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« La théorie, c’est quand on sait tout et que rien ne fonctionne. La pratique, c’est quand 

tout fonctionne et que personne ne sait pourquoi. » 

Albert Einstein 
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Introduction générale 
Classiquement, la recherche scientifique en biologie utilise des modèles biologiques, 

cellulaires ou animaux, qui miment la pathologie étudiée pour en déterminer l’étiologie et les 

mécanismes sous-jacents. Le biomimétisme s’appuie sur l’étude de mécanismes naturels pour en 

copier les caractéristiques et c’est aujourd’hui une nouvelle branche de la recherche chimique 

[1]. L’application du biomimétisme à la recherche médicale est de plus en plus répandue et 

consiste à étudier des organismes capables de se préserver naturellement face à des situations 

où l’homme développerait une pathologie [2]. Afin d’étudier les phénotypes de ces organismes, 

l’étude du génome (i.e. ensemble des gènes) et du transcriptome (i.e. ensemble des transcrits 

exprimés) est courante. Cependant, le protéome (i.e. ensemble des protéines exprimées) est plus 

proche du phénotype [3], comparé au génome et ou transcriptome, ce qui en fait une cible de 

choix pour mieux appréhender les adaptations physiologiques. Grâce à la spectrométrie de 

masse, le protéome est caractérisé en identifiant et en quantifiant jusqu’à plusieurs de milliers de 

protéines, dans des échantillons très complexes [4]. Cette technologie a énormément évolué ces 

dernières années avec des appareils toujours plus résolutifs, sensibles et précis [5]. 

Le cycle saisonnier de l’ours brun est caractérisé par une hibernation de 5 à 7 mois 

pendant laquelle, malgré une immobilisation prolongée et un jeûne total, il est capable de se 

protéger de l’atrophie musculaire, de problèmes circulatoires, cardiaques, vasculaires et osseux 

[6]. Ainsi l’étude de la physiologie de l’ours brun hibernant pourrait ouvrir la voie à des solutions 

thérapeutiques contre de nombreuses pathologies humaines [7], notamment pour lutter contre 

l’atrophie humaine (voir « Contexte et Problématique biologique », page 55). Nous avons donc 
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fait le choix d’explorer et de caractériser les adaptations de l’ours brun grâce à des stratégies par 

spectrométrie de masse.  

Ce manuscrit s’articule en deux parties. Dans la première partie, sera présentée un état 

de l’art des stratégies de protéomique qualitative et quantitative. L’ensemble des étapes clefs 

sera abordé, de la préparation d’échantillons, en passant par l’analyse par spectrométrie de 

masse et le traitement des données, jusqu’à l’interprétation biologique des résultats.  

Dans une seconde partie, seront présentés les travaux de cette thèse. Le premier chapitre 

décrira les développements bioinformatiques mis en place pour l’étude par spectrométrie de 

masse d’une espèce « exotique » (i.e. dont le génome n’est pas séquencé), comme l’ours brun. 

Dans un second chapitre, les résultats obtenus par spectrométrie de masse sur les changements 

du protéome musculaire et du protéome du tissu adipeux de l’ours brun, entre la phase 

hibernante et active, seront présentés. Par ailleurs, nous avons mis en place une méthode de 

dosage de l’adiponectine par LC-SRM et une identification par LC-MS/MS du cargo protéique 

d’exosomes sériques et des protéines du liquide céphalo rachidien. Par ailleurs, la spectrométrie 

de masse est également une technologie largement exploitée pour étudier les modifications post-

traductionnelles des protéines, comme la phosphorylation, responsables de l’activité, de la durée 

de demi-vie et de la localisation des protéines. Nous avons donc mis au point un protocole de 

phosphoprotéomique (i.e. identification et localisation des sites de phosphorylation sur une 

séquence protéique) pour caractériser les modifications des protéines du muscle squelettique de 

l’ours hibernant. 
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Récemment, nous avons démontré qu’il existait des composés actifs dans le sérum d’ours 

brun hibernant (et non dans le sérum d’ours brun actif) induisant une réduction de la synthèse 

protéique et de la protéolyse (de manière plus importante) de myotubes humains [8]. Nous avons 

analysé par spectrométrie de masse, des myotubes humains exposés au WBS (Winter Bear Serum) 

et au SBS (Summer Bear Serum) afin de déterminer les régulations globales du protéome des 

cellules musculaires humaines et les résultats sont présentés dans un troisième chapitre. 

Dans un quatrième chapitre sont développées l’ensemble des stratégies mises en place 

afin d’identifier les composés actifs ou de fractionner le contenu du sérum d’ours brun. Tout 

d’abord, nous avons comparé les régulations du protéome de myotubes humains exposés à une 

molécule « candidate », le beta-hydroxybutyrate, avec les régulations du protéome de myotubes 

exposés au WBS. Enfin, des outils biochimiques ont été utilisés et optimisés pour fractionner le 

sérum d’ours brun, afin de déterminer les fractions susceptibles de contenir ces composés actifs. 

 En conclusion, seront présentés les développements réalisés aux différentes étapes d’une 

analyse par spectrométrie de masse, et leur application à l’étude des adaptations de l’ours brun 

hibernant (comparé à la phase active) et à l’identification des composés actifs dans le sérum 

d’ours brun. 
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Partie 1 : Introduction à l’analyse 
protéomique 

Chapitre 1 - Analyse protéomique par spectrométrie de 
masse 

La protéine est une molécule fonctionnelle définie en 1838 par Berzelius pour l’albumine 

et la fibrine [9]. Depuis, l’intérêt pour le protéome (i.e. ensemble des protéines exprimées à un 

temps donné, dans un tissu, des cellules ou un organelle) n’a cessé de croître. Représentatif de 

l’expression génétique et responsable des réactions biochimiques d’un organisme, les variations 

du protéome sont la réponse majeure aux stimuli environnementaux [10]. Il est désormais 

courant de l’étudier pour comprendre des adaptations physiologiques ou le développement de 

pathologies comme le cancer.  

La protéomique vise à identifier, caractériser et quantifier les protéines exprimées dans 

un tissu, des cellules ou une organelle à un temps donné. La spectrométrie de masse s’est 

imposée dans ce domaine depuis quelques années. Les avancées technologiques dans ce 

domaine permettant d’identifier et de quantifier jusqu’à plusieurs milliers de protéines 

simultanément. Il existe aujourd’hui trois approches [11], dont la plus représentée est l’approche 

« bottom-up » [12]. Celle-ci consiste à analyser les peptides issus de la digestion enzymatique des 

protéines sur un couplage de chromatographie liquide et de spectrométrie de masse (LC-MS/MS). 

La trypsine est largement utilisée comme enzyme de digestion protéolytique. Du fait d’une haute 

spécificité des sites de clivage sur la séquence protéique, elle permet d’avoir une digestion 

reproductible produisant des peptides de tailles compatibles (en moyenne une dizaine d’acides 
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aminés) avec une bonne efficacité d’ionisation. Les spectres de masse obtenus pour les peptides 

sont identifiés via l’utilisation de banques de données, permettant de remonter jusqu’à 

l’indentification des protéines dont ils sont issus. 

Il existe également une stratégie appelée « top-down » [13] qui consiste à analyser les 

protéines entières. Les spectres de masse obtenus sont très complexes puisqu’ils représentent 

les différents états de charges des protéines et de leurs fragments. Cette méthode est davantage 

adaptée à l’étude d’échantillons peu complexes. 

Enfin l’approche « middle-down » [14] est une combinaison des deux approches 

présentées ci-dessus. Les informations spectrales sont obtenues avec l’analyse des peptides issus 

de la digestion protéique mais avec une enzyme protéolytique générant des peptides de tailles 

plus importantes que dans l’approche « bottom-up » (jusqu’à 20kDa). 

Dans ce manuscrit, les travaux ont été réalisés par approche « bottom-up » et seules les étapes 

de cette stratégie y seront présentées. 
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 Préparation d’échantillon pour une approche « bottom-up » : de l’extraction des 

protéines à l’obtention de peptides  

a. Extraction des protéines 

Les échantillons biologiques à analyser peuvent être des plus purifiés comme un anticorps, 

jusqu’à un échantillon des plus complexes comme un organisme entier. Les méthodes 

d’extraction des protéines tiennent compte de cette complexité. Dans le cas de cellules de 

mammifères, la membrane plasmique est rompue par ajout d’un tampon de lyse chimique [15], 

par application d’un choc osmotique ou encore par sonication. Dans le cas de tissus, une étape 

de broyage mécanique est d’abord nécessaire. Il est essentiel de noter que lors de la phase 

d’extraction des protéines, un inhibiteur de protéases doit être ajouter afin d’éviter la 

dégradation des protéines. Dans le cas de la recherche de modifications post-traductionnelles, il 

est également crucial de compléter le tampon de lyse avec, dans le cas d’études des 

phosphorylations, des inhibiteurs de phosphatases. 

Lors de l’étape d’extraction, l’ensemble du contenu des cellules va être libéré : protéines, 

acides nucléiques, lipides, sels, etc. Afin d’isoler les protéines, une étape de précipitation des 

protéines est réalisée. La précipitation avec le TCA (acide TriChloroAcétique) et la précipitation 

avec des solvants organiques (éthanol, acétone) sont les plus répandues. Cependant, la perte de 

protéines est moins importante avec une précipitation à l’acétone comparée à une précipitation 

au TCA ou une précipitation avec du méthanol et du chloroforme [16]. De plus, même si la 

précipitation à l’acétone induit des modifications sur les séquences peptidiques [17], elle est facile 

à réaliser et aboutit à un culot plus stable et plus facile à solubiliser [18].  
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Dans le cas d’échantillons avec des volumes importants (comme des surnageants de 

cultures cellulaires), l’utilisation de solvants organiques tels que l’éthanol et l’acétone sont peu 

adaptés pour des échantillons de grand volume, puisque 3 à 9 volumes de ces solvants sont 

ajoutés, par rapport au volume de l’échantillon [19]. La précipitation avec du phénol démontre 

une plus grande efficacité, mais le culot de protéines est difficilement solubilisable [20]. 

b. Décomplexification du mélange protéique 

Un échantillon biologique peut-être extrêmement complexe de par la diversité des 

espèces protéiques et de leurs concentrations. La gamme dynamique est source de difficultés 

pour les analyses par spectrométrie de masse. Les protéines majoritaires induisent des signaux 

MS beaucoup plus importants ce qui empêche la détection des signaux plus faibles des protéines 

peu abondantes. C’est l’une des grandes problématiques pour l’étude des fluides biologiques 

dont la gamme dynamique est très importante. Dans le cas du plasma ou du sérum, la gamme 

dynamique atteint jusqu’à 12 ordres de grandeur, avec 99% du protéome qui sont représentés 

par seulement 20 protéines majoritaires. Plusieurs milliers de protéines sont inclus dans les 1% 

restants [21, 22]. 

Afin de contourner cette contrainte analytique, des solutions sont mises en place dès la 

préparation d’échantillons avec, par exemple, l’utilisation de gels d’acrylamide pour 

décomplexifier le mélange protéique ou des méthodes de déplétion en protéines majoritaires. 
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Séparation des protéines sur gel d’acrylamide monodimensionnel 

Le gel d’acrylamide est une matrice inerte permettant de séparer les protéines selon leurs 

tailles via la création de « mailles de gels » composées d’acrylamide et de bis-acrylamide. Grâce 

à l’ajout de TEtraMéthylEthylèneDiamine (TEMED) et d’Ammonium PerSulfate (APS), les deux 

molécules s’associent en un maillage plus ou moins dense selon leurs concentrations.  

Avant décomplexification, un tampon est ajouté aux protéines extraites. Il contient des 

agents réducteurs permettant une rupture des ponts disulfures ce qui aboutit à la perte de la 

conformation tridimensionnelle des protéines. Il contient également des détergents, comme le 

Sodium Dodécyl Sulfate (SDS), qui permet d’ajouter des charges négatives sur l’ensemble de la 

séquence protéique avec 1,4 g de SDS fixé par gramme de protéine, soit une charge négative 

ajoutée tous les 2 acides aminés en moyenne [23]. Ensuite les échantillons sont incubés à 95°C 

pour obtenir des protéines complétement déstructurées (i.e. « linéaires »). Une fois déposées sur 

le gel d’acrylamide, l’application d’un champ électrique amènera les protéines à cheminer au 

travers des mailles du gel. Plus la séquence d’une protéine sera longue, plus il lui sera difficile 

d’évoluer dans le gel. Cette méthode de séparation est appelée « électrophorèse » [24]. 

Dans le cas où les protéines sont séparées uniquement sur la base de leur masse 

moléculaire (i.e. leur taille) il s’agit d’une migration monodimensionnelle autrement connue sous 

le nom de gel 1D ou SDS PaGE. Le gel est composé de deux parties : la partie la plus haute sur 

laquelle sont déposés les échantillons est le gel de concentration. Ce dernier a pour fonction de 

concentrer les protéines avant l’entrée dans la seconde partie séparative du gel (i.e. le gel de 

séparation) (Figure 1). 
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Figure 1 : Prise d’image d’une migration sur gel SDS PaGE de protéines musculaires, après coloration. 

Suite à la migration, une étape de fixation est nécessaire afin d’empêcher les protéines de 

diffuser dans le gel. Celui-ci est plongé dans une solution contenant de l’éthanol et de l’acide 

phosphorique afin de « fixer », de piéger les protéines au sein du gel. Enfin, l’ajout d’un colorant 

comme le bleu colloïdal permet de visualiser les protéines qui apparaîtront comme des « bandes 

protéiques » réparties sur la hauteur du gel. 

Séparation des protéines sur gel d’acrylamide selon deux dimensions 

Pour augmenter le niveau de décomplexification, une séparation supplémentaire selon le 

point isoélectrique des protéines est réalisée dans un premier temps. Il s’agit de l’électrophorèse 

bidimensionnelle ou gel 2D. Lors de la première étape, une bande de gel d’acrylamide est 

fonctionnalisée avec l’ajout d’acides et de bases faibles appelés immobilines. Un gradient de pH 

est ainsi établi sur toute la longueur de la bande de gel. Les protéines qui y sont ensuite ajoutées 

vont se focaliser sur la zone de pH correspondant à leurs pI (point isoélectrique) grâce à 
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l’application d’un courant électrique. Par la suite une séparation selon le poids moléculaire des 

protéines est réalisée comme pour un gel SDS PaGE.  

Contrairement à la méthode de migration monodimensionnelle, les espèces protéiques 

très proches tels que les isoformes ou les protéines modifiées de manière post-traductionnelles 

sont séparées, grâce à la séparation selon le pI des protéines. De la même manière, il est possible 

de différencier des espèces protéiques différentes mais de masse moléculaire proches, ce qui 

n’est pas le cas avec une migration sur gel SDS PaGE. 

Pour une approche quantitative avec marquage, différents fluorophores sont ajoutés aux 

extraits protéiques. Cette technique est appelée 2D-DIGE (2 Dimensions – DIfferential Gel 

Electrophoresis) décrit en page 49. Sachant qu’un spot protéique peut contenir quelques dizaines 

de protéines différentes, il est nécessaire d’établir les protéines majoritaires responsables de la 

différence de fluorescence entre les deux échantillons. Pour cela l’indice d’abondance protéique 

(Protein Abundance Index – PAI) est calculé en divisant le nombre de peptides identifiés par le 

nombre de peptides trypsiques théoriques pour une protéine donnée [25]. Plus le PAI est élevé, 

plus la protéine est considérée comme majoritaire dans le spot protéique analysé. 

L’avantage de cette technique est de pouvoir garder un important niveau de 

décomplexification et de faire des mesures quantitatives relatives au niveau protéique sur une 

même matrice (cela élimine certains biais de la préparation d’échantillons pouvant influencer une 

approche quantitative). A contrario, l’approche 2D sur gel d’acrylamide est chronophage, et 

demande que l’utilisateur soit expérimenté dans ce type de préparations [26]. 
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Décomplexification avec la méthode tube-gel 

 Depuis 2005, une nouvelle méthode de purification de mélange protéique est étudiée en 

utilisant une matrice de gel d’acrylamide mais sans migration électrophorétique : le tube-gel [27]. 

Les extraits protéiques sont directement ajoutés à la matrice de gel d’acrylamide avant la 

solidification de cette matrice. Le tube-gel est ensuite segmenté et les protéines présentes dans 

chaque segment sont ensuite digérées au sein du gel pour l’analyse par spectrométrie de masse. 

Plus récemment, cette technique a été exploitée pour des approches de protéomique, et a été 

comparée avec la méthode de préparation d’échantillons sur un gel SDS PaGE [28]. Le tube gel a 

l’avantage d’être une préparation compatible avec un grand nombre de détergents. C’est avant 

tout une méthode rapide, dont le nombre réduit d’étapes permet de limiter les pertes 

d’échantillon. Il est important de noter que l’utilisation de tube-gel induit une plus grande 

proportion de résidus cystéines par des carbamydométhylations comparé au gel SDS PaGE [28]. 

Selon la complexité de l’échantillon, le niveau d’expérience de l’utilisateur et la volonté de 

multiplexer les échantillons, la stratégie analytique pour la préparation d’échantillon est définie 

(Table 1). 
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Table 1 : Tableau comparatif des différentes méthodes de préparation d’échantillon sur des matrices de 
gels d’acrylamide. 

 
 
 

c. L’étude de sérum et de plasma : problématique d’une large gamme dynamique 

 Le sérum ou le plasma sont les fluides biologiques les plus étudiés. Ils peuvent être 

obtenus rapidement, facilement et de manière non invasive ce qui en fait des échantillons de 

choix pour le diagnostic [29]. En spectrométrie de masse, l’étude de ces fluides est un défi dû à la 

large gamme dynamique des protéines sanguines dont les protéines majoritaires masquent les 

signaux des protéines présentes en plus faibles concentrations. C’est la raison pour laquelle de 

nombreuses études sont menées dans le but de contourner cette difficulté [30, 31]. La 

concentration protéique dans le sérum est de 6 à 8 g/dL et l’albumine en représente la majeure 

partie avec une concentration de 3,5 à 5 g/dL [32]. La déplétion de cette protéine représente un 

réel enjeu puisqu’elle permettrait de réduire considérablement la gamme dynamique des 

échantillons sanguins. Il existe de nombreuses solutions commerciales mais seulement une partie 

est présentée dans ce manuscrit.  

Basée sur l’immunoaffinité, Proteome Purify 2 permet de retenir l’albumine et les 

immunoglobulines G sur des billes dont la surface est fonctionnalisée avec des anticorps. Un autre 

système appelé Blue Sepharose 6 Fast Flow se base sur l’affinité de la poche hydrophobe de 
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l’albumine pour une molécule ajoutée sur la surface de billes de sépharose. Le lavage et le retrait 

de ces billes va permettre d’éluer les protéines non-affines (i.e. protéines d’intérêt) tout en 

éliminant l’albumine restée fixée sur les billes. D’autres solutions d’isolement de l’albumine 

utilisent son affinité chimique pour les solvants organiques comme l’éthanol [33]. 

Parmi les solutions commerciales, certaines permettent d’éliminer plusieurs protéines 

majoritaires simultanément. Ces méthodes fonctionnent par immunoaffinité avec des anticorps 

fixés à une matrice comme les colonnes MARS (déplétant 6-7 ou 14 protéines majoritaires), le 

système ProteoPrep (déplétant 20 protéines majoritaires) ou les colonnes SepproIgY (déplétant 

14 protéines majoritaires). Ces différentes méthodes ont été comparées sur du sérum humain via 

la réalisation de gels 2D et ont démontré des bonnes efficacités de déplétion [34]. Cependant, les 

méthodes d’immunoaffinité se sont révélées peu sélectives puisqu’un certain nombre de 

protéines non-ciblées ont été identifiées dans la part déplétée. 

 Toutes les méthodes présentées ci-dessus ciblent un nombre restreint de protéines (6 à 

20), et bien qu’efficaces elles ne permettent pas une élimination des protéines de concentrations 

intermédiaires qui couvrent les signaux des protéines minoritairement représentées. C’est la 

raison pour laquelle « l’ultradéplétion » a été récemment développée [35] et cela permettrait 

d’éliminer jusqu’à 100 espèces protéiques majoritaires. Brièvement, du sang humain est 

subdivisé en 7 fractions par chromatographie échangeuse d’ion. Chaque fraction est administrée 

à un poulet et les anticorps seront ensuite isolés dans les jaunes de ses œufs. Les anticorps (IgY) 

sont ajoutés sur une colonne grâce à laquelle un grand nombre de protéines sanguines humains 

pourra être déplété. 
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 La plupart des techniques sont basées sur l’immunoaffinité et ont été développées sur des 

modèles d’étude « classiques » tels que l’homme ou la souris. Chez des espèces exotiques, le ou 

les épitopes (i.e. site(s) protéique(s) reconnu(s) par l’anticorps) ont pu être modifié(s) par 

l’évolution, ce qui rend la majorité de ces méthodes partiellement ou totalement inefficaces. 

En parallèle des méthodes de déplétions sans immunoaffinité existent comme le système 

ProteoMiner [36]. La surface de billes est couverte d’hexapeptides qui fixent la même proportion 

de chaque espèce. Plus une espèce protéique est présente, plus elle se fixera sur la bille. Des 

lavages permettront d’éluer la partie non fixée et de conserver une quantité équivalente de 

chaque espèce protéique. De cette manière, la gamme dynamique est largement réduite. 

d. Digestion des protéines avec des enzymes protéolytiques 

En stratégie « bottom-up », l’analyse par spectrométrie de masse est réalisée sur les 

peptides issus de la digestion enzymatique des protéines. L’enzyme protéolytique la plus 

courante est la trypsine. Il existe de nombreuses enzymes protéolytiques, mais la trypsine 

fonctionne dans des conditions facilement contrôlables puisqu’elle ne nécessite qu’une 

incubation à 37°C et digère de manière optimale à pH physiologique. La trypsine utilisée en 

laboratoire a été modifiée afin d’être plus efficace et être plus résistante à « l’auto-digestion » 

[37]. De plus, les sites de clivage sont très spécifiques et relativement abondants puisqu’elle ne 

coupe la séquence protéique qu’après une lysine ou une arginine, du côté C-terminal [38]. En 

moyenne, les peptides ont une longueur de 14 à 20 acides aminés [39] ce qui est parfaitement 

adapté pour une bonne efficacité d’ionisation. Classiquement, l’enzyme est directement ajoutée 

aux protéines en solution (dans le cas d’une digestion en solution) ou sur les pièces de gels 
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contenant les protéines (spots protéiques de gels 2D ou bandes protéiques de gels SDS PaGE). 

Habituellement le ratio trypsine : protéines est compris entre 1 :30 et 1 :100 [40]. D’autres 

enzymes protéolytiques peuvent être utilisées. Bien qu’elles n’aient pas montré des avantages 

aussi importants que ceux de la trypsine [41], l’utilisation combinée d’enzymes permet 

d’identifier un plus grand nombre de protéines [42]. 

Lors la digestion un excès d’enzyme protéolytique peut aboutir à une « auto-digestion » des 

enzymes. Dans ce cas, les signaux de ces peptides sont très intenses et peuvent empêcher la 

détection des signaux plus faibles de peptides provenant de l’échantillon. Afin d’éviter ce 

phénomène, des enzymes protéolytiques immobilisées sont utilisées depuis peu [43]. Les 

enzymes sont fixés à une matrice ce qui permet de réaliser une digestion et d’éluer les peptides 

de l’échantillon sans la présence de l’enzyme ou de ses peptides. Cependant, produire ces 

systèmes exige un important niveau d’expertise et il n’y a aucune assurance de reproductibilité. 

Une solution est disponible chez MoBiTech GmbH qui commercialise des CRC (Compact Reaction 

Column). Il s’agit de colonnes où la phase stationnaire est fonctionnalisée par des enzymes 

protéolytiques greffées. Bien que réutilisables et qu’il y ait un choix entre plusieurs enzymes, le 

coût de ces systèmes commerciaux est peu compatible avec une utilisation routinière en 

laboratoire. 

e. Etude de phosphoprotéomique : nécessité d’un enrichissement en 

phosphopeptides 

La phosphoprotéomique est un sous-domaine de l’analyse protéomique et s’intéresse 

spécifiquement à l’une des modifications post-traductionnelles (PTM) majoritaires : la 
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phosphorylation. Historiquement, la première publication présentant la phosphorylation est une 

étude sur la structure de la vitelline en 1906 [44]. Désormais mieux caractérisée, la 

phosphorylation est définie comme l’ajout d’un groupement phosphate (PO4) sur la chaîne 

latérale polaire de certains résidus. La sérine (S), la thréonine (T) et la tyrosine (Y) sont les résidus 

majoritairement ciblés (O-phosphorylation). Au sein d’une cellule, le groupement phosphate est 

obtenu, via l’ATP (Adénosine TriPhosphate), et il se fixe sur le groupement OH de certains acides 

aminés par une liaison covalente de type ester. Les kinases sont les enzymes responsables de 

cette réaction [45]. A l’opposé, les phosphatases sont les enzymes permettant le « détachement » 

du groupement phosphate (Figure 2). La phosphorylation est une modification labile et son rôle 

dans les changements conformationnels et fonctionnels des protéines (via le passage d’un résidu 

hydrophobe apolaire en un résidu hydrophile polaire [46] permettent une régulation rapide des 

voies de signalisation. Ce mode de régulation est très rapide et est peu coûteux en énergie. En 

effet, la synthèse d’une protéine de 300 acides aminés revient à consommer 1200 molécules 

d’ATP, tandis que la régulation par ajout d’un groupement phosphate ne consomme qu’un seul 

ATP [47]. 
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Figure 2 : Schématisation de l’ajout et de l’élimination d’un groupement phosphate sur une protéine par 
des enzymes spécialisés, kinases et phosphatases, respectivement. Le groupement phosphate est obtenu à 
partir d’une molécule d’ATP. L’ajout d’un groupement phosphate permettant à des protéines d’interagir. 
Illustration inspirée de Ardito et al., 2017 [45] 

Dans une cellule eucaryote, il a été estimé que près de 30% à 50% des protéines soient 

phosphorylées au cours de leurs vies [48, 49]. Il existerait plus de 100.000 sites de 

phosphorylations sur le protéome humain [49]. Cependant l’ajout et l’élimination d’un 

groupement phosphate sont des mécanismes très dynamiques, de ce fait seulement 1% des 

protéines sont effectivement phosphorylées à un moment donné [50]. Les peptides portant des 

phosphorylations présentent des difficultés d’ionisation et leur proportion dans un mélange 

peptidique est faible. Ils sont donc difficilement analysables par spectrométrie de masse car 

difficilement détectables. C’est la raison pour laquelle une étape d’enrichissement en 

phosphopeptides, dont le principe est d’éliminer les peptides non-phosphorylés majoritaires, est 

nécessaire. 
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Il existe de nombreuses méthodes d’enrichissement en phosphopeptides [51] dont les 

plus représentées sont schématisées en Figure 3. 

