Figure 16: Évaluation de la déplétion des protéines abondantes pour l'analyse de la protéine TAU 

Extraction en phase solide et fractionnement chromatographique  
L’extraction en phase solide peut être faite, soit au niveau des protéines [81], soit plus 
couramment, au niveau des peptides [83]. La SPE permet de concentrer l’échantillon et de 
réduire les effets matrice. Une méthode analytique utilisant cette stratégie a récemment été 
validée pour un marqueur de narcolepsie, l’orexine A [84]. Cette protéine a été extraite de 500 
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µL de liquide céphalo-rachidien grâce à une approche SPE qui permet de concentrer 
l’échantillon tout en éliminant de nombreux interférents grâce à des lavages, et des grosses 
protéines qui ne seront pas éluées du support. La méthode de référence pour le dosage des 
peptides amyloïdes fait appel à une préparation à base de SPE (MCX : Mild Cation eXchange) 
[85, 86]. Cette préparation a remplacé une méthode d’immuno-précipitation [87], qui selon 
l’anticorps utilisé est indiquée comme plus sensible. 
 
Une autre méthode est le fractionnement par chromatographie liquide qui correspond à une 
chromatographie liquide dite bidimensionnelle (2D). Les caractéristiques pour un 
fractionnement idéal  sont (i) une capacité de pics importante, et (ii) l’orthogonalité du 
fractionnement avec la séparation analytique des peptides [88]. L’orthogonalité est définie 
comme la répartition des peptides dans un espace géométrique en 2D. Les modes 
chromatographiques étudiés (C18 à pH acide (2,6) ; C18 à pH basique (10,0) ; HILIC (Hydrophilic 
Interaction LIquid Chromatography) ; SEC (Size Exclusion Chromatography) ; SCX) présentent 
des orthogonalités assez semblables d’environ 54% à part le couplage HILIC/C18 pH 2,6 qui est 
à 69%. La largeur des pics chromatographiques en SEC est supérieure aux autres colonnes ce 
qui induit une capacité de pics inférieure. 
 
Keshishian et al. [89, 90], ont démontré l’intérêt du fractionnement par SCX. Par déplétion des 
12 protéines majoritaires du plasma au lieu des 7 majoritaires, la LOQ est divisée par 2. Par 
contre, un fractionnement par SCX uniquement sur 6 fractions, permet d’atteindre une 
sensibilité optimale en diminuant les LOD et LOQ d’un facteur 1000. Ainsi, des biomarqueurs 
cardiaques ont pu être quantifiés jusqu’au ng/mL selon cette stratégie. En déplétant les 14 
protéines majoritaires et en réalisant un fractionnement sur colonne C18 haut pH/ bas pH plus 
étendu (96 fractions combinées ensuite en 12 fractions), Shi et al. [91] ont atteint des limites 
de quantification en plasma pour la PSA (Prostate-specific antigen) de 50-100 pg/mL.  
 
La déplétion des protéines majoritaires 
La stratégie pour gagner en gamme dynamique dans le plasma consiste à dépléter les protéines 
majoritaires. La principale approche est une déplétion par immuno-affinité avec des anticorps 
dirigés contre l’albumine ; 6-7 protéines, 12-14 protéines, ou 20 protéines les plus abondantes. 
Plusieurs kits ou colonnes commerciaux sont disponibles pour cet usage. Les colonnes MARS 
(Multiple Affinity Removal System, Agilent) sont très répandues. Elles permettent la déplétion 
de 7 protéines (albumine, IgG, antitrypsine, IgA, transferrine and haptoglobine), ou 14 protéines 
(albumine, IgG, antitrypsine, IgA, transferrine, haptoglobine, fibrinogène, alpha 2-
macroglobuline, alpha1-acid glycoprotéine, IgM, Apo lipoprotéine AI, Apo lipoprotéine AII, 
complément C3 and transthyretine) les plus abondantes. 
La déplétion du sérum par l’albumine permet d’enlever 69% de la quantité totale des protéines 
du sérum. Ce chiffre est de 80% pour la déplétion de 6 protéines, et de 87% pour la déplétion 
de 12 ou 20 protéines les plus abondantes [92]. La déplétion du sérum des 14 protéines les plus 
abondantes permet sur une analyse LC-MS/MS d’augmenter le nombre d’identification de 25%. 
De plus, les auteurs ont pu détecter la déplétion de 19 protéines non-ciblées. La perte non 
désirée et inattendue de protéines lors de l’étape de déplétion par de l’absorption non 
spécifique au support de déplétion, ou par complexation avec des protéines abondantes qui 
sont déplétées est un des inconvénients majeur de ces approches [93, 94].  
 
Une alternative à l’étape de déplétion est « l’équalisation » [95-100]. L’échantillon est mis en 
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contact de 64.106 billes coatées d’une librairie d’hexa-peptides qui vont être rapidement 
saturées par les protéines les plus abondantes. Une fois les billes saturées, l’échantillon 
« équalisé » passe à travers et est récupéré. Le taux de protéines retenues et d’environ 96%. 
Grâce à cela, 20 protéines n’ayant jamais été observées expérimentalement ont pu être validées 
par analyse de spectrométrie de masse [95]. 

 
D’autres techniques existent aussi pour la déplétion d’albumine comme le Cibacron bleu [101, 
102] ou le kit AlbuVoid de Biotech Support [103]. Ces méthodes sont moins onéreuses et plus 
faciles à mettre en œuvre. Cette dernière approche permet une déplétion de 91% de 
l’albumine. Le taux d’identification sur une approche bottom-up avec déplétion augmente de 
42%. Toutefois, dans les fractions contenant l’albumine, 77 autres protéines ont pu être 
identifiées. Ces approches moins coûteuses ont une  spécificité limitée ce qui peut être limitant. 
 
Purification par immuno-affinité 
Les méthodes permettant généralement d’atteindre des plus grandes sensibilités sont les 
méthodes d’immuno-précipitation des protéines. La capture peut se faire au niveau protéique 
ou au niveau peptidique (technologie SISCAPA : Stable Isotope Standards with Capture by Anti-
Peptide Antibodies).  
L’immuno-précipitation (IP) ou MSIA (Mass Spectrometric ImmunoAssay) [104] au niveau de la 
protéine peut être multiplexée, et la capture normalisée en utilisant une version marquée 13C 
et/ou 15N de la protéine cible [105]. Cette méthode est tout à fait adaptée pour la quantification 
de protéoformes. En effet, Gao et al. [106] ont réalisé une immuno-précipitation multiplexe de 
5 protéines, impliquées dans l’inflammation et l’insuffisance rénale, et ont quantifié leurs 
protéoformes grâce à la spécificité apportée par la spectrométrie de masse.    
L’immuno-précipitation peut aussi se faire au niveau du peptide ce qui permet de normaliser 
l’immuno-capture par l’ajout d’un peptide marqué. La méthode SISCAPA a été introduite par 
Anderson et al. [107] en 2004 pour la quantification de quatre protéines du plasma. 
Cette méthode a récemment été appliquée pour l’enrichissement multiplexe de 24 peptides 
[108], ou plus de 150 peptides pour la quantification de 41 protéines [109]. Ces résultats 
montrent une capacité de multiplexage plus importante qu’avec une capture faite au niveau de 
la protéine.   
L’inconvénient majeur du SISCAPA par rapport à l’immuno-précipitation réalisée avec une 
protéine marquée aux isotopes stables est la non-normalisation de la digestion, une des étapes 
les plus variables [110]. Par exemple, la normalisation par une protéine marquée [111] dans le 
cas de la quantification de la protéine S100B a permis d’augmenter la justesse d’un facteur 2.  
En général, seulement un à deux peptides par protéine sont quantifiés lors d’une approche 
SISCAPA, ce qui limite son utilisation pour l’étude des protéoformes. Toutefois, l’étude de 
modifications post-traductionnelles est possible, comme par exemple l’acétylation de la 
tubuline [112].  
Des approches basées sur une analyse MALDI ont aussi été développée sous le nom 
d’immunoMALDI [113, 114]. Dans cette approche, les peptides immuno-capturés sont élués 
directement par la matrice. Des approches jumelées SISCAPA et analyse MALDI ont aussi été 
mises en œuvre [115]. 
 

- L’enrichissement sur Protéine A est un cas particulier de purification par immuno-affinité 
des immunoglobulines. 

De nombreuses études portant sur le dosage d’anticorps utilisent une purification d’immuno-
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affinité basée sur des protéines A ou des protéines G immobilisées [116-120]. La protéine A 
possède une grande affinité pour la région Fc de la chaine lourde de toutes les classes d’IgG et 
plus spécifiquement pour les IgG1, 2 3 et 4. D’autres protéines, comme la protéine L, sont aussi 
disponibles pour des sélectivités différentes (source Abcam). 
Une autre approche consiste en la précipitation des protéines par solvants organiques ou par 
des sels afin d’éliminer l’albumine dans le surnageant et de conserver les immunoglobulines 
dans le culot (Figure 17) [77, 121-123]. 

 

Figure 17: Gammes d'étalonnage du Bevacizumab (BV) obtenues avec 3 préparations d'échantillon différentes [124] modifiée 
pour ce manuscript.(nSMOL : nano-Surface and Molecular Orientation Limited proteolysis) 

Une meilleure sensibilité est obtenue avec une capture protéine A en comparaison des 
approches basées sur la précipitation des protéines (Figure 17) grâce à une importante 
décomplexification de l’échantillon (Figure 18). 
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Figure 18: gel 1D SDS-PAGE en condition dénaturante et coloration au bleu de Coomassie. Dépôt de sérum dilué, de sérum 
après capture protéine A et de marqueurs de taille. Sur la piste après capture protéine A, la bande correspondant à l’albumine 
(66kDa) a complètement disparu, et les bandes majoritaires correspondant aux chaines légères (28kDa) et lourdes (51kDa) des 

anticorps de l’échantillon sont majoritaires. 

L’analyse des anticorps par LC-MS/MS est en pleine expansion car de plus en plus d’acteurs de 
la santé travaillent sur ces molécules et de meilleures performances analytiques ouvrent de 
nouvelles perspectives. Une application LC-MS/MS sera développée dans le chapitre 4. 
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2.5.4 Conclusion 

L’échantillon sanguin est d’une très grande complexité pour une analyse protéomique car les 
protéines possèdent une gamme dynamique excessivement large (1011). Des préparations 
d’échantillons sont nécessaires pour accéder à un sous-protéome qui pourrait être masqué sans 
ces étapes. Les grandes approches ont été listées dans cette partie (la précipitation différentielle 
des protéines, l’extraction par SPE et fractionnement chromatographique, la déplétion des 
protéines abondantes, la purification par immuno-affinité, et l’enrichissement sur Protéine A) 
mais d’autres méthodologies existent comme le fractionnement des protéines/ peptides selon 
leurs charges ou leurs points isoélectriques [125-158]. 
 
Selon la sensibilité nécessaire, la purification de la cible d’intérêt doit être la plus spécifique 
possible. Des étapes peu spécifiques (précipitation, SPE) peuvent aussi être combinées pour 
atteindre des sensibilités satisfaisantes [82]. 
La précipitation des protéines est peu spécifique mais efficace, simple et peu chère. Ce 
préfractionnement est très répandu en clinique car une majorité d’approche pour l’analyse des 
« petites » molécules procèdent par une précipitation des protéines en première intention. De 
ce fait, des plaques 96 puits de précipitation de protéines, ou même des automates ont été 
développés pour gagner en reproductibilité et surtout en débit de traitement d’échantillons. Il 
en est de même pour la SPE. 
Le fractionnement chromatographique n’est pas spécifique d’une cible mais il est adaptable en 
fonction des caractéristiques physico-chimique de la cible et des nombreuses phases 
(stationnaires et mobiles) disponibles. Par contre, le fractionnement peut être délicat à mettre 
en place, et peu reproductible dans le temps. Le fractionnement chromatographique est 
automatisable mais toute flexibilité est alors perdue. Des robots de préparation non couplés 
peuvent faire le fractionnement [159], mais des solutions en ligne (2D-LC) existent aussi mais 
cela nécessite d’avoir des appareillages dédiés à une application en particulier. 
La déplétion des protéines abondantes est très utilisée car elle permet de gagner en gamme 
dynamique avec une reproductibilité correcte. Dans une approche de quantification de 
biomarqueurs, il faut s’assurer qu’il n’y ait pas de pertes de la cible dans les fractions déplétées. 
Cette vérification est généralement difficile à mener. Le deuxième point limitant est le coût très 
élevé de ces approches. 
La purification par immuno-affinité est « la » préparation d’échantillon à utiliser pour la 
quantification d’un biomarqueur bien défini. Ces approches sont reproductibles, 
automatisables, et elles permettent d’atteindre de très bonne sensibilité. Tous ces avantages 
sont conditionnés par le fait de disposer d’un anticorps performant mais dont le coût reste 
élevé. 
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2.6 La quantification de protéines et de leurs modifications par une 
approche bottom-up 

Les approches protéomique bottom-up et top-down sont donc complémentaires et permettent 
la détection et la quantification des biomarqueurs peptidiques et protéiques. Les approches de 
quantification par spectrométrie de masse peuvent être classées en deux catégories : la 
quantification relative et la quantification absolue. Les méthodes de quantification relatives 
sont principalement utilisées durant la phase de découverte des biomarqueurs alors que les 
méthodes de quantification absolue plus précises sont utilisées dans les phases ultérieures, 
c’est-à-dire pour la validation des biomarqueurs. Ces deux approches utilisent le marquage 
isotopique (dilution isotopique) ou aucun marquage (label free) pour quantifier les protéines. 
Les différentes approches de quantification qui vont être abordées sont résumées dans la figure 
19.   
 

 
Figure 19: Les principales méthodes de quantification utilisées en spectrométrie de masse  

Les méthodes de quantification relatives vont être décrites succinctement. Les méthodes de 
quantification absolue qui sont les méthodes utilisées en clinique et au cours de cette thèse 
vont être développées plus en détail. 
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2.6.1 Méthodes de quantification relatives 

Les méthodes d’acquisition pour l’identification de protéines (DDA) ne sont pas adaptées pour 
des quantifications précises de protéines. Le travail en cycle avec des passages d’un mode 
d’acquisition à un autre (MS1 et MS/MS) diminue le nombre de point par pic, génère une 
variabilité importante sur la description des pics et donc diminue les performances analytiques. 
Pour doser les milliers de protéines identifiées dans une étude protéomique, d’autres 
méthodologies basées sur l’introduction d’un marquage sont mises en place. 
Le marquage peut être introduit au niveau métabolique, ou par des réactions chimiques ou 
enzymatiques. Le marquage métabolique n’est pas possible chez les patients. Des études de 
marquage partiel à la leucine 13C6 sont quand même menées mais leurs buts ne sont pas de 
quantifier un biomarqueur mais de pouvoir détecter des protéines nouvellement synthétisées 
[159].  
 
La méthode la plus connues dans le domaine de la protéomique est le SILAC (Stable Isotope 
Labeling by Amino acids in Cell culture) (Figure 20) [160].  

 

 
Figure 20: Principe du marquage SILAC [160]. 

Les cellules « SILAC » se développent dans un milieu de culture privé des acides aminés 
essentiels. Une version marquée aux isotopes stables (13C ;15N ;2H) de ces derniers est ajoutée 
dans le milieu de culture. Introduit en 2002 par Ong et al. [160], le milieu de culture était 
dépourvu de leucine. De la leucine deutérée a été incorporée dans le milieu de culture et a 
permis la quantification relative de protéines impliquées dans la différentiation de cellules 
musculaires. Une des limites de cette approche est que tous les peptides tryptiques ne 
contiennent pas une leucine et ne sont donc pas marqués. De plus, le deutérium induit un 
décalage en temps de rétention [161]. Pour pallier au problème de marquage partiel des 
peptides par la leucine, les acides aminés les plus couramment utilisés, maintenant, sont la 
lysine et l’arginine. En effet, dans la majorité des cas, la digestion enzymatique est réalisée avec 
la trypsine qui laisse l’un de ces deux acides aminés en C-terminal du peptide. D’autres acides 
aminés ont aussi été employés tels que : sérine, glycine, méthionine, valine, leucine, histidine 



50 
 

et tyrosine [162]. 
 
Le marquage isotopique par des réactions chimiques ou enzymatiques n’est pas utilisé en 
clinique. Les méthodologies les plus connues sont l’oxygène 18O [163], l’ICAT pour « Isotope-
coded Affinity Taged) [164], le TMT  pour « tandem mass tags » [165], ou l’iTRAQ pour « isotope 
Tags for Relative and Absolute Quantification » [166]. Ces marquages sont réalisables sur des 
échantillons de patients mais ils demandent une expertise supplémentaire, des protocoles qui 
gagnent en complexité, un coût élevé, et un retraitement des données délicat. Le principal 
avantage est que ces méthodologies permettent de comparer un état « A » vs. un état « B ». 
Elles sont donc pleinement adaptées à la recherche de biomarqueurs mais pas à leur 
quantification en routine. 
Les réactifs ICATs ont été introduits en 1999 par Gygi et al [164] et développés pour se lier aux 
groupements thiols des cystéines présentes sur les peptides (Figure 21). 

 
Figure 21: Réactif ICAT utilisé pour le marquage des peptides 

Ils sont composés de trois parties : un tag (ou étiquette) d’affinité qui est la biotine, un élément 
de liaison non marqué ou marqué aux isotopes stables (13C  ou 2H) et un groupement réactif qui 
réagit avec les thiols libres des cystéines. Après digestion, les peptides sont concentrés sur des 
colonnes de streptavidine, ce qui permet aussi de réduire par un facteur 10 le nombre de 
peptides [167]. La quantification relative de cellules saines et malades se fait par comparaison 
de l’intensité des peptides entre peptides marqués et non marqués. Les désavantages 
concernant l’ICATs sont premièrement que la biotine interfère dans l’identification des peptides, 
et deuxièmement l’augmentation d’hydrophobicité des peptides impliquant une élution 
chromatographique plus difficile et potentiellement des temps de rétention proches. Ce 
problème a été résolu par Yi et al., en introduisant un élément de liaison clivable par l’acide 
permettant d’enlever la biotine [168].  
Le TMT ou l’iTRAQ sont tous les deux basés sur des tags isobariques et ont été développés par 
Thompson et al. [165] en 2003 pour le TMTs (Tandem Mass Tags) et commercialisé par Thermo 
Scientific ; et par Ross et al. [169] en 2004 pour l‘iTRAQ (isobaric Tag for Relative and Absolute 
Quantitation) et commercialisé par AB Sciex. Les tags isobariques ne sont pas différentiables 
dans le spectre MS1, ce qui permet de ne pas complexifier le spectre de masse en combinant 
différents échantillons. Les tags sont uniquement différentiables au niveau de leur spectre MS2 
et la fragmentation des tags permet de remonter à l’abondance relative des peptides.  
Le tag est constitué de trois parties (Figure 22) :  
- Un groupement ester activé avec le N-hydroxysuccinimide (NHS) qui réagit avec les 
amines libres (N-terminal des peptides et lysines) pour former une liaison covalente. Un 
marquage non spécifique peut aussi avoir lieu principalement sur les tyrosines et les sérines.  
- Un groupement central servant à contrebalancer la masse du groupement rapporteur 
afin d’avoir des tags isobariques.  
- Un groupement rapporteur observable en MS/MS et marqué 13C et/ou 15N pour obtenir 
un delta de masse d’au moins 1Da [170, 171].  
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Figure 22: Les réactifs TMT utilisés pour les analyses multiplexes. Les atomes portant un marquage isotopique sont indiqués 

par un astérisque. 

L’iTRAQ et le TMT peuvent être multiplexés jusqu’à 8 et 10 conditions respectivement. Pour le 
TMT 10-plex, une résolution d’au moins 50000 à 130m/z est nécessaire pour pouvoir séparer 
et quantifier les ions rapporteurs isotopologues séparés uniquement par 6,32mDa [170, 171]. 
Le marquage à l’18O est réalisé sur la partie C-terminale (Figure 23). La réaction est catalysée 
par les protéases à sérine comme la trypsine, glu-C ou lys-C en présence d’eau H2

18O. Cette 
méthode universelle applicable à tout type d’échantillon permet de marquer tous les peptides 
de manière uniforme et de façon économique. En revanche, seulement deux états peuvent être 
comparé à la fois et le marquage se fait au niveau des peptides, ce qui ne permet pas de 
normaliser la digestion.   
  