 

Figure 3 : Schématisation des méthodes d’enrichissement des phosphopeptides 

 Deux types de chromatographies liquides échangeuses d’ions peuvent être appliquées 

pour réaliser un enrichissement en phosphopeptides. Brièvement, la SCX (Strong Cation 

Exchange) consiste à utiliser une phase chargée négativement qui va interagir avec les analytes 

chargé positivement. Les phosphopeptides, qui ont tendance à être chargés négativement à 

cause des groupements phosphates, seront élués au début du gradient. De la même manière, la 

SAX (Strong Anion Exchange) consiste à utiliser une phase chargée positivement sur lesquels les 

analytes négativement chargés, comme les phosphopeptides, vont être retenus. 

Les méthodes par chromatographies d’affinité, sans fractionnement, IMAC (Immobilized 

Metal ion Affinity Chromatography) et MOAC (Metal Oxide Affinity Chromatography) sont les 

méthodes d’enrichissement les plus largement utilisées pour des études à grandes échelles. Ces 
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techniques fonctionnent avec l’affinité particulière du groupement phosphate pour les ions 

métalliques (IMAC) [52, 53] ou pour les oxydes métalliques (MOAC) [54] comme le titane [55] ou 

le fer [56]. Les peptides, via les phosphorylations, sont fixés à la phase stationnaire de la colonne 

ou à la surface des billes fonctionnalisées tandis que les peptides non-phosphorylés sont élués. 

Dans une seconde élution, l’ajout d’un tampon entrera en compétition avec l’interaction 

phosphopeptides-phase stationnaire et les phosphopeptides seront élués.  

Il a été démontré que l’IMAC et le MOAC isolaient des phosphoprotéomes différents [57]. 

L’IMAC a la capacité de retenir des peptides portant plusieurs phosphorylations tandis que le 

MOAC cible majoritairement les peptides ne portant qu’une seule phosphorylation. De plus, 

l’IMAC est une méthode moins sélective puisqu’elle peut également interagir avec les acides 

aminés acides, et a une plus faible capacité de fixation comparée au MOAC [49].  

Les techniques de chromatographies comme la SCX et la SAX (chromatographies 

échangeuses d’ions) sont généralement utilisées comme méthodes de préfractionnement avant 

une nouvelle étape d’enrichissement sur des systèmes de type MOAC ou IMAC. Dans le cas où un 

s’intéresse aux phosphorylations portées par un acide aminé précis (comme la tyrosine – Y), 

l’isolement des phosphopeptides est réalisé par immunoaffinité avec des anticorps spécifiques 

(i.e. immunoprécipitation). L’utilisation d’anticorps est particulièrement appliquée à l’étude des 

phosphotyrosines dont la proportion est particulièrement faible comparée à la proportion de 

phosphosérines, par exemple [58]. 
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 La chromatographie liquide : décomplexification peptidique en ligne 

La chromatographie liquide est une méthode de décomplexification utilisant les propriétés 

physicochimiques des peptides à analyser. Ils vont interagir avec la phase stationnaire et grâce à 

une régulation de la composition de la phase mobile, ils sont élués progressivement. L’ajout d’un 

(1D-LC) ou de plusieurs (MDLC – MultiDimensional Liquid Chromatography) [59] 

chromatographies liquides, en amont d’un système ESI-MS/MS, permet d’augmenter la 

couverture du protéome en augmentant le nombre de peptides identifiés [60]. 

a. La chromatographie en phase inverse 

En protéomique, la chromatographie en phase inverse est la plus couramment utilisée. La 

phase stationnaire apolaire, constituée de silice greffée avec des chaînes d’atomes de carbones. 

Pour l’analyse par spectrométrie de masse, par stratégie bottom-up, des chaînes de 18 atomes 

de carbone (C18) sont généralement utilisés. La phase stationnaire retient les peptides selon leur 

hydrophobicité. La phase mobile utilisée est composée de deux solutions d’eau acidifiée et d’un 

solvant organique (classiquement l’acétonitrile) acidifié. Les proportions de ces deux solutions 

composant la phase mobile sont volontairement changées au cours du temps, est appelé le 

« gradient chromatographique ». En augmentant graduellement le taux d’acétonitrile, les 

peptides hydrophobes sont élués : les peptides les plus hydrophobes sont élués lorsque la 

proportion d’acétonitrile est la plus importante.  La durée du gradient et la vitesse à laquelle le 

pourcentage d’acétonitrile acidifié est augmenté (pente) sont des caractéristiques majeures de la 

séparation des analytes (Figure 4). Des peptides élués avec un certain pourcentage d’acétonitrile 

sont plus ou moins éloignés en temps de rétention, selon la durée accordée pour augmenter le 
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pourcentage d’acétonitrile (i.e. la pente). Par ailleurs, la capacité chromatographique de 

séparation des peptides est améliorée en augmentant la longueur de la colonne séparative, en 

augmentant la pression ou en diminuant la taille des particules composant la phase stationnaire 

de la colonne séparative [61]. 

 

Figure 4 : Schématisation de la séparation de deux peptides (notés P1 et P2) selon l’utilisation de deux 
gradients chromatographiques de pente plus (bleu) ou moins (jaune) importante. Pour cet exemple le 
peptide P1 et le peptide P2 sont élués avec 20% et 30% d’acétonitrile, respectivement. Théoriquement, le 
gradient avec la pente la plus importante ne permet pas une bonne séparation chromatographique des 
deux peptides puisqu’il y a une co-élution partielle (triangle rouge). En revanche, avec un gradient de pente 
plus faible, les deux peptides sont parfaitement séparés chromatographiquement 
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En amont de la colonne séparative, il est courant d’associer une colonne de piégeage des 

peptides constituée de la même phase stationnaire que la colonne séparative. Elle permet de 

retenir les peptides, tandis que les contaminant diminuant l’efficacité d’ionisation sont éliminés 

(comme les sels ou les lipides).  

b. La chromatographie d’exclusion stérique (SEC)  

La chromatographie d’exclusion stérique (Size Exclusion Chromatography - SEC) est 

généralement utilisée pour séparer des protéines [62] (approche « top-down »), et plus rarement 

pour séparer des peptides (approche « bottom-up »). Le pouvoir séparatif de ce système repose 

sur la capacité des analytes à évoluer au sein d’une phase stationnaire aréactive, constituée de 

particules sphériques poreuses. Les analytes avec les volumes hydrodynamiques les plus 

importants circulent entre les particules et sont élués en premier, tandis que les analytes avec 

des volumes hydrodynamiques moins importants traversent la colonne en circulant au travers 

des pores des billes ce qui retarde leur élution. Contrairement aux autres méthodes 

chromatographiques, la SEC est une méthode dont le pouvoir séparatif est indépendant d’une 

quelconque interaction entre la phase stationnaire et les analytes ce qui permet de travailler en 

condition native (i.e. condition n’entrainant pas la dénaturation des protéines). 

 L’instrumentation en spectrométrie de masse  

En protéomique, le système chromatographique est couplé au spectromètre de masse. Les 

spectromètres de masse se composent de trois grandes parties : la source d’ionisation qui permet 

d’ioniser les peptides ; un ou plusieurs analyseurs permettant de séparer les ions et d’en 

déterminer leurs rapports m/z ; et le détecteur qui enregistre les signaux des ions. Dans le cadre 
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d’analyse MS/MS, une étape de fragmentation est réalisée dans une cellule de collision. Selon 

l’architecture du système, les applications divergent. Il a été choisi de présenter dans ce manuscrit 

les architectures les plus communes à une analyse par stratégie « bottom-up ».  

a. Les sources d’ionisation ESI et MALDI 

Les peptides issus de la digestion protéolytique sont ionisés grâce à des sources d’ionisation. 

En protéomique, seules les sources de type MALDI et ESI sont utilisées puisqu’elles sont 

considérées comme des sources d’ionisation douces, c’est-à-dire n’engendrant pas de 

destruction des peptides. L’ionisation est caractérisée par une désolvatation des peptides et 

l’attribution d’une ou plusieurs charges (Figure 5). 

 

Figure 5 : Schématisation de l’ionisation des peptides en source ESI (A) et en source MALDI (B) 

 

Source d’ionisation MALDI 

La source MALDI (Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionization) [63] n’est pas couplée au 

système chromatographique. L’échantillon, dans une matrice acidifiée, est directement déposé 

sur une cible métallique qui va être frappée par des impulsions lasers produisant essentiellement 

des ions simplement chargés (Figure 5B). Ce type d’ionisation est directement applicable à des 
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tissus et permet donc de garder la localisation tissulaire des protéines identifiés : il s’agit de 

l’imagerie MALDI [64].  

Source d’ionisation ESI 

La source ESI (Electro Spray Ionization) [65] est à l’interface entre le système de 

chromatographie et le spectromètre de masse. En sortie de la colonne séparative, un capillaire va 

conduire les peptides jusqu’à une aiguille métallique sur laquelle une haute tension (2 à 5kVolts) 

est appliquée. Cela va engendrer une explosion de Coulomb grâce à laquelle des gouttelettes 

chargées contenant les peptides vont être produites. Au fur et à mesure, le diamètre de ces 

gouttelettes va diminuer jusqu’à ce qu’il ne reste que les peptides polychargés (Figure 5A). 

b. Les analyseurs 

Les ions néoformés sont filtrés par des systèmes de focalisation composés de séries de 

lentilles ou de multipôles et dirigés vers l’analyseur. L’analyseur a pour rôle de déterminer le 

rapport masse sur charge des ions (m/z) et en protéomique il s’agit principalement d’un 

quadripôle (Q), d’un temps de vol (TOF), d’une trappe ionique (IT), d’un analyseur à transformée 

de Fourrier (FT-ICR) ou d’une trappe orbitale (Orbitrap). 

Les analyseurs sont définis selon quatre grandes caractéristiques : 

 La gamme de masse : c’est l’intervalle entre le rapport m/z le plus petit et le rapport m/z 

le plus grand dans lequel l’analyseur peut détecter les ions. 

 La résolution : elle détermine la capacité de l’analyseur à différencier deux ions aux 

rapports m/z proches.  
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 La sensibilité : elle correspond à la plus petite quantité qui est analysable. Sachant que la 

plupart des analyses protéomiques sont réalisés sur des échantillons dont la gamme 

dynamique est de plusieurs ordres de magnitude, une bonne sensibilité est indispensable. 

 La précision de masse : elle est définie comme l’erreur faite sur la mesure du rapport m/z. 

Plus la précision de masse sera élevée, plus il sera possible de différencier des espèces 

protéiques de séquences proches (comme les isoformes). Ce dernier critère est à 

connaître car il est utilisé pour l’identification des peptides. 

Pour l’étape d’identification des peptides, la masse obtenue par l’analyseur est utilisée. Cette 

information est extraite du rapport m/z après avoir déterminer la charge de l’ion (z).  Lors de 

l’analyse, pour chaque ion, un massif isotopique est obtenu. Il représente les pics des différentes 

formes de l’ion selon l’incorporation de différents isotopes dans la séquence peptidique. Le pic 

monoisotopique représente la forme de l’ion sans aucune incorporation d’isotopes lourds. Grâce 

à l’interprétation du massif isotopique, il est possible de déterminer le nombre de charges 

présentes sur le peptide. Sachant que la différence de masse entre les pics du massif est de 1Da, 

si l’ion ne porte qu’une charge, la différence de masse entre les pics est de 1. En revanche, s’il y a 

2 charges sur le peptide, les pics seront séparés par une différence de 0,5 m/z (∆m = 1 ; z = 2) 

(Figure 6). Cette interprétation d’un profil isotopique est appelée une déconvolution et plus un 

analyseur est résolutif, plus il sera possible de définir avec précision le massif isotopique. 
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Figure 6 : Schématisation de deux massifs isotopiques pour lesquels le nombre de charge a été déterminé. 
La différence de rapport m/z (Δ m/z) entre les pics du massif isotopique est de 1 et de 0.5, dans le panel du 
haut et le panel du bas, respectivement. Sachant que la différence de masse (m) entre les pics est égal à 1 
et que cette différence de masse divisée par le nombre de charge (z) donne le Δ m/z, il a été déterminé que 
le nombre de charge était de 1 et 2, respectivement. 

Dans les travaux de ce manuscrit, seuls les analyseurs de type quadripôle, temps de vol et trappe 

orbitale sont utilisés et sont décrits ici. 

Quadripôle (Q) 

 Le quadripôle, ou quadrupôle, se compose de quatre électrodes cylindriques connectées 

deux à deux. Un potentiel électrique est appliqué de telle sorte que deux électrodes adjacentes 

aient des potentiels opposés. Le champ électrique au sein du quadripôle induit l’accélération et 

l’oscillation des ions autour de l’axe central dont l’amplitude corrèle avec leurs masses et à leurs 

charges. Les ions résonnants ont une vitesse plus élevée et maintiennent une trajectoire peu 
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oscillante ce qui leurs permet de traverser l’analyseur [66]. En revanche, les ions non-résonnants, 

dont la vitesse est plus faible, sortiront de la trajectoire centrale pour impacter les électrodes 

(Figure 7).  

 

Figure 7 : Schématisation du trajet d’un ion résonnant (vert) et d’un ion non-résonnant (rouge) au sein d’un 
quadripôle. 

 

Temps de vol (Time-Of-Flight - TOF) 

Ce type d’analyseur est composé d’un tube de vol, soumis à un vide poussé de l’ordre de 

10-7 mbar, à l’entrée duquel les ions sont accélérés sous l’effet d’une impulsion électrique [67]. 

Par la suite, ils parcourent le tube de vol grâce à l’énergie cinétique acquise et sont séparés selon 

leurs masses. En effet, les ions avec un rapport m/z faible traversent le tube rapidement, 

contrairement aux ions avec des rapports m/z plus grands. Le rapport m/z d’un ion est déterminé 

à partir de la durée qu’il a mis pour traverser le tube de vol. 

 Des ions de même rapport m/z peuvent avoir des énergies cinétiques différentes ce qui 

entraine leur séparation pendant la traversée du tube de vol. La résolution de l’analyseur est alors 
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diminuée. Pour y faire face, il est désormais courant de placer un réflecteur à la fin du tube de vol 

[68]. Il s’agit d’une série de lentilles au sein de laquelle les ions les plus rapides entrent plus 

profondément que les ions avec une énergie cinétique plus faible. De cette manière, les ions d’un 

même rapport m/z quittent le réflecteur en même temps et ont donc la même durée de vol 

(Figure 8). 

 

Figure 8 : Représentation de l’utilisation d’un réflecteur pour des ions de même rapport m/z mais avec une 
énergie cinétique élevée (vert) ou faible (jaune). 

 

Trappe Orbitale 

La trappe orbitale [69, 70] (commercialisée sous le nom OrbitrapTM par la société Thermo 

Fisher Scientific) est composée d’une électrode centrale en fuseau et de deux électrodes externes 

sur lesquelles est appliqué un champ électrique (Figure 9). Les ions sont introduits 

tangentiellement à l’électrode centrale après avoir été accumulés dans une trappe linéaire (C-

trap). Le champ électrique induit une oscillation harmonique des ions avec un mouvement 

linéaire suivant l’électrode centrale [71], ainsi qu’une rotation autour de celle-ci. Grâce à la 

transformée de Fourrier, le mouvement oscillatoire axial est interprété en fréquence d’oscillation 

axiale des ions qui définit le rapport m/z des ions analysés. 



‖ Partie 1 – Chapitre 1 : Analyse protéomique par spectrométrie de masse 

29 
 

 

Figure 9 : Représentation de la détection des signaux ioniques au sein d’une trappe orbitale après 
accumulation des ions dans une C-trap. [72] 

 

Les instruments hybrides 

Les instruments hybrides sont constitués de plusieurs analyseurs permettant de combiner 

les propriétés de chacun et de fragmenter les peptides pour les analyses en mode MS/MS. Dans 

un premier temps, en mode MS, l’analyseur a pour rôle de focaliser les ions intacts jusqu’au 

second analyseur. Dans un second temps, en mode MS/MS, le premier analyseur sélectionne une 

partie des ions et les focalisent jusqu’au second analyseur où ils seront fragmentés. Il est courant 

que le premier analyseur soit un quadripôle, couplé à un TOF (Q-TOF), à une trappe orbitale (Q-

OrbitrapTM) ou à deux autres quadripôles (QQQ). 

Les spectromètres de masse de type Q-TOF sont répandus en protéomique à haut débit 

[73]. Ils ont l’avantage d’être très résolutif (jusqu’à 60.000 de résolution), d’avoir une grande 
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vitesse de balayage (de 25Hz, soit 25 spectres par seconde) et d’avoir une précision de masse 

inférieur à 5 ppm. 

Les spectromètres de masse de type Q-OrbitrapTM sont également très répandus. Grâce à 

la C-Trap, les ions sont regroupés avant d’être analysés par l’OrbitrapTM. Ainsi la résolution 

atteinte est de 140.000 à 200 m/z. Par ailleurs, la précision de masse (< 5 ppm), la sensibilité et la 

large gamme dynamique analysable (plus de 4 ordres de grandeur) en font un instrument de choix 

pour les analyses quantitatives à haut débit.  

Les instruments de type triple-quadripôles sont principalement utilisés pour des analyses 

ciblées quantitatives en mode SRM (Selected Reaction Monitoring). Brièvement, le premier 

quadripôle permet la sélection d’un ion parent (ou précurseur) qui sera ensuite fragmenté dans 

le second quadripôle. Le troisième quadripôle permettra la sélection d’un ion fragment qui sera 

alors envoyé dans le détecteur. La stratégie SRM est développée plus en détail en page 101. 

c. Les détecteurs 

Le détecteur enregistre les signaux des ions et les transforme en des signaux électriques 

qui vont être amplifiés et digitalisés en valeur numérique par un système électronique. Deux 

modes de fonctionnement sont majoritairement représentés en protéomique :  

 Détection par courant induit : les ions produisent un signal interprétable par la 

transformée de Fourrier, sans être dégradés. Il s’agit du principe de fonctionnement d’une 

trappe orbitale (voir page 28). 
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 Détection par multiplicateur d’électron : fonctionnant sur le même principe, il peut s’agir 

d’un channeltron [74] ou d’un électromultiplicateur à dynodes discrètes [75]. Les ions 

percutent une surface semi-conductrice libérant des électrons. Ces derniers percutent 

eux-mêmes une nouvelle surface ce qui produit des électrons secondaires, et ainsi de 

suite. De cette manière, le signal est amplifié et un signal électrique est produit. Plus le 

signal électrique est important, plus le peptide analysé a un signal intense. Ils sont utilisés 

sur les spectromètres de masse de type Q-TOF ou QQQ. 

d. Les modes de fragmentation 

Pour une analyse par spectrométrie de masse en mode MS/MS, les ions appelés 

« précurseurs » sont fragmentés pour produire des ions « fragments ». Ces derniers vont fournir 

une nouvelle information qui permettra d’avoir une identification plus robuste. Il existe différents 

modes de fragmentation chacun produisant des ions fragments spécifiques déterminés selon la 

nomenclature de Biemann (Figure 10). Les ions de types a, b et c contiennent la partie N-terminale 

; et les ions x, y et z contiennent la partie C-terminale. 
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Figure 10 : Nomenclature de Biemann déterminant le type de fragments obtenus [76] 

 

Collision Induced Dissociation (CID) 

Ce mode de fragmentation est le plus répandu en protéomique car il est le plus adapté à 

la fragmentation de peptides trypsiques. Les ions précurseurs sont amenés jusqu’à une cellule de 

collision au sein de laquelle se trouve un gaz inerte comme l’azote, l’argon ou l’hélium. Une fois 

accélérés, les ions précurseurs entrent en collision avec les molécules de gaz entraînant la 

délocalisation d’un proton [77]. Pour les peptides trypsiques, ces électrons sont situés en position 

N-terminale. En suivant la théorie du proton mobile, les mouvements de ces électrons entrainent 

la rupture de liaisons amides. Les ions produits sont de types b ou y. Les peptides monochargés 

sont difficilement fragmentés car l’énergie cinétique, apportée par l’accélération des ions, est 

trop faible pour induire un déplacement du proton le long du squelette peptidique. 

Higher energy Collisional Dissociation (HCD) 

 Ce terme est utilisé par la société Thermo Fisher Scientific et il décrit un mode de 

fragmentation similaire à la fragmentation par CID. En réalité, les ions sont fortement accélérés 

en mode HCD ce qui induit une fragmentation des ions qui entrent en collision avec les molécules 
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du gaz inerte. L’énergie interne est fournie par un nombre de collision réduit, comparé à la 

fragmentation en mode CID, ce qui permet de conserver les marquages isotopiques ou les 

modifications post-traductionnelles, comme la phosphorylation [78]. 

Electron Capture Dissociation (ECD) 

 Au sein de la cellule de collision, des électrons sont émis et capturés par les ions 

précurseurs ce qui induit la fragmentation sans redistribution des charges portées par les ions 

[79]. Autrement dit, il n’y a pas de redistribution de l’énergie vibrationnelle intramoléculaire. Ce 

mode de fragmentation est indépendant de la séquence de l’ion et il préserve davantage les 

modifications post-traductionnelles (comme la phosphorylation) puisque la fragmentation se fait 

sur le squelette peptidique, contrairement mode CID où la fragmentation peut atteindre les 

chaînes latérales des acides aminés. Les ions fragments produits sont de types z et c. 

Electron Transfer Dissociation (ETD) 

 Cette méthode se rapproche de la méthode ECD. Les ions entrent dans une cellule de 

collision au sein de laquelle des électrons sont capturés par les ions précurseurs [80]. Les électrons 

proviennent d’anions présentant de faibles affinités pour leurs électrons. Ensuite, la 

fragmentation se déroule de la même manière que par ECD. Les ions fragments obtenus sont de 

types z et c. 

Comparaison des méthodes de fragmentation  

Dans le tableau suivant les 3 méthodes de fragmentation ci-dessus sont comparés (Table 2):  
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Table 2 :Tableau comparatif des modes de fragmentation 

 

 Une digestion enzymatique des protéines avec la trypsine produit des peptides dont la 

taille permet, en moyenne, la fixation de 2 charges. De ce fait, le mode CID ou le mode HCD sont 

les plus adaptés pour la fragmentation de ces derniers, alors que les modes ECD et ETD sont plus 

avantageux pour la fragmentation de peptides portant au moins 3 charges.  

 Dans le cas de phosphopeptides, le nombre de charges positive par peptide est réduit. Or, 

en spectrométrie de masse, les analyses sont globalement réalisées en mode positif. Cela signifie 

que les espèces peptidiques filtrées et amenées jusqu’à l’analyseur sont positivement chargés. 

Dans le cas de phosphopeptides, les groupements phosphates apportent des charges négatives 

aux peptides. De ce fait, le nombre de charges positives portées par un phosphopeptide est moins 

important, comparé au nombre porté par le même peptide sans phosphorylation. Il est possible 

d’augmenter le nombre de charges par peptide en ajoutant des réactifs supercharging (comme 

le m-NBA) [81] dans les solvants chromatographiques permettant une meilleure détection des 

phosphopeptides. Cette méthode a déjà été éprouvée dans le cas d’une étude de 

phosphoprotéomique avec une fragmentation en mode ETD [82].  

e. Les modes d’acquisition 

Il existe différents modes d’acquisition qui sont choisis selon la stratégie sélectionnée pour 

répondre à la question biologique. 

CID HCD ECD ETD

nombre de charges répondant le mieux 2 2 >2 >2

conservation des PTM non oui oui oui

types d'ions produits b/y b/y z/c z/c
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Analyse protéomique non-ciblée 

i. Data Dependent Acquisition (DDA) 

 Après analyse en mode MS des ions, un certain nombre de précurseurs sont sélectionnés. 

Les N plus intenses (aussi appelés « TOP N ») du spectre MS sont isolés pour être fragmentés pour 

une analyse en mode MS/MS (Figure 11). Cette méthode est appelée « acquisition dépendante 

des données », puisque le choix des ions pour l’analyse MS/MS dépend des données acquises en 

mode MS. 

 

Figure 11 : Schématisation d'une acquisition réalisée en mode DDA sur un TOP 3. Les 3 ions les plus intenses 
détectés en MS sont sélectionnés, séquentiellement isolés puis fragmentés. Pour chaque peptide, un 
spectre MS/MS est acquis pour l’ensemble des fragments obtenus à partir du peptide sélectionné. 

Afin de s’assurer que les ions précurseurs sélectionnés ne soient pas toujours les mêmes, 

il est possible de paramétrer un temps d’exclusion dynamique selon lequel un ion déjà 

sélectionné ne le sera plus durant une durée déterminée. De cette manière, les précurseurs moins 

intenses qui co-éluent pourront être analysés à leur tour. La complexité élevée de l’échantillon 

ainsi que les co-élutions empêchent une fragmentation de tous les ions avec le mode DDA. Afin 

d’augmenter le nombre d’ions sélectionnés pour une analyse en mode MS/MS il est courant 
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d’ajouter une étape de décomplexification ou de fractionnement de l’échantillon lors de la 

préparation de l’échantillon. 

ii. Data Independent Acquisition (DIA) 

 Ce mode d’acquisition a été développé en 2004 pour contourner la limitation de 

l’utilisation du mode DDA [83]. Il n’y a pas de sélection des précurseurs, la fragmentation est 

réalisée sur l’ensemble des ions inclus dans une fenêtre de masse définie.  

 

Figure 12 : Schématisation d'une acquisition réalisée en mode DIA avec une fenêtre d’isolation de 25Da.Les 
ions précurseurs détectés dans chacune des fenêtres d’isolation sont séquentiellement isolés puis 
fragmentés. Pour chaque fenêtre d’isolation, un spectre MS/MS est acquis pour l’ensemble des fragments 
obtenus. 

Ce type d’analyse est généralement combinée avec une analyse en mode DDA réalisée 

auparavant. Elle permet de construire une librairie spectrale qui servira à l’identification des 

peptides. La publication de ces librairies spectrales sur des banques de données spécialisées 

permet, dans certains cas, de se passer d’une analyse en mode DDA. Bien que prometteur pour 

les approches quantitatives, l’interprétation des données en mode DIA est encore problématique. 
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En effet, comme tous les ions précurseurs sont fragmentés simultanément, l’attribution des 

signaux des ions fragments est difficile et nécessite une validation rigoureuse des données.  