 
Figure 23: Schéma réactionnel d’insertion de H2

18O lors de la digestion à la trypsine d’une protéine [163] 

Ces méthodologies sont à opposer aux méthodes de quantifications sans marquage. Dans ce 
cas, l’aire obtenu en spectrométrie de masse pour un peptide est comparée entre deux 
conditions (label-free ion intensity ; ou XIC (Extracted ion chromatogram) [172], ou par 
comparaison du nombre de spectres MS/MS identifiés dans chacune des deux conditions (label-
free spectral counting). Plus récemment, la méthodologie DIA (Data Independant Acquisition) 
[173] a été introduite. Les méthodes DIA actuelles, comme le SWATH-MS, consistent en un 
spectre d'ions précurseur unique (MS1), suivi d'une série de spectres d'ions fragments (MS2) 
avec de grandes fenêtres d'isolation de précurseurs (par exemple 32 fenêtres de 25 m/z) (Figure 
24) [174]. 
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Figure 24: Représentation du mode de balayage DIA. Le schéma d’acquisition de données SWATH-MS pour un spectromètre de 
masse Q-TOF utilise 32 balayages MS2 avec des incréments définis de 25 m/z, débutant à 400 m/z et se terminant à 1200 m/z. 
Une analyse MS1 complète est enregistrée au début (C). En appliquant un temps d’acquisition de 100 ms par balayage, on 
obtient un temps de cycle total d’environ 3,3 s (B) [174]. Dans la figure, le segment 925-950m/z est isolé et fragmenté (D) [175]. 

Tous les ions rentrant dans cette fenêtre sont fragmentés simultanément créant des spectres 
MS2 composites. L’identification des peptides se fait à partir d’une librairie de spectres 
préétablis qui permet d’avoir les fragments et le temps de rétention. Cette méthode a été 
montrée linéaire sur une gamme dynamique de 4 logarithmes et est plus sensible qu’une 
quantification en label free MS1 d’un facteur 2 à 10. En revanche, en comparaison avec une 
méthode ciblée comme le MRM, le mode DIA est pour l’instant moins sensible même si des 
améliorations expérimentales sont en cours comme le diaPASEF [176]. 
 
Les approches « label-free » présentent moins de contraintes sur la préparation d’échantillon 
car elles ne nécessitent pas d’étapes additionnelles comme pour les méthodes s’appuyant sur 
du marquage chimique ou enzymatique. Cependant, les contraintes en termes de robustesse 
sur la préparation d’échantillon, sur le couplage LC-MS, et sur le traitement des données sont 
plus élevées. La préparation d’échantillon doit être très reproductible pour ne pas avoir des 
différences d’intensité de peptides. Le système LC-MS doit lui aussi être très stable dans le 
temps (temps de rétention de la séparation chromatographique, ionisation ESI, précision de 
masse MS).  
 

  



53 
 

2.6.2 Méthodes de quantification absolues 

La plupart des méthodes de quantification s’appuient sur le principe de la dilution isotopique 
introduit dans le domaine de la protéomique en 1999 [164]. Un peptide marqué par des 
isotopes stables est introduit dans l’échantillon. Il aura des caractéristiques physico-chimiques 
très similaires au peptide endogène. Leurs temps de rétention seront donc similaires, seul le 
spectromètre de masse pourra détecter leur delta de m/z. C’est cette méthode qui est utilisée 
en spectrométrie de masse clinique car la quantité de peptide marqué rajoutée dans 
l’échantillon est connue et contrôlée par l’expérimentateur (Figure 25). 

 
Figure 25: Principe de réalisation d'une gamme d'étalonnage par dilution isotopique 

Dans une matrice exempte d’analyte ou matrice « blanche » sont ajoutées des quantités 
variables d’étalon léger et une quantité fixe d’étalon marqué. Le ratio des concentrations en 
fonction du ratio d’aires permettra de réaliser la gamme d’étalonnage. Dans un échantillon 
inconnu, la même quantité d’étalon marqué est rajoutée. Le ratio d’aires obtenu permettra de 
déterminer la concentration de la molécule dosée grâce à la gamme d’étalonnage réalisée 
précédemment (Figure 26). 

 

 
Figure 26: Principe des ajouts d'étalons en gamme et en échantillon 

Cet étalon qui doit être bien caractérisé, est utilisé pour générer la gamme d’étalonnage, mais 
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aussi pour normaliser la préparation d’échantillon dans le but d’avoir une méthode de 
quantification absolue la plus juste possible. Pour qu’une méthode de quantification absolue 
soit validée, elle doit être exacte c’est-à-dire juste et fidèle (Figure 27).   

 

Figure 27: Illustration de la justesse et de la fidélité d'une méthode 

 
Figure 28: Stratégie de quantification absolue des protéines par bottom-up. Les étapes d’ajouts des étalons internes dépendent 

de la stratégie utilisée.  
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Le choix du standard 
Les méthodes de quantification absolue par dilution isotopique utilisent un étalon interne lourd 
qui peut être de plusieurs types (Figure 28) [177] : 

· Etalons protéiques : Les protéines recombinantes peuvent être utilisées comme 

standards pour la quantification absolue des protéines endogènes.  La protéine étalon 

est introduite le plus en amont possible pour prendre en compte les variabilités durant 

les étapes de purification et digestion des protéines. Elle peut aussi être ajoutée dans 

les échantillons de patients à doser ce qui compense la variabilité inter-individuelle de 

la composition de la matrice. Cependant, les protéines marquées ne sont que peu 

disponibles et/ou à un coût très élevé. Plusieurs types de protéines standards sont 

disponibles : les protéines recombinantes qui sont entièrement marquées 15N, les PSAQ 

[178] où seulement les arginines et lysines sont marquées 15N et 13C, et les QPrEST [179]  

où 50 à 150 acides aminés sont identiques avec la protéine à quantifier. Ces 50 à 150 

acides aminés comprennent au minimum 2 peptides tryptiques marqués 15N et 13C sur 

lysine ou arginine.  A cela sont ajoutés : une étiquette 6-histine pour la purification et 

une étiquette de 120 acides aminés assurant la solubilité de la protéine. 

 

· Etalons peptidiques: SIS peptides ou peptides AQUA (Absolute QUAntification). Ce sont 
généralement des peptides tryptiques marqués 15N et 13C au niveau de la lysine ou 
arginine en C-terminal. De nombreuses compagnies de synthèse peptidique proposent 
des synthèses à façon sur des délais de quelques semaines. La pureté des peptides est 
évaluée par analyse des acides aminés [180]. Des peptides standards modifiés (ex : 
phosphorylation) peuvent être synthétisés ce qui est très intéressant pour la 
quantification de protéoformes. Cependant, ce standard ne reflète pas la préparation 
de la protéine cible car il ne subit pas les étapes des purifications et de digestion.  

 

· Peptides clivables: Winged peptide [181], ou extended SIL peptide [182], ou cleavable 

SIL peptide [183-185]. Ces peptides clivables sont les peptides protéotypiques rallongés 

en leurs extrémités de quelques amino-acides provenant de leur protéine originelle. 

Deux sites de clivage similaires à ceux présents sur la protéine cible sont introduits. Ces 

peptides clivables sont rajoutés avant la digestion. Les performances en termes de 

justesse et d’exactitude sont meilleures par rapport à un SIS peptide [185]. La 

concaténation de peptides tryptiques provenant de plusieurs protéines dans une même 

protéine artificielle est aussi mis en œuvre (QconCAT : Quantification conCATamers) 

[186-209].  

 

 
Étude de faisabilité  
Quelques grandes étapes pour réaliser cette étude de faisabilité sont représentées sur la Figure 
29 et sont listées ci-dessous: 

- Définition de la cible protéique/ le biomarqueur à doser et dans quelle matrice 

- Sélection du/des peptide(s) à quantifier (peptides protéotypiques). 
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- Sélection des transitions optimales (les plus sensibles et sans interférences). Les 

paramètres dépendants de cette transition sont optimisés. Il s’agit des différentes 

énergies appliquées tout au long du transfert dans le triple quadripôle et surtout de 

l’énergie de collision.  

- Sélection de la préparation d’échantillon la plus adaptée pour obtenir de bonnes 

performances en quantification absolue. Quel standard utiliser et à quel moment 

l’introduire ? 

 

Figure 29: Processus de la sélection d'une cible protéique à l'obtention d'une méthode quantitative de LC-MRM 

Définition de la cible protéique 
La sélection du biomarqueur est effectuée grâce à des études préliminaires réalisées en amont 
en interne ou dans d’autres laboratoires. 
 
Définition du peptide protéotypique 
Les peptides sélectionnés pour la quantification doivent représenter fidèlement la quantité de 
la protéine. Pour cela, ils doivent être protéotypiques, c’est-à-dire répondant à plusieurs 
critères :  

ü Appartenir à une protéine unique 

L’appartenance à une protéine unique est basée sur les données génomiques. Ces données ne 
reflètent pas la complexité au niveau protéique comme nous l’avons vu dans les parties 
précédentes avec toute la diversité de protéoformes possibles. 
 

ü Ne doivent pas être modifiables 

Les peptides ne doivent pas être modifiables artificiellement ou post-traductionnellement pour 
ne pas introduire des erreurs de quantification. Les modifications artificielles introduites 
pendant la préparation d’échantillon touchent les méthionines, cystéines et tryptophanes 
(oxydation), glutamine en N-terminale (formation d’un pyro-glu : cyclisation), l’acide aspartique-
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glycine et l’asparagine (déamidation) [210]. 
 

ü Doivent être correctement libéré par la trypsine 

Les peptides principalement étudiés dans une approche bottom-up sont des peptides 
tryptiques. Une digestion enzymatique la plus complète et reproductible possible doit être 
atteint. Les peptides avec coupure partielle comme par exemple Lys-Lys ou Arg-Arg sont exclus. 
 

ü Ne doivent être ni trop hydrophiles ni trop hydrophobes, ce qui correspond 

généralement à des peptides d’environ 10 acides aminés [41]. La taille minimale 

recommandée est de 8 amino-acides [210]. 

Les peptides issus de la digestion trypsique vont être multiplement chargés grâce à la présence 
de lysine ou d’arginine en position C-terminale. Cette caractéristique va permettre une bonne 
fragmentation CID et la détection d’ions b et y.  
 

ü Doivent avoir une bonne réponse en spectrométrie de masse 

La réponse du peptide cible en spectrométrie de masse est indispensable et va conditionner la 
sensibilité de l’analyse finale. Entre les peptides « détectables » générés par la digestion d’une 
protéine, une gamme de réponse d’un facteur 100 peut être observée [211]. La réponse des 
peptides en spectrométrie de masse doit être vérifiée expérimentalement ou dans les données 
expérimentales publiques que sont PeptideAtlas, GPMDB, ou Pride. 
 
Un tableau récapitulatif des bonnes pratiques de sélection du peptide protéotypique a été 
publié par Hoofnagle et al. [212] (Tableau 1). 
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Tableau 1: Guide de sélection d'un peptide pour une analyse LC-MRM 
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2.6.3 Conclusions 

La protéomique quantitative est composée de différentes approches. La majorité des approches 
sont utilisées pour la découverte de biomarqueurs par comparaison de deux états 
(quantification relative). Selon les échantillons, les protéines à doser, les spectromètres de 
masse, et le coût, différentes méthodes peuvent être mise en œuvre. La quantification relative 
peut être réalisée « sans marquage » par comparaison d’aires de pics ou de nombre de peptides 
identifiés. Elle peut aussi être réalisée par des approches « avec marquages ». De nombreuses 
méthodologies existent selon l’étape du protocole où « l’étiquette » est ajoutée. Après 
marquage, des comparaisons d’aires de pics sur un même spectre MS ou MS/MS sont utilisés 
pour obtenir une différence entre deux états. 
 
Dans le cadre d’un laboratoire hospitalier, l’objectif est de doser un biomarqueur connu de façon 
reproductible et la plus exacte possible. Pour atteindre cet objectif, une stratégie de 
quantification absolue est mise en place par définition (i) de la cible protéique ou de la 
protéoforme ciblée, (ii) des peptides protéotypiques, (iii) des peptides les meilleurs répondeurs 
en spectrométrie de masse. Suite à cela le standard choisi peut être synthétisé et caractérisé 
pour réaliser une gamme de d’étalonnage.  



60 
 

2.7 La quantification absolue des protéoformes 

2.7.1 La quantification absolue des protéoformes par une approche bottom-up 

La quantification des protéoformes ne peut se faire en théorie qu’en développant une approche 
top-down. En effet, l’étape de digestion inclue dans les approches bottom-up induit un risque 
de perte d’information important : modification d’un peptide ou d’une séquence protéique par 
exemple.  De plus, le traitement de l’échantillon biologique ne doit pas dégrader des 
modifications post-traductionnelles (par exemple une dé-phosphorylation) ou induire de 
nouvelles modifications (déamidation ou oxydation).   
La caractérisation complète des protéoformes ne sera pas possible par bottom-up [213], mais 
cette approche a des avantages pour la quantification des modifications post-traductionnelles 
notamment en termes de sensibilité et de disponibilité des standards disponibles. Par rapport 
à l’approche de quantification absolue classique, ces approches ne feront pas appel aux 
peptides protéotypiques. Le peptide dosé sera celui qui porte l’information de la protéoforme. 
Une attention particulière est nécessaire sur la manipulation de ces peptides, et l’interprétation 
éventuellement erronée des données quantitatives. Par exemple, un peptide contenant une 
méthionine a de fort risque de s’oxyder pendant la préparation de l’échantillon ce qui induirait 
une erreur de quantification. 
 
La phosphorylation est une des modifications post-traductionnelles intracellulaires les plus 
fréquentes avec environ 30% des protéines qui sont phosphorylées à un instant donné [214-
216]. Bien que ce soit une modification fréquente, les peptides phosphorylés restent 
minoritaires et difficiles à détecter. Une étape de pré-concentration est généralement employée 
avec des colonnes IMAC (Immobilized Metal Affinity Chromatography), TiO2, ou des anticorps 
anti-phosphorylation Ser, Thr ou Tyr. La quantification absolue par le biais de peptides AQUA 
permet de déterminer le taux d’occupation des sites de phosphorylation. Cette information est 
d’un intérêt particulier car une modification de la quantité d’un peptide phosphorylé ne reflète 
pas nécessairement un changement du taux de phosphorylation mais peut aussi indiquer une 
variation de quantité de la protéine [217]. 
 
D’autres modifications post-traductionnelles faiblement présentes réclament une étape 
d’enrichissement par immuno-capture. C’est le cas par exemple de l’acétylation de la lysine 
[218], la  quantification de la phosphotyrosine [215] ou encore l’ubiquitination de la lysine [219]. 
D’autres applications ont été publiées pour la quantification de modifications post-
traductionnelles comme l’oxydation des cystéines [220], les prolines hydroxylées [221], la 
nitration des tyrosines [222], ou même la glycosylation des protéines [169, 223]. 
 
L’abondance des différentes isoformes d’une protéine peut être aussi quantifiée. Sung et al. 
[224] ont quantifié pour la première fois les isoformes de Serum Amyloide A (SAA) qui ne sont 
pas différentiables par immuno-essai (Figure 30). 
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Figure 30: Analyse des séquences protéique entre la Serum Amyloid A1 et A2. Les amino-acides spécifiques d'une isoforme 
sont notés en bleu (pour SAA1) ou en rouge (pour SAA2) 

Ces deux isoformes ont été quantifiés par LC-MRM dans le cas du cancer du poumon. L’étude 
a révélé des concentrations différentes dans le sérum avec la forme SAA-1 qui est dix fois plus 
présente que la forme SAA-2, et des performances diagnostiques similaires entre ces deux 
isoformes. 
Les troncations des protéines sont issues de l’activité des protéases qui génèrent des coupures 
peu prédictibles. Après identification des sites de coupures, une méthode de quantification 
absolue de la troncation peut être développée. 
 
Une étude combinant tous ces aspects a été réalisée sur la synucléine. L’alpha synucléine est un 
biomarqueur des maladies neurodégénératives et en particuliers de la maladie de Parkinson. 
Des discordances de valeurs de dosages trouvées essentiellement par des méthodes 
immunologiques sont rapportées dans le LCR (liquide céphalo-rachidien). Oeck et al. [225] ont 
mis en place une méthode MRM pour quantifier l’alpha, la béta, et la gamma synucléine et les 
différents modifications associées (phosphorylation, glycosylation, acétylation, variants 
d’épissage) (Figure 31) par suivi de multiples peptides.  

 
Figure 31: Comparaison des séquences protéiques de l'alpha synucléine et ses variants, et la beta synucléine. En vert sont 

notés les peptides protéotypiques pour chaque espèce 
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2.7.2 La quantification absolue des protéoformes par une approche top-down 

 
L’approche bottom-up est la méthodologie de référence mais les protéines et leurs 
protéoformes peuvent être quantifiées dans leurs formes intactes. 
La question du choix du standard est primordiale pour la quantification de protéoformes. Les 
différentes modifications présentent sur les protéoformes influencent la réponse en 
electrospray par rapport à la forme de référence. Par exemple, la phosphorylation modifie 
l’ionisation par electrospray ce qui rend la quantification directe d’un peptide avec son 
correspondant phosphorylé impossible [226]. Au niveau de la protéine, une 
monophosphorylation n’affecte pas la réponse electrospray (pour une protéine de 26 kDa) et 
par conséquent la quantification relative de la phosphorylation d’une protéine est possible. En 
revanche, pour une protéine multi phosphorylée comme la caséine β qui comprend 5 
groupements phosphates, l’ionisation par electrospray est modifiée empêchant toute 
détermination de la caséine β phosphorylée et non phosphorylée [227]. 
 
Kellie et al. [62], ont quantifié la proportion des différentes formes tronquées de l’alpha-
synucléine (protéine majoritaire) avec une protéine marquée, intacte et non modifiée 15N, dans 
le cerveau humain. Onze protéoformes (troncations) de l’alpha-synucléine ont été quantifiées 
grâce à cette approche (Tableau 2). 
 

Tableau 2: Différentes formes d'alpha synucléine détectées par spectrométrie de masse [62]. 

 
 
L’immunoprécipitation mise en œuvre pour quantifier ces 11 protéoformes ne semble pas 
optimale. En effet, l’épitope de l’anticorps monoclonal utilisé est en position 91-99 or l’alpha-
synucléine est connue pour avoir de nombreuses troncations autour de l’acide aminé 91 [228]. 
Les formes découlant de ce clivage ne seront donc pas captées par l’anticorps.   
 
Des approches ciblées peuvent aussi être mise en place. La quantification multiplexe de la 
protéine C réactive, sérum amyloïde A, la cystatine C et les protéines S100A8/9 a été réalisé par 
immunoprécipitation suivie d’une analyse MALDI [106]. Dans la littérature scientifique, chaque 
protéine a déjà plusieurs protéoformes décrites et caractérisées mais cette approche a permis 
d’identifier 20 protéoformes supplémentaires de ces quatre biomarqueurs. La protéine « sérum 
amyloïde A » a été détecté sous 11 différentes protéoformes dans 80 plasmas de patients 
(Figure 32). 
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Figure 32: Représentation des protéoformes de la protéine Sérum Amyloïde A. Deux isoformes (SAA 1 et) et différents variants 
sont détectés (SAA 1.1, 1.2, 1.3, 2.1, 2.2). Ces différentes formes sont identifiées en forme intacte (wild), avec une troncation du 
premier aminoacide (des-R), ou des deux premiers (des-RS) [106]. 

La variabilité de proportion des protéoformes de SAA1 sur les 80 patients a été mesurée (Figure 
33).  
 

 
Figure 33: Variabilité des différentes protéoformes de SAA1.1 sur 80 patients dosés. Les portions relatives ont été tracées pour 
tous les échantillons et triées par ordre de concentrations mesurées  [106]. 

Les protéoformes de SAA1 sont assez variables sur les 80 patients par rapport aux protéoformes 
des autres protéines avec des CVs entre 27 et 41%. 
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Une autre étude a été réalisée sur les protéoformes de l’apolipoprotéine A-1 lors de la 
régulation du cholestérol dans le contexte du risque de cardiopathie coronarienne [229]. 
 

 
Figure 34: Sites de modifications post-traductionnelles identifiées et positionnées sur la séquence de l'Apo AI [229]. 

Dix-huit protéoformes ont pu être identifiées chez 420 patients. La forme canonique est très 
largement la forme majoritaire par rapport à toutes les autres modifications (> 70%). Parmi les 
18 protéoformes quantifiées, 6 sont régulées dans les cas d’une capacité élevée ou basse 
d’efflux du cholestérol (forme canonique, carboxymethylation, palmitique+troncation, 
plamitique, oléique, arachidonique) (Figure 34). 
  
Ces études démontrent qu’une approche de quantification absolue sur des protéines entières 
est réalisable sur des échantillons de patients. L’apport d’information est très conséquent 
comme la co-localisation de PTMs sur une séquence protéique, ou la proportion relative de 
protéoformes dans un échantillon. L’analyse de protéines entières est toujours un challenge 
malgré des progrès sur les performances analytiques des appareillages. L’immunocapture est 
généralement utilisée en amont pour pouvoir atteindre les sensibilités nécessaires. Cette étape 
souvent incontournable, doit être bien caractérisée pour s’assurer que l’anticorps ait le même 
rendement de capture pour toutes les protéoformes [62]. De plus, l’accès aux standards, les 
protéoformes marquées, est très limité. Un ensemble de protéoformes va être généralement 
quantifié grâce à l’espèce canonique, non modifiée, et l’hypothèse sera faite que les autres 
espèces ont la même réponse en spectrométrie de masse. 
Toutes ses limitations sont un frein au développement de ces approches en biochimie clinique. 
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2.8 Les sources de variabilité dans une approche bottom-up pouvant 
induire des échecs dans la validation de méthode 

2.8.1 La préparation d’échantillon 

La préparation d’échantillon doit offrir un haut rendement de récupération de la cible, tout en 
éliminant un maximum d’interférences et en étant reproductible. Dans les approches bottom-
up, le mode opératoire est complexe étant donné ses nombreuses étapes.  
 
Une étude multi-site sur le dosage de protéines sériques par LC-MRM permet d’appréhender 
les différentes sources de variabilité liées à ce type d’approche [230]. 
Les CVs inter-laboratoires de peptides additionnés dans un mélange de plasma digéré sont 
compris entre 4,3 et 14,1% pour une concentration de 2,92 fmol/uL. 
Dans une deuxième étape, les peptides précédemment additionnés sont remplacés par les 
protéines équivalentes. Cela rajoute les étapes de réduction, alkylation, digestion des protéines 
cibles, et de dessalage des peptides trypsiques ; opérations  qui sont centralisées avant envoi 
des échantillons aux différents laboratoires. Dans cette étape, les CVs inter-laboratoires sont 
entre 3,8 et 30 % pour les différents peptides à une concentration de 2,92 fmol/uL. Ces résultats 
démontrent un faible impact de la préparation d’échantillon sur les performances LC-MRM des 
différents laboratoires. 
Enfin, ces mêmes protéines sont introduites directement dans le mélange de plasma, et ce 
mélange est préparé et analysé sur chaque site. Dans cette étape, les CVs inter-laboratoires 
augmentent grandement de 10,3 à 50 % pour les différents peptides à une concentration de 
2,92 fmol/uL. Malgré une procédure de préparation d’échantillon fournit, il existe des 
différences significatives de préparation d’échantillon sur chaque site. 
Ces mêmes étapes ont été comparées en fonction du biais obtenu. Nous prenons l’exemple ici 
du peptide ESDTSYVSLK de la C-reactive protéine. Au cours de la préparation d’échantillon le 
biais est de +40,5%, -39,6% et 51,1% pour les étapes 1 à 3 respectivement. La digestion des 
protéines cibles introduit un biais négatif. Ceci peut indiquer des pertes pendant les étapes de 
préparation (réduction, alkylation, digestion des protéines, dessalage des peptides), ou des 
problèmes de digestion de la protéine. 
 
Cette étude détaillée montre un gros impact de la préparation d’échantillon protéique sur les 
résultats de quantification (CV et biais) obtenus par LC-MRM. 
 

2.8.2 L’analyse LC-MS 

Malgré une sélection minutieuse des peptides protéotypiques, des problèmes peuvent encore 
affecter les résultats au moment du passage à l’échantillon biologique lors de  confrontation 
avec la gamme de concentration clinique. 
Le système LC complet et plus spécifiquement la colonne, peuvent perdre en performances 
analytiques (diminution de la résolution, décalage des temps de rétention) ce qui est 
notamment problématique en scheduled MRM. Le capillaire métallique d’introduction de la 
source ESI peut aussi subir des dégradations dans le temps qui sont principalement des 
bouchages partiels conduisant à une instabilité du spray (Figure 35) [230]. 
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Figure 35: Courbes d’étalonnage représentant les déviations par rapport à la concentration théorique. Les trois transitions 

d’un même peptide sont représentées de trois couleurs différentes. Des conditions de spray instables ont entraîné une 
augmentation du CV. 

Ces écarts qui diminuent la reproductibilité peuvent être corrigés par le standard marqué. 
D’autres phénomènes, quant à eux, ne pourront pas l’être. Des interférences peuvent être 
présentes dans les échantillons biologiques sur certaines transitions (Figure 36A) ou des 
transitions peuvent saturées lors de la réalisation de la gamme de calibration (Figure 36B). 

 
Figure 36: Courbes d’étalonnage représentant les déviations par rapport à la concentration théorique. A : Interférence sur la 

transition rouge. B : Saturation des transitions Bleu et rouge aux fortes concentrations. 

2.8.3 Le standard utilisé 

Les étapes de préparation de l’échantillon avant et après digestion influencent les analyses LC-
MS. L’utilisation de standard interne est donc requise. 
Le « gold standard » pour la quantification absolue par spectrométrie de masse est d’utiliser la 
protéine standard marquée. Cependant, les protéines marquées ne sont que peu disponibles 
et/ou à des coûts très élevés. L’alternative la plus utilisée reste les peptides marqués (SIL : Stable 
Isotope Labeled, ou AQUA : Absolute QUAntification) devant les peptides clivables (winged 
peptide [181],  extended SIL peptide [182],  cleavable SIL peptide [183-185], QconCAT  [186-
209], ou QPrEST). 
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Abbatiello et al. [231] ont quantifié par LC-MRM, 27 biomarqueurs de cancer dans du plasma 
déplété. Cette étude multi-centrique a permis d’évaluer les performances entre différents 
laboratoires en utilisant 2 types de  standards : des protéines marqués N15 et des SIL peptides. 
La préparation d’échantillon a été réalisée de façon centralisée puis les analyses ont été faites 
sur chaque site. Dans ce cas-là, le CV obtenu est de 18% entre les différents systèmes LC-MS. 
La variabilité sur la préparation d’échantillon seule a été évaluée inférieure à 35% en se basant 
sur les pics d’aires bruts des peptides. En normalisant par les peptides marqués, cette variabilité 
baisse en dessous de 25% ce qui indique que 10% de la variabilité est « corrigeable » par l’ajout 
de peptides marqués. Les 25% restant affectent la LC-MS mais proviennent d’étapes plus en 
amont dans le workflow d’analyse. 
Les préparations d’échantillons et les analyses ont aussi été réalisées sur chaque site. Dans ce 
cas-là, les CVs obtenus sont de 45% en utilisant des SIL peptides, et de 36% en utilisant les 
protéines marquées 15N soulignant les meilleures performances analytiques des protéines 
marquées.  
Les CV obtenus dans cette étude sont supérieurs à l’étude d’Addona et al. [230] malgré une 
correction avec les protéines standards, potentiellement dû à l’étape de déplétion. 
 
Oeckl et al. [232] ont eux aussi comparés l’utilisation des trois principaux standards que sont les 
peptides marqués (SIL), les winged SIL et le QPrEST, et le PSAQ pour le dosage de l’alpha 
synucléine dans le liquide céphalo-rachidien. La reproductibilité de toutes ces méthodes de 
normalisation a été évaluée sur une durée de cinq jours (Figure 37A). Les résultats montrent de 
meilleurs CVs sur la méthode de référence qui est l’approche PSAQ avec des CVs moyen sur tous 
les peptides de l’ordre de : 3,1−6,8% (PSAQ), 4,9−8,6% (SIL), 3,5−8,7% (winged SIL) et 9,5−10,9% 
(QPrEST). Bien que l’approche QPrEST implique l’ajout du standard au niveau protéique, la 
reproductibilité de la méthode n’est pas la meilleure dans cette étude Des résultats similaires 
ont également été obtenus sur le liquide céphalo-rachidien et autres matrices complexes 
(tissus, plasma, …) [111, 233, 234]. A contrario,  l’usage des SIL peptides permet d’obtenir des  
CVs faibles, ce qui est synonyme d’une préparation d’échantillon robuste puisque ces standards 
sont introduit post-digestion. 
L’exactitude est calculée en fonction de la valeur moyenne obtenue par la normalisation PSAQ 
qui est en théorie la méthode la plus exacte car le standard est le plus proche de la protéine à 
doser (Figure 37B). La gamme d’exactitude est de 103 à 137% avec les SIL peptides, et de 111 à 
130% avec les winged peptides avec des différences inter-peptides importantes. Celles-ci sont  
dûes aux rendements variables de digestion sur chaque site trypsique [230, 235, 236], et aux 
cinétiques de libération des peptides qui peuvent être différentes. 
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Figure 37: CV (A) et exactitude (Accuracy)  (B) obtenus sur la quantification de différents peptides de l’alpha synucléine en 

utilisant différents étalons [232]. 

L’ajout de sites de coupure enzymatique dans les winged peptides n’améliore pas les 
performances analytiques car ces sites ne miment pas la structure tridimensionnelle d’une 
protéine. Ainsi, la libération du peptide dans le winged peptide est beaucoup plus rapide que la 
libération du peptide provenant de la protéine entière [237], et la sensibilité aux conditions de 
digestion (tampons, durée) est très différente. Dans l’étude en question, deux amino-acides 
sont ajoutés de chaque côté des winged peptides. Un maximum de 6 amino-acides de part et 
d’autre des winged peptides ou des QconQAT a été ajouté pour mimer un peu mieux 
l’encombrement d’un site de coupure protéique [235]. 
Les standards QPrEST qui représentent un bout de la protéine originale de 50 à 100 amino-
acides, permettent d’incorporer les sites de coupures mais aussi une partie de la structure 
tertiaire. Les résultats sur l’alpha-synucléine sont mitigés avec sur les trois peptides quantifiés, 
un peptide correspondant au N-terminal du QPrEST indétectable, un peptide avec une 
exactitude de 98%, et un autre avec une exactitude de 115%. 
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Pour résumé, la méthode PSAQ reste la référence mais est limitée à cause de la faible 
disponibilité des protéines et d’un coût élevé. De plus, une étude multi-centrique montre [231] 
que les protéines PSAQ ne permettent de corriger qu’une petite partie du CV inter-sites. 
Dans les autres cas, une quantification avec les SIS peptides, winged peptides ou QPrEST offrent 
une normalisation intéressante. Les peptides SIS sont aussi performants que les autres 
approches à condition d’avoir mis en place un protocole de préparation robuste. Malgré une 
stricte sélection des peptides protéotypiques, une vérification des performances analytiques, 
dans des échantillons réels doit être réalisée avant de sélectionner un peptide « quantifier ». 
 
Les standards peptidiques 
L’utilisation de SIS peptides repose sur l’hypothèse que la préparation d’échantillon, dont la 
digestion trypsique a un rendement de 100%. Ceci n’est globalement pas juste [238]. Un 
contrôle de reproductibilité peut être mis en place avec l’utilisation d’une protéine standard 
« témoin » qui sert à évaluer ce paramètre. On peut par exemple citer l’exemple du réactif 
DIGESTIF [239]. 
La sélection de plusieurs peptides pour une protéine doit permettre d’obtenir une 
quantification absolue similaire pour tous les peptides. Cet aspect n’est aussi pas toujours vrai 
et des peptides « discordants » peuvent être présents [177, 238, 240]. Ces différences entre le 
rendement théorique et le rendement expérimental, et entre les peptides peuvent venir de la 
stabilité des peptides durant l’étape de digestion, ou pendant le stockage dans le passeur 
d’échantillon de la LC. Nouri-Nigjeh et al. [234] ont étudié la stabilité de 15 peptides provenant 
de la même protéine (Figure 38). 

 
Figure 38: Evolution de l'aire de différents peptides au cours du temps, dans des conditions de digestion (37°C, pH 8,5) (A); et 

dans les conditions du passeur d'échantillon (4°C, pH 2,8) (B) [234]. 

Cette étude montre bien que la sélection d’un peptide pour la quantification d’une protéine 
doit être fait avec le plus grand soin (sélection du peptide protéotypique) mais ses 
performances (entre autres, la stabilité) doivent être évaluées expérimentalement sur des 
échantillons réels. Le peptide « GPS » sera utilisé dans le cadre de leur étude car ayant la 
meilleure justesse (Figure 38). 
 
La quantification basée sur des SIS peptides a généralement un biais négatif car la récupération 
des peptides est incomplète. Ce phénomène est différent d’un peptide à l’autre [234], mais 
aussi selon les protocoles de digestion (tampon, durée, …) engagés [111, 185, 238, 240]. 
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Figure 39: Illustration d'un peptide stable dans le temps (bleu), et instable (rouge) 

Lors d’une expérience où le SIL peptide est rajouté à 16 heures, à la quantité de 12,4 fmol, le 
ratio sera de 1 avec le peptide stable (en bleu), et de 0,5 avec le peptide non stable (en rouge) 
(Figure 39). C’est ce phénomène qui explique une exactitude généralement supérieure à 100%. 
Scott et al. [235] ont comparé différents tampons de digestion pour diminuer les phénomènes 
précédemment listés : précipitation, agrégation, digestions non-spécifiques, modifications 
post-traductionnelles dû à la préparation d’échantillon, ou encore l’adsorption. 

 
 

Figure 40: Effet des conditions de digestion sur la récupération de différents peptides. Le ratio de la protéine endogène digérée 
contre la protéine 15N pré-digérée [235]. 

Les conditions de digestion optimales sont différentes suivant la séquence de chaque peptide 
ce qui démontre la complexité d’établir un protocole universel pour quantifier de façon exacte 
des biomarqueurs protéiques (Figure 40). 
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En se concentrant uniquement sur l’activité enzymatique de la trypsine, il a été démontré que 
l’environnement en amino acide (positions P1 et P2 par rapport au site de clivage) influe sur la 
cinétique de digestion. Des amino-acides acides induisent des cinétiques de digestion 
diminuées [241]. Le peptide SATIIENDEGQR qui possède l’amino acide D juste après l’arginine 
présente le peptide avec une coupure manquée en très forte proportion par rapport au peptide 
sans coupure manquée (Figure 41). Le peptide DFTSSGGSDAAVVPEDIGR est lui très rapidement 
généré et sans clivage manqué. 

 
Figure 41: Cinétique de digestion de différents peptides. Le peptide avec le symbole "cercle" représente le produit de la 

digestion. Le peptide avec le symbole "carré" représente la coupure partielle. Le peptide avec le symbole "triangle" est un 
contrôle de digestion [241]. 

Shuford et al. [236] ont évalué différents moments pour ajouter les SIL peptides (i) avant la 
réduction/alkylation, (ii) au moment de la digestion, (iii) après la digestion mais devant la 
complexité des situations possibles, aucune recommandation sur le temps optimum d’ajout n’a 
été faites. 
 
Abbatiello et al. [231] ont identifié de grosses pertes de peptides pendant les étapes de 
préparation d’échantillon. Une récupération médiane de 34% sur les peptides est obtenue 
(gamme de recovery de 1 à 70%). Ces pertes sont dues à l’étape de digestion (environ 73%) et 
de purification sur C18 des peptides (environ 27%). Un ajout des SIS peptides avant l’étape de 
purification est donc recommandée car il améliore le taux de récupération de 30 à 42% en 
valeur médiane. 
 
A l’opposé, le taux de récupération en utilisant les protéines marqués 15N est en médiane de 
97%. Ceci démontre l’intérêt d’utiliser un standard protéique ou alors, de bien choisir les SIL 
peptides pour obtenir une récupération proche de 100% dans une préparation d’échantillon 
réelle. Cet aspect n’est pas prévisible et il n’est pas garanti de trouver un peptide ayant ces 
propriétés-là pour chaque protéine. Les variables de la digestion trypsique peuvent être 
modifiées (tampon, pH, durée, …) pour modifier ce taux de récupération. 
De plus, des modifications sur la forme endogène des protéines (PTMs, clivages, …) induisent 
des modifications sur la digestion de celles-ci ce qui va introduire un biais entre la protéine 
standard et la protéine endogène dosée. Les SIS peptides, après une sélection faite 
rigoureusement, sont une bonne alternative spécialement lorsqu’il faudra doser des PTMs.  
 
Les standards protéiques 
Bien que la quantification absolue en utilisant des standards protéines marquées soit 
considérée comme la méthode la plus exacte, des précautions sont nécessaires pour s’en 
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assurer. En effet, la structure tertiaire de la protéine standard doit être caractérisée pour vérifier 
qu’elle est similaire à celle de la protéine endogène. 
Si ce n’est pas le cas, un changement de structure tertiaire, même minime, peut influer sur 
l’adsorption non spécifique de la protéine, la dégradation/la digestion enzymatique, et sur 
l’étape de préparation d’échantillon notamment pour l’immunoprécipitation. Il est donc 
nécessaire de casser la structure tertiaire de la protéine endogène et de la protéine standard le 
plus tôt possible lors de la préparation d’échantillon. Une étape de dénaturation dans un 
tampon dénaturant peut permettre de réduire les biais de quantifications [242]. 
 
Cette observation est renforcée par l’étude de Shuford et al. pour la quantification de la 
thyroglobuline humaine [183]. La quantification absolue a été mise en place avec des SIL 
peptides, des peptides clivables, et des protéines standards. Ces trois méthodes de 
quantification ont été croisées à trois tampons de dénaturation/digestion : déoxycholate, urée 
et trifluoroéthanol. La quantification basée sur des peptides (SIL peptides et peptides clivables) 
présentent des biais ce qui a déjà été démontré précédemment. Après une sélection de 39 
peptides pour la même protéine, le peptide nommé « VIF » a donné de très bonnes 
performances analytiques. De plus, ces biais sont dépendant des conditions de préparation de 
l’échantillon ce qui rend compliqué les transferts de méthodes entre laboratoires à moins de 
fournir une procédure expérimentale bien détaillée et de suivre les performances de façon 
stricte. La quantification absolue basée sur des protéines standards, qui est la méthode de 
référence, présente des performances analytiques supérieures. Ce résultat est dû au fait que ce 
standard est rajouté à la toute première étape de la préparation d’échantillon et donc mime 
mieux les rendements de préparation. Malgré cela, en comparant trois sources de protéines 
standards, Shuford et al. démontrent qu’il y a des différences de digestion entre les différents 
standards protéiques ce qui remet en doute la quantification absolue de leur méthodologie. 
Des différences de glycosylations ont été observées sur leurs différents standards. De façon 
générale, la quantification absolue avec des protéines standards est plus juste sans pour autant 
être « vraie ». Les protéines natives qui possèdent une structure tridimensionnelle particulière, 
avec des modifications post-traductionnelles données, ont des propriétés qui induisent des 
différences de digestion malgré des étapes de dénaturation/réduction/alkylation en amont de 
l’étape de digestion.  
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2.9 Validation analytique d’une méthode de dosage de biomarqueurs 

protéiques par LC-MS 

Une méthode d’analyse est opérationnelle après avoir défini un certain nombre de variables 
analytiques (préparation d’échantillon mise en œuvre pour atteindre la sensibilité voulue et 
l’analyse LC-MS associée), et de variables « métrologiques » (le standard à utiliser et avec quelle 
matrice). 
 
La validation de méthode est nécessaire si l’on doit répondre aux questions suivantes : 
Est-ce que le signal quantifié est totalement spécifique de l’analyte ? 

Quelle est la variabilité associée aux valeurs quantitatives trouvées ? 

Quelle est la précision et la justesse des dosages réalisés ? 

Quelle est la correspondance entre la gamme de sensibilité et la gamme de concentration 
clinique ? 