Dans ce manuscrit, l’ensemble des données ont été acquises en mode DDA. 

En analyse protéomique ciblée 

i. Single Reaction Monitoring (SRM) 

Ce mode d’acquisition est appelé SRM [84] (Single Reaction Monitoring) ou MRM (Multiple 

Reaction Monitoring) utilisé sur des spectromètres de masse hybrides de type triple quadripôle 

(QQQ).  Ce mode permet d’analyser des transitions ion précurseur – ion fragment dans une 

approche quantitative ciblée (Figure 13). Les ions précurseurs et les ions fragments sont choisis 

avant l’analyse. Le premier quadripôle va permettre d’isoler un ion précurseur avant de le 

focaliser vers le second quadripôle où la fragmentation a lieu. Arrivés dans le troisième 

quadripôle, un des ions fragments est focalisé jusqu’au détecteur. Généralement, 3 à 5 peptides 

protéotypiques (i.e. dont la séquence est unique à la protéine ciblée) sont choisis pour chaque 

protéine ciblée et entre 3 et 6 transitions sont ciblées pour chaque peptide. 

 

Figure 13 : Schématisation des modes d’acquisition SRM/MRM (panel du haut) et PRM (panel du bas). 
L’acquisition en mode SRM/MRM réalisée sur des spectromètres de masse de type QQQ : les fragments 
obtenus à partir d’un peptide sélectionné sont séquentiellement analysés en MS/MS. Une acquisition en 
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mode PRM réalisée sur des spectromètres de masse de type Q-OrbitrapTM : les fragments obtenus à partir 
d’un peptide sélectionné sont simultanément analysés en MS/MS. 

ii. Parallel Reaction Monitoring (PRM) 

 Contrairement à la méthode SRM, la méthode PRM permet la détection simultanée de 

fragments inclus dans une même fenêtre m/z. Cette méthode est réalisée sur un spectromètre 

de masse dont le troisième analyseur est un TOF ou une trappe orbitale [85] (Figure 13). L’intérêt 

de la PRM, par rapport à la SRM, est que le nombre de transitions suivies par peptides n’est pas 

limité. Ainsi la quantification est réalisée sur un plus grand nombre de transition, la rendant plus 

spécifique et plus robuste. En contrepartie, la méthode est moins sensible du fait que l’ensemble 

des fragments sont analysés simultanément, contrairement à l’acquisition en mode SRM. 
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Chapitre 2 - Identification, quantification et interprétation 
biologique 

 Stratégies d’identification chez les espèces séquencées 

a. Identification par empreinte de fragments peptidiques 

Lors d’une analyse MS/MS, les informations obtenues sont des spectres MS (pour les ions 

précurseurs) et des spectres MS/MS (pour les ions fragments), représentant les intensités des 

signaux en fonction de la gamme de masse (m/z) de l’analyseur. L’interprétation des rapports m/z 

permet de déduire les masses des ions. Ces données de masse expérimentales sont ensuite 

comparées à des données théoriques provenant de la digestion in silico d’une banque de données 

de séquences protéiques [86]. Plus un peptide est identifié avec un grand nombre de fragments, 

plus l’identification est considérée robuste. Cette stratégie est appelée « identification par 

empreinte de fragments peptidiques ». La digestion in silico de la banque de données, ainsi que 

la comparaison des données, sont réalisées par un algorithme de recherche comme Mascot [87] 

ou Andromeda [88] (intégré à MaxQuant). L’algorithme tient compte de l’enzyme utilisée pour la 

digestion des protéines, de la précision de masse de l’analyseur et du mode de fragmentation 

(pour prédire le type d’ions fragments obtenus). Par la suite, la correspondance entres les masses 

des données théoriques et expérimentales est réalisée (Figure 14). 
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Figure 14 : Schématisation du processus d’identification par comparaison des masses mesurées sur les 
spectres MS et MS/MS, avec les masses théoriques obtenues par digestion in silico de la banque de données 
de séquences protéiques. 

Au cours de la recherche de correspondance, il est possible de tenir compte d’éventuelles 

modifications sur les peptides (PTM ou modifications induites par la préparation d’échantillons). 

En tenant compte de ces éventuelles modifications, de nouvelles masses sont calculées pour 

chaque peptide, issu de la digestion in silico.  Lorsqu’une correspondance entre la masse 

théorique d’une séquence peptide et un spectre expérimental (PSM – Peptide Spectrum Match) 

est établie, un score est attribué. Il reflète la probabilité P que l’attribution soit due au hasard. 

Avec Mascot, le score est égal à   -10*log(P), ainsi, plus le score est élevé, plus l’assignation est 

robuste.  

 Dans le cas de PTM, comme la phosphorylation, un score supplémentaire (appelé PTM 

Score) représente la probabilité de bonne localisation de la modification par le résidu auquel elle 
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a été assignée. Ce score a une valeur entre 0 et 1 : plus il est proche de 1, plus la probabilité que 

la PTM se trouve sur le résidu sélectionné est grande [89]. Classiquement, la validation des sites 

modifiés se fait avec un PTM Score supérieur ou égal à 0,75 (soit au moins 75% de probabilité de 

la bonne localisation de la PTM).  

b. Choix de la banque de données protéiques 

Le choix de la banque de données protéiques est l’un des points critiques du processus 

d’identification des protéines. Elles sont construites à partie de bases de données génomiques. 

La banque de données UniProt regroupe deux banques différentes :  

 Swiss-Prot [90] est une banque de données protéiques, utilisée largement comme banque 

de référence pour les études de protéomiques. L’ensemble des annotations protéiques 

qui y figurent sont revues et validées manuellement. 

 TrEMBL [90] est une banque de données protéiques où les annotations sont faites 

automatiquement et sans aucune validation. 

Il existe également la banque de données protéiques NCBI (National Center for Biotechnology 

Information) [91]. Cette dernière est moins plébiscitée car un certain nombre d’entrées 

protéiques sont redondantes. Les annotations protéiques sont issues de transferts d’informations 

de plusieurs autres banques de données protéiques (Swiss-Prot, RefSeq…). 

RefSeq (Reference Sequence) [92] est une banque de données protéiques et nucléotidiques, 

plus rarement utilisée. Les données protéiques sont issues de l’interprétation des données 

génomiques. Cependant, il existe une forte redondance au niveau protéique et cela en dépit des 
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différents tests qualités. Une partie des données protéiques sont curées manuellement (entrées 

avec le préfixe NP) tandis que d’autres sont issues de prédictions automatiques (entrées avec le 

préfixe XP). 

c. Validation des identifications 

Afin de valider les identifications protéiques, il est possible de s’appuyer sur le score 

donner par l’algorithme de recherche mais également d’utiliser une méthode évaluant le taux de 

faux-positifs (FDR – False Discovery Rate) appelée méthode target-decoy. Pour ce calcul, il est 

nécessaire d’intégrer des séquences leurres (appelées « decoys ») dans la banque originale 

(« targets »). Ces séquences sont construites à partir des séquences targets de la banque de 

données selon différentes manières [93] (Figure 15) : 

 Méthode « reverse » : la séquence en acides aminés du peptide est inversée. Cette 

méthode présente l’avantage d’être facilement reproductible et de conserver la masse 

entre la séquence target et decoy. 

 Méthode « shuffled » : les acides aminés de la séquence sont aléatoirement repositionnés 

dans la séquence peptidique. L’inconvénient c’est que cela peut aboutir à une séquence 

identique à celle d’un peptide provenant d’une protéine target. 

 Méthode « randomized » : une nouvelle séquence est construite en gardant les 

proportions d’acides aminés présente dans la banque de données protéiques des 

séquences targets. 
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Figure 15 : Schématisation des différentes méthodes de production de séquences decoys à partir d’une 
même séquence peptidique issue de la banque de données (« target »). 

Il n’existe pas de méthode universelle pour produire les séquences decoy, cependant 

certains critères comme une même distribution en acides aminés et des longueurs identiques, 

entre séquences decoy et séquences target, sont fortement recommandées. Par ailleurs, il est 

conseillé d’avoir des nombres de séquences decoy et target équivalents. 

Dans ce manuscrit, les séquences decoys sont produites par la méthode « reversed ». 

Les entrées decoy identifiées représentent la proportion d’assignations aléatoires (i.e. 

faux-positifs) présentes dans l’ensemble des identifications peptidiques. Le taux de ces 

« fausses » identifications (FDR) est calculé comme suit :  

𝐹𝐷𝑅 (%) =  
𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑑𝑒𝑐𝑜𝑦

(𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑡𝑎𝑟𝑔𝑒𝑡 + 𝑛𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑑𝑒𝑐𝑜𝑦)
∗ 100 

Les identifications peptidiques et protéiques, sont classées grâce à leurs scores, puis filtrées 

jusqu’à l’obtention d’un FDR inférieur au seuil d’acceptation fixé (généralement 1%). Il est 

généralement appliqué au niveau peptidique et au niveau protéique. Cette étape est réalisée par 

différents logiciels comme Proline, Scaffold ou Andromeda. 
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 Stratégies d’identifications chez les espèces non séquencées 

a. L’empreinte de fragments peptidiques 

Les espèces non-séquencées représentent une difficulté à étudier car les banques de 

données comptent peu de séquences protéiques. Cependant, il est possible de réaliser des 

identifications par empreinte de fragments peptidiques en utilisant une banque de données 

protéiques à partir de séquences protéiques d’une ou de plusieurs espèces. Ainsi, les peptides 

identifiés seront ceux dont la séquence est strictement conservée entre les espèces et pourront 

servir à l’identification des protéines de l’espèce non-séquencée étudiée. Cette approche peut 

être combinée à une stratégie par séquençage De Novo. 

b. Séquençage De Novo 

Cette stratégie utilise les informations des spectres de fragmentation (spectre MS/MS) qui 

permettent de reconstituer une partie de la séquence du peptide analysé (« tag ») [94]. Lors de 

la fragmentation de l’ion précurseur, plusieurs fragments différents sont obtenus et détectés par 

le spectromètre de masse. La différence de masse entre deux pics monoisotopiques consécutifs 

correspond à la masse d’un acide aminé, ce qui permet de reconstituer la séquence du peptide 

(Figure 16). 
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Figure 16 : Schématisation du spectre MS/MS obtenu pour les fragments issus du peptide GLSVPK (A) et 
nomenclature de fragmentation de Biemann appliquée à ce peptide (B). 

Cette méthode nécessite des spectres MS/MS de bonne qualité, c’est-à-dire aillant 

suffisamment de pics de fragmentation et dont le rapport signal/bruit est important. Le logiciel 

Recover permet de ne conserver que les spectres répondant à ces exigences [95]. Il permet de 

filtrer les spectres selon le nombre de pics utiles (UPN – Useful Peak Number), ce qui correspond 

au nombre de pics dépassant un seuil d’intensité (E). Ce seuil est un multiple de l’intensité du 

bruit de fond qui correspond à la médiane des intensités de tous les pics du spectre MS/MS. Il est 

également possible d’éliminer les spectres déjà assignés par la recherche classique, ce qui permet 

de limiter l’espace de recherche. 

Etant donné la complexité des spectres, plusieurs séquences tags peuvent correspondre 

à un même spectre MS/MS. Le logiciel PepNovo [96] permet, via des scores, de filtrer les résultats 

obtenus afin de conserver le tag le plus probable. 
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La dernière étape de cette stratégie d’identification est de comparer les séquences tags 

obtenues avec les séquences protéiques d’une banque de données. Contrairement à l’approche 

d’identification par empreinte de fragments peptidiques, la comparaison est faite sur la base des 

séquences peptidiques, grâce au logiciel MS BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) [97]. Cette 

recherche est permissive aux erreurs de masse puisque les séquences peptidiques peuvent être 

légèrement différentes entre l’espèce étudiée et l’espèce phylogénétiquement proche 

sélectionnée. En effet, l’évolution engendre parfois des mutations. Le logiciel MS BLAST est donc 

utilisé pour rechercher des séquences similaires mais pas forcément identiques. 
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 Stratégies de quantification des protéines 

En protéomique, il est possible de mettre en place des stratégies de quantification des 

protéines selon la problématique posée (Figure 17). 

 

Figure 17 : Stratégies quantitatives en protéomique 

a. Stratégie de quantification globale 

Ce type de stratégie est appliquée dans le cas d’études exploratoires, où aucun a priori 

n’est posé avant l’analyse protéomique. Elle permet de quantifier plusieurs centaines, voire 

plusieurs milliers de protéines, simultanément. La mesure quantitative n’est pas une mesure 

absolue mais une mesure relative entre les différentes conditions comparées. Ces données 

permettent de mettre en évidence des régulations en abondance protéiques, aboutissant à des 

hypothèses sur les adaptations mises en place entre les conditions. Généralement les résultats 

sont validés par des mesures complémentaires comme des Western-Blot, des dosages 

enzymatiques ou chimiques, des tests fonctionnels… 
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Il est possible de réaliser ce type de quantification avec ou sans marquage. 

Quantification globale avec marquage 

Les protéines ou les peptides sont marqués, grâce à des isotopes stables, avant ou après 

l’étape d’extraction des protéines. Certaines de ces méthodes sont compatibles avec un 

multiplexage si les différents échantillons sont marqués avec différents isotopes stables. Bien que 

les isotopes soient différents, les propriétés physicochimiques des peptides sont comparables 

(temps de rétention, efficacité d’ionisation et fragmentation), mais ont des masses différentes 

selon l’isotope incorporé.  

Plusieurs stratégies de marquage se différencient en fonction du type de marquage et de 

l’étape à laquelle il est réalisé, comme présenté succinctement ci-dessous : 

 Le marquage métabolique : le plus représentatif est le marquage SILAC (Stable Isotope 

Labeling by Amino Acids in Cell culture) [98]. Il consiste à marquer les protéines dès l’étape 

de la culture cellulaire, en ajoutant un acide aminé marqué avec un isotope stable 

différent pour chaque condition. De cette manière, les protéines nouvellement 

synthétisées sont porteuses de ce marquage. Tous les extraits protéiques sont mélangés 

en équiquantité avant de poursuivre la préparation d’échantillon pour l’analyse en 

spectrométrie de masse. Cette méthode n’est compatible qu’avec des cultures cellulaires 

et le nombre d’échantillons par comparaison est limité à 3 : un échantillon sans 

incorporation de marquage et deux échantillons marqués avec l’arginine (13C6-15N4) et 
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la lysine (13C6-15N2), respectivement [99]. L’incorporation précoce du marquage est un 

atout pour limiter les biais techniques. 

Le marquage chimique : cette méthode est basée sur la modification chimique de groupes 

réactifs des peptides par des isotopes stables. Plusieurs méthodes existent : ICAT (Isotope Coded 

Affinity Tag), TMT (Tandem Mass Tags) … Parmi ces méthodes il y a également le marquage 

chimique en gel 2D-DIGE (Figure 18). Les extraits protéiques à comparer sont marqués à la cyanine 

5 et à la cyanine 3, permettant un multiplexage [100]. La cyanine 2 est ajoutée à un échantillon 

référence constitué de quantités équivalentes de tous les échantillons. Cet échantillon de 

référence est déposé sur l’ensemble des gels. Lors du traitement des données de fluorescence, il 

permet le réalignement des différentes images et une normalisation des intensités de 

fluorescence entre tous les gels. Une mesure de fluorescence est faite pour chaque longueur 

d’onde des trois cyanines sur tous les gels et une mesure densitométrique est réalisée pour 

chaque spot protéique. Un test statistique détermine les spots protéiques différentiels, i.e. dont 

les intensités de fluorescence pour la cyanine 5 et la cyanine 3 sont statistiquement différentes. 

Toutes ces étapes d’alignement d’images et de mesure densitométrique sont réalisées par des 

logiciels de type SameSpot ou DeCyder [101] mais nécessitent un important travail manuel. Les 

spots protéiques différentiels sont ensuite excisés pour identifier les protéines en spectrométrie 

de masse. 
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Figure 18 :Schématisation de l’approche 2D-DIGE, Cy5 = cyanine 5 (bleu), Cy3 = cyanine 3 (rouge), Cy2 = 
cyanine 2 (jaune) 

Quantification globale sans marquage (méthode « label-free ») 

La quantification sans marquage (« label-free » [102]) est une technique où l’abondance des 

protéines est déduite de l’abondance des peptides trypsiques. Ces méthodes sont plus 

simplement réalisables que celles utilisant un marquage. Les échantillons sont analysés les uns 

après les autres sur le système et comparés pour obtenir des valeurs de quantification protéique 

relatives. L’avantage majeur d’une méthode sans marquage est le fait que le nombre 

d’échantillon analysable n’est pas limité contrairement à la méthode avec marquage. 

L’information quantitative peut être obtenue selon deux méthodes :  
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 Par extraction des courants d’ions (XIC) [103] : l’intensité du signal sur les spectres MS1 

est considérée comme représentative de l’abondance du peptide (Figure 19). 

L’information quantitative est obtenue par intégration de l’aire sous la courbe.  Les 

systèmes doivent être de haute résolution pour permettre de différencier les courants 

d’ions des peptides élués à des temps de rétention proches. De nombreuses solutions 

logicielles sont disponibles pour le traitement de données en mode d’acquisition DDA, ces 

travaux ont été réalisés avec le logiciel MaxQuant. 

 

Figure 19 : Représentation schématique de la méthode de quantification sans marquage par XIC. 

MaxQuant est un logiciel utilisant les données brutes pour aboutir à l’identification 

et à la quantification des protéines et des peptides.  Dans un premier temps, l’algorithme 

Andromeda [88] identifie les peptides par stratégie d’empreintes de fragments 

peptidiques après avoir aligné les temps de rétention et les rapports m/z entre les 

différentes analyses. La quantification est ensuite réalisée par l’algorithme LFQ (Label-Free 

Quantification). Il est possible de prendre en compte un préfractionnement de 
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l’échantillon. Les signaux des peptides provenant d’une même protéine et répartis sur 

plusieurs fractions sont alors « regroupés » pour obtenir une quantification de la protéine 

sur l’ensemble des fractions analysées. L’utilisation des informations MS pour la 

quantification permet de dépasser la limitation de sous-échantillonnage rencontrée avec 

la méthode de comptage de spectres (voir ci-dessous). Lorsqu’un peptide est identifié, à 

un temps de rétention et un rapport m/z donné, il est possible de reporter cette 

information dans les autres analyses même si ce pic n’a pas été sélectionné pour être 

analysé en MS/MS. Il s’agit de l’option « Match between runs » [104]. 

 Par comptage des spectres : cette méthode repose sur l’hypothèse que plus un peptide 

est abondant, plus il est sélectionné pour l’étape de fragmentation et plus il y a de spectres 

MS/MS [105]. C’est la raison pour laquelle cette méthode est également appelée 

« quantification MS2 ». Le nombre de spectres MS2 obtenus est donc représentatif de la 

quantité du peptide, et donc de la protéine dont il est issu. Cependant, les protéines ayant 

de longues séquences génèrent un plus grand nombre de peptides et donc un plus grand 

nombre de spectres. Pour tenir compte de ce paramètre, un indice est calculé pour chaque 

protéine : le NSAF (Normalized Spectral Abundance Factor). Il correspond au rapport du 

nombre de spectres acquis (SpC) en fonction de la taille de la protéine (L), le tout divisé 

par la somme des SpC/L de toutes les protéines. Ainsi il est possible de comparer 

l’ensemble des protéines de l’échantillon et pas seulement une même protéine entre 

toutes les analyses. Cette méthode nécessite un temps d’exclusion dynamique réduit afin 

que les peptides soient suffisamment sélectionnés pour détecter des différences 

significatives. Une des limitations majeures est le phénomène de sous-échantillonnage : 
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les peptides peu intenses ne sont pas systématiquement sélectionnés dans toutes les 

analyses, malgré leur présence dans l’échantillon. A tort, il serait conclu que le peptide, et 

dans certains cas la protéine, est absent de l’échantillon. 

Dans le cas d’approches quantitatives sans marquage, le nombre d’échantillons analysables 

peut être important ce qui implique la nécessité d’avoir des systèmes LC-MS/MS robustes au 

cours du temps. La mise en place de « contrôles qualité » est indispensable pour s’assurer de la 

stabilité du système chromatographique et du spectromètre de masse. Au cours de ces travaux, 

deux méthodes ont été utilisées :  

- Les peptides iRT (indexed Retention Time) : les temps de rétention de ces peptides, ainsi 

que leurs intensités, sont suivis tout au long des analyses. Il est possible de sélectionner 

des peptides endogènes [106] ou d’utiliser 11 peptides synthétiques ajoutés en même 

quantité dans tous les échantillons. 

- L’analyse récurrente d’un échantillon de référence : des quantités équivalentes de tous 

les échantillons sont mélangées pour former un échantillon « pool » qui est préparé 

comme les échantillons. Cet échantillon de référence est analysé régulièrement, tout au 

long du temps des analyses des échantillons. Les variations de temps de rétention des 

peptides et d’intensité sont calculées afin de suivre la stabilité du système.  

b. Stratégie de quantification ciblée 

La plus représentative des méthodes de quantification ciblée est la méthode SRM. Il s’agit 

de l’analyse exclusive d’une combinaison de peptides donnés. La précision et la force de cette 

technique reposent sur l’utilisation de standards internes qui sont des peptides marqués avec des 
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isotopes stables. Théoriquement, ces peptides ont des temps de rétentions et des efficacités 

d’ionisation identiques aux peptides endogènes ciblés. Pour les peptides standard, l’intensité du 

signal MS obtenue est représentative de la quantité de ces peptides. Pour les peptides 

endogènes, l’intensité du signal est comparée à celles des peptides standards pour en déduire la 

quantité initialement présente dans l’échantillon.  

Cette approche quantitative est réalisée grâce au logiciel Skyline [107]. Dans un premier 

temps, les peptides et protéines sont identifiés par une approche classique pour constituer la 

librairie spectrale. Elle contient les séquences des peptides identifiés, leurs temps de rétention et 

leurs masses. L’utilisateur fournit ensuite la liste des séquences peptidiques à chercher et Skyline 

recherche ces séquences dans la librairie et extrait le courant d’ions à la masse de ces peptides à 

partir des données brutes. Un « idot product » est calculé (valeur comprise entre 0 et 1), et plus 

cet indice est élevé, plus la distribution isotopique expérimentale est proche de la distribution 

théorique prédite par le logiciel.  Chaque intégration est vérifiable et ajustable manuellement. 

Indépendamment de la méthode de quantification choisie, toutes les valeurs quantitatives 

obtenues sont généralement utilisées pour des calculs statistiques pour mettre en évidence les 

protéines différentiellement abondantes entre les conditions comparées.  
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Contexte et problématique biologique 
 Contexte : l’atrophie musculaire, une atteinte à la santé difficile à combattre 

L’inactivité physique, associée à une mauvaise alimentation, est aujourd’hui la quatrième 

cause de mortalité dans le monde [108]. Puisque les muscles représentent environ 40% de la 

masse corporelle chez l’homme, et sont essentiels au maintien de la santé (e.g. locomotion, 

production de chaleur, métabolisme), leur atrophie est une des conséquences les plus délétères 

de l’inactivité physique. L’atrophie musculaire est caractérisée par la perte de masse, de force et 

de mobilité musculaire. Elle est observée en situation de microgravité [109], d’immobilisation 

prolongée [110], lors du vieillissement [111] ou en association avec certaines maladies comme le 

cancer [112] ou le SIDA (Syndrome d’ImmunoDéficience Acquise) [113]. La connaissance sur les 

mécanismes cellulaires et moléculaires sous-jacents de l’atrophie musculaire est en continuelle 

progression grâce à des études menées sur des modèles humains ou murins d’atrophie 

musculaire [114]. Cependant, nous ne disposons toujours pas de thérapie efficace (que ce soit 

sous la forme de programmes nutritionnels, d’exercices physiques, ou en faisant appel à des 

traitements médicamenteux) pour sa prévention et son traitement. 

Parmi les « symptômes » déclenchés par des voyages spatiaux, on retrouve l’atrophie 

musculaire [109], la perte de masse et de densité osseuse [115-120], des dérèglements du 

système neurophysiologique (connu sous le nom de « mal de l’espace » [121, 122]) et la 

redistribution des fluides préférentiellement dans la partie supérieure du corps [123, 124]. La 

perte musculaire et osseuse est induite par un manque de charge sur la structure musculo-

squelettique [116, 119, 125, 126]. L’atrophie musculaire touche essentiellement les muscles 
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posturaux [127, 128] et les membres inférieurs [129]. Il a été démontré que la balance protéique 

musculaire était déséquilibrée avec notamment une diminution de la synthèse protéique [126]. 

Cela pourrait participer à la perte de masse musculaire de 10 à 20% observée lors de courts 

voyages spatiaux et pouvant atteindre plus de 50% pour de plus longs vols et sans mise en place 

de contremesures [115]. Dans de telles conditions, la santé des astronautes se détériore de 

manière importante et limite la durée des vols. 

 Contremesures actuelles pour lutter contre l’atrophie musculaire induite par 

microgravité 

Pour limiter la perte musculaire, des contremesures sont mises en place comme des 

programmes nutritionnels, des exercices physiques ou encore une modification de 

l’environnement en créant une gravité artificielle [130]. Une complémentation en antioxydants a 

déjà démontré une efficacité à stimuler la synthèse protéique et donc à préserver la masse 

musculaire de rats suspendus [131]. De plus, une alimentation complémentée en protéines [132, 

133] ou en acides aminés [134] est notamment utilisée pour prévenir la sarcopénie (i.e. atrophie 

musculaire due au vieillissement). L’efficacité de ces programmes nutritionnels pour limiter la 

perte musculaire reste partielle. Des études supplémentaires sont donc nécessaires pour, par 

exemple, déterminer le type de protéines/acides aminés à ingérer ainsi que la quantité et la durée 

de la supplémentation. Les programmes d’exercices physiques proposés aux astronautes [135], 

qu’ils soient aérobiques ou résistifs, ont déjà démontré une efficacité partielle limitant la perte 

musculaire induite par microgravité [136]. Cependant, il reste à déterminer la nature, la durée et 

la fréquence des différents exercices physiques permettant la meilleure protection possible 

contre l’atrophie musculaire. Enfin la création d’une gravité artificielle (force centrifuge de 0.5 à 
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1g) semble efficace pour prévenir l’atrophie musculaire [137, 138]. Néanmoins, il est encore 

nécessaire de déterminer la durée sur laquelle les astronautes seraient soumis à la gravité 

artificielle pour maximiser la préservation musculaire. 