Quelles étapes pré-analytiques peuvent être appliquées à l’échantillon ? 

 
Dans le paragraphe suivant, les indicateurs de performances analytiques vont être détaillés selon 
les différents guides de validation: « Bioanalytical Method Validation Guidance for Industry » de 
la Food and Drug Administration (FDA) édité en 2018 ; « Guideline on bioanalytical method 
validation » de l’European Medecines Agency (EMA), édité le 21 Juillet 2011 
(EMEA/CHMP/EWP/192217/2009 Rev. 1 Corr. 2**) ; et « Clinical and Laboratory Standards 
Institut » CLSI C50-A. 
 
Les principales caractéristiques d'une méthode analytique pour garantir l'acceptabilité des 
performances et la fiabilité des résultats analytiques sont les suivantes : 
 
Définir la droite d’étalonnage 

Evaluation de la sensibilité 

Evaluation de la sélectivité et de la spécificité 

Evaluation de la contamination des échantillons 

Evaluation de la répétabilité et de la fidélité intermédiaire 

Evaluation de la justesse 

Evaluation du taux de récupération 
Evaluation de la stabilité de l’analyte 
 
Les conditions opératoires nécessaires pour évaluer ces paramètres, ainsi que leurs critères 
d'acceptation sont répertoriées dans le tableau 4. 
 

2.9.1 Définition des standards et réactifs critiques 

 
Une matrice biologique vierge est nécessaire pour préparer des gammes d'étalonnage, des 
échantillons de contrôle qualité (QCs) et des échantillons de stabilité, par ajout du ou des 
analyte(s), et du ou des standards internes (IS). 
 

- Les standards :  
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La pureté des étalons de référence utilisés pour préparer les étalons et les QC peut affecter les 
données de l'étude. Les étalons de référence analytiques doivent être authentifiés en identité, 
et en pureté. Les certificats d’analyses, y compris la source, le numéro de lot et la date de 
péremption doivent être fournis. Lors de la préparation de l’IS, différents lots sont préparés 
pour mimer une analyse de changement de lots. 
Dans le cas d’une méthode d’analyse basée sur de la spectrométrie de masse (MS), il est 
recommandé d’utiliser un système isotopique stable afin qu'aucune réaction d'échange 
isotopique ne se produise. Il est de plus essentiel que l'étalon marqué présente la plus haute 
pureté isotopique. La présence d'un analyte non marqué doit être vérifiée et si des quantités 
relatives d'analyte non marqué sont détectées, l'influence potentielle doit être évaluée lors de 
la validation de méthode. 
 
Dans le cadre d’une approche top-down, comme dans l’application sur l’hepcidine, le standard 
utilisé est la protéine marquée.  
Dans le cas d’une approche bottom-up, les standards utilisés sont de façon générale des 
peptides marqués. La sélection du peptide « quantifier » est une tâche indispensable.  
Hoofnagle et al. [212] ont publiés des recommandations pour la commande et la caractérisation 
d’un peptide standard (Tableau 3). 
 

Tableau 3: Qualification d'un peptide standard [212]. 

 
 
La quantification basée sur des standards peptidiques peut être négativement affectée par des 
problèmes de stockage et de manipulation des différents étalons. 
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Pendant le stockage, plusieurs effets peuvent induire un biais sur la quantification telle qu’une 
perte de solubilité et/ou un changement de conformation. Ces phénomènes peuvent être dus 
à une évaporation, des adsorptions non-spécifiques, agrégation, dégradation microbienne, 
et/ou des modifications chimiques. En fonction du tampon de stockage, ces effets peuvent être 
limités. Les cystéines, méthionines et tryptophanes sont sujets à oxydation [243] qui est 
augmentée avec les cycles de congélation/décongélation à pH basique. La glutamine et 
l'asparagine sont sujets à la déamidation [244] et ceci est augmentée pendant l'étape de 
séchage à pH acide. La déamidation est aussi favorisée avec une glycine en N-terminal (Asn-Gly; 
Gln-Gly). 
 
Le stockage à long terme (> 6 mois) est recommandé sous forme sèche entre -20 et -80°C [245]. 
La remise en solution est une étape critique pour la justesse de la méthode analytique. La re-
suspension d'un peptide tryptique est généralement performante dans un tampon 5% 
acétonitrile / 0,1% acide formique [212]. Si la solubilisation pose problème dans ces conditions, 
la proportion du solvant organique peut être augmentée ou modifiée (méthanol à la place de 
l'acétonitrile). Le pH peut aussi être modifié en rajoutant de l'acide (jusqu'à 1% d'acide formique 
ou de TFA (TriFluoroAcetic acid)), ou de la base (1% de bicarbonate d'ammonium ou 
d'hydroxyde d'ammonium). Les peptides "acides" contenant majoritairement des aminoacides 
tels que l’acide aspartique, l’acide glutamique plutôt que des résidus tels que l’histidine, la lysine 
et l’arginine sont plus solubles dans les tampons basiques. Les peptides avec une grande part 
d'aminoacides hydrophobes (Ala, Val, Leu, Ile, Met, Phe, Trp, Pro) nécessitent une plus grande 
proportion de solvant organique. Une autre option est de re-suspendre les peptides avec du 
DMSO (DiMethyl SulfOxide). 
Chaque solution concentrée (0,5 - 2 nmol/uL) est stockée à basse température (<-70°C) dans 
des tubes scellés. Les solutions de travail (1-100 pmol/uL) doivent être stockées moins de trois 
mois, et il faut éviter les cycles de congélation/décongélation. 
 
L’analyse du ratio des transitions pour l’analyte et l’IS est fortement recommandée pour 
démontrer l’absence d’interférences. Pour cette analyse, des fragments non-spécifiques de la 
séquence (perte d’eau, adduits de solvants ou de sels, …) ne sont pas choisis. Selon le guide 
C50-A, une tolérance de variation de 20% sur la journée est acceptée dû à la variabilité des 
spectromètres de masse. De plus, ce ratio doit être dans une fenêtre d’élution 
chromatographique de tolérance de 2,5%. 
 

- Réactifs critiques : 

Les réactifs critiques dont font partie entre autres, les anticorps, les analytes marqués, les 
matrices, et les enzymes, doivent être caractérisés et documentés de manière appropriée 
(c'est-à-dire déterminer l'identité, la pureté et la stabilité). 
 

- Choix de la matrice pour le cas d’un dosage d’un composé endogène comme une 
protéine : 

Pour les analytes qui sont également des composés endogènes, la précision de la mesure pose 
problème. Dans de telles situations, la matrice biologique utilisée pour préparer les étalons 
d’étalonnage doit être identique à celle des échantillons de l’étude et exempte d’analyte 
endogène. Pour déterminer s'il est approprié d'utiliser une matrice biologique sans analyte, il 
convient de démontrer que celle-ci : 
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- ne contient pas d'analyte endogène mesurable 
- n’a pas d’effet de matrice ni d’interférence par rapport à la matrice biologique 
 
L'utilisation de matrices alternatives (tampons, sérum dialysé, par exemple) pour la préparation 
des étalons  doit être justifiée.  
 

- Contrôle qualité (QC) : 

Les contrôles qualité permettent d’évaluer la précision et la justesse d’un test, ainsi que la 
stabilité des échantillons. En d’autres termes, ils servent à évaluer les performances du 
protocole analytique complet mais ne sont pas informatifs sur les variabilités pré-analytiques. 
Les QCs doivent être préparés dans la même matrice que les échantillons à analyser avec la 
méthode validée. Ils sont préparés soit à partir d’un Matériaux de Référence Certifiés (MRC, 
matériau accompagné d’un certificat fournissant la valeur de référence et son incertitude 
associée ainsi que la déclaration de la traçabilité métrologique) ou non certifiés (MR, matériau 
suffisamment homogène, stable avec une valeur connue).  
Des QCs fraîchement préparés sont recommandés pour les analyses de justesse et d'exactitude 
lors du développement de la méthode, car les données de stabilité ne sont généralement pas 
disponibles au début de l’étude. Les points de gamme et les QCs doivent être préparés à partir 
de solutions mères séparées, et dans une matrice vierge exempte d’interférences ou d’effets  
matrice. 
Des QCs ayant des concentrations similaires à la LLOQ (Low Limit Of Quantitication) ; basses (3x 
LLOQ) « LQC », moyennes (milieu de gamme) « MQC », et hautes (dans les 25% haut de la 
gamme) « HQC » doivent être préparés au début de l’étude. Ces QCs ne sont généralement pas 
disponibles commercialement ce qui complique les comparaisons inter-laboratoires. De plus, 
pour mimer la variabilité inter-lots, 5 différentes séries de QCs doivent être préparés dès le 
début de l’étude. Dans le cas d’une étude inter-lots, l’ancien et le nouveau lot seront analysés 
en triplicat. 
Dans le cas d’un dosage d’un composé endogène, les QCs doivent être préparés en ajoutant 
des quantités connues de l'analyte dans la même matrice biologique que les échantillons de 
l'étude. Les concentrations endogènes de l'analyte dans la matrice biologique doivent être 
évaluées avant la préparation du QC. Les concentrations pour les QCs doivent tenir compte des 
concentrations endogènes dans la matrice biologique et être représentatives des 
concentrations attendues de l'étude. 
 

- Echantillons de patients : 

Un minimum de 40 échantillons de patients répartis sur la gamme de concentration clinique 
doit être disponible pour appliquer la méthode en cours de validation. 
 

2.9.2 Définir la droite d’étalonnage 

La plage de quantification de la méthode est définie en amont en fonction de la sensibilité de 
la méthode et de la plage de concentration attendue chez les patients. Lorsque la méthode est 
validée, la courbe d'étalonnage doit être continue et reproductible. Les points de gamme 
doivent être préparés dans la même matrice biologique que les échantillons de l’étude 
envisagée. Lorsque des matrices de substitution sont nécessaires, leur utilisation doit être 
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justifiée et validée. 
 

2.9.3 Évaluation de la sensibilité 

La LLOQ (Low Limit Of Quantification) définit la sensibilité de la méthode. L'évaluation de la 
LLOQ peut être effectuée séparément ou dans le cadre de l'évaluation de la répétabilité et de 
la fidélité intermédiaire de la droite d'étalonnage.  
 

2.9.4 Évaluation de la sélectivité et de la spécificité 

La méthode analytique doit permettre de différencier le ou les analytes d’intérêt et l’IS des 
composants endogènes de la matrice ou d’autres composants de l’échantillon. La spectrométrie 
de masse est une des méthodes analytiques les plus spécifiques car elle se base sur la masse 
de la molécule mais aussi sur des informations de structure (temps de rétention 
chromatographique et de fragments MS/MS). Cependant, les fluides de patients, comme le 
sang, sont des matrices très complexes. Il doit donc être démontré que la substance à mesurer 
possède un minimum d’interférences. De plus, l’effet matrice peut jouer un rôle sur la 
suppression des ions et l'efficacité de l'extraction. 
 
L’absence d’interférences et d’effet matrice doit être prouvée en utilisant au moins 6 sources 
individuelles de matrices vierges appropriées, qui sont analysées individuellement. L'utilisation 
de moins de sources est justifiable dans le cas de matrices rares. 
En plus de la matrice normale, d'autres échantillons peuvent être envisagés (par exemple 
plasma hémolysés et/ou hyperlipidémiques) si l’étude inclue des populations spéciales (telles 
que des populations présentant une insuffisance rénale ou hépatique). Plus généralement, une 
étude expérimentale pertinente doit être réalisée afin d’établir l’influence de substances 
présentes dans la matrice et potentiellement interférentes : hémolyse, turbidité, bilirubine, 
ictère, médicaments, … 
 
L’effet matrice, ou le phénomène de suppression ionique, est étudié en comparant la réponse 
de l’analyte dans un solvant (réponse MS maximale sans interférences) à l’analyte introduit dans 
une matrice blanche après extraction (réponse MS modifiée par l’effet matrice). L’IS sert aussi 
à corriger ces effets en utilisant les ratios d’aires et de concentrations de l’analyte et de l’IS 
comme base de raisonnement.  
 
Une étude de parallélisme (dilution en série d’un échantillon) doit être réalisée pour évaluer les 
éventuelles liaisons non spécifiques et notamment dans le cas de composés endogènes. Le 
parallélisme doit être évalué en ajoutant à la matrice une concentration en analyte supérieure 
à la ULOQ (Upper Limit Of Quantification) et en diluant cet échantillon avec une matrice 
blanche. La dilution des échantillons ne doit pas affecter l'exactitude et la précision.  
 

2.9.5 Évaluation de la contamination des échantillons 

Des phénomènes de contamination peuvent être observés lors de l'utilisation de systèmes 
analytiques, notamment au niveau des systèmes de pipetage des échantillons (contamination 
inter-échantillons) et de distribution des réactifs (contamination inter-réactifs). Le phénomène 
de contamination inter-réactif peut se produire sur un analyseur lorsque le système de 
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distribution est commun à tous les réactifs. 
 
La contamination entre échantillons (« carry-over » ou « effet mémoire ») peut se produire sur 
les couplages LC-MS. Les adsorptions non spécifiques des peptides dans le système analytique 
sont la cause du phénomène de carry-over. Cette contamination augmente la variabilité 
analytique [246]. La réduction du carry-over est possible avec des méthodes LC davantage 
optimisées (lavages de la vanne d'injection, de la boucle d'injection, et de la seringue) ainsi que 
des solvants plus adaptés. 
 

2.9.6 Évaluation de la répétabilité et de la fidélité intermédiaire 

L'évaluation de la précision sur toute la plage de quantification est essentielle pour valider la 
méthode. La précision de la méthode analytique décrit la proximité de mesures individuelles 
répétées de l'analyte. Chaque répétition doit inclure des QCs préparés fraichement et analysés 
par répétition.  
 
Répétabilité : 
L'essai de répétabilité consiste à analyser un même échantillon dans les conditions suivantes : 
même opérateur, même lot de réactifs, même instrument, même étalonnage dans un délai le 
plus court possible. L'objectif est de caractériser la meilleure performance possible, dans des 
conditions optimales et de vérifier le bon fonctionnement du système (instrument/réactif) pour 
l’analyte concerné.  
Ce calcul est répété pour chacune des matrices (sérum, urine, LCR,…) soumises à analyse, en 
utilisant des échantillons biologiques ou des QCs. Pour un même analyseur, ce calcul doit être 
effectué pour chaque analyte à mesurer et à plusieurs niveaux de concentration.  
Fidélité intermédiaire : 
Il s’agit de l’étude de la reproductibilité intra-laboratoire. L'essai de fidélité intermédiaire 
consiste à analyser un même échantillon dans des conditions différentes en faisant varier au 
moins un des facteurs : l'opérateur, le temps, les lots de réactifs, les étalonnages, … 
La variabilité inter-opérateurs constitue un indicateur de la maîtrise de la réalisation des 
méthodes non automatisées. Le laboratoire pourra utiliser la variabilité inter-opérateurs (CV) 
et la comparer à la variabilité intra-opérateur d’un référent.  
 
La robustesse d’une procédure d’analyse est une mesure de sa capacité à ne pas être affectée 
par des variations opératoires faibles. La robustesse fournit une indication sur la fiabilité de la 
méthode dans les conditions normales d'utilisation. 
Ces variations, faibles, correspondent à l’écart d’un paramètre opératoire par rapport à sa 
valeur nominale définie dans la méthode. Cela nécessite d’identifier les paramètres (pH, 
température, …) ayant un effet significatif sur la performance de la méthode. L’évaluation de la 
robustesse n’est indispensable que pour les tests développés en interne.  
Certains paramètres peuvent avoir une influence comme par exemple, une température 
d'incubation, un effet de bords sur une microplaque ou la composition d'une phase mobile. 
Pour évaluer la robustesse d’une procédure d’analyse, un échantillon homogène est préparé de 
nombreuses fois en faisant varier les paramètres retenus. La complexité de la procédure 
d’analyse augmente généralement le nombre de ces paramètres.  
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2.9.7 Évaluation de la justesse 

L'évaluation de la justesse sur toute la plage de quantification est essentielle pour valider la 
méthode. Cette évaluation peut être envisagée en comparant la moyenne de plusieurs dosages 
d'un même échantillon à une valeur cible, assimilée à la « valeur vraie ». L'écart observé 
correspond au biais. Le biais peut être évalué à partir des résultats obtenus avec des 
échantillons de contrôle titrés (QCs). 
La commutabilité des échantillons, c’est-à-dire leur capacité à se comporter comme des 
échantillons réels (échantillons de patient) quelle que soit la méthode utilisée, doit être prise 
en compte. En effet, les effets de matrice engendrés par les différents traitements subis par les 
QCs durant leur préparation (lyophilisation, congélation, ajout de conservateur, surcharge, 
mélange, …) peuvent être à l’origine de biais qui ne sont pas retrouvés avec des échantillons 
patients.  

2.9.8 Évaluation du taux de récupération 

L'extraction de l’analyte (taux de récupération) doit être efficace et reproductible. La 
récupération ne doit pas nécessairement être de 100%, mais l'ampleur de la récupération d'un 
analyte et des IS doit être cohérente et reproductible. 
Le taux de récupération est affecté par la qualité de la préparation d’échantillon mais aussi par 
l’adsorption non spécifique des peptides. Ce dernier point est une variable non négligeable qui 
introduit un biais dans la méthode analytique. Les adsorptions peuvent conduire à des pertes à 
chaque cône de pipette utilisé ou à chaque transfert dans un tube. L'adsorption non-spécifique 
est plus marquée pour de faibles concentrations en peptide [247]. 
Le taux de récupération est étudié en comparant la réponse de l’analyte introduit dans une 
matrice blanche après extraction (réponse MS modulée par l’effet matrice) ; et l’analyte 
introduit dans une matrice blanche avant extraction (réponse MS modifiée par l’effet matrice + 
pertes pendant les étapes de préparation).  
 

2.9.9 Évaluation de la stabilité de l’analyte 

La stabilité chimique de l'analyte dans une matrice donnée, y compris les effets de la collecte, 
de la manipulation et du stockage des échantillons doivent être déterminés. Les stabilités dans 
le passeur d’échantillons et sur la paillasse des échantillons extraits, les cycles congélation-
décongélation sur l’échantillon original, la stabilité à long terme de la solution mère d’analyte 
sont en général mesurés. 
La stabilité doit être évaluée dans la même matrice que celle destinée aux échantillons inclus 
dans l'étude. Cependant, lorsque la matrice est rare, l'utilisation de matrices de substitution 
peut être justifiée. 
 
Lors de la validation, les évaluations de stabilité doivent couvrir les conditions attendues avant 
réception sur le site d'analyse (par exemple, sur le site de prélèvement, pendant l'expédition, 
et sur tous les autres sites secondaires), ainsi que pendant la réception, et l'analyse sur le site 
d'analyse. La stabilité d'un analyte dans un système de matrice et dans un récipient particulier 
n'est pertinente que pour ce système de matrice et de conteneur et ne doit pas être extrapolée 
à d'autres matrices et conteneurs. 
 