Pour conclure, de nombreuses contremesures ont été envisagées, testées et ont montré 

des résultats prometteurs pour limiter le développement de l’atrophie musculaire en situation de 

microgravité. Cependant, des études supplémentaires sont encore nécessaires pour établir des 

protocoles et aboutir à une plus grande efficacité [130]. Pour aller plus loin, s’inspirer 

d’organismes ayant les capacités naturelles de lutter contre l’atrophie musculaire dans des 

conditions pourtant favorables à son développement pourrait permettre de découvrir des 

solutions thérapeutiques ou préventives innovantes. C’est notamment le cas des animaux 

hibernants. 

 Problématique : L’hibernation, un modèle de choix pour identifier des mécanismes 

anti-atrophie 

L’hibernation est une stratégie adaptative adoptée par de nombreuses espèces pour 

survivre aux conditions hivernales difficiles, i.e. la baisse importante des températures et la 

diminution de la disponibilité en ressources alimentaires [139, 140]. Durant cette période de 

plusieurs mois, les organismes présentent une dépression métabolique importantes (jusqu’à 2-

4% du taux métabolique basal en période active), combinée à une diminution de la température 

corporelle (seulement 2 à 10°C) et à une réduction du rythme cardiaque et respiratoire [139]. De 

plus, les mammifères hibernants sont immobilisés sur de longues périodes, sans manger, pouvant 
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être entrecoupées de phase de réveil [141]. Toutes ces caractéristiques permettent aux 

hibernants d’économiser de l’énergie.  

L’ours hibernant fait figure d’exception. En effet, lors de son hibernation de 5 à 7 mois, il 

ne présente aucune phase de réveil. De plus, sa température corporelle est proche de celle de la 

période estivale avec une réduction de seulement 2 à 5°C [142]. Par ailleurs, le taux métabolique 

est réduit de 75% [143]. Malgré des conditions extrêmes d’immobilisation et de jeûne prolongé, 

l’ours brun hibernant a la capacité unique de préserver sa masse [144] et sa force musculaire 

[145]. Il représente donc un modèle de choix pour étudier les mécanismes permettant de lutter 

contre l’atrophie musculaire. A ce jour, les mécanismes sous-jacents de l’épargne protéique 

musculaire chez l’ours ne sont toujours pas compris.  

 Projet de thèse  

Nous avons décidé d’explorer plusieurs mécanismes susceptibles de participer à la 

préservation musculaire de l’ours brun, ce qui pourrait aboutir, sur le long terme, à une 

transposition éventuelle à l’homme :  

 Durant l’hibernation, à l’échelle de l’organisme entier, il est connu que les substrats 

énergétiques préférentiels sont les lipides, au détriment du glucose. Nous avons 

donc choisi de nous focaliser sur le métabolisme des substrats énergétiques dans le 

muscle de l’ours brun hibernant, afin de mettre en évidence les adaptations 

énergétiques à l’hibernation spécifiques du muscle. 

 L’équilibre de la balance protéique (i.e. équilibre entre synthèse et dégradation 

protéique) est maintenu dans le muscle durant l’hibernation. En effet, il a été 
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démontré que la synthèse et la dégradation des protéines musculaires étaient 

fortement diminuées pendant l’hibernation de l’ours brun [146]. Nous avons donc 

fait le choix d’explorer également ce mécanisme sur des échantillons musculaires 

d’ours bruns. 

 Le stress oxydant est connu pour induire des dommages sur les protéines 

musculaires, pouvant ainsi conduire à la dégradation de ces dernières. Une 

limitation du stress oxydant pourrait en effet être l’un des mécanismes participant 

à la préservation des protéines musculaires en période d’hibernation. Nous avons 

donc choisi d’examiner également la régulation du stress oxydant dans le muscle 

squelettique de l’ours brun. 

 Durant l’hibernation, la dépression métabolique impacte également le système 

nerveux central (SNC) [147]. Par ailleurs, il a déjà été démontré que l’hibernation 

était caractérisée par une neuroprotection du SNC, avec par exemple une limitation 

des dommages cérébraux chez des écureuils [148]. Le liquide cérébro-spinal (LCS) 

est directement en contact avec le système nerveux central et sa composition 

protéique est à 80% similaire à la composition sanguine [149, 150]. Caractériser le 

LCS chez l’ours brun hibernant vs l’ours actif pourrait mettre en évidence des 

régulations impliquées dans la neuroprotection ou le métabolisme énergétique. De 

plus, étant donné la similarité de la composition protéique avec le système sanguin, 

cela permettrait d’identifier une partie des protéines sériques. 

 En 2012, une équipe a étudié l’implication du système nerveux central dans la 

préservation musculaire chez l’ours brun hibernant. Il a été observé qu’après 
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dénervation (i.e. condition atrophiante), la perte musculaire observée chez l’ours 

brun hibernant était moins importante, comparé à la condition active [REF – Lin 

2012]. Le système nerveux central ne semble donc pas impliqué au premier plan, 

et l’hypothèse de l’existence de composés circulants participant à la protection 

musculaire peut être proposée. Nous avons choisi d’étudier la composition du 

sérum de l’ours brun hibernant, et ce sur différents plans :  

 Les hormones sont des molécules circulantes pouvant agir sur la synthèse 

et la dégradation des protéines, et donc indirectement sur l’intégrité 

musculaire [151]. Par exemple, les glucocorticoïdes (comme le cortisol) 

stimulent la dégradation des protéines musculaires, tandis que les 

hormones comme la ghréline, IGF-1 (Insuline-like Growth Factor-1) et 

l’adiponectine stimule la synthèse. Notre intérêt s’est donc porté sur le 

niveau d’hormones circulantes chez l’ours brun hibernant. 

 Dans le système circulant, il existe également des vésicules extracellulaires 

(comme les exosomes) constituées de lipides, d’acides nucléiques et de 

protéines [152]. Elles sont produites par invagination de la membrane 

cellulaire et leur composition, dont le cargo protéique, est donc 

représentatif de la cellule. Ainsi, caractériser le cargo protéique de 

vésicules extracellulaires, provenant du sérum d’ours hibernant, 

permettrait de mieux appréhender les régulations physiologiques de l’ours 

brun. 
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Afin d’explorer ces mécanismes, nous avons développé des stratégies de protéomique 

quantitative par spectrométrie de masse. Pour explorer le protéome de manière approfondie, 

nous avons mis en place des stratégies quantitatives complémentaires (SDS PaGE-XIC et 2D-DIGE-

MS). Nous avons également développé un protocole d’enrichissement en phosphopeptides pour 

une analyse phosphoprotéomique ainsi qu’une méthode SRM (Single Reaction Monitoring) pour 

doser l’adiponectine circulante. En parallèle, des approches d’indentification par spectrométrie 

de masse ont été mises en place pour l’étude du LCS et d’exosomes sériques. Enfin, la recherche 

des composés actifs dans le sérum d’ours hibernant a été débuté par l’analyse des régulations du 

protéome de myotubes humains traités avec des sera complémenté en molécules candidates 

comme le beta-hydroxybutyrate. Dans un même temps, différents protocoles ont été optimisés 

afin de digérer, fractionner ou dépléter le sérum d’ours brun. 

L’ensemble des stratégies développées, ainsi que les résultats obtenus sont présentés 

dans la partie « Résultats » de ce manuscrit. 
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Etienne, France) 

 Dr Jérémy Terrien (Museum National d’Histoire Naturelle, CNRS, Brunoy, France)



‖ Partie 2 – Chapitre 1 : Développements bioinformatiques pour l’étude d’espèces « exotiques » 
par spectrométrie de masse 

62 
 

Chapitre 1 - Développements bioinformatiques pour l’étude 
d’espèces « exotiques » par spectrométrie de masse 

Les développements présentés dans ce chapitre ont été réalisés en collaboration avec l’équipe 

bioinformatique du laboratoire (Dr P. Guterl et A. Burel), ainsi que les informaticiens en charge de 

la base de données neXtProt. 

Après une analyse de protéomique quantitative globale par LC-MS/MS ou 2D-DIGE-MS, la 

quantité de données produites est très importante ce qui peut rendre difficile l’interprétation 

biologique. Pour dépasser cette difficulté et accélérer cette étape, nous avons développé des 

solutions logicielles nous permettant (i) de trouver la protéine humaine homologue d’une 

protéine d’une espèce « exotique », (ii) de mettre en évidence les fonctions biologiques dans 

lesquelles sont impliquées les protéines différentiellement exprimées entre deux conditions, (iii) 

de visualiser les variations d’abondance protéique sur les cartes du métabolisme et des voies de 

signalisation de la base de données KEGG et (iv) de déterminer l’origine tissulaire des protéines 

identifiées. Par ailleurs, identifier les protéines à partir de données MS/MS est dépendant de la 

qualité de la banque de données de séquences protéiques utilisée. Pour l’analyse d’échantillons 

d’espèces « exotiques », l’utilisation d’une banque « classique », issue par exemple de la base de 

données UniProtKB [153], n’est souvent pas réalisable car elle ne contient pas ou trop 

d’informations. Pour l’étude par spectrométrie de masse de la physiologie de l’ours brun, nous 

proposons une alternative consistant à créer une banque de données protéiques à partir de 

données d’assemblage du génome contenues dans la banque de données RefSeq [92]. 
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 Trouver la protéine humaine homologue d’une protéine d’une espèce « exotique » 

Afin d’interpréter les rôles biologiques des protéines identifiées à partir de données de 

spectrométrie de masse, les annotations fonctionnelles de la base de données Gene Ontology 

sont généralement utilisées. Dans le cas d’une espèce « exotique », c’est-à-dire dont le génome 

n’est pas séquencé ou pour laquelle il n’existe pas ou peu d’annotations fonctionnelles, cette 

étape n’est pas réalisable. En effet, bien que la base de données Gene Ontology soit documentée 

pour 4.467 espèces, seulement 6 espèces de mammifères sont renseignées avec plus de 14.000 

produits de gènes annotés. Afin de palier à cette difficulté, les annotations de protéines 

homologues, généralement homo sapiens sapiens, sont utilisées. Les protéines homologues sont 

des protéines dont les séquences sont très similaires puisqu’elles sont les produits de gènes 

provenant d’un gène ancestral commun [154]. Pour déterminer la séquence protéique 

homologue humaine (données théoriques) correspondant à la séquence d’une protéine de 

l’espèce « exotique » (données expérimentales), l’algorithme FASTA (EMBL-EBI) est requis [155]. 

Une séquence protéique, de l’espèce exotique, est alignée avec plusieurs protéines de la banque 

de données et chaque comparaison est caractérisée par un score, un pourcentage de similarité 

et d’identité. Seule la correspondance ayant le score le plus élevé est considérée comme protéine 

homologue. 

Au laboratoire, nous avons implémenté l’utilisation de l’algorithme FASTA v36 [156, 157] sur 

une plateforme Galaxy [158]. La recherche de protéines homologues, à partir d’une large liste de 

protéines, peut ainsi être réalisée dans une banque de données protéiques restreinte à une 

taxonomie choisie (pourvues d’annotations fonctionnelles dans la base de données Gene 

Ontology pour la majorité des protéines) ou dans un fichier fasta fourni par l’utilisateur. Les 
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annotations fonctionnelles des protéines homologues identifiées seront ensuite recherchées 

pour poursuivre le traitement bioinformatique des données. 

 Extractions des annotations fonctionnelles de la base de données Gene Ontology 

pour une liste de protéines 

Pour décrire un système biologique de manière structurée, un vocabulaire contrôlé a été 

établi depuis quelques années par le consortium Gene Ontology (GO) [159] avec 3 types 

d’annotations fonctionnelles des protéines : la fonction moléculaire de la protéine (FM), le 

processus biologique (PB) dans lequel la protéine est impliquée et sa localisation subcellulaire 

(CC) [160]. Ces annotations regroupent un ensemble de termes diversifiés qui définissent plus 

précisément les rôles biologiques des protéines étudiées. Ces termes GO sont régulièrement 

revus manuellement par des bioinformaticiens du consortium GO, afin de limiter la redondance, 

de changer les relations entre les termes et d’ajouter ou de supprimer des termes pour une 

protéine donnée [161]. L’utilisation de cette banque de données permet donc de décrire de 

manière simple et structurée un modèle biologique.  

Afin de définir les rôles biologiques et les fonctions dans lesquelles les protéines 

identifiées sont impliquées, nous avons établi un algorithme capable d’extraire les termes GO de 

la base de données Gene Ontology à partir d’une longue liste de protéines. Cet algorithme a été 

implémenté dans la suite logicielle MSDA [95] et sur notre plateforme Galaxy. Ces informations 

peuvent ensuite être analysées de manière statistique avec un calcul d’enrichissement en 

annotations fonctionnelles.  
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 Calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles 

Pour mettre en évidence les fonctions biologiques les plus représentées par une liste de 

protéines données (par exemple un ensemble de protéines différentiellement exprimées), les 

annotations fonctionnelles sont tout d’abord extraites (voir page 64). La fréquence de 

l’occurrence d’une fonction biologique donnée dans le jeu de données est comparée à la 

fréquence d’occurrence de cette même fonction dans la banque de données regroupant 

l’ensemble des annotations fonctionnelles connues pour l’espèce considérée. Nous utilisons pour 

cela les algorithmes du site David (https://david.ncifcrf.gov/). Or, jusqu’à il y a peu, ces calculs 

étaient effectués en ligne sans mise à jour de la base de données d’annotations fonctionnelles. 

C’est une limitation que nous avons dépassée en utilisant l’algorithme EASE David [162] (version 

des algorithmes du site David fonctionnant en local), et en générant à la demande une banque 

de données GO mise à jour. La fréquence d’occurrence d’une annotation fonctionnelle entre les 

données expérimentales et les données théoriques est statistiquement évaluée par un test de 

Fisher (teste l’égalité des variances) et un test de Benjamini-Hochberg (augmente les p-values en 

fonction du nombre de p-values et du taux de p-values non-significatives). Grâce à cela, un score 

est attribué à chaque annotation fonctionnelle. Par la suite, nous calculons un facteur 

d’enrichissement (FE) pour chaque annotation fonctionnelle : 
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Les tests statistiques et le facteur d’enrichissement (FE) sont représentatifs de l’importance 

avec laquelle une fonction biologique donnée est statistiquement très représentée pour une liste 

de protéines données. S’il s’agit de protéines différentiellement exprimées, cela révèle les 

fonctions les plus régulées entre les conditions comparées.  

 Visualisation des régulations d’abondance des protéines sur les cartes du 

métabolisme et des voies de signalisation de la banque de données KEGG  

Pour interpréter le rôle d’une protéine dans une voie métabolique et/ou une cascade de 

signalisation, il est possible de localiser cette protéine sur les cartes du métabolisme et des voies 

de signalisation de la base de données KEGG [163]. Pour cela, nous avons reproduit certains 

algorithmes, disponibles sur le site de la base de données KEGG (https://www.genome.jp/kegg), 

en les implémentant sur notre plateforme Galaxy. La procédure en 3 étapes est la suivante : (i) 

identification des cartes de la base de données KEGG sur lesquelles des protéines sont identifiées, 

(ii) récupération des cartes d’intérêt et (iii) visualisation des protéines sur les cartes isolées (Figure 

20) (avec un code couleur reflétant la différence statistique et le facteur de changement 

d’abondance de la protéine [FC]).  
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Figure 20 : visualisation des abondances de la liste de protéines données selon la p-value et le facteur de 
changement d’abondance de la protéine (FC) selon un code couleur jaune, bleu, vert ou rouge. La 
signification de chaque code couleur est détaillée dans la partie gauche de la figure et un exemple de 
visualisation est présentée en partie droite. 

Sur notre plateforme Galaxy, l’utilisateur indique les seuils à prendre en compte pour la p-

value, le FC ou les deux. Il est également possible de réaliser une simple localisation sans prendre 

en compte la p-value ou le FC. Ce type de visualisation permet d’appréhender de manière précise 

et simple les régulations biologiques mises en place entre les différentes conditions. Cet 

algorithme a été utilisé sur un grand nombre des projets présentés dans cette thèse. 
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 Extraction des localisations tissulaires des protéines documentées sur la base de 

données neXtProt 

NeXtProt est une base de données du SIB (Swiss Institute of Bioinformatics) regroupant de 

nombreuses annotations fonctionnelles des protéines humaines [164]. Ces annotations sont 

issues notamment des banques de données UniProtKB/SwissProt, Peptide Atlas [165] et Human 

Protein Atlas [166], et sont manuellement vérifiées et catégorisées selon la qualité de 

l’information. Les protéines dont les informations sont de très bonne qualité sont annotées 

« Gold », et celles de moins bonne qualité sont annotées « Silver ». Les protéines classées dans la 

catégorie « Bronze » ne présentent pas une qualité d’information suffisante pour être ajoutées à 

la base de données neXtProt [164]. Parmi les informations contenues dans cette base de données, 

les localisations tissulaires des protéines et des ARNm sont disponibles. Nous avons pu bénéficier 

de ces informations dans le cadre d’un projet visant à explorer les effets d’un voyage spatial de 

30 jours sur le fémur de souris mâles C57BL/6. Lors des voyages spatiaux, les organismes des 

astronautes sont atteints de pertes osseuses, de pertes musculaires, de dérégulations 

métaboliques et de dérégulations du système immunitaire [123]. Afin de mieux appréhender les 

effets des voyages spatiaux sur le système immunitaire humoral, et plus précisément le 

développement des lymphocytes B, les protéomes de fémurs de souris ont été comparés entre 

trois groupes : (i) après 30 jours de voyage spatial (groupe de vol), ou (ii) après 30 jours de voyage 

spatial suivis d’une semaine de récupération sur Terre (groupe de récupération), ou (iii) resté sur 

Terre (groupe contrôle). Par spectrométrie de masse, 3254 protéines ont été identifiées dont 

3063 ont été quantifiées de manière robuste. Or les fémurs de souris contenaient encore la 

moelle osseuse. Nous avons donc voulu déterminer l’origine des protéines, à savoir si elles 
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provenaient de l’os ou de la moelle osseuse. Pour cela nous avons bénéficié de l’aide de l’équipe 

bioinformatique de neXtProt afin de développer un algorithme capable d’extraire la liste des 

protéines et ARNm connus pour être exprimés dans chacun de ces tissus, facilitant ainsi 

l’interprétation biologique de nos résultats. L’algorithme développé est aujourd’hui implémenté 

sur notre plateforme Galaxy. 

Les localisations tissulaires ont été extraites, de la base de données neXtProt, pour près de 

79% des protéines quantifiées (soit 2425 protéines), dont 2331 provenaient de la moelle osseuse, 

et 94 de l’os exclusivement (Figure 21).  

 

Figure 21 : localisations tissulaires (moelle osseuse et os, ou os seulement) obtenues pour 79% des protéines 
quantifiées après analyse LC-MSMS de fémurs de souris. 

Parmi les protéines quantifiées, un certain nombre de protéines étaient différentielles entre 

les groupes dont des protéines impliquées dans le développement des cellules immunitaires. Les 

variations d’abondance protéique entre le groupe de récupération et les deux autres groupes 
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(groupe contrôle et groupe de vol) étaient en accord avec une diminution du développement des 

cellules immunitaires après une semaine de récupération sur Terre. Ces résultats ont été 

confirmés par une réduction du nombre de ces cellules dans la rate (-41%) et dans la moelle 

osseuse (-61%). Cependant, cela ne semble pas être dû à un phénomène d’apoptose cellulaire 

puisque les facteurs d’apoptose identifiés n’étaient pas plus exprimés dans le groupe de 

récupération. Après un voyage spatial de 30 jours suivis d’une semaine de récupération sur Terre, 

le développement des cellules immunitaires B est donc perturbé. Il sera intéressant d’évaluer le 

temps nécessaire pour limiter les risques d’infections des astronautes après leur retour sur Terre. 

Par ailleurs, les abondances des peptides des immunoglobulines étaient plus importantes 

dans le groupe de vol comparé au groupe contrôle et au groupe de récupération, suggérant la 

mise en place d’une réponse immunitaire liée à une infection contractée par les souris durant le 

vol. La réponse immunitaire innée n’est donc pas réprimée lors des vols spatiaux. De plus, le 

niveau d’expression de la protéine C5 (médiateur majeur de la réponse inflammatoire) était 

moins important dans les groupes de vol et de récupération, comparés au groupe contrôle, 

démontrant que les vols spatiaux impactent de manière négative la réponse inflammatoire, et ce 

même après une semaine de récupération sur Terre. Enfin, les niveaux d’expression de protéines 

impliquées dans des processus de synthèse des protéines étaient significativement diminués dans 

les groupes de vol et de récupération, comparés au groupe contrôle, démontrant que la synthèse 

des protéines osseuses est réduite durant les vols spatiaux et qu’une récupération d’une semaine 

n’est pas suffisante pour restaurer cette fonction.  
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L’ensemble de ces résultats a été valorisé dans une publication en 2018 présentée en annexe 

[167], en collaboration avec le Centre National d’Etude Spatial (CNES), Jean-Pol Frippiat 

(Université de Lorraine) et Laurence Vico (Université de St Etienne). 

 Identification des protéines en utilisant une banque de données protéiques issue 

de données d’assemblages du génome (RefSeq) : application à l’étude d’une 

espèce non-séquencée 

Pour les espèces séquencées, les identifications sont réalisées par comparaison des données 

expérimentales (spectres MS et MS/MS) avec une banque de données de séquences protéiques 

classiquement constituée à partir de la base de données UniProtKB/SwissProt (voir page 41). Dans 

le cas d’une espèce non-séquencée, les bases de données « classiques » peuvent être utilisées 

mais ne contiennent généralement qu’un très faible nombre de séquences protéiques. Par 

exemple, pour l’ours brun (Taxonomie 9644, URSAR) seulement 7 protéines sont renseignées 

dans la base de données SwissProt, ce qui est clairement insuffisant pour produire une banque 

de données. En comparaison, les protéomes de l’homme (Taxonomie 9606, HUMAN) ou de la 

souris (Taxonomie 10090, MOUSE) comptent respectivement 20.432 et 17.026 séquences 

protéiques dans la base de données SwissProt. Pour interpréter les informations obtenues par 

spectrométrie de masse lors de l’analyse d’échantillons d’une espèce « exotique », il est possible 

d’utiliser une banque contenant les séquences protéiques d’une espèce phylogénétiquement 

proche de l’espèce étudiée. La nouvelle solution que nous avons développée au laboratoire est 

de construire une banque de données de séquences protéiques à partir de données d’assemblage 

du génome issues de la base de données RefSeq (NCBI, https://www.ncbi.nlm.nih.gov/refseq/) 

[92]. Le génome de l’ours brun (Ursus arctos horribilis) a en effet été mis en ligne le 20 Septembre 
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2018. A partir de ces données, les séquences complètes des protéines sont prédites par des 

algorithmes. Des séquences partielles sont également ajoutées à partir de prédictions faites par 

des laboratoires, ou issues d’une prédiction automatique à partir d’une séquence de génome 

incomplète [168]. Les séquences partielles ajoutées sont souvent identiques aux séquences 

complètes prédites automatiquement ce qui entraine la présence d’une forte redondance dans 

le protéome issu de la base de données RefSeq. Nous avons mis en place (i) la génération d’une 

banque de données du protéome complet pour une taxonomie choisie à partir de la base de 

données RefSeq et (ii) la suppression de la redondance contenue dans cette banque de données. 

Ainsi nous obtenons une banque de données protéiques pour des espèces non représentées dans 

les banques « classiques » et ce en éliminant la redondance des séquences protéiques. 

Afin d’évaluer les apports de l’utilisation d’une banque de données protéiques issue de la base 

de données RefSeq, comparée à une banque de données « classique », les protéines identifiées 

après une analyse par spectrométrie de masse de muscle d’ours brun ont été comparées. Des 

extraits protéiques de muscle squelettique d’un ours brun hibernant (échantillon « hiver ») et 

d’un ours actif (échantillon « été »), après préfractionnement en 35 bandes protéiques sur gel 

SDS PaGE, ont été analysés par LC-MS/MS. Les identifications protéiques ont été réalisées en 

interrogeant une banque de données protéiques générée à partir de la base de données RefSeq 

(taxonomie : 116960, Ursus arctos horribilis, RefSeq, 33.139 entrées) et une banque de données 

générée à partir de la base de données Uniprot (taxonomie : 9632, Ursidae, SwissProt et TrEmbl, 

63.385 entrée).  
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90.5% des protéines identifiées dans l’échantillon « hiver » (Figure 22A) et 90.7% des 

protéines dans l’échantillon « été » (Figure 22B) ont été communément identifiées en utilisant la 

banque de données issue de RefSeq et la banque de données issue de UniProt, démontrant que 

le protéome identifié était très similaire entre l’utilisation de l’une ou de l’autre des banques de 

données.  

 

Figure 22 : Recouvrement entre les identifications protéiques obtenues en utilisant la banque UniProt (bleu) 
ou de la banque RefSeq (rose) pour les protéines identifiées sur les deux échantillons (A), sur l'échantillon 
hiver (B) ou l'échantillon été (C). 

Par ailleurs, le nombre de peptides identifiés par protéine pour l’utilisation des deux banques 

de données, RefSeq et Uniprot, a été comparé pour l’échantillon « hiver ». 1621 protéines ont été 

identifiées avec le même nombre de peptides, indépendamment de la banque utilisée. En 

revanche, 410 protéines ont été identifiées avec un plus grand nombre de peptides en utilisant la 

banque de données RefSeq et 374 protéines avec un plus grand nombre de peptides en utilisant 

la banque de données UniProt. Il est important de noter que la banque de données protéiques 

issue de RefSeq est une banque de données spécifique à l’espèce étudiée, contrairement à la 

banque de données issue de UniProt qui contient les séquences protéiques de plusieurs 
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taxonomies. Des séquences protéiques provenant de différentes espèces peuvent être très 

similaires, voire identiques. De ce fait, les protéines identifiées avec l’utilisation de la banque de 

données issue de UniProt sont plus susceptibles d’être identifiées avec un seul peptide unique. 

De plus, les identifications protéiques obtenues avec l’utilisation de la banque de données RefSeq 

peuvent alors être considérées comme plus représentatives du protéome de l’espèce étudiée et 

sera donc à privilégier à l’avenir.  