Toutes les déterminations de stabilité doivent utiliser un ensemble d'échantillons fraîchement 
préparés. 
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- Stabilité de l’échantillon après collecte : la stabilité de l’analyte dans la matrice 
échantillonnée doit être évaluée directement après le prélèvement sanguin des sujets et leur 
préparation au laboratoire avant stockage. Le but est de garantir que les concentrations 
obtenues par la méthode analytique reflètent les concentrations de l'analyte chez le sujet au 
moment de l’échantillonnage. Une démonstration de cette stabilité peut être nécessaire au cas 
par cas, en fonction de la structure de l'analyte. 
- Stabilité de l'extrait (ou de l'échantillon traité) : la stabilité des échantillons traités, y 
compris le temps de séjour dans le passeur d’échantillon doivent être évalués. 
Au niveau du système analytique, le temps d'attente dans le vial LC est très critique [248]. 
Différents vials composés de types de surfaces spécifiques sont disponibles. Les vials en verre 
peuvent faire des interactions avec les aminoacides basiques via les groupements silanol. Les 
vials en polypropylène affectent les aminoacides apolaires en général [249]. Les fournisseurs de 
vials ont développé des produits plus performants avec du verre désactivé (groupements silanol 
masqués), ou du polypropylène modifié. Ce facteur doit être testé expérimentalement car il n'y 
a pas de règle générale.  
- Stabilité aux cycles congélation/décongélation : Les QCs doivent être décongelés et 
analysés selon les mêmes procédures que les échantillons de l'étude. Les QCs doivent être 
congelés pendant au moins 12 heures entre les cycles. Le nombre de cycles 
congélation/décongélation doit être égal ou supérieur au nombre de cycle des échantillons de 
l'étude. Les QCs de stabilité congélation/décongélation doivent être comparés aux courbes 
d’étalonnage et aux QCs fraîchement préparés. 
- Stabilité à long terme de l’analyte dans la matrice : Les QCs doivent être stockés dans les 
mêmes conditions de stockage et au moins pendant la même durée que les échantillons de 
l'étude. Les QCs de stabilité à long terme doivent être comparés aux courbes d'étalonnage et 
aux QCs fraîchement préparés. Selon la norme FDA, la détermination de la stabilité à -20 °C 
couvrirait la stabilité à des températures plus froides. Selon la norme EMA, la stabilité doit être 
étudiée à chaque température à laquelle les échantillons seront stockés. 
- Stabilité des solutions stocks de standards : Lorsque la solution mère existe dans un état 
différent (par exemple, solution ou solide) ou dans une composition tampon différente (ce qui 
est généralement le cas pour les macromolécules) du standard de référence certifié, les 
données de stabilité sur les solutions stock doivent être étudiées. Il n’est pas nécessaire 
d’étudier la stabilité à chaque niveau de concentration des solutions de travail. Il n'est pas 
nécessaire d'étudier la stabilité des étalons internes marqués aux isotopes stables s'il est 
démontré qu'aucune réaction d'échange isotopique ne se produit dans les mêmes conditions 
que la stabilité de l'analyte. 
 
Pour les réactifs commerciaux, le laboratoire notera les préconisations relatives à la stabilité des 
réactifs définies par le fournisseur (température et durée de conservation avant/après 
ouverture, conservation embarquée sur l’analyseur, …). 
 
 

Tableau 4: Synthèse des paramètres analytiques à valider lors d'une validation de méthode. 
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Paramètres 
à valider 

Expériences à réaliser Critères de validation 

Droite 
d’étalonnage 

6 à 8 points de gamme, plus un point 
zéro, et un blanc 

Le biais doit être au maximum de 
15%, et de 20% à la LLOQ pour au 
moins 75% des 6 à 8 points de 
gamme. 

Le point le plus bas correspond à la 
LLOQ. 

2 à 4 réplicats pour chaque point 

La droite est réalisée dans la même 
matrice que les échantillons. 

Linéarité   
La droite de calibration doit être 
établie avec le modèle linéaire le plus 
simple. 

Sensibilité de 
la méthode 

Le point le plus bas de gamme 
correspond à la LLOQ. 

Le biais et le CV doivent être 
inférieurs à 20% 

40 réplicats à analyser : 3 à 5 
réplicats répartis sur au moins 5 
jours 

Le signal/bruit doit être supérieur à 5. 

Spécificité / 
Sélectivité / 

Interférences 

Analyse de la matrice blanche 
La réponse en analyte ne doit pas 
dépasser 20% de la réponse de la 
LLOQ. 

Analyse d'échantillons blancs 
provenant d'au moins 6 différentes 
sources 

La réponse sur l'IS ne doit pas excéder 
5% de la moyenne des réponses de 
l'IS sur les calibrateurs et les QCs. 

Analyse d'échantillons de patients 

Le ratio des transitions ne doit pas 
être modifié de plus de 20% de la 
moyenne des ratios sur les analyses 
des QCs. 

Effet Matrice 

Comparaison de la réponse de 
l’analyte introduit dans un solvant, à 
l’analyte introduit dans une matrice 
blanche après extraction 

Le biais doit être au maximum de 
15%. 

Analyse de matrices blanches 
provenant d'au moins 6 différentes 
sources 

Enrichir en deux concentrations 
différentes : 3xLLOQ, et proche de la 
ULOQ 

Parallélisme 

Échantillon surchargé, dilué avec 
une matrice blanche Le biais doit être au maximum de 

15%. 5 réplicats d'analyse pour chaque 
dilution 

Répétabilité 
Analyse de 5 réplicats des 4 QCs 
(LLOQ, LQC, MQC, HQC) 

Le CV doit être au maximum de 15%, 
et de 20% à la LLOQ. 

Fidélité 
intermédiaire 

Analyse de 5 réplicats des 4 QCs 
(LLOQ, LQC, MQC, HQC) sur plus de 
deux jours 

Le CV doit être au maximum de 15%, 
et de 20% à la LLOQ. 
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Analyse de 5 réplicats des 4 QCs 
(LLOQ, LQC, MQC, HQC) avec deux 
opérateurs différents 

Justesse 
Analyse de 5 réplicats des 4 QCs 
(LLOQ, LQC, MQC, HQC) sur plus de 
deux jours 

Le biais doit être au maximum de 
15%, et de 20% à la LLOQ 

Contamination 

des 
échantillons 

Injecter un point à la ULOQ trois fois, 
un échantillon blanc trois fois 

La réponse en analyte ne doit pas 
dépasser 20% de la réponse de la 
LLOQ. 

Répéter cette séquence 5 fois 
La réponse sur l'IS ne doit pas excéder 
5% de la moyenne des réponses de 
l'IS sur les calibrateurs et les QCs. 

Taux de 
récupération 

Comparer les résultats d'un 
échantillon extrait, et d'un 
échantillon blanc spiké juste avant 
l'analyse LC-MS 

Le taux de récupération doit être de 
100%. 

Analyse en duplicat des 4 QCs (LLOQ, 
LQC, MQC, HQC) 

Dans le cas de composés endogènes, 
réaliser de la même façon par ajouts-
dosés. 

Stabilité 

Faire des tests de stabilité sur les 
échantillons, les échantillons 
extraits, les standards, et les 4 QCs 

Le biais doit être au maximum de 
15%. 

Durée des évaluations en fonction 
de l'étude 
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3 Chapitre 2 : le phénotypage de l’Apolipoprotéine E, facteur de 
risque de la maladie d’Alzheimer 

Au cours de ce chapitre va être développé une approche de LC-MRM développée pour détecter 
spécifiquement trois protéoformes de l’apolipoprotéine E. 

3.1 Introduction 

 
L’apolipoprotéine E (ApoE) est une glycoprotéine de 299 acides aminés et d’environ 34kDa 
[250]. Cette protéine joue un rôle important dans le métabolisme des lipides par sa capacité à 
interagir avec les LDL (low-density lipoprotein) et les VLDL (very-low-density lipoprotein) [251]. 
Elle interagit avec deux familles de récepteurs qui sont les « LDL receptor (LDLR)» et les « LDL 
receptor related family (LRP)» ; et les « heparan sulfate proteoglycans (HSPG)» [250, 252]. 
L’apoE est principalement exprimée dans le foie,  dans le cerveau, et plus minoritairement dans 
d’autres tissus [253]. 
 
L’apoE est codée par le chromosome 19 sous trois allèles différents conduisant à l’existence de 
six phénotypes : E2/E2 ; E3/E2 ; E3/E4 ; E2/E4 ; E3/E3 ; et E4/E4 [254]. Ces isoformes d’apoE 
correspondent à des modifications d’acides aminés en position 112 et 158. L’apoE2 contient 
deux cystéines en ces positions, l’apoE3 une cystéine en position 112 et une arginine en position 
158, et l’apoE4 deux arginines en ces positions. 
La structure de la protéine est constituée de 12 hélices. La partie centrale de la protéine, qui 
comprend les deux variations d’acides aminés (112 et 158), est impliquée dans la liaison aux 
récepteurs (Figure 42) [255]. C’est cette explication structurelle qui est avancée pour expliquer 
l’implication de tel ou tel phénotype dans différentes pathologies. Enfin, une région de liaison 
aux lipides est présente en C terminal, reliée à la partie centrale par un coude flexible. 

 
Figure 42: Structure tertiaire (A) et secondaire (B) de l’ApoE. Avec une étoile rouge sont représentés les deux sites de mutations 

d'amino-acides. 

Les différents allèles, de par leurs structures, ont des affinités pour les VLDL et les LDL 
différentes ce qui conduit à des éliminations plus ou moins rapides. Ces différents allèles sont 
impliqués dans des maladies cardiovasculaires comme des dysbêtalipoprotéinémies [256], ou 
des hypertriglycéridémie [257]. 
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La production locale d’allèles de l’apo E au niveau cérébral, est aussi liée à des maladies 
neurologiques comme la maladie d’Alzheimer. L’allèle E2 est « protecteur » [258] tandis que 
l’allèle E4 augmente le risque d’avoir une maladie d’Alzheimer d’un facteur 3 à 4 dans les cas 
hétérozygotes, et de 10 à 14 fois dans le cas homozygote [259-261]. Le mécanisme impliquant 
l’apoE dans cette pathologie n’est pas élucidé et plusieurs publications se contredisent dans 
leurs conclusions. 
 
C’est dans ce contexte-là que le sujet a été abordé au laboratoire : déterminer le facteur de 
risque de chaque individu à développer une maladie d’Alzheimer. De plus, cette information est 
très importante pour discriminer les différentes populations lors de l’étude de biomarqueur ou 
de traitement. 
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3.2 Résultats 

3.2.1 Introduction 

 
La partie résultat de ce chapitre va s’appuyer sur l’article « Development of new quantitative 
mass spectrometry and semi-automatic isofocusing methods for the determination of 
Apolipoprotein E typing ». Cet article met en avant le développement d’une méthode de 
spectrométrie de masse LC-MRM pour phénotyper le patient sur un prélèvement sanguin. 
Le phénotypage des différentes formes d’ApoE est réalisable que par la détection de deux 
aminoacides spécifiques en position 112 (C -> R) et 158 (R -> C) (Figure 43) 
. 
 

MKVLWAALLV TFLAGCQAKV EQAVETEPEP ELRQQTEWQS GQRWELALGR  

FWDYLRWVQT LSEQVQEELL SSQVTQELRA LMDETMKELK AYKSELEEQL  

TPVAEETRAR LSKELQAAQA RLGADMEDVC GRLVQYRGEV QAMLGQSTEE  

LRVRLASHLR KLRKRLLRDA DDLQKRLAVY QAGAREGAER GLSAIRERLG  

PLVEQGRVRA ATVGSLAGQP LQERAQAWGE RLRARMEEMG SRTRDRLDEV  

KEQVAEVRAK LEEQAQQIRL QAEAFQARLK SWFEPLVEDM QRQWAGLVEK  

VQAAVGTSAA      PVPSDNH 

Figure 43: Séquence protéique de l’apolipoprotéine E (P02649). En gras, les amino acides en position 112 et 158 

Par digestion trypsique, différents peptides sont libérés et quatre peptides sont suivis par le 
système MS pour pouvoir déterminer le génotype de chaque patient (Tableau 5). 
 

Tableau 5: Différentes combinaisons possibles en fonction des 4 peptides détectés pour élucider le génotype du patient 

  ApoE2 ApoE2 and E3 ApoE3 and E4 ApoE4 

Génotype Phénotype CLAVYQAGAR LGADMEDVCGR LAVYQAGAR LGADMEDVR 

E2/E2 E2 x x     

E2/E4 E2+E4 x x x x 

E3/E3 E3   x x   

E3/E2 E3+E2 x x x   

E3/E4 E3+E4   x x x 

E4/E4 E4     x x 

 
La méthode développée s’appuie sur une préparation d’échantillon assez simple constituée de 
6 ou 4 étapes car la réduction/alkylation est facultative selon les peptides cibles : dénaturation 
de l’échantillon, réduction des ponts disulfures, alkylation des cystéines, digestion enzymatique, 
purification des peptides libérés, et analyse LC-MRM. L’ajout de SIS peptides est utilisé pour 
valider la partie analytique. Cette nouvelle méthode est comparée à la méthode de référence 
pré-existante. La différence de charge entre les différentes isoformes est utilisée en 
isoélectrofocalisation pour pouvoir séparer et identifier la composition en ApoE [262]. L’ApoE4 
a plus de charges positives que l’apoE3 et encore plus que l’apoE2. 
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3.2.2 Article scientifique :  

 
Development of new quantitative mass spectrometry and semi-automatic isofocusing methods 
for the determination of Apolipoprotein E typing. 
 
Hirtz C*, Vialaret J*, Nouadje G, Schraen S, Benlian P, Mary S, Philibert P, Tiers L, Bros P, Delaby 
C, Gabelle A, Lehmann S. Clin Chim Acta. 2016 Feb 15;454:33-8.  
 
* Authors have contributed equally to this work 
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3.3 Conclusions et nouveaux éléments 

Au cours de ce travail, nous avons pu mettre en place une méthode de spectrométrie de masse 
permettant de phénotyper l’apolipoprotéine E à partir de 4 µL de sérum. Ce phénotypage est 
capital pour mettre en place une prévention adaptée dans le cadre des maladies 
cardiovasculaires ou neurologiques. 
 
La méthode décrite dans la publication sur lequel s’appuie le chapitre 2 a subi des améliorations 
depuis sa sortie en 2016 dans le but de proposer une analyse clinique la plus proche possible 
d’une utilisation routinière. 
 
La spectrométrie de masse est une méthode d’analyse rapide qui permet un multiplexage élevé. 
Dans la première version de nos travaux, pour des raisons de sensibilité, un échantillon était 
analysé en deux fois sur des analyses de 25 minutes. La première analyse permettait d’analyser 
les peptides après réduction/alkylation des cystéines (C[CAM]LAVYQAGAR ; 
LGADMEDVC[CAM]GR), et la deuxième permettait d’analyser les deux autres peptides sans 
réduction/alkylation des cystéines (LAVYQAGAR ; LGADMEDVR). De plus, la préparation 
d’échantillons était réalisée en tubes ce qui augmente le risque d’erreur lors des pipetages et 
diminue le débit d’analyse. 
 
Aujourd’hui un protocole automatisé unique, avec réduction/alkylation des cystéines, est 
réalisé sur un automate de préparation (AssayMap Bravo, Agilent T.) en plaque 96 puits, et est 
suivi d’une analyse en 14 minutes (Figure 44). La simplification de la préparation d’échantillon 
et de l’analyse ont été réalisées grâce à des triples quadripôles plus sensibles (8060, Shimadzu). 
 
 

 
Figure 44: Chromatogramme LC-MRM d’une analyse ApoE. Les 4 peptides analysés éluent dans l’ordre suivant : LAV … 

(LAVYQAGAR), LGA …DVR (LGADMEDVR), cLA (C[CAM]LAVYQAGAR), LGA…cGR (LGADMEDVC[CAM]GR). 
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Les peptides après séchage sont re-solubilisés directement dans la plaque 96 puits avant 
injection LC-MS (Figure 45). C’est la seule étape manuelle du protocole de préparation 

 
Figure 45: Protocole optimisé pour une utilisation routinière au LBPC. 

 
Tous ces points qui sont des détails pratiques ont permis de passer d’une méthode analytique 
validée selon les guides de validation, à une méthode utilisable en routine. Le coût 
environnementé au CHU de Montpellier de cette méthode optimisée est de 20,7 euros par 
point. 
 
Ce protocole utilisé maintenant au CHU de Montpellier a été appliqué sur des programmes de 
recherche clinique entre 2014 et 2018 sur 175 séra, 96 plasmas, 237 DBS (Dried Blood Spot ou 
dépôt de sang séché), 55 LCR et 40 salives. 
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4 Chapitre 3 : la quantification absolue de l’hepcidine dans le 
cadre des pathologies liées au métabolisme du fer 

L’hepcidine est une petite protéine qui va être dosée avec une approche top-down. 

4.1 Présentation du biomarqueur « Hepcidine » 

 
Le dosage de l’hepcidine est étudié et utilisé au laboratoire depuis de nombreuses années avec 
8 publications sur le sujet entre 2014 et 2018. La partie d’introduction sur ce biomarqueur va 
se baser sur une revue réalisée dans les Annales de Biologie Clinique en 2018 : 
Hepcidin: immunoanalytic characteristics. Wolff F., de Verneuil H., Rucheton B., Lefebvre T., 
Vialaret J., Ropert-Bouchet M., Cunat S., Aguilar-Martinez P., Lehmann S., Delaby C. ; Ann Biol 
Clin (Paris). 2018 Dec 1. 
 
L’hepcidine est un peptide circulant de 25 aminoacides. L’hepcidine sera donc appelée dans ce 
manuscript hep-25 pour ne pas confondre avec d’autres isoformes qui peuvent être présentes. 
Il s’agit des formes à 24, 22, et 20 aminoacides qui peuvent co-exister (Figure 46) [263]. Ce sont 
des produits de dégradation de l’hep-25 avec un clivage de la partie N-terminal de cette 
protéine [264]. 

 
Figure 46: Différentes formes d'hepcidine [263]. 

La structure de cette protéine comprend  8 cystéines impliquées dans 4 ponts disulfures ce qui 
lui confère une structure très compacte et par conséquent une faible immunogénicité (Figure 
47). 
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Figure 47: Structure tridimensionnelle de l'hepcidine 25 

 
Les approches basées sur la spectrométrie de masse permettent de s’affranchir de ce problème 
et de discriminer sans difficulté les 4 isoformes de l’hepcidine. 
 
L’hep-25 est la forme bioactive impliquée comme un acteur majeur du métabolisme du fer. C’est 
donc cette forme qui est quantifiée par les différentes méthodes analytiques même si un panel 
d’isoformes est éventuellement réalisable grâce à la spectrométrie de masse. 
 
L’hepcidine est produite à partir du gène (HAMP) situé sur le chromosome 19. Le prépropeptide 
est composé de 84 aminoacides qui est maturé deux fois pour donner l’hep-25. Même si 
plusieurs sites d’expression ont pu être identifiés [265], l’hepcidine est principalement exprimée 
au niveau du foie [266] avant de circuler dans le sang. Cette molécule circule majoritairement 
à l’état libre mais elle peut aussi former des complexes avec l’albumine ou l’alpha-2-
macroglobuline [267]. 
 
L’hepcidine régule l’absorption intestinale du fer, et son recyclage au niveau des macrophages. 
La partie N-terminale est capitale pour l’interaction avec son récepteur cellulaire, la 
ferroportine, qui permet l’export de fer des cellules. Ce mécanisme permet d’expliquer 
pourquoi l’hep-25 est la forme bioactive ce qui n’est pas le cas des formes plus courtes [268]. 
 
L’hep-25 est impliqué dans de nombreuses pathologies liées à un déséquilibre du métabolisme 
du fer : anémie, inflammation chronique, maladies des reins, cancer [269]. 
 
De par les problèmes d’immunogénécité de l’hep-25, et de par la spécificité nécessaire entre 
les différentes isoformes, les techniques basées sur de la spectrométrie de masse ont largement 
été appliquées. Différentes méthodes de pré-fractionnement ont été publiées comme 
compatible avec une analyse de l’hep-25 : précipitation des protéines [270], ultrafiltration 
[271], échange de cations [272], séparation sur phase inverse [273]. Ces pré-fractionnements 
sont couplés à différents modes de détection tels que le SELDI, le MALDI [274], ou la LC-MS 
[263, 270-273, 275-279]. 
 
Un premier essai multi-centrique publié par Kroot et al. en 2009 a montré des concentrations 
d’hep-25 très différentes suivant les techniques utilisées [280]. Le choix du standard qui n’était 
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pas homogène a alors été soulevé. L’hep-25 isotopiquement marqué, mais avec un delta de 
masse de 16Da qui peut correspondre à l’oxydation de la méthionine, est aujourd’hui 
recommandé.  
 
Grâce à la sensibilité de ces méthodes analytiques, l’hep-25 a pu être dosé dans différents 
fluides biologiques comme le sérum [270], l’urine [279], le sang total [281], le DBS [282], et 
même dans le liquide céphalo-rachidien [277]. 
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4.2 Résultats obtenus sur le dosage de l’hepcidine 25 

4.2.1 Introduction 

Dans l’article suivant que nous avons publié dans Journal of Chromatography B, nous avons dosé 
l’hep-25 à partir de 50 µL de sérum. Pour cela, le standard marqué d’hep-25 
(DTHFPICIFCCGCCHRSKCGMCCKT [13C6,15N4] Arg16) est rajouté directement dans le sérum.  
Pour cette étude, 24 échantillons de patients ont été sélectionnés car leur concentration d’hep-
25 permettait d’avoir une bonne distribution sur la gamme clinique. 
 