Enfin, dans une approche de protéomique quantitative, les protéines quantifiées avec 

seulement un peptide unique ne sont généralement pas conservées. En effet, la quantification 

d’une protéine basée sur l’intensité d’un seul peptide n’est pas suffisamment robuste pour 

représenter l’abondance de cette protéine. Or, 660 protéines ont été identifiées avec un seul 

peptide avec les deux bases de données, dont 91 protéines uniquement avec l’utilisation de la 

banque de données issue de RefSeq et 170 protéines uniquement avec l’utilisation de la banque 

de données issue de UniProt. Aux vues de ces résultats il semble que l’utilisation de la banque de 

données issue de RefSeq permette d’obtenir un moins grand nombre de protéines identifiées 

avec un seul peptide et sera à privilégier pour une analyse quantitative par spectrométrie de 

masse d’une espèce « exotique », comme l’ours brun. 

Notre algorithme a déjà été utilisé dans le cadre d’une étude des régulations d’abondance des 

protéines hépatiques de lémuriens (microcebus murinus) qui était le sujet de mon stage de 

Master. Ce projet a été réalisé en collaboration avec le Dr J. Terrien du Museum National 

d’Histoire Naturelle (UMR CNRS/MNHN 7179, Brunoy). 
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Chaque année, la saison hivernale du microcèbe peut être divisée en deux phases au cours 

desquelles la physiologie du lémurien évolue : durant la première phase (phase obésogène) le 

poids de l’animal augmente avec une insulinémie et une tolérance au glucose normales. Dans la 

seconde phase (phase diabétogène), l’animal perd du poids, une hyperinsulinémie et une 

intolérance au glucose se mettent en place, suggérant l’établissement d’un état insulino-résistant 

[169]. Cependant, sur le long terme, aucune pathologie ne se développe ce qui fait de ce lémurien 

un bon modèle d’obésité réversible. Le foie est un organe clef du métabolisme glucidique et une 

dérégulation du fonctionnement hépatique a été observé chez des personnes diabétiques [170]. 

Etant donné que le microcèbe ne développe pas de diabète malgré les dérégulations de la phase 

diabétogène, déterminer les adaptations hépatiques, mises en place entre les deux phases 

hivernales du microcèbe, pourrait ouvrir la voie à de nouvelles solutions thérapeutiques contre 

le diabète chez l’homme. Pour cela, une analyse de protéomique différentielle entre la phase 

diabétogène et la phase obésogène a été réalisée sur des extraits de protéines hépatiques. Etant 

donné l’absence de séquences protéiques dans les bases de données « classiques » (e.g. 15 

protéines dans la base de données SwissProt), les protéines ont été identifiées en utilisant une 

banque de données protéiques générée à partir de la base de données RefSeq grâce à l’algorithme 

présenté ci-dessus (taxonomie : 30608, 39.712 entrées, Janvier 2019). 4964 protéines ont été 

identifiées, dont 4522 protéines ont été quantifiées (avec plus d’un peptide unique). L’analyse 

bioinformatique des données est en cours de réalisation. 
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 Extraction des rôles biologiques des sites de phosphorylations sur les séquences 

des protéines de l’ours brun 

L’ajout d’un groupement phosphate (i.e. phosphorylation) sur la séquence d’une protéine 

peut réguler sa durée de demi-vie, sa localisation et son activité (voir page 16). La localisation des 

évènements de phosphorylations sur les protéines par spectrométrie de masse (i.e. 

phosphoprotéomique) permet donc de mieux caractériser les régulations du protéome.  

Cependant, il reste à déterminer si la phosphorylation identifiée sur un acide aminé donné, 

possède un rôle fonctionnel connu. Pour cela, il est possible de se référer aux informations 

contenues des bases de données comme HPRD [171] (https://www.hprd.org), PhosphoELM [172] 

(http://phospho.elm.eu.org), PHOSIDA [173] (http://www.phosida.de) ou PhosphoSite Plus [174] 

(https://www.phosphosite.org). Cette dernière a été créée en 2003 et les effets sur les 

conformations des protéines (e.g. pour l’hydrolase phénylalanine [175]) et sur les interactions 

protéine-protéine [176], par exemple, induits par une phosphorylation sont référencés. Les 

informations sont compilées à partir de publications et sont automatiquement comparées aux 

informations des bases de données protéiques comme UniProt ou RefSeq avant d’être vérifiées 

manuellement [174].  La base de données PhosphoSite Plus est renseignée pour 18 espèces 

(l’homme et la souris majoritairement), mais pas pour des espèces exotiques comme l’ours brun. 

De ce fait, pour interpréter les rôles biologiques des évènements de phosphorylations identifiés 

chez une espèce exotique comme l’ours brun, il est nécessaire d’utiliser (avec prudence) les 

informations de la base de données PhosphoSite Plus renseignées pour l’homme. Nous sommes 

en train de développer une procédure fonctionnant en 4 étapes (Figure 23) : (i) déterminer la 

protéine homologue humaine de la protéine d’ours brun identifiée grâce l’algorithme Fasta v36 
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(voir page 63), (ii) aligner les séquences de la protéine ours et de la protéine homologue humaine 

grâce à l’algorithme Clustal W [177], (iii) vérifier si le site de phosphorylation identifié sur la 

protéine d’ours brun correspond à un site de phosphorylation sur la protéine homologue humaine 

et s’il est renseigné dans la base de donnée PhosphoSite Plus, avant (iv) d’extraire les informations 

connues pour ce site de phosphorylation pour la protéine homologue humaine et d’utiliser ces 

informations pour comprendre les régulations induites par phosphorylation sur la protéine d’ours 

brun.  

 

Figure 23 : Schématisation de la procédure pour déterminer les effets d’un site de phosphorylations identifié 
par spectrométrie de masse sur une protéine d’ours brun. Dans un premier temps, la protéine homologue 
humaine est déterminée (algorithme Fasta 36), puis les séquences des protéines sont alignées (algorithme 
Clustal W). Si le site de phosphorylation identifiée sur la protéine d’ours brun correspond à un site de 
phosphorylation sur la protéine homologue humaine, et s’il est renseigné dans la base de données 
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PhosphoSitePlus, ces informations seront extraites permettant de comprendre les régulations induites par 
ce site de phosphorylation sur la protéine d’ours brun. 

A l’heure actuelle, la validation de cette méthode n’est pas encore terminée et nécessite 

encore des développements. 

 



‖ Partie 2 – Chapitre 2 : Développement de stratégies analytiques appliqués à l’étude 
d’échantillons d’ours brun 

 
 

 

 

Crédit photo : Dr Fabrice BERTILE 

Chapitre 2 - Développement de stratégies analytiques 
appliquées à l’étude d’échantillon d’ours brun 

 

Collaborations :  

 

 Les équipes du « Scandinavian Brown Bear Research Project » (https://bearproject.info/) 

 Dr Etienne Lefai (Université Clermont Auvergne, INRA, UNH, St Genès Champanelle, France) 

 Dr Stéphane Blanc (Université de Strasbourg, CNRS, IPHC, Strasbourg, France) 

 Prof. Kenneth Storey (Université Carleton, Département de Biologie, Ottawa, Canada) 

 Dr Elin Kure (University Hospital, Department of Cancer Genetics, Institute for Cancer 
Research, Oslo, Norway) 

 



‖ Publication 1 

79 
 

Chapitre 2 – Développement de stratégies analytiques 
appliquées à l’étude d’échantillon d’ours brun 

 

Nous avons tout d’abord voulu explorer les régulations du protéome musculaire et du tissu 

adipeux chez l’ours brun hibernant, comparé à l’ours brun actif. Pour cela, des stratégies 

quantitatives complémentaires par spectrométrie de masse (SDS PaGE-XIC et 2D-DIGE-MS) ont 

été mises en place.  

Par ailleurs, le dosage d’hormones circulantes n’aillant pu aboutir avec l’utilisation de la 

méthode ELISA, une méthode de microLC-SRM a été développée permettant de quantifier 

l’adiponectine circulante dans le sérum d’ours brun.  

En parallèle, l’étude par spectrométrie de masse a été appliquée pour caractériser le cargo 

protéique d’exosomes sériques, mais également pour identifier les protéines présentes dans le 

liquide céphalo-rachidien (LCR) de l’ours brun. 

De plus, les modifications post-traductionnelles (et plus précisément la phosphorylation) sont 

connues pour réguler l’activité, la localisation cellulaire ou encore la durée de demi-vie des 

protéines. Caractériser les changements dans le phosphoprotéome musculaire (i.e. identification 

des sites de phosphorylations des protéines) pourrait aboutir à une meilleure appréhension des 

mécanismes impliqués dans la préservation musculaire chez l’ours brun. Nous avons alors mis en 

place des développements dans la préparation d’échantillons musculaires pour une analyse de 

phosphoprotéomique. 
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 Des approches complémentaires de protéomique quantitative pour explorer les 

régulations du protéome musculaire et du tissu adipeux de l’ours brun hibernant  

Etudier les changements du protéome dans le muscle squelettique de l’ours brun 

hibernant vs actif, permettrait de mieux appréhender les régulations mises en place pour 

préserver son intégrité musculaire (masse et force). Durant l’hibernation, il a été démontré que 

le métabolisme des carbohydrates était minoritaire pour l’ours noir hibernant [178]. Par ailleurs, 

le niveau d’expression des gènes liés au catabolisme lipidique était inchangé entre la phase 

hibernante et la phase active de l’ours noir américain [179], tandis qu’une seconde étude a mis 

en évidence une augmentation de l’expression des gènes liés au catabolisme des acides gras dans 

le muscle squelettique de l’ours noir japonais, ainsi qu’une diminution de l’expression des gènes 

liés à la glycolyse, la lipogenèse et le catabolisme des acides aminés [180].   

L’analyse par spectrométrie de masse est aujourd’hui largement considérée pour 

caractériser le protéome [181]. Les extraits protéiques d’un tissu présentent un important niveau 

de complexité dû au nombre d’espèces protéiques et aux différentes concentrations de chacune 

de ces espèces [182]. Afin de dépasser cette contrainte et d’augmenter la couverture du 

protéome, il est possible de mettre en place une ou plusieurs étapes de décomplexification lors 

de la préparation de l’échantillon protéique. Dans ce but, nous avons choisi d’appliquer une 

première méthode de décomplexification en 5 bandes protéiques sur gel SDS PaGE avant une 

quantification des protéines par spectrométrie de masse (stratégie SDS PaGE-XIC). En parallèle, 

les échantillons ont été plus largement décomplexifiés avec une séparation en deux dimensions 

(stratégie 2D-DIGE) et les spots protéiques présentant une intensité significativement différente 

entre la phase hibernante et la phase active (étape de quantification) ont été excisés. Les 
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protéines ont été identifiées par spectrométrie de masse (stratégie 2D-DIGE-MS). Cette double 

approche quantitative complémentaire a été appliquée à l’étude du muscle squelettique et du 

tissu adipeux de l’ours brun, en comparant la phase hibernante à la phase active (Figure 24). 

 

Figure 24 : Schématisation de la stratégie analytique mise en place pour bénéficier de la complémentarité 
de la stratégie quantitative 2D-DIGE-MS et de la stratégie SDS PaGE-XIC, pour la détermination des 
protéines différentiellement abondantes entre la période hivernale (hibernation) et la période estivale 
(phase active) pour le muscle squelettique et le tissu adipeux chez l’ours brun. 

 Grâce à l’interprétation des données obtenues par spectrométrie de masse sur le muscle 

squelettique de l’ours brun, nous avons déterminé les fonctions biologiques dans lesquelles les 

protéines différentielles étaient impliquées (Figure 25).  
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Figure 25 : Résultat du calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles sur les protéines musculaires 
différentiellement exprimées entre la phase hibernante et la phase active.  ECM : Matrice ExtraCellulaire ; 
Hyp : réponse à l’Hypoxie ; Ox. Stress : réponse au stress oxydant. Les bulles colorées en noir sont liées au 
métabolisme musculaire des substrats énergétiques. 

Parmi les 15 fonctions majoritairement régulées, nous avons mis en évidence une 

régulation du métabolisme et de la réponse au stress oxydant. Nous avons donc choisi de nous 

focaliser sur ces fonctions et les résultats obtenus sont présentés ci-dessous. 
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a. Analyse du protéome du muscle squelettique de l’ours brun hibernant comparé 

à l’ours actif  

Matériels et méthodes 

Les protocoles de préparation d’échantillons et le traitement des données sont 

disponibles dans la partie « Methods » de la publication « Metabolic reprogramming involving 

glycolysis in the hibernating brown bear skeletal muscle » (page 146 à 166) [183]. 

Résultats et interprétation des analyses LC-MS/MS obtenues sur le muscle squelettique 

 Contrôles qualités : suivi des temps de rétention (peptides) et des intensités MS 

(protéines) pour les injections répétées de l’échantillon de référence 

Un échantillon de référence a été constitué à partir de quantités de protéines équivalentes 

de l’ensemble des extraits protéiques individuellement analysés. Cet échantillon a été traité 

comme les extraits protéiques individuels et a été analysé régulièrement sur l’ensemble de la 

durée des analyses des échantillons. Les temps de rétention de 11 peptides de la protéine GAPDH 

(glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase), une protéine de ménage, identifiés dans au 

moins 8 des 10 analyses de l’échantillon de référence, ont été suivis (Figure 26). Le coefficient de 

variation médian des temps de rétention calculé de 3.3%, a démontré une excellente stabilité de 

notre système chromatographique.  
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Figure 26 : Suivi des temps de rétention de 11 peptides issus de la digestion enzymatique de la protéine 
GAPDH dans les analyses de l'échantillon de référence. 

Par ailleurs, le coefficient de variation médian sur les intensités LFQ (Label-Free 

Quantification) de l’ensemble des protéines quantifiées dans au moins 8 analyses de l’échantillon 

de référence a été évalué à 25%, démontrant la reproductibilité de la détermination des 

abondances protéiques. 

 Résultats de la stratégie SDS PaGE-XIC pour l’analyse du protéome du muscle squelettique 

Les 5 bandes protéiques issues de la décomplexification sur gel SDS PaGE de chaque 

échantillon ont été analysées par LC-MS/MS. 725 protéines ont été identifiés dont 538 protéines 

ont été quantifiées. 383 protéines présentant des mesures d’intensités reproductibles entre les 

réplicas de préparation et les réplicas d’injection ont été conservées, dont 146 protéines 

musculaires étaient différentiellement exprimées entre la phase hibernante et la phase active. 67 
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protéines différentielles présentaient une abondance plus faible en phase hibernante qu’en 

phase active et 79 protéines présentaient une abondance plus élevée en phase hibernante. 

 Résultats de la stratégie 2D-DIGE-MS pour l’analyse du protéome du muscle squelettique 

Sur l’ensemble des gels 2D-DIGE, 28 spots protéiques ont été quantifiés avec des intensités 

de fluorescence statistiquement différentes entre la phase hibernante et la phase active. Seuls 9 

des spots protéiques différentiels présentaient une intensité moins importante durant la phase 

hibernante comparée à la phase active. Après excision, l’analyse LC-MS/MS des spots différentiels 

a permis d’identifier 62 protéines dont 47 protéines ont été définies comme protéines 

majoritaires. Les protéines majoritaires sont les protéines identifiées avec un plus grand nombre 

de peptides comparé à l’ensemble des protéines identifiées dans le spot. Le nombre de peptides 

théoriques attendus a également était pris en compte pour déterminer les protéines 

majoritaires : plus la protéine a été identifié avec une grande proportion de peptides, comparé 

au nombre de peptides théoriques, plus la protéine est considérée comme majoritaire.  

 Résultats des deux approches quantitatives pour l’analyse du muscle squelettique 

Seulement 8 protéines différentielles ont été communément identifiées entre les deux 

stratégies avec des différences d’abondance entre la phase hibernante et la phase active 

identiques entre les deux approches, démontrant la complémentarité et la robustesse des deux 

approches quantitatives.  
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Après un calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles à partir des protéines 

différentielles obtenues avec les deux stratégies, 15 fonctions biologiques majoritairement 

régulées entre la phase hibernante et la phase active ont été mises en évidence (Figure 25). 

Résultats 1 : Régulations du métabolisme énergétique dans le muscle squelettique de 

l’ours brun hibernant 

Dans un premier temps, nous avons choisi de nous focaliser sur les régulations protéiques 

impliquées dans le métabolisme musculaire des substrats énergétiques. Les voies métaboliques 

et les voies de signalisation dans lesquelles étaient impliquées des protéines différentielles ont 

été visualisées sur les cartes de la base de données KEGG grâce à l’algorithme présenté en page 

66. La majorité des protéines dont les abondances étaient moins importantes en phase 

hibernante étaient impliquées dans les voies d’oxydation des substrats lipidiques (beta-oxydation 

des lipides), du cycle de Krebs et de la respiration mitochondriale, suggérant une diminution de 

l’oxydation des lipides durant l’hibernation. Bien que l’oxydation des substrats lipidiques reste 

préférentielle, la glycolyse (consommation des carbohydrates) semble également maintenue 

dans le muscle squelettique des ours hibernants. Le glucose, alimentant la glycolyse, pourrait 

provenir du foie où le glucose serait obtenu grâce à la néoglucogenèse. Or il a été démontré que 

l’expression de gènes de protéines impliquées dans la néoglucogenèse était augmentée dans le 

foie d’ours hibernants [184] suggérant une augmentation de la néoglucogenèse hépatique. Le 

glucose pourrait également être obtenu à partir des réserves de glycogène musculaire, qui sont 

plus importantes dans le muscle squelettique des ours hibernants comparées aux réserves dans 

le muscle d’ours actif [183].  
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Il a été démontré que le contenu en glycogène des muscles squelettiques de souris était 

plus élevé après une alimentation riche en acides gras omega 3, comme l’acide 

docosahexaénoique (DHA) [185]. De plus, un régime riche en DHA induit l’augmentation de 

l’expression de gènes impliqués dans l’absorption de glucose dans le muscle squelettique des 

souris [186]. Or chez l’ours brun hibernant, le niveau de DHA circulant est plus élevé, comparé au 

niveau chez l’ours brun actif. Sachant qu’une alimentation riche en DHA protège contre la perte 

musculaire, il est probable que les acides gras omega 3 (DHA) soient impliqués dans la 

préservation musculaire de l’ours brun durant l’hibernation. 

Résultats 2 : Régulations du stress oxydant dans le muscle squelettique de l’ours brun 

hibernant 

D’autre part, l’exploitation des données obtenues par spectrométrie de masse (Figure 25), 

combinée à des mesures complémentaires, ont mis en évidence des régulations impliquées dans 

la réponse au stress oxydant. Succinctement, par RT-qPCR, il a été démontré que l’expression des 

transcrits des protéines CIRBP et RBM3 (i.e. gènes dont l’expression est induite en réponse à une 

hypothermie modérée) était plus importante lors de l’hibernation et cela pourrait permettre de 

limiter le stress oxydant dans le muscle squelettique de l’ours hibernant. Par ailleurs, l’abondance 

de protéines de la chaîne de transfert d’électrons mitochondriale est significativement diminuée 

dans le muscle des ours hibernants, ce qui pourrait favoriser la diminution de la production de 

ROS (espèces réactives de l’oxygène). De plus, l’expression d’enzymes antioxydantes, de 

protéines du système glutathion et de protéines HSP était augmentée dans le muscle squelettique 

d’ours brun hibernant, ce qui pourrait procurer une protection accrue contre les effets délétères 

des radicaux libres. Les dommages oxydatifs sur les lipides et l’ADN ne sont pas significativement 
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plus importants dans les échantillons d’ours hibernants. En revanche, les dommages oxydatifs sur 

les protéines sont significativement plus importants pour les échantillons d’ours hibernants ce qui 

pourrait être dû à une réduction de l’élimination des protéines durant l’hibernation. Enfin, 

l’expression de la protéine NRF2 (un facteur de transcription impliqué dans la réponse au stress 

oxydant en régulant l’expression d’enzymes antioxydantes) était significativement plus 

importante dans les échantillons provenant d’ours bruns hibernants. L’ensemble de ces 

mécanismes permettrait de diminuer le stress oxydant dans le muscle squelettique de l’ours brun 

hibernant. Or, il a déjà été démontré que le stress oxydant est directement responsable d’une 

inhibition de la synthèse protéique ainsi que d’une augmentation de la protéolyse dans les 

muscles squelettiques, ce qui favoriserait le développement de l’atrophie musculaire [187]. De ce 

fait, en diminuant le stress oxydant, l’intégrité des protéines musculaires serait préservée 

permettant le maintien des muscles squelettiques de l’ours brun durant l’hibernation. Ces 

résultats ont fait l’objet d’une rédaction d’article sur la réponse au stress oxydant du muscle 

squelettique de l’ours brun hibernant qui est en cours de révision dans le journal Antioxidants 

(pages 167 à 183).  

Conclusions pour l’analyse du muscle squelettique de l’ours hibernant 

L’analyse par spectrométrie de masse du protéome du muscle squelettique de l’ours brun 

hibernant et de l’ours brun actif par une double approche quantitative, a permis d’obtenir une 

couverture du protéome plus importante que par l’emploi d’une seule des deux méthodes 

quantitatives. De plus, la similarité des régulations d’abondances des protéines communément 

identifiées et quantifiées entre l’approche SDS PaGE-XIC et l’approche 2D-DIGE-MS démontre la 

robustesse de notre stratégie analytique. Ainsi, nous avons mieux caractérisé les régulations 
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métaboliques mises en place (maintien de la glycolyse et diminution de la lipolyse), et la réponse 

au stress oxydant dans le muscle squelettique de l’ours brun durant l’hibernation. 

Perspectives : régulation de la balance protéique dans le muscle squelettique de l’ours 

brun hibernant 

Les données obtenues par spectrométrie de masse sur le muscle squelettique de l’ours 

brun vont également être exploitées afin de déterminer les régulations de protéines impliquées 

dans la balance protéique (i.e. synthèse et dégradation des protéines). L’objectif est de 

déterminer si la balance protéique est régulée de telle sorte à ce que la masse musculaire de 

l’ours brun soit préservée grâce à une préservation du contenu protéique. Ces résultats seront 

valorisés par la rédaction d’une publication. 

b. Analyse du protéome du tissu adipeux de l’ours brun hibernant comparé à l’ours 

actif  

Le métabolisme du tissu adipeux de l’ours hibernant a été peu caractérisé. Il a néanmoins 

été démontré chez l’ours noir japonais que l’expression des gènes liés à la glycolyse, la lipogenèse 

et le catabolisme des acides aminés était significativement diminués dans le tissu adipeux [180].  

Dans le paragraphe précédent, nous avons présenté les résultats obtenus sur le protéome 

musculaire de l’ours brun grâce à l’utilisation d’une double approche combinant une stratégie 

SDS PaGE-XIC et une stratégie 2D-DIGE-MS. De la même manière, nous avons appliqué cette 

stratégie analytique pour caractériser le protéome du tissu adipeux d’ours brun hibernants et 

actifs (n=6). Les protocoles de préparation d’échantillons et d’analyse des données sont 

identiques à ceux mis en place dans l’analyse du muscle squelettique de l’ours brun [183]. 
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Résultats et interprétation des analyses LC-MS/MS obtenues sur le tissu adipeux 

 Contrôles qualités : suivi des temps de rétention (peptides) et des intensités MS 

(protéines) pour les injections répétées de l’échantillon de référence 

Un échantillon de référence a été constitué à partir de quantités de protéines équivalentes 

de l’ensemble des extraits protéiques individuellement analysés. Cet échantillon a été traité 

comme les extraits protéiques individuels et a été analysé régulièrement sur l’ensemble de la 

durée des analyses des échantillons. Les temps de rétention de 9 peptides de la protéine beta-

actine, une protéine de ménage, identifiés dans au moins 7 des 9 analyses de l’échantillon de 

référence, ont été suivis (Figure 27). Le coefficient de variation médian des temps de rétention a 

été calculé à 2.1%, démontrant une excellente stabilité de notre système chromatographique.  
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Figure 27 : Suivi des temps de rétention de 9 peptides issus de la digestion enzymatique de la protéine beta-
actine dans les analyses de l'échantillon de référence 

Par ailleurs, le coefficient de variation médian sur les intensités LFQ (Label-Free 

Quantification) de l’ensemble des protéines quantifiées dans au moins 7 analyses de l’échantillon 

de référence a été évalué à 23.1%, démontrant la reproductibilité de la détermination des 

abondances protéiques. 

 Résultats de la stratégie SDS PaGE-XIC pour l’analyse du protéome du tissu adipeux 

Le traitement de ces données a été réalisé avec le logiciel MaxQuant (constitué des 

algorithmes Andromeda et MaxLFQ) avec des paramètres identiques à ceux présentés dans la 

publication Chazarin et al., 2019 (pages 146 à 166). 1306 protéines ont été identifiées sur 

l’ensemble des 5 bandes protéiques obtenues sur gel SDS PaGE, 717 protéines ont été quantifiées 

de manière robuste. Les cas des protéines présentes dans une condition et absentes de la seconde 

condition ont été conservées (i.e. « cas présent/absent) : 21 protéines absentes de la condition 

« active » et 14 protéines absentes de la condition « hibernante ». Les protéines différentielles 
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entre les deux conditions ont été statistiquement mises en évidence sur la base des médianes des 

intensités LFQ (Label-Free Quantification) des triplicats d’injection. Après validation de la 

distribution des données selon une loi normale (Shapiro test ; p-value > 0.01) ; de l’égalité des 

variances (Bartlett test ; p-value > 0.01) et d’une différence significative des valeurs d’intensités 

médianes entre les deux conditions (T-test apparié ; p-value < 0.05), 173 protéines différentielles 

ont été identifiées entre la phase hibernante et la phase active (dont 35 cas présent/absent). 

 Résultats de la stratégie 2D-DIGE-MS pour l’analyse du protéome du tissu adipeux 

L’analyse densitométrique des gels 2D-DIGE a mis en évidence 44 spots protéiques 

différentiels (Bartlett test : p-value > 0.01 ; Shapiro test : p-value >0.01 et T-test : p-value < 0.05) 

(Figure 28) entre la phase hibernante et la phase active, qui ont été excisés pour une analyse LC-

MS/MS. Les protéines ont été identifiées grâce au logiciel Mascot et les identifications protéiques 

ont été validées grâce au logiciel Proline. Les paramètres utilisés pour ces deux logiciels sont 

identiques à ceux présentés dans la publication Chazarin et al., 2019 (pages 146 à 166). 103 

protéines ont été identifiées sur l’ensemble des spots protéiques, dont 32 protéines ont été 

déterminées comme majoritaires avec la stratégie présentée en page 85.  
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Figure 28 : Spots protéiques différentiels obtenus pour l'analyse 2D-DIGE du tissu adipeux de l'ours brun. 
Les tests statistiques des valeurs de densitométrie ont permis de mettre en évidence les spots protéiques 
différentiels T-test, p-value < 0.05. 

 Résultats des deux approches quantitatives pour l’analyse du tissu adipeux 

La majorité des protéines (93%) a été identifiée uniquement avec l’une ou l’autre des 

stratégies, confirmant la complémentarité de cette double approche. 258 protéines 

différentielles ont été identifiées, dont 18 protéines communes aux deux stratégies (Figure 29). 
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Figure 29 : Taux de recouvrement pour les protéines différentielles identifiées entre l'approche SDS PaGE-
XIC et 2D-DIGE-MS 

16 des 18 protéines différentielles communes ont été quantifiés avec des facteurs de 

changement en abondance protéiques (FC) similaires entre les deux approches quantitatives 

(Table 3), démontrant la robustesse de la stratégie analytique.  

Table 3 : Tableau récapitulatif des protéines différentielles communes à la stratégie SDS PaGE-XIC et à la 
stratégie 2D-DIGE-MS, et des facteurs de changement en abondance protéique (FC). Dans la première 
colonne sont inscrits les identifiants des protéines d’ours et la dernière colonne affirme (« Oui ») ou réfute 
(« Non ») la similarité des FC obtenus par les deux stratégies. 

 

SDS PaGE-XIC 2D-DIGE-MS

FC winter/summer FC winter/summer régulation similaire

D2H6L9 2.377 2.915 Oui

D2H7B7 2.320 3.433 Oui

D2H814 3.019 3.667 Oui

D2H8Q9 -1.709 2.504 Non

D2HHZ6 2.326 3.340 Oui

D2HM80 2.116 2.915 Oui

D2HR59 3.737 3.327 Oui

D2I061 1.511 3.943 Oui

D2I1F1 1.420 2.296 Oui

D2I266 1.786 6.304 Oui

G1LB18 1.949 1.822 Oui

G1LQL3 -1.422 3.943 Non

G1LRB0 2.257 2.406 Oui

G1LVM5 1.582 1.667 Oui

G1M424 2.599 3.069 Oui

G1M910 1.686 2.403 Oui

G1MAP8 1.890 3.433 Oui

G1MGY6 1.838 3.493 Oui
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Pour les protéines dont les FC sont différents entre les deux stratégies (D2H8Q9 et 

G1LQL3) il a été constaté dans la base de données neXtProt que les protéines homologues 

humaines (PRELP et HNRNPL, respectivement) pouvaient porter des modifications post-

traductionnelles (PTM) comme la glycosylation, la phosphorylation, l’acétylation et la 

méthylation. Cela pourrait induire des changements de potentiels isoélectriques ou de poids 

moléculaires de ces protéines, répartissant ces protéines sur différents spots protéiques dont des 

spots non-différentiels. Ainsi, une partie de ces protéines n’aurait pas été prise en compte dans 

la quantification par la stratégie 2D-DIGE-MS. 

L’extraction des termes Gene Ontology pour l’ensemble des protéines différentielles a 

permis de réaliser un calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles mettant en évidence 

16 fonctions biologiques régulées (Figure 30). Nous avons choisi de nous focaliser sur les 

différences d’abondance de protéines impliquées dans le métabolisme énergétique 

(consommation de substrats lipidiques ou de carbohydrates) ou dans la lipolyse. 

 

Figure 30: Résultats du calcul d'enrichissement en annotations fonctionnelles sur les protéines 
différentiellement exprimées dans le tissu adipeux, entre la phase hibernante et la phase active. ECM : 
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matrice extracellulaire, Immune response : réponse immunitaire ; Protein metab. : métabolisme 
protéique ; Catabolic process : processus catabolique ; Lipid metab. : métabolisme lipidique ; Cell cycle : 
cycle cellulaire ; Apopt. : apoptose ; Hyp. : réponse à l’hypoxie ; C. : métabolisme des carbohydrates ; T. : 
transport ; H. : hématopoïèse ; * : métabolisme des nucléotides, réponse au stress oxydant, transcription, 
métabolisme des acides aminés et régulation de la stabilité des ARNm. 

 33 protéines impliquées dans le métabolisme énergétique du tissu adipeux ont été 

identifiées (Figure 31). Dans le détail, 7 protéines différentielles impliquées dans la glycolyse ont 

été quantifiées avec les deux stratégies avec des facteurs de changement d’abondance (FC) en 

accord avec une augmentation de l’expression de ces protéines durant la phase hibernante. Par 

ailleurs, 3 protéines différentielles impliquées dans la consommation de substrats lipidiques ont 

été quantifiées avec des abondance plus importantes en phase hibernante. Ces résultats 

démontrent que les régulations du métabolisme musculaire observées précédemment semblent 

spécifiques au muscle squelettique de l’ours brun. 
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Figure 31 : Régulations des abondances de protéines impliquées dans le métabolisme énergétique du tissu 
adipeux, avec la combinaison des deux stratégies analytiques. Les protéines dont l’abondance est 
augmentée durant la phase hibernante, comparée à la phase active, sont représentées par des encadrés 
rouge. Les protéines détectées mais dont le changement d’abondance n’était pas significatif sont 
représentées par des encadrés noir. Enfin, les encadrés blancs représentent des protéines qui n’ont pas été 
détectées par l’une ou l’autre des stratégies analytiques. 

14 protéines impliquées dans la lipolyse ont été identifiées en combinant les résultats 

obtenus avec la stratégie SDS PaGE-XIC et la stratégie 2D-DIGE-MS. Parmi les protéines 
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identifiées, 11 protéines différentielles ont été identifiées entre la phase hibernante et la phase 

active, dont 7 protéines (PLIN1, PRKAR2A, MGL, GNAS1, FABP4, ADIPOQ et GNAI3) avec des 

facteurs de changement d’abondance (FC) plus importants entre la phase hibernante comparées 

à la phase active (FC compris entre +2.3 et +5.6) et 4 protéines (APOA1, RBP4, PPP1CA et 

PPP2R1A) avec des FC moins importants en phase hibernante comparée à la phase active (FC 

compris entre -1.3 et -1.7) (Figure 32).  

 

Figure 32 : Régulations des abondances de protéines impliquées dans la lipolyse du tissu adipeux, avec la 
combinaison des deux stratégies analytiques. Les protéines dont l’abondance est diminuée durant la phase 
hibernante, comparée à la phase active, sont représentées par des encadrés vert, tandis que les protéines 
dont l’abondance est augmentée sont représentées par des encadrés rouge. Les protéines détectées mais 
dont le changement d’abondance n’était pas significatif sont représentées par des encadrés noir. Enfin, les 
encadrés blancs représentent des protéines qui n’ont pas été détectées par l’une ou l’autre des stratégies 
analytiques. 

Il a été démontré qu’en période d’hibernation, la source énergétique majeure du 

métabolisme est la consommation de substrats lipidiques pour l’ours noir [178], ce qui suggère 
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une augmentation de la lipolyse dans le tissu adipeux. Dans nos résultats, nous constatons 

effectivement une augmentation de l’abondance de protéines impliquées dans la lipolyse du tissu 

adipeux, durant l’hibernation de l’ours brun suggérant une libération plus importante d’acides 

gras libres dans le système sanguin. Nous avons réalisé un dosage des acides gras libres sur le 

sérum d’individus prélevés en phase hibernante et en phase active et montrant une concentration 

moyenne 4 fois plus élevée dans le sérum d’ours hibernant (0.36 mmol/L ± 0.12) que dans le 

sérum d’ours actif (0.09 mmol/L ±0.07). Ces résultats sont en accord avec une augmentation de 

la libération d’acides gras libres par le tissu adipeux, via la lipolyse. 

L’adiponectine (ADIPOQ), une hormone protéique synthétisée dans le tissu adipeux [188], 

a été retrouvée 2.8 fois plus exprimée dans le tissu adipeux de l’ours brun hibernant que celui de 

l’ours en période active, par l’approche SDS PaGE-XIC. L’adiponectine est capable d’inhiber la 

lipolyse dans les adipocytes [189] et d’augmenter l’oxydation des acides gras dans le muscle 

squelettique (via une augmentation de la sensibilité à l’insuline) [190]. De plus, il semble que 

l’adiponectine régule le maintien ou la perte de masse musculaire, selon la concentration à 

laquelle elle est présente [191]. Il serait donc intéressant, de doser la concentration 

d’adiponectine dans le sérum (i.e. adiponectinémie) de l’ours hibernant et de l’ours actif afin de 

mieux comprendre dans quelle mesure cette hormone pourrait participer à la régulation du 

métabolisme et du maintien de la masse musculaire. Pour cela, une méthode de quantification 

de l’adiponectine par spectrométrie de masse, avec une méthode LC-SRM, sera développée (page 

101). 
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Conclusions pour l’analyse du tissu adipeux de l’ours hibernant 

L’analyse par spectrométrie de masse du protéome du tissu adipeux de l’ours brun 

hibernant et de l’ours brun actif par une double approche quantitative, a permis d’obtenir une 

couverture du protéome plus importante que par l’emploi d’une seule des deux méthodes 

quantitatives. De plus, la similarité des régulations d’abondances des protéines communément 

identifiées et quantifiées entre l’approche SDS PaGE-XIC et l’approche 2D-DIGE-MS démontre la 

robustesse de notre stratégie analytique. Par ailleurs, les régulations observées dans le tissu 

adipeux ne reproduisent pas celles mises en évidence pour le muscle squelettique, démontrant 

que ces dernières sont bien spécifiques. Les résultats obtenus pour le tissu adipeux seront 

approfondis dans les mois à venir et seront valorisés dans une publication. 
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 Développement d’une méthode microLC-SRM pour quantifier l’adiponectine dans 

le sérum d’ours 

Contexte 

Lors de la caractérisation du protéome du tissu adipeux de l’ours brun par la double approche 

quantitative (résultats présentés ci-dessus), il a été mis en évidence que l’abondance de 

l’adiponectine, une hormone protéique, était plus importante durant l’hibernation comparée à la 

phase active. L’adiponectine est une hormone produite majoritairement par le tissu adipeux [188] 

et dont le niveau d’expression est intrinsèquement lié à la masse corporelle d’un individu. En 

effet, chez l’homme, il a été constaté que la concentration sanguine en adiponectine était moins 

importante chez des sujets obèses [192]. Or, avant l’hibernation, les ours entrent dans une phase 

d’hyperphagie entrainant une importante prise de poids [193], puis lors de l’hibernation, leurs 

masses corporelles diminuent progressivement jusqu’à 40% de perte [194] dont la majeure partie 

est du tissu adipeux. De plus, la concentration plasmatique d’adiponectine est plus élevée pour 

des hommes pratiquant un jeûne de longue durée [195]. Par ailleurs, l’adiponectine est impliqué 

dans le maintien de la température corporelle, comme cela a été démontré chez des souris dont 

la température corporelle ne pouvait pas être maintenue en inhibant l’expression du gène de 

l’adiponectine [196]. Cette hormone pourrait également être en partie responsable du maintien 

de la température corporelle chez l’ours brun hibernant. Enfin, l’adiponectine est une hormone 

capable de sensibiliser l’organisme à l’insuline endogène [197] et d’augmenter l’oxydation des 

acides gras dans le muscle squelettique (via une augmentation de la sensibilité à l’insuline) [190]. 

Il est donc possible que la concentration d’adiponectine dans le sang soit largement régulée par 
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le cycle saisonnier de l’ours brun, avec une concentration plus importante pendant l’hibernation 

comparé à la phase active.  

Le niveau d’adiponectine circulante a déjà été mesuré en concentration plus importante dans 

le sérum de grizzly captifs [198] et dans le sérum d’ours noir américain [199] par méthode ELISA 

(Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay). Cependant, par spectrométrie de masse (stratégie SRM), 

les protéines de faible concentration (comme l’adiponectine) peuvent être quantifiées de 

manière plus sensible et avec une spécificité supérieure, puisque la quantification de la protéine 

est réalisée sur plusieurs peptides, contrairement à la méthode ELISA où la quantification est 

basée sur la détection d’un seul épitope. Enfin, une très bonne corrélation a été observée entre 

la méthode SRM et des méthodes de quantifications reconnues (comme le dosage ELISA par 

exemple [200]). Une méthode d’analyse microLC-SRM a donc été développée pour quantifier le 

niveau d’adiponectine circulante dans le sérum d’ours brun. Dans ce paragraphe, seul le 

développement de la méthode est présenté tandis que les mesures d’adiponectinémie sur des 

sera d’ours bruns hibernants et actifs seront réalisées dans les mois à venir. 

Matériels et méthodes : construction de la librairie spectrale, préparation des 

échantillons et optimisation des paramètres d’acquisition en microLC-SRM 

 Sélection des peptides protéotypiques de l’adiponectine 

Les peptides sélectionnés étaient protéotypiques, c’est-à-dire que leurs séquences n’ont 

été identifiées que pour l’adiponectine, sur l’ensemble des protéines de la base de données 

UniProt de l’ours brun. Par ailleurs, leurs séquences n’incluaient ni site de clivage spécifique à la 

trypsine, ni résidus méthionines ou cystéines. Les mêmes séquences peptidiques ont été 
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identifiées pour la protéine humaine homologue et en consultant la base de données PeptideAtlas 

[165] il a été constaté que ces peptides étaient facilement détectables, avec un ESS supérieur à 

0.33 (Empirical Suitability Score). Finalement, 5 peptides protéotypiques de l’adiponectine de 

l’espèce Ursus arctos arctos ont été sélectionnés pour l’analyse microLC-SRM : 

GDTGETGVTGVEGPR ; GEPGESAYVYR ; IFYNLQNHYDGTTGK ; SAFSVGLESR et VTVPNVPIR. Les 

peptides ont été synthétisés avec une marquage isotopique en C-terminal : les lysines (K) ont été 

remplacées par des lysines marquées (K* ; U-13C6, U-15N2) et les arginines (R) ont été 

remplacées par des arginines marquées (R* ; U-13C6, U-15N4) (société JPT). 

 Construction de la librairie spectrale à partir des peptides marqués synthétisés 

Des échantillons de référence contenant 5, 15 ou 25 fmol de chaque peptide marqué ont été 

analysés pour construire la librairie spectrale. Ils ont été analysés sur un système UPLC 

(NanoAcquity, Waters) couplé à un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific), avec débit de 450nl/min, 

un gradient d’élution de 1 à 35% de solution acétonitrile, 0.1% acide formique ; sur 40 minutes. 

Les paramètres du spectromètre de masse étaient identiques à ceux décrits en page 131 à 

l’exception de la résolution MS qui a été augmentée à 140.000 (m/z 200). L’identification des 

peptides a été réalisée grâce au logiciel Mascot (Matrix Science) contre à une banque de données 

ne contenant que la séquence de l’adiponectine de l’ours brun issue de la banque de données 

UniProt. Les paramètres de recherche étaient les suivants : un site de clivage manqué au 

maximum, modification fixe : carbamydométhylation des résidus cystéines, modifications 

variables : oxydation des résidus méthionine, marquage : 13C(6) 15N(2) (K) et 13C(6) 15N(4) (R), 

tolérance MS : 5 ppm et tolérance MS/MS : 0.07 Da. Les fichiers obtenus ont été chargés et 
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analysés grâce au logiciel Skyline (Sciex) et ont constitué la librairie spectrale qui a été utilisée par 

la suite pour déterminer les transitions à suivre (fragments à analyser pour chaque peptide) en 

comparant l’ordre relatif des intensités obtenu entre les transitions de chaque peptide marqué 

synthétisé avec celui obtenu pour les peptides endogènes.  

 Préparation des échantillons de sérum d’ours brun pour l’analyse microLC-SRM  

Les concentrations protéiques d’un sérum d’ours brun hibernant et d’une sérum d’ours brun 

actif ont été déterminées par dosage colorimétrique BCA (Bio-rad Protein Assay, Bio-Rad). 2mg 

de protéines sériques ont été conditionnés dans un tampon 8M Urée, 0.1M ammonium 

bicarbonate. Après l’ajout d’un agent réducteur (DTT, 12mM) et d’un agent alkylant (IAM 40mM), 

les protéines ont été digérées en solution avec de la trypsine sur la nuit à 37°C (ratio trypsine : 

protéines de 1 : 100). La digestion a été interrompue par ajout d’acide formique et le produit de 

digestion (peptides) a été concentré par extraction sur phase solide (Solid Phase Extraction, Sep-

Pack 100mg). Les peptides ont été élués dans un volume de 600µL d’une solution contenant 60% 

ACN, 0.1% acide formique. Après évaporation                                                                                                                                                                                                                                                              

des solvants, les peptides ont été solubilisés avec une solution aqueuse contenant 2% ACN, 0.1% 

acide formique. Les analyses microLC-SRM ont été réalisées sur 2µL d’échantillon (soit 3µg de 

peptides sériques). Les peptides ont été chargés sur une colonne d’enrichissement (Zorbax, C18, 

1mmx17mm, 5µm ; Waters) à un débit de 50µL/min (100% H2O, 0.1% AF) durant 3 minutes. 

Ensuite les analytes ont été séparés sur une colonne séparative (Zorbax 300, C18, 

0.3mm*150mm, 3.5µm ; Waters), maintenue à 35°C, avec un gradient 2-50% sur 130minutes. Le 

TSQ Vantage (Thermo Scientific) a opéré en mode positif avec une pression de 1.5 mTorr pour le 
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gaz de collision (azote) et les résolutions du premier et du troisième quadripôle ont été fixées à 

0.7Da. 

 Détermination des temps de rétention des peptides marqués synthétisés par analyse 

microLC-MS/MS 

Afin de déterminer les temps de rétention de chaque peptide, un échantillon de référence 

contenant 800fmol de chaque peptide marqué a été analysé sur le système microLC-SRM 

présenté ci-dessus. Après traitement des données grâce au logiciel Skyline, une fenêtre d’isolation 

de 10 minutes autour du temps de rétention a été sélectionnée pour chaque peptide.  

 Détermination des transitions à suivre grâce à l’analyse de l’échantillon de référence 

dans la matrice, sur le système microLC-SRM 

Un échantillon constitué de 3µg de peptides théoriques obtenus à partir des extraits 

protéiques du sérum d’ours blanc et de 800fmol de peptides marqués a été analysé sur le système 

microLC-SRM comme décrit ci-dessus. 6 transitions ont été suivies dans une fenêtre de temps de 

10 minutes autour des temps de rétention déterminés auparavant. Après traitement des données 

grâce au logiciel Skyline, 4 transitions ont été conservées par peptides selon les critères suivants : 

les signaux de ces transitions ne sont pas interférés par d’autres signaux et l’ordre relatif des 

intensités de ces transitions est similaire à celui obtenu sur la librairie spectrale. 
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 Détermination de l’énergie de collision optimale pour chaque transition grâce à 

l’analyse de l’échantillon de référence dans la matrice, sur le système microLC-SRM 

Grâce au logiciel Skyline, une méthode a été obtenue pour tester 5 énergies de collision : 

différence de 2V entre deux énergies de collision testées (appelé « pas ») et avec deux « pas » 

autour de l’énergie de collision optimale déterminée automatiquement par Skyline.  

Résultats : détection de 4 peptides endogènes de l’adiponectine dans le sérum de l’ours 

brun 

Grâce aux optimisations mises en place (détermination de la fenêtre d’isolation, sélection 

des transitions à suivre et optimisation de l’énergie de collision), 4 peptides endogènes de 

l’adiponectine ont été détectés dans le sérum de l’ours brun hibernant et dans le sérum de l’ours 

brun actif par microLC-SRM. Pour chaque peptide, 4 transitions ont été suivies et l’ordre relatif 

de ces transitions a été respecté entre l’échantillon de référence seul ou ajouté à la matrice (i.e. 

peptides issus de la digestion des protéines sériques) (Figure 33). 
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Figure 33 : Détection des 4 peptides de l’adiponectine ( IFYNLQNHYDGTTGK ; SAFSVGLESR ; 
GDTGETGVTGVEGPR  et VTVPNVPIR) endogènes dans le sérum d’ours brun hibernant (panel du haut) ou 
synthétisés (panel du bas) par microLC-SRM. Pour chaque peptide, 4 transitions ont été suivies 
(représentées par les différentes courbes de couleur sur chaque fenêtre). L’ordre et les intensités relatives 
des transitions étaient similaires pour un même peptide endogène et sa forme synthétique marquée.  

L’analyse du sérum d’ours hibernant et du sérum d’ours actif a été réalisée avec notre 

méthode, afin de nous assurer que nous pouvions quantifier l’adiponectine, et ce 

indépendamment des éventuelles changement de concentration. Or les résultats préliminaires 

obtenus sont équivalents pour les deux sera, démontrant que cette méthode pourra être 

appliquée à l’étude d’une cohorte d’échantillons sériques provenant d’ours brun hibernant et 

actif.  
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Conclusion : la quantification de l’adiponectine pourra être réalisée dans le sérum de 

l’ours bun par microLC-SRM 

Grâce à la spectrométrie de masse, une méthode microLC-SRM a permis de détecter 4 

peptides protéotypiques de l’adiponectine de l’ours brun. Avant d’appliquer cette méthode à 

l’étude d’une cohorte d’échantillons, il sera nécessaire de déterminer la LOD (Limit Of Detection) 

et la LOQ (Limit Of Quantification) de chaque peptide. La LOD détermine la quantité de peptides 

marqués la plus faible pouvant être détectée par analyse microLC-SRM. La LOQ détermine la 

quantité la plus faible de chaque peptide pour laquelle l’intensité par analyse microLC-SRM 

répond de manière linéaire, comparée à des concentrations plus importantes. A l’avenir, cette 

méthode permettra de quantifier l’adiponectine dans le sérum d’ours hibernant ou le sérum 

d’ours actif sur une cohorte d’échantillons. Il sera alors possible d’évaluer si la concentration en 

adiponectine est régulée entre ces deux situations. 
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 Caractérisation par spectrométrie de masse du cargo protéique des exosomes 

isolés à partir de sérum d’ours brun 

Contexte 

Les vésicules extracellulaires (EV, Extracellular Vesicles) sont des vésicules circulant dans le 

système sanguin. Le contenu de ces vésicules est appelé cargo et il est constitué d’acides 

nucléiques, de lipides et de protéines. Depuis plusieurs années, il y a un regain d’intérêt à étudier 

les EV comme transporteurs de molécules actives, comme dans le cas du cancer du sein où il a 

été démontré que les EV sécrétées par des cellules métastatiques du cancer du sein contenaient 

un microARN (miR-200) capable d’être absorbé et d’induire un comportement métastasique sur 

des cellules en culture [201]. D’autre part, les exosomes (sous-classe des EVs) permettent 

également de réguler la concentration intracellulaire, comme dans le cas de myotubes traités à 

la dexaméthasone (facteur d’induction de l’atrophie musculaire) où il a été montré que 

l’abondance en microARNs (miR-182 et miR-23a) était plus importante dans les exosomes 

permettant d’en réduire la concentration intracellulaire [202, 203].  

Nous avons souhaité caractériser par spectrométrie de masse le cargo protéique d’exosomes 

isolés à partir de sérum d’ours brun afin d’en déterminer les éventuels rôles sur les adaptations à 

l’hibernation. Dans les paragraphes suivants sont présentés les résultats préliminaires obtenus 

pour deux méthodes d’isolement des exosomes sériques à partir d’un même échantillon d’ours 

brun. 

Actuellement il existe deux méthodes d’isolement d’exosomes à partir d’échantillons 

sériques : par ultracentrifugation (UC) et par SEC (Size Exclusion Chromatography). Le principe de 
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SEC est présenté en page 22. Il existe peu d’études ayant comparé ces deux méthodes d’isolement 

à partir d’échantillons sériques. L’isolement d’exosomes par SEC permettrait d’obtenir un 

meilleur rendement que l’isolement d’exosomes par UC, cependant les fractions obtenues 

pourraient être fortement contaminées par les protéines sériques majoritaires et les 

lipoprotéines [204, 205]. Nous avons voulu déterminer la méthode d’isolement d’exosomes la 

plus adaptée, entre l’UC et la SEC, pour une analyse du cargo protéique des exosomes d’ours brun 

par spectrométrie de masse. 

Matériels et méthodes 

 Description et préparation des échantillons 

 Isolement des exosomes sériques d’ours brun par SEC et analyse des extraits 

protéiques par spectrométrie de masse 

A partir de 0.5mL de sérum d’ours brun, 24 fractions SEC ont été collectées, dans un tampon 

PBS, par nos collaborateurs. Cette méthode a été réalisée à 4 reprises afin d’obtenir des réplicas 

techniques. Une analyse NTA (Nanoparticules Tracker Analysis), a été réalisée sur chacun des 

réplicas de chaque fractions SEC afin de déterminer les fractions susceptibles de contenir les 

exosomes. Après l’analyse NTA, les fractions 8 à 12 ont été sélectionnées pour l’analyse par 

spectrométrie de masse car elles semblaient contenir une concentration plus importantes de 

particules sériques, comparées aux autres fractions SEC (les résultats de l’analyse NTA sur les 24 

fractions ne sont pas montrés ici) (Figure 34). 
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Figure 34 : Analyse NTA (Nanoparticules Tracker Analysis) des fractions SEC 6 à 12 afin de déterminer les 
fractions SEC susceptibles de contenir les exosomes isolés à parti du sérum d'ours brun. L'encadré vert 
représentent les 5 fractions SEC sélectionnées (fractions 8 à 12) pour l’analyse par spectrométrie de masse.  

Après réception des échantillons au laboratoire, un réplica de chacune des 5 fractions SEC 

(fractions 8 à 12) a été utilisé pour l’analyse par spectrométrie de masse. Un tampon de lyse RIPA 

(SIGMA [SDS 0,1%, NaCl 150mM, sodium deoxycholate 0,5%, Triton x100 1%, Tris 50mM pH8]) a 

été ajouté pour déstabiliser les membranes des exosomes et libérer le cargo exosomal. Les cargos 

ont été isolés des résidus membranaires par centrifugation (5.000g, 12 minutes, 4°C). Les 

protéines ont été concentrées par précipitation avec 9 volumes d’acétone froid (-20°C) sur la nuit. 

Le culot protéique a été isolé par centrifugation (5.000g, 12 minutes, 4°C) et solubilisé dans un 

tampon constitué de 8M urée et de 0.1m ammonium bicarbonate. La concentration protéique de 

chaque fraction SEC a été déterminée par dosage colorimétrique de type RC-DC (RC-DC Protein 
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Assay, SIGMA). La totalité de l’extrait protéique d’une fraction a été décomplexifié sur deux 

bandes protéiques (2mm de hauteur pour chaque bande) par électrophorèse sur un gel SDS PaGE. 