L’échantillon est simplifié par une étape de précipitation des protéines en condition acide. Après 
centrifugation, le surnageant est concentré et injecté sur deux systèmes LC différents couplé à 
un unique triple quadripôle. Le but de cet article est de comparer les performances analytiques 
du dosage de l’hepcidine en utilisant deux colonnes chromatographiques de diamètres internes 
de 0,075mm et 1mm. 
 
Il s’agit d’une approche top-down permettant une quantification directe d’une protéoforme 
spécifique d’hepcidine (1-25) avec un protocole simple en une seule étape. 
 
Cette approche avec cette préparation d’échantillon, et l’analyse LC-MS sur une colonne de 
0,075mm de diamètre interne a précédemment été publiée : 
Clinical measurement of Hepcidin-25 in human serum: Is quantitative mass spectrometry up to 
the job?; Constance Delaby, Jérôme Vialaret, et al. ; EuPA Open Proteomics ; Volume 3, June 
2014, Pages 60-67 
Un dosage de sérum de 30 patients a été réalisé avec la méthode masse développée et le 
premier dosage ELISA développé par le groupe de Ganz [283] et une p-value inférieure à 0,001 
est obtenus sur le coefficient de corrélation de Pearson. (Figure 48). 

 
Figure 48: Comparaison des résultats de dosages obtenus par LC-MRM et par ELISA. A: comparaison directe des valeurs de 

concentration. B: Réprésentation Bland-Altman pour comparer les concentrations obtenues dans les deux méthodes. 

 

Cependant il y a un facteur 5 entre les valeurs de concentration trouvées en ELISA et en MS. Ce 
facteur est probablement dû à la spécificité de chaque méthode (capacité ou non à discriminer 
la forme 25 des autres isoformes). Le dosage ELISA de Ganz est basé sur un anticorps polyclonal 
qui peut difficilement différencier les différents isoformes d’hepcidine. La deuxième hypothèse 
est que les étalons utilisés entre les deux approches ne sont pas les mêmes. 
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4.2.2 Article Scientifique  
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4.3 Conclusions et nouveaux éléments 

 
La quantification d’hepcidine a été développée au laboratoire en 2013. Notre système LC-MS a 
évolué d’une configuration nanoLC à une configuration standard LC car la robustesse du 
système nano était problématique sur les deux premières années d’utilisation. Ce changement 
de configuration nous a permis d’écrire la publication présente dans le chapitre 3 mais surtout 
de gagner en robustesse. Entre 2013 et 2018, le dosage d’hepcidine a été réalisé 13108 fois, 
pour un coût d’analyse de 8,3 euros le point (Figure 49).  
. 

 
Figure 49: Répartition des dosages d'hepcidine en fonction des programmes de recherche. Les analyses sont principalement 
réalisées dans le sérum hormis la mise au point, la valorisation, et le dosage de quelques échantillons de LCR (CSF) du laboratoire. 

Ce nombre d’analyses se répartit entre : 
- Différents tests et analyses nécessaires pour les validations analytiques. Les validations 

analytiques ont été réalisées sur le sérum en configuration nanoLC, puis en 
configuration microLC. Une validation de méthode a aussi été réalisée pour pouvoir 
doser l’hepcidine dans le LCR, donnant lieu à une publication [277]. 

- Des dosages d’échantillons de LCR  du laboratoire sans programme de recherche 
associé. 

- Des dosages dans le sang ont été réalisés pour différents programmes de recherches 
cliniques. 

 
Le programme CANFER a représenté 6% des analyses. Dans la tâche incombant à la PPC, il 
s’agissait de doser l’hepcidine dans le contexte des carences en fer au cours de la 
chimiothérapie de première intention dans les cancers métastatiques (publication en cours 
d’écriture). 
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Dans le programme RLS (Restless Legs Syndrome) l’hepcidine a été dosée pour vérifier 
l’association entre le niveau d'hepcidine sérique et le syndrome des jambes sans repos [276]. 
Enfin, 1% de nos dosages a été réalisé pour le programme PCT (Porphyrie Cutanée Tardive). 

La dernière étude clinique qui représente 51% des analyses est l’étude Hepcidane (une 
publication en cours d’écriture, et [284]). Cette étude avait pour but de réaliser l’analyse 
médico-économique de l'intérêt du dosage par spectrométrie de masse quantitative de 
l'hepcidine pour le diagnostic de la carence martiale en présence d'une anémie en réanimation. 

Pour finir, un travail d’harmonisation du dosage d’hepcidine par spectrométrie de masse 
est en cours entre les villes de Bordeaux, Paris, Bruxelles, et Montpellier grâce à le Société 
Française de Biologie Clinique (SFBC) (Publication en cours d’écriture). 
 
Les analyses réalisées sur une période de 6 ans ont permis de valider de nombreux paramètres 
analytiques : 

- Des tests de stabilité ont été réalisés après la publication initiale. Il s’agit de tests de 
stabilité sur l’échantillon préparé et stocké avant analyse à -20°C, ou dans le passeur 
d’échantillon à 4°C. 
Les résultats ont montré que la stabilité à 4°C est très limitée car une baisse de 
l’intensité du signal MS est observée dès les premiers points de cinétique mais cette 
baisse est compensée par l’utilisation du standard marqué avec un biais de 3,2% après 
15 heures (Figure 50 et 51). Ces résultats sont similaires sur un échantillon QC et sur un 
point de gamme faible (25 ng/mL). 
 

 
Figure 50: Suivi de la stabilité d'hepcidine sur un échantillon QC à 50 ng/mL après extraction conservé à 4°C. En bleu est 

représenté l’aire d’hepcidine endogène, et en rouge l’aire de l’hepcidine marquée. Le début des analyses a commencé le 13 

janvier à 19h58 pour finir le 14 janvier à 11h15. 
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Figure 51: Suivi de la stabilité d'hepcidine sur un échantillon QC à 50 ng/mL après extraction conservé à 4°C. Le ratio d’aire 

(aire d’hepcidine endogène /’aire de l’hepcidine marquée) est représenté.  Le début des analyses a commencé le 13 janvier à 
19h58 pour finir le 14 janvier à 11h15. 

La stabilité sur échantillons préparés a été étudiée sur un stockage de 12 jours à -20°C. 
L’hepcidine a été retrouvée stable 8 jours à -20°C, puis une baisse de l’intensité du signal MS a 
été observée entre le huitième et le douzième jour. Cette baisse n’est observée que sur 
l’hepcidine marquée ce qui induit un biais de quantification (Figure 52). 
 

 
Figure 52: Suivi du biais sur l'hepcidine endogène (A) et marquée (B) sur 8 échantillons préparés et stockés à -20°C. 

 
Sur les points de gamme d’étalonnage, une baisse de l’intensité du signal MS non compensée 
par le standard marqué de l’hepcidine est observée à partir du premier jour (Figure 53). 
 

 
Figure 53: Suivi du biais analytique sur l'hepcidine endogène (A),  marquée (B), et le ratio des aires (C) sur 7 points de gamme 

préparés et stockés à -20°C. 
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En plus des paramètres analytiques évalués dans l’article scientifique, le dosage d’hepcidine sur 
un temps long  a permis d’étudier les paramètres de stabilité après préparation d’échantillons. 
Des recommandations évitant l’introduction de biais dans le cas d’analyses décalées par rapport 
à la préparation d’échantillons ont été introduites. L’étude de ces points a permis de se 
rapprocher d’une analyse compatible avec une utilisation en routine clinique. 
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5 Chapitre 4 : la quantification sérique d’un anticorps 
monoclonal thérapeutique, le Bevacizumab avec immuno-
enrichissement 

 

5.1  Le dosage des anticorps monoclonaux thérapeutiques. Cas 
particulier du Bevacizumab 

 
Le dosage des anticorps thérapeutiques est un domaine en pleine expansion car de nombreuses 
nouvelles molécules appartenant à cette famille sont mises sur le marché chaque année (3 à 5 
par an depuis 2002 [285]). 
 
Les anticorps monoclonaux thérapeutiques sont actifs par liaison à leur antigène à la surface 
des cellules.  
Pour beaucoup d’anticorps thérapeutiques, la relation entre la dose optimale, l’efficacité et les 
effets secondaires, sur de grande population de patients ne sont pas connus ce qui ne permet 
pas d’établir les gammes d’utilisation clinique. Par ailleurs, la pharmaco-cinétique et la 
pharmaco-dynamique des anticorps peuvent être impactées par des co-traitements. Par 
conséquence, le suivi de la quantité de drogue présente dans le sang de patient est 
recommandé pour ajuster la quantité de drogue à administrer et ainsi optimiser l’efficacité et 
diminuer les effets secondaires [286-289]. 
 
Le Bevacizumab (Avastin®, Genentech, Inc., San Francisco, USA) est un anticorps humanisé de 
la sous-classe IgG1 capable de lier le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor). Le VEGF est 
une glycoprotéine qui est importante pour l’angiogenèse [290]. La liaison entre le VEGF et le 
Bevacizumab inhibe l’angiogenèse et limite la progression de la tumeur [291, 292]. Le 
Beavcizumab a été la première molécule autorisé contre le cancer colorectal métastatique en 
2004 [293]. 
Les paramètres pharmaco-cinétiques et pharmaco-dynamiques de cette molécule ont été 
déterminés durant les phases cliniques et sont compatibles avec un modèle à deux 
compartiments dont la modélisation des concentrations théoriques sanguines montre un 
plateau vers 90 mg/mL avec une administration de 5mg/kg toutes les deux semaines (Figure 
54) [294]. 
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Figure 54: Concentrations théoriques du modèle à l'état d'équilibre après administration de Bevacizumab à 5 mg / kg toutes 

les 2 semaines [294]. 

Les plus grandes variables sont le sexe et le poids. Le temps de demi-vie est d’environ 20 jours 
mais avec une grande variabilité inter-individuelle (11 à 50 jours) [295]. Cette grande variabilité 
peut être une explication des différentes réponses au traitement. Dans un traitement 
standardisé (quantité fixe sur des périodes de temps fixes), un patient chez qui la demi-vie du 
Bevacizumab est de 55 jours aura rapidement une concentration sérique plus grande qu’un 
patient chez qui la demi-vie du Bevacizumab est de 11 jours. Si la demi-vie est trop courte, la 
quantité de Bevacizumab ne sera pas suffisante et l’efficacité du traitement ne sera pas 
optimum. Dans le cas opposé, la quantité sera trop importante conduisant à des effets 
secondaires. Les effets secondaires décrits sont principalement des problèmes vasculaires 
(saignement, phlébite, ou embolisme). 
Devant cette grande variabilité inter-individuelle, Caulet et al. [296] ont re-étudié les variables 
impactant la pharmaco-cinétique du Bevacizumab. La distribution de la drogue dans le corps 
est dépendante de la taille et du génotype 3/3 FCGRT (IgG receptor FcRn large subunit p51). La 
cinétique d’élimination est dépendante de la concentration en Antigène carcino-embryonnaire 
(CEA) et en VEGF, ainsi qu’à la présence de métastases hépatiques. Pour conclure, une faible 
concentration en Bevacizumab est principalement liée à une concentration en VEGF et à une 
charge tumorale élevée. Pour ces raisons, les auteurs recommandent d’adapter la quantité 
administrée de Bevacizumab pour chaque patient et ainsi améliorer l’efficacité du traitement. 
Devant le nombre important de variables, un moyen serait de doser directement le 
Bevacizumab sérique. 
 
Le développement des protéines médicaments a nécessité l’amélioration des techniques 
analytiques. En comparaison des médicaments basés sur des petites molécules, l’analyse de 
biothérapeutiques est d’une tout autre complexité de par la structure et les modifications que 
ces composés peuvent subir. L’analyse d’un biothérapeutique est réalisée par une approche 
bottom-up pour couvrir un maximum la séquence protéique, par une analyse top-down pour 
déterminer le poids moléculaire, et par analyse des motifs de glycosylation [297]. 
Dans le cas d’un dosage chez les patients, l’analyse directe n’est pas réalisable à cause de la 
complexité de l’échantillon. Le dosage des anticorps est principalement réalisé par des 
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immuno-dosages grâce à leurs sensibilités et leurs débits [298, 299]. Cependant le 
développement de nouveaux dosages est couteux en termes de temps et d’argent pour pouvoir 
développer des anticorps les plus spécifiques possibles.  
Après le développement d’un dosage spécifique, la spécificité et la précision d’un immuno-
dosage peuvent être perturbés par des réactions croisées avec des anticorps endogènes ou des 
auto-anticorps [300, 301]. 
L’autre technique analytique de choix est l’analyse LC-MS de par sa grande spécificité.  Dans le 
chapitre précédent sur l’apolipoprotéine E, une préparation protéomique classique est réalisée 
avec des étapes de dénaturation/réduction-alkylation/digestion/ et nettoyage des peptides. 
Dans le cas de l’analyse des anticorps, une simplification de l’échantillon basée sur une 
intéraction avec de la protéine A est utilisée pour pouvoir réaliser une analyse MS reproductible 
et sensible.  
 
 Le challenge analytique pour détecter une protéine médicament est toujours présent car les 
immunoglobulines sont une des classes de protéines les plus abondantes dans le sérum. Cette 
grande quantité d’immunoglobulines est une source potentielle de variabilité lors de l’analyse 
MS (interférences et suppression ionique) mais peut aussi affecter la quantification en affectant 
le taux de récupération de la molécule cible lors de l’étape d’immuno-affinité. Pour éviter cela, 
une capture basée sur l'antigène peut être mis en œuvre. L’antigène, le VEGF dans notre cas, 
peut être immobilisé, permettant ainsi une capture beaucoup plus sélective du Bévacizumab. 
Une application a été publiée sur l’infliximab [302]. Cette préparation d’échantillon plus propre, 
permet de réduire le bruit analytique et ainsi d’abaisser la LLOQ. Cette approche permet aussi 
d’accéder à la fraction de la drogue capable de lier l’antigène qui est la fraction disponible pour 
aller lier le VEGF et ainsi disponible pour agir pour ses propriétés anti-pathologiques.  
 
Après ces différentes étapes de purification, les anticorps sont processés classiquement 
comme dans une approche bottom-up (dénaturation/réduction-
alkylation/digestion/nettoyage des peptides/analyse LC-MS). Ce nombre d’étape important 
doit être normalisé par un standard interne pour corriger les variabilités dues à chaque étape 
et ainsi améliorer la répétabilité des dosages. Cet ajout dans l’échantillon brut permet aussi de 
corriger les rendements de chaque étape pour avoir un dosage le plus juste possible. Pour une 
meilleure justesse des résultats il est recommandé d’utiliser la protéine marquée. De plus en 
plus d’anticorps thérapeutiques marqués sont disponibles sur le marché mais pas toutes les 
molécules. La société Promise vient de mettre sur le marché le Bevacizumab 13C15N. Sigma 
développe aussi un anticorps marqué universel (SILuTMMab) qui est conçu pour avoir des 
peptides spécifiques utilisables dans de nombreuses études d’anticorps mais aussi dans 
différentes espèces. Il s’agit d’un IgG1 kappa avec un marquage 13C15N sur les lysines et les 
arginines. 
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5.2 Résultats 

5.2.1 Introduction 

Dans l’article suivant publié dans Bioanalysis, le Bevacizumab a été dosé à partir de 5 µL de 
sérum grâce à deux approches de préparation d’échantillon basées sur une immuno-
purification avec de la protéine A : 

- Protéine A immobilisée sur une phase chromatographique à l’intérieur de cartouches 

utilisées par le robot AssayMap Bravo 

- Protéine A immobilisée sur billes dans le kit nSMOL. 

Les deux approches sont similaires dans les étapes mises en œuvre et la principale différence 
est la première étape avec de la protéine A immobilisée dans des cartouches (approche sur le 
AssayMap Bravo), ou sur des billes (approche nSMOL). La particularité de ces billes est d’avoir 
des pores de 100nm de diamètre au fond desquelles la protéine A est liée. Après interaction 
anticorps-Protein A, le domaine CDR (Complementary Determining Region) est orienté vers 
l’extérieur des billes. Suite à différent lavages, la digestion trypsique ne va pas se faire en 
solution après une étape d’élution, mais directement sur les billes avec une trypsine 
immobilisée sur des nanoparticules de 200nm. La gêne stérique va conduire à une digestion 
ménagée de l’anticorps avec une digestion favorisée du CDR dans l’approche nSMOL, par 
rapport à l’autre approche où la digestion complète est réalisée en solution. 
 
De par la quantité croissante d’anticorps thérapeutiques mise sur le marché, nous avons fait le 
choix de développer une approche générique basée sur une capture protéine A qui permettra 
la purification d’IgGs humanisés et du standard interne universel.  

5.2.2 Article Scientifique 
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5.3  Conclusions et nouveaux éléments 

 
Le dosage du Bevacizumab a été réalisé au laboratoire dans le contexte d’une collaboration avec 
l’institut Gustave Roussy et plus précisément le docteur Angelo Paci. Cette collaboration a 
permis de mettre en place deux approches permettant de quantifier des anticorps par 
spectrométrie de masse : 
- une solution robotisée basée sur des cartouches protéine A pour un coût environnementé de 
37,1 euros le point 
- une approche basée sur la technologie nSMOL pour un coût environnementé de 74,7 euros le 
point. 
Au sein du laboratoire, ces approches génériques ont permis de doser le Bevacizumab ainsi que 
deux autres anticorps thérapeutiques. De plus, des dosages multiplex sont réalisables avec ces 
approches comme, par exemple, le dosage multiplex du Bevacizumab, Nivolumab, et 
Pembrolizumab [303]. 
 
D’un point de vue pratique, ces deux approches n’ont pas apporté pas les mêmes avantages. 
Pour un laboratoire possédant déjà la solution d’automatisation, la réalisation de projet sur 
cartouche protéine A est facile à mettre en œuvre car elle est automatisée et permet un débit 
d’analyse important. Un personnel formé à l’utilisation du robot est nécessaire. Pour des 
collaborateurs ou des laboratoires non équipés de cette solution d’automatisation, l’utilisation 
de kit nSMOL est une très bonne alternative car elle très facile à utiliser même pour du 
personnel non formé à la préparation d’échantillon protéomique, et de ce fait très robuste. 
Cependant, l’utilisation de ce kit a un coût plus élevé. 
 
 
Concernant le Bevacizumab, quelques précisions ont pu être apportées par rapport à l’article. 
Le choix du peptide « quantifier » a été réalisé avec la plus grande précaution. Cette molécule 
bien caractérisée avant injection, pourrait subir de nombreuses modifications (PTMs et 
troncations) après administration. De plus, la digestion trypsique pourrait être affectée par ces 
modifications, et les peptides générés pourraient avoir des stabilités différentes pendant l’étape 
de digestion. Pour ce faire, 4 peptides spécifiques ont été dosés lors d’une première étude : 
VLIYFTSSLHSGVPSR [45-60] sur les chaines légères ; et sur les chaines 
lourdes GLEWVGWINTYTGEPTYAADFK [45-64] ; FTFSLDTSK (avec et sans coupure manquée 
RFTFSLDTSK) [67-75] ; STAYLQMNSLR (avec et sans oxydation de la méthionine) [76-86]. 
Des résultats corrélés entre les quatre peptides ont été obtenus sur les dosages de patients ce 
qui démontre que des modifications in-vivo n’ont pas lieu ou n’affectent pas la quantification 
de cette molécule (Tableau 6). 
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Tableau 6: Etude de corrélation des différents peptides dosés sur 94 échantillons. 

  GLEWVGWINT
YTGEPTYAADF

K 

RFTFSLDTSK STAYLQMNSLR STAYLQMoxNSLR VLIYFTSSLHSGVP
SR 

FTFSLDTSK 

Correlation coefficient 0,919 0,889 0,932 0,738 0,864 

Significance Level P <0,0001 <0,0001 <0,0001 <0,0001 <0,0001 

n 94 94 94 94 94 

 
Lors de la validation analytique, deux peptides ont obtenu des performances analytiques 
supérieures : FTFSLDTSK et GLEWVGWINTYTGEPTYAADFK. En cours d’étude, deux publications 
ont été publiées sur cette molécule utilisant le même peptide «quantifier» FTFSLDTSK [124, 
304] que celui que nous avions retenu. 
 