Après excision des bandes protéiques, un agent réducteur (DTT) et un agent alkylant (IAM) ont 

été ajoutés avant une digestion trypsique (ratio trypsine : protéines à 1 : 50) sur la nuit, à 37°C. 

Les peptides issus de la digestion ont été extraits des bandes de gels.   

 Isolement des exosomes sériques d’ours brun par ultracentrifugation (UC) et analyse 

des extraits protéiques par spectrométrie de masse 

A partir de 12 mL de sérum d’ours brun, 1 fraction contenant les EVs a été isolée et reprise 

dans un tampon PBS par nos collaborateurs. Après réception, les protéines ont été extraites et 

isolées avec la même méthode que celle présentée pour les exosomes isolés par SEC. Les extraits 

protéiques ont été repris dans un tampon Laemmli (SDS à 2 %, Tris pH 6,8 10mM, EDTA 1mM et 

glycérol 10%). La concentration protéique a été déterminée par dosage colorimétrique de type 

RC-DC (RC-DC Protein Assay, SIGMA). 30µg des extraits protéiques ont été décomplexifiés en dix 

bandes protéiques par électrophorèse sur gel SDS PaGE. Après excision des bandes protéiques, 

un agent réducteur (DTT) et un agent alkylant (IAM) ont été ajoutés avant une digestion trypsique 

(ratio trypsine : protéines à 1 : 50) sur la nuit, à 37°C. Les peptides issus de la digestion ont été 

extraits des bandes de gels.   

 Analyses LC-MS/MS des extraits protéiques d’exosomes sériques d’ours brun 

Pour l’extrait protéique d’exosomes sériques isolés par UC, 300ng théoriques de peptides ont 

été analysés sur un système UPLC NanoAcquity (Waters) couplé à un Q-Exactive Plus (description 
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du système en page 131). Les peptides ont été élués de la colonne séparative avec un gradient de 

1 à 35% d’acétonitrile sur 40 minutes. 

Pour les extraits protéiques de chaque fraction SEC, 200ng théoriques de peptides ont été 

analysés sur un système UPLC (NanoElute, Bruker Daltonics) couplé à un TimsTOF Pro (Bruker 

Daltonics). Les peptides ont été concentrés sur une colonne de concentration (nanoEase, C18, 

20mm*180µm, 5µm, 100Å) avec une pression constante de 217.5bars sur une durée de 3 

minutes. Les peptides ont ensuite été élués de la colonne séparative Aurora (IonOpticks, C18, 

250mm*75µm, 16µm) maintenue à 50°C, avec un gradient de 2% à 40% d’acétonitrile acidifié 

(0.1% d’acide formique) sur une durée de 63 minutes, à un débit de 0.4µL/min. Les spectres MS 

et MS/MS ont été acquis sur une gamme de masse de 100m/z à 1.700m/z. 

 Identification des protéines  

Pour les analyses de l’extrait protéique issu de l’isolement par UC, l’identification des 

protéines a été réalisée grâce à l’algorithme Andromeda implémenté dans MaxQuant (version 

1.5.8.3), contre une banque de données de séquences protéiques téléchargée à partir de la base 

de données UniprotKB via la suite logicielle MSDA (Taxonomie 9632, Ursidae, 13 Nov. 2017, 

36.896 entrées). Les contaminants communs du fichier contaminants.fasta inclus dans MaxQuant 

ont été ajoutés et les séquences protéiques decoy ont été automatiquement générées par le 

logiciel. Les tolérances pour la première recherche MS et la recherche principale ont été 

respectivement fixées à 20ppm et 4.5ppm. La tolérance sur la recherche MS/MS a été fixée à 

40ppm et le nombre maximal de sites de clivages manqués à 1. La carbamidométhylation des 

résidus cystéines a été considérée comme modification fixe, et l’oxydation des résidus 
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méthionines et l’acétylation de l’extrémité protéique N-ter en modifications variables.  Les 

identifications ont été validées avec une valeur seuil de FDR de 1% pour les peptides (longueur 

de séquence minimale de 7 acides aminés) et les protéines. L’option de report des identifications 

MS d’une analyse à l’autre (« match between runs ») a été paramétrée avec une fenêtre de temps 

de rétention de 1.5 minutes après réalignement.  

Pour les analyses des extraits protéiques issus de l’isolement par SEC, les données brutes ont 

été automatiquement converties en mgf (mascot generic files) par le logiciel Compass Data 

Analysis (version 5.2) implémenté dans le système contrôlant le TimsTOF. Les protéines ont été 

identifiées grâce au logiciel Mascot (Matrix Science) contre une banque de séquences protéiques 

créée sur la suite logicielle MSDA à partir de la base de données UniProtKB (Taxonomie 9632, 

Ursidae, 01 Avril 2019, 63.385 entrées) et contenant les séquences protéiques decoy. Les 

séquences de la trypsine et des contaminants usuels ont été ajoutées. Des tolérances de 15 ppm 

et de 0.05 Da ont été fixées pour les recherches MS et MS/MS, respectivement ; et un site de 

clivage manqué au maximum. Les modifications fixes et variables considérées ont été les mêmes 

que ci-dessus. Les identifications ont été validées grâce au logiciel Proline avec un seuil FDR placé 

à 1% pour les protéines et les peptides (longueur minimale des séquences peptidiques de 7 acides 

aminés, score minimum de 25). 

Les protéines humaines homologues des protéines d’ours brun identifiées ont été 

déterminées grâce à l’algorithme Fasta v36 implémenté sur notre Galaxy (développement 

présenté en page 63).  
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Identification par spectrométrie de masse des protéines du cargo des exosomes sériques 

d’ours brun isolés par UC et par SEC 

546 et 513 protéines homologues humaines ont été identifiées à partir des exosomes isolés 

dans le sérum d’ours brun par UC et par SEC, respectivement. Les deux méthodes d’isolement 

permettent d’identifier un nombre équivalent de protéines exosomales. Cependant, seulement 

37% des protéines ont été communément identifiées entre les deux stratégies d’isolement (287 

protéines sur un total de 772 protéines uniques) (Figure 35), montrant que différents protéomes 

sont isolés selon la méthode d’isolement choisie, ce qui ne permet pas de distinguer l’une des 

méthodes. 

 

Figure 35 : Recouvrement entre les protéines homologues humaines identifiées à partir des exosomes isolés 
par UC (bleu) et des exosomes isolés par SEC (rouge). 

Les nombres de protéines identifiées dans chacune des 5 fractions SEC étaient similaires. 

Par ailleurs, 145 protéines ont été communément identifiées sur l’ensemble des fractions (soit 

28%, 145/513) et le nombre de protéines identifiées uniquement dans l’une des 5 fractions était 

compris entre 3 et 86 protéines, montrant que les protéomes identifiés dans chaque fraction sont 

légèrement différents.    
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Après l’isolement des exosomes par SEC du sérum d’ours brun, les fractions ont été 

analysées par NTA permettant de confirmer la présence d’EVs dans chacune des fractions 

sélectionnées. Cependant, ce type d’analyse est insuffisant pour différencier les exosomes des 

autres types de EVs, comme les lipoprotéines qui sont généralement co-isolées avec les exosomes 

par SEC [204, 205]. Afin de déterminer les fractions au sein desquelles les exosomes et les 

lipoprotéines ont été isolés, la présence de protéines de la famille tétraspanine et de 

l’apolipoprotéine B, marqueurs des membranes des exosomes et des lipoprotéines 

respectivement, ont été recherchées [205], ont été recherchés.  Les protéines CD81 et CD9, de la 

famille des tétraspanines, ont été identifiées dans la fraction 9 seulement, alors que 

l’apolipoprotéine B a été identifiée dans l’ensemble des fractions, à l’exception de la fraction 8. 

Ces résultats suggèrent un co-isolement de lipoprotéines dans la majorité des fractions, tandis 

que les exosomes seraient majoritairement présents dans la fraction 9. Une contamination par 

des lipoprotéines pourrait expliquer que le protéome identifié après isolement des exosomes par 

SEC soit si différent du protéome identifié par isolement par UC qui serait alors plus représentatif 

du cargo exosomal. En effet, il est possible qu’une grande partie des protéines identifiées dans 

les fractions SEC soit en réalité des lipoprotéines qui n’ont pas été isolées par UC. Par ailleurs, il 

est important de noter que les marqueurs des exosomes sont des protéines membranaires dont 

la détection par spectrométrie de masse est souvent difficile sans étape d’isolement ou 

d’enrichissement des protéines membranaires, ou l’utilisation d’un tampon contenant des agents 

chaotropes, des fortes concentrations de détergents ou de solvants organiques [206]. Une 

analyse par microscopie électronique permettra de différencier et de quantifier les différents 

types d’EV dans les fractions SEC.  
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Conclusion : différentes méthodes d’isolement des exosomes permettent d’identifier 

des protéomes différents 

Grâce à une analyse par spectrométrie de masse, nous avons démontré qu’il existait une 

différence entre le protéome d’exosomes isolés par SEC et celui d’exosomes isolés par UC. Nos 

résultats ont également démontré une possible contamination des exosomes isolés par SEC par 

des lipoprotéines. Tant que cette hypothèse n’est pas vérifiée par microscopie électronique, il 

n’est pas possible de déterminer la meilleure méthode d’isolement d’exosomes (ayant un bon 

rendement et étant la plus spécifique) à partir du sérum d’ours brun. 
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 Identification des protéines du LCR d’ours brun par spectrométrie de masse  

Contexte 

Le LCR (Liquide Céphalo-Rachidien) est le liquide dans lequel baigne le cerveau et la moelle 

épinière (i.e. le système nerveux central, SNC). La concentration protéique du LCR est faible et sa 

composition protéique est provient à 80% du plasma [207]. Les régulations de composition du 

LCR sont représentatifs des régulations du systèmes nerveux central et c’est la raison pour 

laquelle la recherches de biomarqueurs de maladies neurodégénératives par spectrométrie de 

masse dans le LCR est aujourd’hui largement répandu [150]. De plus, le SNC contrôle 

l’homéostasie énergétique comme la thermorégulation de l’organisme [208]. 

Par ailleurs, il a été démontré que lors de l’hibernation, le SNC pouvait jouer un rôle 

central, notamment via la mise en place d’une neuroprotection limitant le nombre de cellules 

cérébrales mortes après une blessure chez le spermophile hibernant mais pas chez le spermophile 

actif [209]. Cela nous laisse supposer qu’il pourrait y avoir des régulateurs exprimés au niveau du 

système nerveux central chez l’ours hibernant, et qui induiraient des changements dans la 

composition protéique du LCR. Pour cela il sera possible de mettre en place une analyse de 

protéomique différentielle par spectrométrie de masse d’échantillons de LCR prélevés sur des 

individus hibernants ou actifs. Ici, nous présentons la stratégie analytique appliquée pour 

caractériser le protéome du LCR d’ours brun.  

Matériel et méthodes 

Nous avons obtenu des échantillons de liquide céphalo-rachidien (LCR), prélevés sur deux 

ours bruns captifs par les vétérinaires d’un parc animalier. Les protéines ont été concentrées par 
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ultrafiltration sur un filtre de seuil de poids moléculaires (Molecular Weight Cut-Off) de 5kDa 

(Millipore) avec une centrifugation à 15.000g à 4°C. Les échantillons ont été centrifugés une 

première fois durant 30 minutes. Afin d’éliminer les sels restants et de conditionner les protéines 

dans un tampon compatible avec une décomplexification sur gel SDS PaGE, 450µL d’une solution 

SDS 2%, Tris 10mM pH 6.8, EDTA 1mM et 10% glycérol, contenant des inhibiteurs de protéases 

(Thermo Scientific), ont été ajoutés. Les échantillons ont été à nouveau centrifugés (15.000g, 

température ambiante, 30 minutes) jusqu’à obtenir un volume final de 75µL. Les concentrations 

protéiques de chaque échantillon ont été déterminé par dosage colorimétrique DC (RC-DC Biorad 

protein assay). 80µg de protéines ont ensuite été solubilisés dans un tampon Laemmli avant une 

séparation électrophorétique sur gel SDS PaGE. Au final, 26 bandes protéiques de 2mm ont été 

excisées pour chaque échantillon. L’alkylation, la réduction, la digestion protéolytique des 

protéines sur gel et l’extraction des peptides ont été réalisées.  

Un volume de 3µL d’extrait peptidique a été analysé selon l’intensité de la banque 

protéique sur le gel SDS PaGE. Les peptides ont été analysés sur un système chromatographique 

NanoAcquity (Waters) couplé à un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific). Les peptides ont d’abord 

été chargés sur une colonne d’enrichissement (C18 180µmx20mm, 5µm ; Waters) à un débit de 

5µL/min (99% H2O, 0.1% AF ; 1% ACN, 0.1% AF) durant 3 minutes. Ensuite les analytes ont été 

séparés sur une colonne séparative (BEH130 C18 75µm*250mm, 1.7µm ; Waters), maintenue à 

60°C. L’élution des peptides a été réalisée en augmentant graduellement le pourcentage du 

solvant chromatographique (contenant de l’acétonitrile pur avec 0.1% AF), de 1% à 35% sur une 

durée de 40 minutes, à un débit constant de 450nL/min. Les paramètres d’acquisition du Q-

Exactive Plus étaient identiques à ceux présentés en page 131.  
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L’identification des protéines a été réalisée grâce au logiciel Mascot (Matrix Science). La 

suite logicielle MSDA [95] a été utilisée pour générer une banque de données protéiques 

contenant les séquences des protéines d’ours (taxonomie 9632, Ursidae, Août 2017, 37.013 

entrées), à partir de la base de données UniProtKB. Les séquences decoy ont été 

automatiquement ajoutées ainsi que la séquence protéique de la trypsine et des contaminants 

communs. Les paramètres de recherche ont été définis comme suit : un site de clivage manqué 

au maximum, carbamydométhylation des résidus cystéines en modification fixe, oxydation des 

résidus méthionine en modification variable, tolérance MS de 5ppm et tolérance MS/MS de 

0.07Da. L’ensemble des identifications obtenues a été validé avec le logiciel Proline en fixant un 

seuil de FDR à 1% au niveau peptidique et protéique, et un ion score supérieur à 25. Les protéines 

homologues humaines des protéines d’ours identifiées ont été déterminées grâce au logiciel 

Fasta v36 implémenté sur plateforme Galaxy (présenté en page 63).   

Résultats et interprétations 

1179 et 1227 protéines homologues humaines ont été identifiées pour le premier et le 

second échantillon, respectivement. Près de 58 % des protéines homologues humaines ont été 

communément identifiées entre les deux échantillons (Figure 36).  
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Figure 36 : Protéines homologues humaines identifiées après analyse par spectrométrie de masse de deux 
échantillons de LCR d’ours buns. 

Il est important que noter que ces échantillons provenaient de deux individus, euthanasiés 

à des périodes différentes et l’un des échantillons (LCR 1) était fortement hémolysé, pouvant 

expliquer les différences entre les deux listes des protéines identifiées.  

En 1992, l’équipe de Kondo et Kondo a découvert 4 protéines dans le plasma de tamias : 

HP20, HP25, HP27 et HP55. Les trois premières protéines s’associeraient dans le foie pour former 

le complexe HP20c, avant d’être transporté dans la circulation sanguine où la protéine HP55 

s’ajoute au complexe HP20c pour former un nouveau complexe HPc [210]. Ces protéines 

possèdent des domaines semblables à ceux du collagène, à l’exception de la protéine HP55 qui 

est homologue à la protéine humaine α 1-antitrypsine. En 2006, la même équipe a démontré que 

la concentration sanguine des protéines HP20, 25 et 27 était très diminuée durant la phase 

hibernante, comparé à la phase active, et très augmentée dans le LCR [211]. De plus, l’injection 

d’anticorps dirigés contre le complexe HP20c dans le LCR des tamias hibernant, induit un réveil 

des animaux contrairement au groupe contrôle [210]. Nous avons donc recherché les protéines 
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homologue humaines des protéines HP20, HP25, HP27 et HP55 dont l’abondance était plus 

importante dans le LCR des tamias hibernants [211]. Ces protéines sont disponibles dans la base 

de données TrEmbl (à l’exception de la protéine HP55) ce qui nous a permis de déterminer les 

protéines humaines homologues. A noter que la séquence de la protéine HP25 renseignée ne 

compte que 14 acides aminés ne permettant pas de réaliser un BLAST. Pour les protéines HP20 

et HP27, une même protéine homologue humaine a été identifiées (collagène alpha 1) et nous 

avons considéré la protéine alpha-1-antitrypsine comme homologue humaine de la protéine 

HP55 (donnée issue de la littérature). Dans nos données, ces deux protéines homologues 

humaines ont été identifiées pour les deux échantillons de LCR d’ours brun. Nous pouvons donc 

supposer que notre méthode a permis d’identifier des protéines dont l’abondance est 

significativement régulée durant la phase hibernante. Dans le cadre d’une analyse de 

protéomique différentielle entre des échantillons de LCR d’ours bruns hibernants et d’ours bruns 

actifs, il sera intéressant alors de déterminer les variations d’abondance de ces protéines.  

 Par la suite, la visualisation des protéines homologues humaines sur les cartes de la base 

de données KEGG (algorithme présenté en page 66) a permis d’identifier des protéines impliquées 

dans 6 systèmes synaptiques : 5, 8, 9, 11, 15 et 21 protéines ont été identifiées dans le 

fonctionnement des synapses GABAergiques, sérotoninergiques, glutamatergiques, 

cholinergiques, dopaminergiques et adrénergiques, respectivement. Ces systèmes synaptiques 

sont impliqués dans la régulation de fonctions comme la contraction musculaire, l’éveil ou le 

sommeil, la fréquence cardiaque ou la température corporelle. Dans le cas de l’ours hibernant, 

étudier ces systèmes synaptiques pourrait permettre de mieux appréhender les régulations mises 
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en place dans le SNC lors de l’hibernation, qui pourraient être impliqués dans la régulation de la 

température corporelle ou encore dans la régulation du sommeil.  

Conclusion 

 Nous avons mis en place une méthode de préparation d’échantillon permettant de 

caractériser le protéome du LCR de l’ours brun. Il nous a été possible d’identifier des protéines 

homologues humaines de protéines identifiées spécifiquement dans le plasma et le LCR des 

tamias hibernants, montrant que notre méthode pourrait identifier des marqueurs protéiques de 

l’hibernation dans le LCR d’ours brun. Par ailleurs, des protéines impliquées dans 6 systèmes 

synaptiques et régulant l’homéostasie de l’organisme ont été identifiées et pourraient permettre 

de mieux appréhender les mécanismes régulés au niveau du SNC, lors de l’hibernation de l’ours 

brun. Cette méthode d’analyse par spectrométrie de masse pourrait être appliquée à une 

approche de protéomique différentielle quantitative sur des échantillons de LCR d’ours bruns 

actifs et hibernants.  
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 Optimisation d’une approche de phosphoprotéomique sur le muscle de l’ours 

Le lancement de ce projet a bénéficié des conseils judicieux de Christine Schaeffer et Justine 

Schneider du LSMBO, et le protocole initial d’enrichissement en phosphopeptides nous a été 

transmis par le laboratoire de Proteomique et Spectrométrie de masse des biomolécules de 

l’Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale de Toulouse. 

Contexte 

Les PTM (Post-Translational Modifications) sont largement impliquées dans la régulation des 

voies de signalisation. Après la production et la maturation des protéines, des enzymes 

spécialisées sont capables de modifier chimiquement certains résidus de la séquence protéique. 

La phosphorylation est la PTM considérée comme « l’interrupteur moléculaire » le plus 

important. Par ailleurs, il a déjà été montré que le niveau de phosphorylation de facteurs de 

transcription [212] et de protéines [213] étaient liées à la régulation de la masse musculaire et au 

développement de la sarcopénie (i.e. atrophie musculaire liée à l’âge). Identifier les sites de 

phosphorylations des protéines, permettraient de mieux appréhender les mécanismes mis en 

place dans la préservation du muscle squelettique durant l’hibernation de l’ours brun. Nous avons 

donc choisi de développer une méthode de phosphoprotéomique afin de d’identifier les sites 

phosphorylations sur les protéines musculaires de l’ours brun. 

Stratégie analytique 

Afin d’utiliser une méthode reproductible, efficace pour l’enrichissement des 

phosphopeptides et facile à réaliser, nous avons optimisé différentes étapes d’un protocole 
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d’enrichissement en phosphopeptides à partir de peptides trypsiques issus de la digestion 

d’extraits protéiques de muscle squelettique d’un ours brun (Figure 37).  

 

Figure 37 : Schématisation du protocole d'enrichissement en phosphopeptides avec une partie des 
optimisations réalisées. La stratégie finalement sélectionnée après les tests (flèches bleues) est présentée 
par les flèches jaunes. * : l’élution des phosphopeptides fixés sur les billes TiO2 a par la suite était réalisée 
par centrifugation (page 140). 

Matériels et méthodes 

Extraction des protéines à partir de biopsies musculaires d’ours brun 

L’échantillon sélectionné pour les optimisations du protocole de phosphoprotéomique est 

une biopsie musculaire d’ours brun provenant d’un parc zoologique. Le tissu congelé a été divisé 

en plusieurs parties qui ont été broyées de manière mécanique, à froid et à sec, avec des billes 

d’acier (MM400, Retsch). Des cycles de 30 secondes avec une fréquence de 30 Hertz ont été 

réalisés jusqu’à l’obtention d’une poudre homogène. Les protéines ont été extraites en ajoutant 
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un tampon de lyse de 6M Urée, 0.1M bicarbonate d’ammonium, 2% CHAPS, des inhibiteurs de 

protéases (cOmplete Ultra tablets, Mini, EDTA-free ; Roche) et des inhibiteurs de phosphatases 

(phosphatase cocktail inhibitor 2 et 3 ; SIGMA). Le volume de tampon de lyse ajouté (en µL) 

correspond à dix fois la masse de tissus broyé (en mg). Après une incubation de 30 minutes à 

37°C, les échantillons ont été soniqués à la sonde, sur glace, avec 3 cycles de 10 secondes, avec 

10% d’amplitude. Les échantillons ont été centrifugés 5 minutes à 13.000g et le surnageant 

contenant les protéines a été conservé. 

Précipitation et reprise des protéines musculaires 

Les échantillons ont été incubés avec 6 volumes d’acétone froid, à -20°C, pour la nuit. Après 

une centrifugation à 5000g, durant 5 minutes à 4°C, le surnageant a été éliminé. Les protéines 

contenues dans le culot, ont été reprises dans un tampon 8M urée, 0.1M ammonium bicarbonate. 

Il a été supposé que 10% de la masse du tissu broyé correspondait à la quantité de protéines 

extraites, ce qui a permis d’ajouter un volume de tampon suffisant pour obtenir une 

concentration protéique finale proche de 10µg/µL. Les extraits protéiques ont ensuite été 

soniqués à 15000g pendant 10 minutes pour culoter les derniers débris cellulaires. Le surnageant 

contenant les protéines a été conservé et la concentration en protéine a été déterminée par 

dosage colorimétrique, compatible avec des agents réducteurs et des détergents (RC-DCTM 

Protein Assay ; Bio-Rad). Les concentrations protéiques obtenues ont été comparées entre les 

échantillons grâce aux profils électrophorétiques obtenus sur gel SDS PaGE. 30µg de protéines 

pour chaque échantillon ont été préparés dans un tampon de type Laemmli avant d’être chauffés 

5 minutes à 95°C, sous agitation. La migration électrophorétique a été réalisée en deux étapes : 

dans un premier temps un voltage constant de 50 volts a été appliqué durant 20 minutes, puis un 
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voltage constant de 150 volts jusqu’à ce qu’à ce que le front de migration atteigne le bas du gel. 

Les protéines ont été fixées dans le gel en incubant les gels 15 minutes dans une solution 50% 

éthanol, 3% acide phosphorique. Les gels ont été colorés sur la nuit, au bleu colloïdal, sur la nuit. 

Les profils électrophorétiques (i.e. intensité et présence des bandes protéiques) étaient similaires 

pour l’ensemble des échantillons permettant d’affirmer la justesse du dosage réalisé. 

Réduction, alkylation et digestion des protéines en solution 

Le volume d’extrait protéique équivalent à 250 ou 500µg de protéines musculaires a été 

complété à 200µL avec un tampon 8M urée, 0.1M ammonium bicarbonate. La réduction des 

protéines a été réalisée en ajoutant du dithiothréitol (DTT) 700mM (30 minutes à 37°C), suivie de 

l’alkylation des protéines avec de l’iodoacétamide (IAM) 700mM (1 heure, à l’obscurité, à 

température ambiante). 1.5mL d’ammonium bicarbonate 0.1M a été ajouté pour atteindre une 

concentration finale de 1M urée. La trypsine dissoute dans de l’ammonium bicarbonate 25mM a 

été ajoutée au mélange protéique avec un ratio protéines : trypsine égal à 1:50. Une incubation 

à 37°C pour la nuit a été réalisée. La digestion a été interrompue par acidification du mélange 

protéique avec 5µL d’acide formique (AF). Les peptides trypsiques ont été extraits sur un système 

SPE (Solid Phase Extraction) contenant 100mg de phase stationnaire C18 (Sep-Pack C18 

cartridges, 1cc, 100mg ; Waters). Les cartouches SPE ont été conditionnées avant d’y déposer 

l’échantillon. Après deux lavages, les peptides ont été élués avec 600µL d’une solution acqueuse 

contenant 60% d’acétonitrile (ACN), 0.1% d’acide formique (AF). Enfin le solvant a été 

complètement évaporé et les peptides ont été repris dans un tampon d’équilibration (80% ACN, 

5% acide trifluoroacétique (TFA), 1M acide glycolique) pour avoir une concentration peptidique 

théorique de 1µg/µL. Les phosphopeptides standards lights (i.e. phosphopeptides synthétisés 
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avec un marquage avec des isotopes légers) ont été ajoutés à une proportion de 1.6 fmol de 

peptides standard pour 1µg de peptides trypsiques. 

Conditionnement des billes de dioxyde de titane 

Le tampon d’équilibration (80% ACN, 5% TFA, 1M acide glycolique) a été ajouté, aux billes de 

dioxyde de titane (TiO2), à un volume suffisant pour obtenir une concentration de 1µg/µL de billes 

TiO2. Après une incubation de 30 minutes sous agitation, le mélange de billes a été centrifugé (1 

minute, 1.600g) et le surnageant a été éliminé.  