La quantification de ces quatre peptides protéotypiques distribués sur la séquence de 
l’anticorps a aussi permis de comparer plus en détail les deux approches se basant sur la 
protéine A. Dans le cas des cartouches protéine A (AssayMap), la digestion est réalisée en 
solution avec une enzyme, un ratio enzyme/protéine, un tampon, une durée, et une 
température bien définis. Dans le cas de l’approche nSMOL, les paramètres précédemment 
listés étaient différents et généraient les peptides protéotypiques avec des rendements 
différents.  Par conséquent, la vérification expérimentale du peptide «quantifier» a été 
nécessaire. Dans ce cas particulier, le peptide FTFSLDTSK était toujours bien généré dans les 
deux situations, ce qui confirma la sélection de celui-ci. 
 
Par ailleurs, la comparaison de méthodes a été réalisée sur 3 patients dans la publication, mais 
sur ce projet, une cohorte de 15 patients a été suivie ce qui représente 96 échantillons au total. 
Les résultats qui ont été obtenus étaient bien corrélés avec le dosage Bioplex [305]. 

 
Figure 55: Représentation Bland-Altman des valeurs de dosage obtenues par Bioplex et par MRM. 



130 
 

La comparaison des concentrations obtenues entre les deux approches a été réalisée par une 
évaluation de la concordance de Bland et Altman (Figure 55). Cette évaluation a montré un 
faible biais de -17,9 indiquant des valeurs obtenues supérieures avec la méthode MRM. La 
précision diminue dans les valeurs de fortes concentrations même si les points, restent dans les 
limites de concordance ; exception faîte des 4 outliers. 
 
Nugue et al. [305] ont développé un essai Bio-plex basé sur du VEGF immobilisé sur des billes 
magnétiques. Ce dosage a permis donc de doser la fraction capable de lier l’antigène. Dans la 
publication originale, les auteurs ont été capables de stratifier les patients en fonction de leur 
niveau de Bévacizumab sérique et l’efficacité de leur traitement (Figure 56). 

 
Figure 56: Concentration de Bevacizumab sérique en fonction des cycles de traitements. Le carré correspond à la médiane des 

patients avec effets secondaires (n=5); le triangle correspond à la médiane des patients avec rechute (n=4) ; le losange 
correspond à la médiane des patients répondant favorablement au traitement (n=4). 

Cette stratification n’a pas été pas concluante à partir des données générées par nos approches 
suggérant une quantification totale du Bevacizumab. 
 
Le dosage du Bevacizumab a pu être réalisé dans du sérum de patients atteints de glioblastome 
à partir de deux méthodologies différentes qui ont été validées. Les deux approches ont des 
avantages et inconvénients différents pour une utilisation routinière. 
Ces méthodologies « généralistes »  car permettant une purification d’anticorps non-spécifique 
a pu être appliquée à d’autres anticorps et pourrait l’être dans une analyse multiplex. La 
comparaison avec une autre approche basée sur une capture via l’antigène n’a pas permis 
d’obtenir des résultats strictement similaires. 
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6 Chapitre 5 : Développement et validation de méthodes de 
protéomique innovantes pour des applications de biochimie 
clinique : discussions/conclusions 

6.1 Le phénotypage de l’Apolipoprotéine E, facteur de risque de la 

maladie d’Alzheimer 

Une méthode de phénotypage de l’apoliprotéine E à partir d’un faible volume de sang basée 
sur de la spectrométrie de masse a été mise en place en 2016. Dans le but de gagner en débit 
et en reproductibilité, ce protocole a été raccourci et automatisé. La nouvelle version de ce 
protocole est aujourd’hui compatible en termes de temps, de débit et de coût, avec une analyse 
de routine. 
 
L’intérêt de développer une méthode analytique compatible avec une utilisation de routine est 
une anticipation des besoins futurs. 
En 1993, l’ApoE4 a été identifié comme le facteur de risque génétique principal de la maladie 
d’Alzheimer. Il n’existe pas à ce jour de traitement préventif de la maladie d’Alzheimer aussi le 
fait de connaître son phénotype ApoE ne conduit pas à des mesures préventives spécifiques de 
la maladie. Cependant le phénotypage ApoE est actuellement réalisé dans le cadre de la 
recherche clinique sur la maladie d’Alzheimer pour mieux comprendre cette maladie et pour 
développer des traitements efficaces en stratifiant mieux les groupes de patients. 
D’importants efforts sont en cours pour développer un test sanguin pour évaluer le risque d’une 
personne à développer la maladie d’Alzheimer. Deux publications récentes ont démontré la 
faisabilité de ce test et sa capacité à indiquer un facteur de risque plus précocement dans 
l’évolution de la pathologie [306, 307]. Les résultats de ces études ont été plus performants en 
incluant le phénotype ApoE comme variable ce qui a rendu l’analyse de celui-ci indispensable à 
partir de la même prise de sang.  
A l’intérieur du protocole développé, l’utilisation de peptides marqués est cruciale dans le but 
d’automatiser aussi la partie interprétation des données. La co-élution stricte va permettre 
d’intégrer plus facilement le pic par les logiciels de retraitement de données (Figure 57). 
 
 

 
Figure 57: Exemple de rapport fourni pour montrer la présence du peptide cible (en rouge) confronté au peptide standard (bleu). 
La coche verte indique si la présence du peptide a été validée, et la croix rouge indique l’opposé. 

Les ratios de transition ont aussi été utilisés par les logiciels de quantification pour « identifier » 
les analyses potentiellement problématiques (Tableau 7). 
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Tableau 7: Ratio de transition pour les différents peptides d’ApoE. Le ratio de transition a été calculé sur les peptides marqués 

spikés dans 30 plasmas de patients différents 

Compound Name Precursor Ion Product Ion Transition ratio 

LGADMEDVCGR 611,8 981,0 0,63 ± 0,02 

LGADMEDVCGR 611,8 866,0 0,52 ± 0,02 

LGADMEDVCGR 611,8 735,0 1,00 

CLAVYQAGAR 554,8 764,4 0,76 ± 0,02 

CLAVYQAGAR 554,8 665,3 1,00 

CLAVYQAGAR 554,8 502,3 0,26 ± 0,01 

LGADMEDVR 503,5 835,4 0,76 ± 0,04 

LGADMEDVR 503,5 764,3 1,00 

LGADMEDVR 503,5 649,3 0,71 ± 0,03 

LGADMEDVR 503,5 518,3 0,52 ± 0,03 

LAVYQAGAR 475,0 764,4 0,93 ± 0,08 

LAVYQAGAR 475,0 665,3 1,00 

LAVYQAGAR 475,0 502,3 0,54 ± 0,04 

 
La présence du peptide marqué permet de démontrer grâce à la réponse en spectrométrie de 
masse et au temps de rétention chromatographique que l’analyse LC-MS a fonctionné. 
L’approche de référence pour contrôler toutes les étapes du protocole consiste en l’ajout de 
PSAQ mais l’ApoE marquée n’est malheureusement pas disponible. Wang et al. [308] ont 
produit leur propre 15N ApoE4 dans le but de quantifier les différentes isoformes d’ApoE. 
 
Comme nous l’avons vu dans le chapitre 1, l’approche par spectrométrie de masse est 
quantitative grâce à l’utilisation de standards, ce qui est le cas dans notre approche. A la 
différence de Wang et al., des peptides standards ont été utilisés ce qui nécessite de s’assurer 
que la digestion trypsique a bien été complète pour éviter d’introduire un biais à cette étape. 
Nos travaux et ceux de Proc et al. [309] ont indiqué une digestion rapide de l’apolipoprotéine. 
Proc et al. [309] ont observé un maximum de digestion à 4 heures. Nos travaux ont indiqué, 
suivant les peptides, un maximum entre 1 et 3 heures de digestion. A l’opposé, des digestions 
longues (> 14h) ont aussi été utilisées en combinaison avec des ratios élevés d’enzyme/protéine 
à digérer de 1/30 [310] ou 1/10 [311] contre 1/70 dans notre étude. La quantification par des 
SIS peptides est donc délicate à réaliser en fonction du protocole et de la cinétique de digestion. 
 
Un autre point intéressant est que les peptides suivis pour déterminer le phénotype ApoE 
contiennent des aminoacides modifiables (cystéines, méthionine, et glutamine). 
Pour éviter une oxydation partielle des méthionines pendant le protocole de préparation 
d’échantillon, une étape d’oxydation à l’aide de peroxyde d’hydrogène pendant 24 heures a été 
rajoutée pour obtenir une oxydation complète [310, 311]. Outre la durée, la concentration de 
réactif d’oxydation ont été des paramètres importants car la forme réduite, la forme mono-
oxydée, et la forme dioxydée sont en équilibre. De plus, une trop forte réaction d’oxydation 
peut induire l’oxydation de tyrosines présentes dans deux des peptides d’ApoE.  
Dans les échantillons de plasma avec le protocole de préparation de Simon et al. [310], une 
oxydation naturelle a été observée par ratio d’aire oxydée/non oxydée, en moyenne de 4%. 
Dans les travaux de Martinez-Morillo et al. [187], en moyenne 2,5% des méthionines étaient 
oxydées dans le plasma, et 1,5% dans le LCR. L’oxydation naturelle étant très limitée, et l’étape 
d’oxydation présentant beaucoup d’inconvénients (durée, production d’un mélange et de 
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réactions secondaires), elle n’a pas été utilisée. La quantification multiplex par spectrométrie 
de masse de la forme réduite et la forme mono-oxydée peut être réalisée pour éviter des 
erreurs de quantification. 
Dans une approche de phénotypage comme dans notre étude, la forme oxydée présente en 
très faible quantité (<5%) n’a pas été suivie. 
 
Une autre modification de l’ApoE possible est une déamidation des glutamines (CLAVYQAGAR ; 
LAVYQAGAR). Cette modification n’est pas séparée par chromatographie et est difficilement 
détectable sur un système quadripolaire opérant en résolution de base 0,7Th, sur des espèces 
di- ou tri-chargées. Le taux de déamidation qui a été trouvé après 24 heures de digestion a été 
d’environ 35 % suivant les peptides. Cette déamidation a affecté autant le SIS peptide spiké que 
le peptide endogène généré par la digestion ce qui a induit un très faible biais analytique (5%) 
[311]. 
La cystèine N-terminale a présenté une cyclisation pendant l’étape de digestion [312]. Le 
pourcentage de cyclisation a été en moyenne de 51% dans le LCR, 60% dans le plasma, et de 
72% pour les SIS peptides. Ces pourcentages différents ont prouvé que cette modification a pu 
induire un biais de quantification. 
 
Pour résumer, le phénotypage par LC-MRM a été développé dans notre laboratoire pour être 
compatible avec une mise en place d’analyse de routine. L’ajout de SIS peptide est réalisé pour 
valider les performances analytiques. A contrario, ils n’ont pas été utilisés pour doser les 
différents phénotypes car ces peptides ne sont pas des peptides «quantifier» (optimums de 
digestion variables, et de nombreuses modifications possibles). De plus, la quantification de ces 
différents phénotypes n’a pas aidé à différentier les patients ayant ou pas la maladie d’Alzheimer 
[313]. 
 
 
Les méthodes de phénotypage basées sur une analyse de spectrométrie de masse, ou de 
l’isoélectrofocalisation (hydragel) ont permis un rendu de résultats dans la journée avec une 
préparation d’échantillon d’une durée d’environ cinq heures. 
Cette  méthode est basée sur une analyse de spectrométrie de masse a été appliqué sur 150 
patients dont le génotype ApoE était déjà connu. Une population volontairement éloignée de 
la répartition normale en phénotype ApoE a été sélectionnée pour être certain de la validité de 
la méthode sur les phénotypes rares que sont E2/E2 ou E4/E4. Trois patients sur les 150 ont été 
discordants entre le phénotype et le génotype identifiés. Les deux techniques de phénotypage 
ont 100% de concordance. Les échantillons ont été re-génotypés dans un autre laboratoire et 
un échantillon a donné le même résultat que les phénotypes, mais deux patients sont restés 
discordants. 
D’autres études ont déjà démontré des discordances entre les résultats de génotype et de 
phénotype. Ce point peut constituer un frein pour le transfert du génotypage ApoE qui est la 
méthode de référence, vers le phénotypage ApoE. 
 
Le phénotypage ApoE est atteignable à partir d’un faible volume d’échantillon dans des délais 
et des coûts compatibles avec une utilisation de routine hospitalière. 
  



134 
 

6.2 La quantification absolue de l’hepcidine dans le cadre des 

pathologies liées au métabolisme du fer 

 
- Dans le chapitre 3, l’hepcidine 25 a été dosée grâce à une approche top-down qui a l’avantage 
dans cette application d’être simple, robuste et sensible. 
 
L’hepcidine étant un acteur central du métabolisme du fer. Elle est impliquée dans de 
nombreuses pathologies liées à un déséquilibre du métabolisme comme l’anémie, 
l’inflammation chronique, les maladies des reins ou le cancer [269]. L’intérêt de disposer d’une 
méthode compatible avec une utilisation clinique est donc important. 
 
Dans la publication présentée au chapitre 3, 24 patients répartis sur la gamme de concentration 
clinique ont été dosés à partir de seulement 50µL de sérum. Ce dosage s’est appuyé sur deux 
protocoles identiques où seulement la partie LC a été modifiée. Le but de ce travail était de 
comparer un système nanoLC (colonne de 0,075mm de diamètre interne avec étape de pré-
chargement de l’échantillon – source nano ESI), et un système LC standard (colonne de 1mm 
de diamètre interne – source ESI) qui correspond plus à un mode micro-bore. La configuration 
LC standard a ensuite été utilisée pour plus de 13000 analyses d’hepcidine. 
 
 
- Dans l’étude présentée au chapitre 3, malgré des différences présentes au niveau de la 
chromatographie et de la source ESI, les performances analytiques obtenues étaient proches. 
 
La configuration nanoLC est théoriquement, et expérimentalement [314], plus sensible mais 
moins robuste qu’une configuration standard LC. Sur un digestat simple d’albumine humaine 
analysé sur les deux configurations, la configuration nanoLC a été environ 200 fois plus sensible 
que la configuration standard LC. Par contre, pour les dosages d’hepcidine, la LOQ trouvée a été 
similaire dans les deux configurations. Le système nanoLC était plus sensible mais il était aussi 
plus sensible pour détecter le bruit (l’effet matrice de l’échantillon). Le signal sur bruit n’a donc 
pas été amélioré et par conséquent les LOQ étaient proches. De plus, du bruit a surement été 
intégré avec le pic d’hepcidine ce qui est revenu à une surestimation des quantités d’hepcidine 
dans la configuration nanoLC. Cette surestimation a pu être observée par le facteur de 
corrélation (0,87) de la corrélation des dosages qui ont été obtenus avec les deux systèmes LC. 
Pour conclure sur cet aspect de comparaison, dans le cas d’un échantillon complexe comme du 
sérum seulement simplifié par une précipitation des protéines, les performances de la nanoLC 
n’ont pas été mises en avant comme, par exemple, sur les dosages des traces dans un 
échantillon propre ou très purifié. 
 
 
- Dans les travaux complémentaires qui ont été réalisés pour continuer la validation de la 
méthode de dosage de l’hepcidine, une différence de comportement notable était présente 
pour l’hepcidine non marquée par rapport à l’hepcidine marquée et l’hepcidine endogène. 
Malgré des comportements similaires (temps de rétention, forme de pic, ratio des transitions), 
une différence dans les deux standards utilisés doit être présente. Ce test de stabilité a été un 
outil intéressant pour se rendre compte de stabilités différentes potentiellement dues à une 
structure tridimensionnelle différente permettant des interactions avec d’autres protéines, ou 
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avec les parois des contenants différentes (adsorption). Ce point pourrait être évalué lors de la 
caractérisation du matériel de référence primaire. Pour les points de gamme, il était  préférable 
de re-préparer la gamme à chaque série. 
Pour les stabilités d’échantillons prêts, un stockage maximum à -20°C de 8 jours étaient 
souhaitable.  Ces phénomènes de stabilité des échantillons préparés peuvent avoir différentes 
explications. L’hepcidine pourrait s’oxyder en position 21. Cette oxydation a été démontrée 
comme dépendante de la température de la colonne LC et du temps d’attente dans le passeur 
d’échantillon [275]. 
De plus, il a été reporté que l’hepcidine était capable de se lier à l’alpha-2-macroglobuline et à 
l’albumine. Ce taux de liaison était variable de 3 à 89 % selon les publications [267, 315]. Il n’a 
pas été élucidé si cette liaison a un impact sur les performances des méthodes de quantification 
de l’hepcidine et sur son activité biologique [316]. L’hepcidine-25 pourrait aussi s’agréger [275, 
317, 318], ou s’adsorber sur les surfaces hydrophobes [319-321]. 
 
D’autres paramètres analytiques n’ont pas été évalués mais auraient pu l’être dans la validation 
de méthode. L’étude de parallélisme n’a pas été effectuée et aucune publication ne référence 
ce paramètre. Les tests de stabilité de l’échantillon et des solutions concentrées de standard 
n’ont pas été réalisés. Les conditions de travail utilisées ont été rigoureuses et protectrices : 
stockage en aliquot dans des tubes LoBind à -80°C ; chaque aliquot est utilisé directement après 
décongélation et ne subit donc pas de cycle congélation/décongélation. Les tubes de standards 
ont été en plus filmés pour éviter toute évaporation potentielle. Les données de la littérature 
montrent une stabilité du plasma lyophilisé sur six mois à différentes températures [322]. 
Ces paramètres et ceux évalués dans la publication originale sont résumés dans le tableau 8. 
 
L’hepcidine-25 a pu être quantifiée dans du sérum de patients à partir d’un système nanoLC et 
d’un système standardLC avec des performances analytiques très proches. Ces performances 
ont été très satisfaisantes et ont permis une utilisation à plus grande échelle sur un grand 
nombre de projets de recherche et d’échantillons. Au cours de ces analyses d’autres paramètres 
de validation comme la stabilité après préparation ont pu être évalués et d’autres ne l’ont pas 
été en se basant sur les données de la littérature. 
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6.3 La quantification sérique du Bevacizumab (mAb) par LC-MRM avec 
immuno-enrichissement 

Depuis les dix dernières années, les anticorps monoclonaux thérapeutiques sont devenus une 
de classes de drogues majeures développées par l’industrie pharmaceutique. Entre 2000 et 
2015, la FDA a reçu des demandes d’accréditation pour 80 anticorps monoclonaux 
thérapeutiques [323], et en 2014, 44  de ces molécules étaient sur le marché. Ils sont répandus 
aujourd’hui dans une très grande variété d’applications médicales en oncologie, pour des 
maladies auto-immunes et inflammatoires [285]. 
 
Dans ce travail nous avons développé et validé deux méthodes analytiques permettant le 
dosage du Bevacizumab dans le sérum de patients. Ces deux méthodes se différenciaient par la 
partie pré-analytique. La première étape de purification était basée sur une interaction de la 
cible avec de la protéine A, immobilisée sur deux supports différents. L’étape suivante de 
digestion a été réalisée aussi dans des conditions différentes. En dernière étape, l’analyse des 
peptides a été réalisée sur le même système analytique avec les mêmes conditions analytiques. 
De par la grande diversité des immunoglobulines et de par les deux différents protocoles de 
préparation, une attention toute particulière a été portée sur la sélection du peptide 
« quantifier ». 
 
Les deux méthodes ont été validées selon les critères explicités dans le chapitre 4. Tous les 
paramètres évalués étaient dans les tolérances d’acceptation. La grosse différence entre les 
deux approches étant la sensibilité qui a été atteinte par une des deux approches. 
Ces méthodes ont été appliquées sur trois patients suivis pendant leur traitement pour un 
cancer cérébral (glioblastome) ce qui correspondait à 23 échantillons analysés en duplicat.  
Les résultats obtenus par les deux approches développées étaient statistiquement supérieurs 
aux dosages réalisés par une approche Bioplex. Ce phénomène est assez courant dans les 
publications dosant ces molécules [324, 325] car le dosage LBA (ligand Binding Assay) est 
souvent réalisé par immobilisation de l’antigène dont seulement la fraction de la molécule 
capable de lier l’antigène est dosé. A l’opposé, les approches génériques utilisant une 
purification par protéine A ou G permettent de doser la fraction totale de la drogue. En 
regardant en détail chaque patient de notre étude, des différences étaient notables entre les 
deux approches basées sur la LC/MS pour le patient 1, et pas pour les patients 2 et 3. Devant le 
faible nombre de patient il a été compliqué de trouver la cause de cette différence.  
 
Le SILuTMMAB, a été utilisé comme  standard dans notre étude et a pu avoir des rendements de 
capture et de digestion différents de la cible. Ces paramètres n’ont pas été complètement 
évalués lors de la validation analytique des deux différentes approches (cartouches protéine A, 
et nSMOL). Le rendement de capture du Bevacizumab sur cartouche protéine A a été le seul 
paramètre évalué et a donné un rendement moyen de 35%. Ce rendement faible a démontré 
la nécessité d’évaluer ces paramètres à l’avenir. D’ailleurs, il est intéressant de noter que ces 
paramètres n’ont pas non plus été évalués dans les autres articles sur ce domaine d’application 
[302-304]. Tous les paramètres évalués lors de la validation de méthodes ont été résumés dans 
le tableau 8.  
 
Nugue et al. [305] ont proposé un immunodosage Bio-plex basé sur du VEGF immobilisé sur des 
billes magnétiques qui permettait de stratifier les patients en fonction de leur niveau de 
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Bévacizumab sérique et l’efficacité de leur traitement. Cette stratification n’a pas été concluante 
à partir des données générées par nos approches.  
Ce résultat indiquait que le dosage par la méthodologie Bioplex et par l’approche développée 
basée sur la spectrométrie de masse ne dosaient pas la même molécule ou la même fraction 
de la molécule. En effet, dans l’approche développée, la fraction totale a été récupérée grâce 
aux interactions avec la protéine A alors que la fraction capable de lier le VEGF a été capturée 
sur l’approche Bioplex. Cette hypothèse pourrait être vérifiée par immobilisation du VEGF sur 
une cartouche du BRAVO assayMap et ainsi capturer la même fraction avec deux méthodes de 
détection différentes. L’hypothèse des différents ADAs (Anti-Drug Antibodies) pouvant interagir 
sur la capture, ou la détection (en Bioplex), est encore plus difficile à démontrer. 
 
Pour conclure, une étape de fractionnement simple, basée sur de la protéine A, a permis grâce 
à la spécificité de l’analyse MS de doser avec une bonne sensibilité la molécule cible. L’avantage 
de cette méthodologie est d’autant plus grand pour les anticorps thérapeutiques qui sont de 
plus en plus humanisés et donc similaires aux protéines endogènes. Les quantités dosées 
peuvent différer avec d’autres méthodes de dosage, et ces variations peuvent correspondre à 
des fractions différentes (Liant/non liant, actif/non actif contre la cible) de la même molécule. 
Leurs facilités d’utilisations et leurs performances analytiques permettent d’envisager une 
utilisation à grande échelle. 
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6.4 La validation analytique d’une méthode LC-MS 

La validation analytique de méthodes LC-MS est une étape indispensable pour en évaluer les 
performances analytiques. Dans le Tableau 8 sont rassemblés tous les tests réalisés et les 
performances obtenues pour les trois applications présentées durant ce travail de thèse. Tous 
les paramètres sauf six, sont en accord avec les tolérances données dans les recommandations 
FDA [326], EMA [327], et CLSI C50-A [328]. 
 
L’accès à des standards de qualité analytique voire à un matériau de référence, et à des QCs 
bien caractérisés et stables dans le temps sont des prérequis indispensables pour commencer 
une validation de méthode. La droite d’étalonnage est réalisée en fonction de la gamme des 
valeurs cliniques et la sensibilité de la méthode développée.  
De plus, pour le dosage de biomarqueurs endogènes, des échantillons blancs ne sont pas 
disponibles. Des matrices « modèles » sont donc utilisées. Dans le cas des évaluations de 
spécificité, sélectivité, et d’interférences, six différentes sources de matrice blanches doivent 
être testées d’après les recommandations. 
L’analyse de QCs permet d’établir le parallélisme, la répétabilité, la fidélité intermédiaire, la 
justesse et le taux de récupération. Les méthodes analytiques sont généralement en dessous 
des critères d’acceptations pour ces paramètres. La contamination des échantillons est 
généralement très faible et l’effet matrice est généralement très fort sur les dosages de 
biomarqueurs protéiques. 
 
Par ailleurs, des échantillons répartis sur la gamme clinique sont nécessaires pour mener à bien 
les différents tests de stabilité. Les études de stabilité ne sont généralement pas ou peu 
réalisées. Pour le dosage d’hepcidine qui est l’application qui est en place depuis des années et 
qui est très utilisée, des études de stabilité après préparation d’échantillons ont été réalisées. 
Pour les autres étapes (stabilité de l’échantillon initial, stabilité des standards, …), des protocoles 
bien établis basés sur l’expérience du laboratoire sur le dosage des biomarqueurs protéiques, 
et sont scrupuleusement respectés pour éviter tout biais. 
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Tableau 8: Tableau récapitulatif de tous les paramètres analytiques évalués pour les trois différentes applications. En gris clair, le
qui sont hors des seuils d'acceptation 

 
  

Hepcidine 25 Bevacizumab (approche manuelle nSMOL)

Model matrix spiked with known quantity of hepcidin

Commercial blank plasma spiked with know quantity 

of bevacizumab

Human hepcidin standard 

(DTHFPICIFCCGCCHRSKCGMCCKT) and internal 

hepcidin standard (DTHFPICIFCCGCCHRSKCGM-

CCKT) [13C6,15N4] Arg16 were purchased with a 

purity >97% assessed by RP-HPLC and mass 

spectrometry. Standard peptides were synthetized 

with the same amino acid sequence (25 AA) and 

folding (4 disulfite bridges Cys 7–23; 10–13; 11–19; 

14–22) as the endogenous human hepcidin-25.

SILuMAb was used as internal standard. Label 

incorporation was determined by the manufacturer as 

>98% by MS. Lyophilized SILuMAb was resuspended 

at 100 μg/μl according to the manufacturer 

instructions. 

NA
 Bevacizumab solution (25 μg/μl) (Avastin; 

Genentech, Inc., CA, USA)

Modèle linéaire

y = 2E+06x - 3042,5

R2  = 0.9994

Modèle linéaire

y = 398230x - 16915

R2  = 0.9998

Modèle linéaire

y = 1E+06x - 2546,9

R2  = 0.9970

Modèle linéaire

y = 2E+06x - 983,29

R2  = 0.9992

LGADMEDVC(Alk)GR
LLOQ: 2,28 fmol/μL; biais 

10,7%; CV 2,1%

C(Alk)LAVYQAGAR
LLOQ: 13,70 fmol/μL; biais 

23,5%; CV 20,0%

LAVYQAGAR
 LLOQ: 1,23 fmol/μL; biais 

29,5%; CV 23,4%

LGADMEDVR
 LLOQ: 7,72 fmol/μL; biais 

10,2%; CV 17,6%

Linéarité

LGADMEDVC(Alk)GR

C(Alk)LAVYQAGAR

LAVYQAGAR

LGADMEDVR

Apolipoprotéine E

0,00; 5,00; 10,00; 20,00; 50,00; 100,00; 200,00 ng/mL

0.00; 0.27; 0.78; 1.96; 5.09; 10.18; 25.44; 66.24; 

153.33; 306.66; 511.11 and 766.67 μg/ml

Point de calibration unique

NA

SIS Peptide with heavy arginine (13C6,15N4); 

5pmol/μL in 5% (v/v) acetonitrile/H2O measured by 

AAA after resuspension; Concentration Precision 5-

10%; Peptide purity >97%; isotopic enrichment >99%

Mix of plasma samples containing all the phenotypes

LGADMEDVC(Alk)GR* : 3,33 pmol

C(Alk)LAVYQAGAR* : 6,66 pmol

LAVYQAGAR* : 0,20 pmol

LGADMEDVR* : 1,25 pmol

Paramètres à valider

QC

Standard

Reference Material

Droite d'étalonnage

Modèle linéaire avec une pondération 1/y

y = 1,1753x + 0,1443

R2 = 0,9939

Modèle linéaire

y = 1.0439x + 60,1451

R2 = 0.9970

LLOQ: 10 ng/mL; biais 13,0%; CV 6,0% LLOQ: 0,26986 μg/ml; biais 9,5%; CV 1,0%Sensibilité de la méthode
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Hepcidine 25 Bevacizumab (approche manuelle nSMOL)

NA
100 μg/mL dans le sérum ou dans l'ammonium 

bicarbonate 50mM: 74%

NA 750 μg/ml dilué en série 3, 6 et 9 fois avec du sérum 

blanc. Régression linéaire avec un R

LGADMEDVC(Alk)GR 23,4% (42 échantillons) 10 ng/mL: 6% QC1: 1,0%

C(Alk)LAVYQAGAR 10,5% (42 échantillons) 20 ng/mL: 16% QC2: 4,5%

LAVYQAGAR 11,9% (42 échantillons) 50 ng/mL: 8% QC3: 4,5%

LGADMEDVR 15,7% (19 échantillons) 100 ng/mL: 3%

200 ng/mL: 5%

50 ng/mL: 12% QC1: 9,1%

200 ng/mL: 13% QC2: 4,9%

QC3: 2,9%

50 ng/mL: 13% QC1: 1,2%

200 ng/mL: 6% QC2: 7,9%

QC3: 1,1%

Pas de contamination sur le blanc suivant Pas de contamination sur le blanc suivant

10 ng/mL: 68.2%

50 ng/mL: 58.7%

200 ng/mL: 51.3%

Stabilité des 

échantillons bruts NA NA

stabilité des 

échantillons préparés Stable 8 jours à -20°C NA

NA pour les solutions mères

La gamme d'étalonnage doit être préparée au 

moment

Taux de récupération NA NA

Stabilité

NA

NA

Stabilité des 

standards

Pas évalué mais peptides modifiables donc stabilité 

incertaine NA

Répétabilité

Fidélité intermédiaire NA

Justesse NA

Contamination des échantillons Pas de contamination sur le blanc suivant

Effet Matrice NA

Parrallélisme NA

Paramètres à valider Apolipoprotéine E
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Durant la validation analytique, l’évaluation de la reproductibilité sur une semaine est 
généralement réalisée. Ce test est adapté à une analyse ponctuelle pour un programme de 
recherche donné. Dans le cas d’une analyse de routine, la reproductibilité des résultats doit être 
assurée sur des semaines, des mois voire des années. Pour répondre à cette contrainte, des 
échantillons de contrôle qualité (QC) sont utilisés. La reproductibilité des valeurs obtenues sur 
les QC permet d’évaluer la reproductibilité du dosage au long cours. Ce suivi nécessite une 
grande quantité d’échantillons de QC caractérisés et stables dans le temps.  
Des efforts internationaux entre laboratoires ont lieu pour qualifier et produire ces échantillons 
de QC, nommés matériaux de référence secondaires (sRM). Un matériau de référence 
secondaire est un échantillon brut (ex : plasma) où la quantité en molécule cible est connue. Ce 
matériau doit avoir démontré de bonnes propriétés de stabilité liées aux bonnes pratiques 
d’opération livrées avec ce standard. Il s’agit des conditions de stockage du matériau secondaire, 
des conditions de remise en suspension si cet échantillon est envoyé sous forme sèche 
(lyophilisé) ou des performances de stabilité en fonction du nombre de cycle 
congélation/décongélation, par exemple. Ce matériau secondaire a une quantité connue en 
cible d’intérêt dosée par  une méthode de référence comme la spectrométrie de masse. 
 
La justesse de la valeur absolue d’une protéine ne peut être garantie que par un standard 
complètement caractérisé qui est nommé le matériau de référence primaire ou certified 
reference material (CRM). Ce matériau de référence primaire est utilisé par une méthode 
analytique sans biais d’un anticorps de capture ou de détection qui est la spectrométrie de 
masse. Grâce au CRM, l’analyse par LC-MS du matériau de référence secondaire va permettre 
de connaitre la valeur juste de la protéine cible dans cet échantillon biologique. Cependant, 
malgré de gros efforts internationaux (ex : Joint Committee for Traceability in Laboratory 
Medicine (JCTLM), ou International Federation of Clinical Chemistry and Laboratory Medicine 
(IFCC)), peu de CRMs sont commercialement disponibles pour des biomarqueurs protéiques. La 
liste publiée par l’union européenne (https://ec.europa.eu/jrc/en) le 20 Mars 2019 inclus la 
thyroglobulin (BCR-457), l’apolipoprotéine A1 (BCR-393), PSA (BCR-613), et l’hémoglobine 
HbA0 (IRMM-467). 
Malgré l’accès très limité aux matériaux de référence (CRM et matériau secondaire) pour 
pouvoir calibrer les dosages sur une valeur « vrai », les laboratoires hospitaliers doivent pouvoir 
travailler dans le temps et sur différents sites. 
Pour vérifier cette harmonisation de résultats entre laboratoires hospitaliers utilisant 
différentes techniques, l’accréditation COFRAC des méthodes suivant le document « SH GTA 04 
rev 01 - COFRAC » aide à identifier les sources de biais et aide dans l’effort d’harmonisation.  
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6.5 Conclusions 

 
Les trois applications qui ont été développées pendant ce travail de thèse s’appuient sur une 
analyse par spectrométrie de masse. Ces applications diffèrent sur les objectifs analytiques 
(Phénotypage ApoE vs quantification absolue d’hepcidine), les approches (Bottom-up pour le 
Beavcizumab vs Top-down pour l’hepcidine), les molécules dosées (protéine endogène pour 
l’hepcidine vs protéine exogène pour le Bevacizumab) et l’applicabilité (plus de 10000 dosages 
d’hepcidine vs des applications futures pour l’ApoE). Malgré ces différences, le développement 
et la validation des méthodes ont été réalisés avec succès. Il est intéressant de noter que les 
procédures de validation évoluent en permanence en fonction des nouveaux domaines 
d’application pour une même molécule, selon les changements de normes, l’apparition de 
nouveaux réactifs comme les standards par exemple, ou encore, selon les performances 
analytiques des couplages LC-MS. 
Une méthode analytique la plus répétable possible est mise en place en limitant les sources de 
variabilités telles que la préparation d’échantillon, le standard ou la matrice utilisés. Pour une 
approche de type bottom-up, la définition du peptide «quantifier» demande la multiplication 
d’analyses LC-MS mais elles sont indispensables pour avoir une méthode la plus juste possible. 
Par ailleurs, la validation analytique est une étape essentielle afin de garantir des résultats 
fiables (sans interférences), répétables et reproductibles. L’ensemble des méthodes 
développées satisfont les critères de validation internes au laboratoire et permettent leur 
utilisation en routine clinique.  
Une fois la validation analytique réalisée, le laboratoire doit s’assurer qu’il obtient des résultats 
spécifiques à la molécule cible et qu’il pourra reproduire ces résultats sur plusieurs semaines. 
Le laboratoire devra en général, lors de la validation de méthode, comparer sa méthode à la 
méthode de référence ou à la méthode précédemment utilisée. L’expérience nous montre que  
les résultats obtenus par spectrométrie de masse et par une autre méthode (qui peut être aussi 
basée sur de la spectrométrie de masse), sont corrélés mais la pente de la droite de corrélation 
n’est généralement pas égale à un. De multiples paramètres peuvent être impliqués dans cette 
différence de quantification comme les standards utilisés, la matrice utilisée, la procédure de 
réalisation de la gamme de calibration ainsi que les performances analytiques des deux 
méthodes comparées. 
 
Afin d’harmoniser les méthodes analytiques entre les différents services et instituts, la 
validation inter-laboratoire est une étape incontournable. L’objectif étant  de s’assurer de la 
précision de la méthode au moyen d’un matériau de référence secondaire notamment.  Ce 
matériau doit lui-même être calibré avec un CRM. 
 
Toutes ces étapes démontrent le processus complexe entre le développement d’une méthode 
analytique et son utilisation en routine par les laboratoires de biologie clinique.  
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7 Conclusion Générale 

Ce travail de thèse en validation des acquis de l’expérience (VAE) m’a permis de prendre du 
recul sur les travaux réalisés au cours de ces dernières années au sein de la PPC. J’ai développé 
de nombreuses méthodes d’analyse dont le dénominateur commun était le dosage de 
biomarqueurs protéiques par  spectrométrie de masse : 

·  Phénotypage de l’apolipoprotéine E 

· Dosage de l’hepcidine dans le sang 

· Dosage du Bevacizumab dans le sérum.  

Dans le document de la VAE, d’autres applications de développements LC-MS ont été 
brièvement décrites. 
 

- Le phénotypage de l’apolipoprotéine E par LC-MS permet, grâce à une détection semi-
quantitative de 4 peptides spécifiques, de déterminer le risque de développer une 
pathologie Alzheimer. Cette approche bottom-up a de nombreux avantages pratiques 
qui en font une analyse compatible avec une analyse de routine. 

 
- Le dosage de l’hepcidine 25 par une approche top-down permet de quantifier cette 

protéoforme spécifiquement dans le sérum. Cette approche permet donc de surpasser 
la technique ELISA utilisée jusqu’à récemment 
 

- Enfin, le dosage du Bevazicumab a été developpé par une approche bottom-up qui a 
nécessité une sélection minutieuse du peptide « quantifier ». Les performances 
analytiques ont été comparées entre deux approches et dans les deux cas, les méthodes 
sont compatibles avec une utilisation clinique car validées analytiquement et en accord 
avec la gamme de valeur clinique. 

 
Plus généralement, les méthodes analytiques basées sur la spectrométrie de masse permettent 
une observation « directe » de la molécule cible (i.e. sans passer par l’utilisation d’un anticorps). 
Cette caractéristique permet de quantifier une protéine qui peut être présent sous différentes 
protéoformes et ainsi se rapprocher au plus près de la réalité physio pathologique. 
L’utilisation de standards marqués permet de compenser les biais introduits à chaque étape de 
la préparation d’échantillon, rendant ces méthodes relativement juste. Cependant, la 
caractérisation du standard reste toujours délicate et demande des études spécifiques pour 
s’assurer du titre et de l’évolution dans le temps de celui-ci. Ainsi, l’utilisation des standards et 
des QCs bien caractérisés permettent des validations de méthodes malgré l’augmentation des 
critères à valider au cours de ces dix dernières années. Les méthodes analytiques basées sur de 
la spectrométrie de masse sont parfaitement compatibles avec une utilisation clinique dont 
certaines sont déjà validées COFRAC au CHU de Montpellier (e.g. dosage d’amino-acides). Nous 
croyons que les méthodes LC-MS pour le dosage des biomarqueurs protéiques pourront être 
accréditées dans un futur très proche. Actuellement, ces analyses LC-MS sont classées en 
« dosages innovants » ce qui permet de les utiliser par anticipation.  
 
 
En conclusion, la spectrométrie de masse est une méthode de choix qui a atteint un bon degré 
de maturité, au niveau analytique, qui devrait lui permettre de rentrer dans les laboratoires 
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cliniques pour le dosage de macromolécules comme les protéines. Leur facilité d’utilisation a 
aussi fait un bond en avant grâce à des logiciels plus intuitifs et des rendus de résultats plus 
automatisés. Cependant il reste encore un petit effort au niveau de l’automatisation du 
protocole dans son ensemble (i.e. du tube d’échantillon primaire au rendu de résultats en 
passant par le système LC-MS) et dans la robustesse afin de proposer des systèmes LC-MS de 
grade clinique pour la biochimie des protéines.  
 
L’écueil de la robustesse des systèmes  concerne la problématique des pannes systèmes, qui 
peuvent nécessiter un arrêt prolongé des analyses, ce qui n’est pas acceptable dans le domaine 
clinique. Une solution serait d’installer des systèmes en doublon ce qui impliquerait l’achat de 
2 systèmes onéreux. 
Le modèle économique des fournisseurs de spectromètre de masse n’est là pas adapté. Dans 
un contexte de diminution d’accès aux gros investissements, la vente de systèmes moins chers 
mais associés à des kits de dosage comprenant tout le nécessaire (solvant, standards, 
colonne,..) avec lesquels ils pourraient donc combler la marge perdue sur le prix des systèmes.  
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