Enrichissement en phosphopeptides 

Les peptides trypsiques ont été incubés avec les billes de dioxyde de titane (TiO2) 

conditionnées (ratio billes TiO2 : peptides de 1 :6) durant 20 minutes, sous agitation. Après 

centrifugation, le surnageant n’a pas été conservé tandis que les billes TiO2 ont été reprises dans 

un tampon de lavage (60% ACN, 1% TFA). Un système de filtration composé d’une membrane C18 

(Empore C18, Thermo) insérée dans un cône de pipette a été constitué pour chaque échantillon.  
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Figure 38 : Schématisation du système d'élution des phosphopeptides sur un cône de pipette dans lequel 
est insérée une membrane C18. Les billes TiO2 sont retenues sur la membrane tandis que les peptides et 
les solvants sont élués. 

Après conditionnement, les mélanges peptides/billes TiO2 ont été déposés sur ces filtres 

(schématisation en Figure 38) et une pression a été appliquée avec une seringue jusqu’à ce que 

la solution soit totalement éliminée. Un premier tampon d’élution (5% hydroxyde d’ammonium 

[NH4OH]) a été ajouté aux billes et élué après 5 minutes d’incubation. Une seconde élution avec 

le premier tampon d’élution a été réalisée. De la même manière, les phosphopeptides ont été 

élués avec un second tampon d’élution (25% ACN, 10% NH4OH). Les éluats ont été rassemblés et 

les phosphopeptides standard heavy (i.e. phosphopeptides synthétisés avec un marquage avec 

des isotopes lourds) ont été ajoutés en même quantité que les phosphopeptides standards light. 

La comparaison des intensités obtenues pour les peptides standard entre la forme heavy et la 

forme light permettront d’évaluer l’efficacité de l’enrichissement : si l’intensité de la forme heavy 

est proche de l’intensité de la forme light, alors l’enrichissement est jugée efficace. Les solvants 

ont été évaporés et les peptides ont été repris avec une solution aqueuse contenant 2% ACN, 

0.1% AF. 
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Séparation par chromatographie liquide 

Les peptides ont d’abord été chargés sur une colonne d’enrichissement (C18 180µmx20mm, 

5µm ; Waters) à un débit de 5µL/min (99% H2O, 0.1% AF ; 1% ACN, 0.1% AF) durant 3 minutes. 

Ensuite les analytes ont été séparés sur une colonne séparative (BEH130 C18 75µm*250mm, 

1.7µm ; Waters), maintenue à 60°C. Trois gradients chromatographiques ont été testés :  

augmentation graduelle de la proportion de solution B (100% acétonitrile, 0.1% AF), de 1% à 32%, 

sur une durée de 65, 105 ou 135 minutes. Par la suite, le pourcentage de solution B a été 

rapidement augmenté jusqu’à 90%, en 6 minutes, afin de nettoyer le système 

chromatographique. Enfin, le système a été rééquilibré en diminuant le pourcentage de la 

solution B à 1% sur une durée de 19 minutes. Le débit appliqué a été de 450nL/min pour les 

systèmes UPLC (NanoAcquity, Waters) couplés au TTOF 5600 ou au Q-Exactive Plus, et a été de 

400nL/min sur le couplage avec le Q-Exactive HF-X. 

Paramètres d’acquisition : TTOF 5600, Q-Exactive Plus et Q-Exactive HF-X 

Les acquisitions par spectrométrie de masse ont été réalisées en mode positif, et les spectres 

MS/MS ont été obtenus pour les 10 peptides les plus intenses (DDA TOP 10).  
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Table 4 : Paramètres d'acquisition mis en place pour l'analyse des phosphopeptides sur le Q-Exactive Plus 
et le Q-Exactive HF-X (Thermo Scientific) et sur le TTOF5600 (AbSciex) 

  

Identification des protéines  

Les protéines ont été identifiées grâce au logiciel Mascot (Matrix Science) contre une banque 

de séquences protéiques créée sur la suite logicielle MSDA à partir de la base de données 

UniProtKB (Taxonomie 9632, Ursidae, 31 Mars 2018, 37.293 entrées) et contenant les séquences 

protéiques decoy. Les séquences de la trypsine et des contaminants usuels ont été ajoutées. Les 

tolérances ont été fixées à 5, 5 et 10 ppm pour les recherches MS sur les analyses obtenues sur 

le Q-Exactive Plus, le Q-Exactive HF-X et le TTOF5600, respectivement. Les tolérances ont été 

fixées à 0.03, 0.05 et 0.05 Da pour les recherches MS sur les analyses obtenues sur le Q-Exactive 

Plus, le Q-Exactive HF-X et le TTOF5600, respectivement. Un site de clivage manqué au maximum 

a été autorisé. La carbamydométhylation des résidus cystéines a été déterminée comme 

modification fixe. Les modifications variables considérées ont été les suivantes : acétylation des 

N-termini des protéines, phosphorylation des résidus sérine, tyrosine et théronine, oxidation des 

résidus méthionines et les marquages isotopiques des peptides standards (13C(6)15N(4) et 

Q-Exactive Plus

(Thermo Scientific)

Q-Exactive HF-X

(Thermo Scientific)

TTOF5600

(AbSciex)

Résolution
70.000

(200 m/z)

120.000

(200 m/z)

≈ 30.000

(722 m/z)

Gamme de masse (m/z) 300 - 1.800 375 - 1.500 400 - 1.250

AGC (nb ions) 3E+06 3E+06

Maximum injection time (ms) 50 60

TOP N 10 10 50

NCE (eV) 27 27 10

Résolution

17.500

(200 m/z)

15.000

(200 m/z)

≈ 17.000

(892 m/z)

AGC (nb ions) 1E+05 1E+05

Maximum injection time (ms) 100 60

MS

MS/MS
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13C(6)15N(2)). Les identifications ont été validées grâce au logiciel Proline avec un seuil FDR placé 

à 1% pour les protéines et à 0.5% pour les peptides (longueur minimale des séquences 

peptidiques de 7 acides aminés). 

Résultats des tests d’optimisation du protocole de phosphoprotéomique appliqué à 

l’enrichissement de peptides phosphorylés du muscle squelettique de l’ours brun 

Test 1 – Reproductibilité et efficacité de la méthode d’enrichissements 

L’enrichissement réalisé manuellement peut induire des difficultés de reproductibilité. Nous 

avons donc évalué la reproductibilité de trois enrichissements en phosphopeptides, à partir d’un 

même échantillon, réalisés en parallèle sur 250µg de peptides trypsiques et analysés sur un 

système UPLC (NanoAcquity, Waters) couplé à un TTOF 5600 (AbSciex) avec un gradient de 65, 

105 et 135 minutes.  

Les phosphopeptides identifiés entre les trois enrichissements pour chacun des gradients 

chromatographiques testés ont été comparés (Figure 39). Il est important de noter que cette 

comparaison se base sur la séquence peptidique, indépendamment du ou des sites de 

phosphorylation(s) identifié(s). Autrement dit, si une séquence peptidique a été identifiée deux 

fois mais avec des localisations ou un nombre de sites de phosphorylation différents, la séquence 

peptidique ne sera prise en compte qu’une seule fois pour cette comparaison. 
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Figure 39 : Recouvrement des séquences des phosphopeptides identifiés pour un gradient de 65 minutes 
(A), de 105 minutes (B) ou de 135 minutes (C), avec trois enrichissements en phosphopeptides réalisés en 
parallèle sur 250µg de peptides. 

51.6, 50.2 et 45.4% des séquences des phosphopeptides ont été communément identifiés 

entre les trois enrichissements pour le gradient chromatographique de 65, 105 et 135 minutes, 

respectivement. Ce qui démontre que les phosphopeptides identifiés sont en grande partie les 

mêmes entre les trois enrichissements et que notre méthode manuelle d’enrichissement en 

phosphopeptides est assez reproductible.  

Pour poursuivre, les proportions d’acides aminés identifiés avec des phosphorylations ont 

été comparées pour les phosphopeptides dont les sites de phosphorylations ont été identifiés 
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avec PTM score supérieur à 0.75 (ce score représente la probabilité que la phosphorylation soit 

effectivement présent sur le résidu identifié – voir page 40). Sur l’ensemble des résidus 

phosphorylés identifiés, 79%, 19% et 2% des phosphorylations étaient portées par des résidus 

sérines, thréonines et tyrosines, respectivement (Figure 40).  

 

Figure 40 : Proportion phosphotyrosines (phospho(Y) ; vert foncé) ; de phosphothréonines (phospho(T) ; 
vert medium) et de phosphosérines (phospho(S) ; vert clair), identifiés avec un PTM score > 0.75, après 
enrichissement de 250µg de peptides, avec un ratio 1:6. 

En comparaison, les proportions étaient de 86.4%, 11.8% et 1.8% de phosphosérines, 

phosphothréonines et phosphotyrosines identifiées à partir d’extraits peptidiques de cellules 

HeLa enrichis en phosphopeptides en combinant SCX (principe décrit en page 18) et MOAC sur 

billes TiO2 [214]. De ce fait, les proportions obtenues avec notre méthode sont cohérentes avec 

ce qu’il peut être attendu et permettent d’affirmer que notre méthode d’enrichissement en 

phosphopeptides est satisfaisante de ce point de vue. Par ailleurs, il est important de noter que 

des résultats similaires ont été observés pour les 3 enrichissements réalisés en parallèle, 
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démontrant une nouvelle fois la reproductibilité de notre méthode d’enrichissement en 

phosphopeptides.  

L’enrichissement de type MOAC avec des billes TiO2 favorise l’enrichissement de peptides 

monophosphorylés, alors que les peptides portant plusieurs phosphorylations sont plus 

difficilement conservés. Dans nos données, les proportions de phosphopeptides identifiés (PTM 

score >0.75) avec une, deux ou trois phosphorylations ont été respectivement de 83%, 13% et 

2%, et ce de manière reproductible pour les gradients de 65, 105 et 135minutes. Notre méthode 

d’enrichissement semble donc permettre un enrichissement des phosphopeptides 

monophosphorylés comme attendu, ce qui a permis de définitivement valider notre protocole 

d’enrichissement en phosphopeptides. 

Test 2 – Choix du gradient NanoLC : 65, 105 ou 135 minutes d’élution 

Le gradient chromatographique permet la décomplexification d’un mélange peptidique 

complexe et un plus grand nombre de peptides et de protéines peuvent alors être identifiés. Nous 

avons donc évalué l’efficacité de trois gradients chromatographiques à identifier le plus grand 

nombre de phosphoprotéines et de phosphopeptides. Pour chaque gradient le pourcentage 

d’acétonitrile acidifié (0.1% acide formique) a été augmenté de 1% à 32% sur une durée de 65, 

105 ou 135 minutes. L’analyse par spectrométrie de masse (Q-Exactive Plus, Thermo Scientific) a 

été réalisée à partir de 1/5ème d’un échantillon obtenu après un enrichissement en 

phosphopeptides sur 250µg de protéines musculaires digérées à la trypsine. Les résultats obtenus 

ici sont la combinaison de 3 enrichissements réalisés en parallèle. 
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Après traitement des analyses LC-MS/MS, l’évaluation des différents gradients a été réalisée 

en comparant les nombres de peptides et phosphopeptides identifiés (Figure 41) :  

- Le nombre de peptides identifiés avec et/ou sans phosphorylation(s). 1233, 1576, 1567 

peptides ont été identifiés avec le gradient de 65, 105 et 135 minutes, respectivement. 

Les gradients de 105 et 135 minutes ont permis d’identifier un plus grand nombre de 

peptides, comparé au gradient de 65 minutes. 

- Le nombre de phosphopeptides identifiés portant au moins un groupement phosphate. 

721, 973 et 901 phosphopeptides ont été identifiés avec le gradient de 65, 105 et 135 

minutes, respectivement. Une nouvelle fois, les gradients de 105 et 135 minutes ont 

permis d’identifier un plus grand nombre de phosphopeptides, comparé au gradient de 

65 minutes. 

- Le nombre de phosphopeptides identifiés avec des sites de localisation validés (i.e. les 

phosphopeptides dont les phosphorylations étaient localisées avec un PTM score 

supérieur à 0.75 (soit 75% de probabilité de bonne localisation des sites de 

phosphorylations)). 393, 486, 482 phosphopeptides ont été respectivement validés avec 

le gradient de 65, 105 et 135 minutes. Comme précédemment, le gradient de 65 minutes 

n'a pas permis d’obtenir des résultats équivalent à ceux obtenus avec les gradients de 105 

minutes et de 135 minutes.  
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Figure 41 : Récapitulatif des peptides identifiés avec un gradient de 65, 105 ou 135 minutes. 4 catégories 
de peptides sont représentées : peptides identifiés sans phosphorylation (gris), peptides identifiés avec au 
moins une phosphorylation (phosphopeptides - jaune), phosphopeptides avec validation PTM score > 0.75 
(ocre), ensemble des peptides identifiés (peptides phosphorylés ou non - rouge). 

Sur l’ensemble de ces résultats, le gradient de 65 minutes n’a pas permis d’égaler le nombre 

de phosphopeptides d’identifiés par l’utilisation du gradient de 105 et 135 minutes. Les gradients 

de 105 minutes et 135 minutes, permettent d’identifier des nombres équivalents de peptides et 

phosphopeptides, ne permettant pas de distinguer des bénéfices à l’utilisation de l’un des deux 

gradients.   

Les nombres de protéines et phosphoprotéines identifiées avec l’utilisation des gradients de 

65, 105 et 135 minutes ont également été comparés (Figure 42) :  

- Le nombre total de protéines et phosphoprotéines identifiées. 256, 294 et 288 

(phospho)protéines ont été respectivement identifiées avec les gradients de 65, 105 et 

135 minutes. Un plus grand nombre de protéines a été identifié avec l’utilisation des 

gradients de 105 et 135 minutes, comparés au gradient de 65 minutes. 
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- Le nombre de protéines identifiées avec et sans phosphorylation : cela inclut les protéines 

identifiées dans une forme non-phosphorylée ET dans une forme phosphorylée. 66, 84 et 

78 protéines ont été identifiées respectivement avec les gradients de 65, 105 et 135 

minutes respectivement. Le gradient de 105 minutes a permis d’identifier un plus grand 

nombre de ces protéines, comparé au gradient de 65 minutes et au gradient de 135 

minutes. 

- Le nombre de protéines identifiées seulement sous forme phosphorylée (avec au moins 

une phosphorylation). 112, 124 et 116 phosphoprotéines ont été identifiées 

respectivement avec les gradients 65, 105 et 135 minutes. Des nombres équivalents de 

phosphoprotéines ont été identifiées avec l’utilisation des 3 gradients.   

 

Figure 42 : Récapitulatif des identifications protéiques obtenues avec un gradient de 65, 105 ou 135 
minutes. 3 catégories de protéines sont représentées : protéines identifiées sans phosphorylation (gris), 
protéines identifiées avec et sans phosphorylation (rose), protéines identifiées avec au moins une 
phosphorylation (jaune). 

Les résultats obtenus au niveau peptidique et protéique ont démontré que le gradient de 65 

minutes ne permettait pas d’obtenir un nombre d’identifications semblables à ceux obtenus avec 
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l’utilisation des gradients de 105 et 135 minutes. Ce gradient ne sera donc pas conservé pour la 

suite des analyses. Par ailleurs, augmenter la durée du gradient de 105 à 135 minutes ne semble 

pas permettre d’augmenter les nombres de (phospho)protéines et de (phospho)peptides 

identifiés. Le nombre de peptides identifiés est directement lié à la capacité séparative du 

système chromatographique. Or, il a déjà été démontré qu’à un débit donné, la capacité 

séparative était améliorée, jusqu’à une certaine limite, en augmentant la durée du gradient. Par 

exemple, à un débit de 0.4 mL/min (proche du débit utilisé ici qui était de 0.45mL/min), la capacité 

séparative maximale est atteinte avec une durée de gradient de 120 minutes [61]. Nos résultats 

sont donc en accord avec ces données puisqu’augmenter la durée de gradient de n’a 

effectivement pas permis d’augmenter le nombre d’identifications : cela pourrait être dû au fait 

que la capacité séparative maximale avait déjà été atteinte avec le gradient de 105 minutes et ne 

pouvait donc pas être améliorée en augmentant la durée du gradient à 135 minutes. De ce fait, 

le gradient de 105 minutes sera sélectionné pour la suite des analyses.  

Test 3 – Choix de la méthode d’élution des phosphopeptides 

Jusqu’à présent, les peptides ont été élués des billes de dioxyde de titane en filtrant le 

mélange billes/peptides directement sur une membrane C18 (méthode « F » pour filtration). Par 

cette méthode, la quantité de billes TiO2 déposée sur le filtre produit une contrepression 

importante sur le piston de la seringue et il devient alors très difficile pour l’utilisateur d’appliquer 

une force contraire à cette contrepression pour éluer les phosphopeptides à travers le filtre. Une 

nouvelle méthode d’élution a donc été évaluée, plus simple d’utilisation, où les peptides, 

initialement fixés sur les billes TiO2, sont isolés par centrifugation (méthode « C » pour 

centrifugation). Avec la centrifugation, les billes TiO2 sont rassemblées dans le culot, tandis que 



‖ Publication 1 

140 
 

les phosphopeptides libérés des billes restent dans le surnageant. Après avoir réalisé toutes les 

étapes d’élution, l’ensemble des surnageants est filtré à la seringue sur la membrane C18, 

permettant d’éliminer d’éventuelles billes TiO2 encore présentes (Figure 43). 

 

Figure 43 : Schématisation des étapes d'enrichissement selon 2 méthodes : élution par passage direct sur 
filtre (haut) ou élution par centrifugation, avant filtration sur filtre (bas). 

Afin de comparer les deux méthodes d’élution, les enrichissements ont été réalisés sur 

500µg de peptides trypsiques. La totalité des fractions enrichies en phosphopeptides a été 

analysée sur le système NanoLC - Q-Exactive Plus, avec un gradient de 105 minutes. Les 

enrichissements ont été réalisés en duplicat afin d’évaluer la reproductibilité d’enrichissement 

pour les deux méthodes. 
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Les nombres de peptides, phosphopeptides et phosphopeptides avec PTM score > 0.75 

identifiés entre les duplicats, et les méthodes d’élution des phosphopeptides, étaient similaires 

(Figure 44A). Dans le détail :  

- Nombre de peptides identifiés : 2149, 1942 avec la méthode « F » et 1972, 1947 avec la 

méthode « C » 

- Nombre de phosphopeptides identifiés : 1144, 1098 avec la méthode « F » et 911, 926 

avec la méthode « C »  

- Nombre de phosphopeptides identifiés avec un PTM score > 0.75 : 719, 699 avec la 

méthode « F » et 582, 587 avec la méthode « C ».  

Avec la méthode « C », en moyenne, 18.1% de phosphopeptides et 17.5% de 

phosphopeptides avec un PTM score < 0.75 ont été identifiés en moins, en comparaison avec 

l’utilisation de la méthode « F ». La méthode « C » permet donc d’identifier un moins grand 

nombre de phosphopeptides mais étant donné la possibilité de réaliser une préparation à haut 

débit avec la méthode « C » et le niveau de perte limité (par rapport à la méthode « F »), cette 

méthode pourra être utilisée par la suite.  

De plus, les nombres totaux de protéines identifiées (phosphoprotéines et protéines non-

phosphorylées) étaient équivalents entre les duplicats d’une même méthode (464 et 444 

protéines identifiées pour les duplicats de la méthode « F », et 408 et 453 protéines identifiées 

pour les duplicats de la méthode « C »), et de la même manière pour les phosphoprotéines 

identifiées (332 et 331 phosphoprotéines identifiées pour les duplicats de la méthode « F » et 281 

et 287 phosphoprotéines identifiées pour les duplicats de la méthode « C ») (Figure 44B). Cela 
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démontre que l’utilisation de la méthode « C » semble aussi reproductible que la méthode « F », 

bien que le nombre d’identifications protéiques obtenues soit légèrement inférieur. Par ailleurs, 

70% des protéines et 63% des phosphoprotéines sont communément identifiées avec l’utilisation 

des deux méthodes d’élution des phosphopeptides (résultats non présentés). 

 

Figure 44 : Identifications au niveau peptidique (ensemble des peptides, peptides phosphorylés et 
phosphopeptides avec un PTM score >0.75 – panel de gauche) et au niveau protéique (ensemble des 
protéines et phosphoprotéines – panel de droite), après élution des phosphopeptides sur filtre (F1 et F2) ou 
par centrifugation (C1 et C2). 

Les résultats d’identifications au niveau peptidique et au niveau protéique avec l’utilisation 

de la méthode « C » sont légèrement inférieurs à ceux obtenus avec l’utilisation de la méthode 

« F ». Cela pourrait être dû au fait qu’une partie des phosphopeptides ait été retenue au milieu 

des billes TiO2 et n’aient donc pas été récupérés dans le surnageant. Cependant, l’objectif de 

l’ensemble de ces optimisations est de réaliser une analyse différentielle du phosphoprotéome 

musculaire d’ours bruns hibernants vs actifs sur un grand nombre d’échantillons. Etant donné que 
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les résultats de l’utilisation de la méthode « C » ne sont que légèrement inférieurs à ceux obtenus 

avec l’utilisation de la méthode « F » et étant donné la facilité d’appliquer de la méthode « C » 

c’est cette dernière qui sera conservée pour la suite des analyses. Par la suite il sera également 

intéressant de comparer les résultats obtenus avec notre méthode d’enrichissement manuelle, 

avec un enrichissement en phosphopeptides réalisé de manière automatisée comme la 

plateforme Bravo AssayMAP (Agilent) présente depuis peu au laboratoire. Cette plateforme 

permet de réaliser, de manière automatisée, un enrichissement en phosphopeptides. Il a déjà été 

démontré que ce système permettait de réaliser des enrichissements en phosphopeptides, issus 

de la digestion d’extrait protéique de cellules cancéreuses humaines, avec une bonne sélectivité 

: 90% de peptides identifiés étaient des phosphopeptides [215]. Par ailleurs, ce résultat a été 

constaté sur des triplicats démontrant une méthode d’enrichissement automatique robuste 

[215]. De ce fait, utiliser cette plateforme pour l’enrichissement en phosphopeptides à parti 

d’échantillons d’ours brun pourrait permettre d’assurer une excellente reproductibilité et donc 

de pouvoir, par la suite, réaliser une analyse de phosphoprotéomique quantitative.  

Test 4 – Augmentation du temps d’incubation pour l’élution 

L’une des étapes clefs de l’étape d’enrichissement en phosphopeptides est l’élution des 

phosphopeptides fixés sur les billes TiO2. Dans les protocoles précédemment présentés, les 

mélanges peptides/billes ont été incubés avec le tampon d’élution pour une durée de 5 minutes. 

Nous avons voulu évaluer si augmenter le temps d’incubation à 15 minutes permettait d’identifier 

un plus grand nombre de phosphopeptides. Pour cela, un enrichissement en phosphopeptides a 

été réalisé sur 250µg de peptides et 1/5 de la fraction enrichie a été analysé sur le système 

chromatographique UPLC (NanoAcquity, Waters) couplé à un Q-Exactive HFX (Thermo Scientific), 
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avec un gradient de 105 minutes. Avec une incubation de 15 minutes, les nombres de 

phosphopeptides identifiés ont été augmentés de 5% pour les phosphopeptides identifiés et de 

14% pour les phosphopeptides identifiés avec un PTM score > 0.75, comparé à une incubation de 

5 minutes (résultats non présentés). Augmenter le temps d’incubation de 5 à 15 minutes permet 

d’augmenter légèrement le nombre de phosphopeptides et de phosphopeptides avec PTM score 

> 0.75. Par la suite, un temps d’incubation sera augmenté à 15 minutes pour les prochaines 

analyses.  

Conclusions : optimisation d’un protocole de phosphoprotéomique pour l’analyse du 

phosphoprotéome du muscle squelettique de l’ours brun par LC-MS/MS 

Dans le but de comparer le phosphoprotéome du muscle squelettique des ours bruns 

hibernants et des ours bruns actifs, différentes étapes du protocole de phosphoprotéomique, de 

l’enrichissement en phosphopeptides à l’analyse LC-MS/MS, ont été optimisées. Grâce aux 

optimisations mises en place, nous avons établi un protocole d’enrichissement en 

phosphopeptides avec des billes TiO2 à partir d’extraits protéiques musculaires d’ours brun 

digérés à la trypsine. Ce protocole s’est révélé reproductible et facilement applicable à la 

préparation de plusieurs échantillons avec les paramètres suivants :  

 L’enrichissement sera réalisé avec un ratio peptides : billes TiO2 de 1 : 6 avec une 

incubation de 15 minutes pour l’élution des phosphopeptides.  

 Les phosphopeptides seront élués des billes grâce à une centrifugation qui les isolera dans 

le surnageant. 

 La durée du gradient chromatographique utilisé sera de 105 minutes. 
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A l’avenir, cette méthode sera appliquée à l’étude du phosphoprotéome musculaire de l’ours 

brun avec des échantillons provenant d’ours brun hibernants et d’ours bruns actifs afin de mettre 

en évidence des changements du phosphoprotéome entre ces deux conditions. 
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Chapitre 3 : Etude des régulations du protéome de cellules 
musculaires humaines traitées avec du sérum d’ours 
hibernant (WBS) par une analyse par spectrométrie de 
masse quantitative et sans marquage 

Ce projet a été réalisé en collaboration avec le Dr Etienne LEFAI et Mme Stéphanie CHANON. 

Contexte 

Lors de l’hibernation, les pertes en masse et en force des muscles squelettiques de l’ours 

brun sont limitées (voir pages 55 à 61). Afin de déterminer l’importance de l’activation neuronale 

sur le maintien musculaire de l’ours brun durant l’hibernation, une équipe a mesuré l’évolution 

des muscles squelettiques LDE (Long Digital Extensor) et CT (Cranial Tibial) après dénervation, 

chez des ours bruns captifs durant la période d’hibernation et la période active [216]. Finalement, 

il s’est avéré que la perte de masse musculaire induite par la dénervation chez les ours bruns 

actifs était significativement plus importante que pour les ours bruns en période d’hibernation. Il 

semble donc que les muscles squelettiques des ours bruns lors de l’hibernation soient résistants 

à la perte musculaire induite par dénervation. Le système nerveux ne semble donc pas impliqué 

en premier lieu dans le maintien des muscles squelettiques chez l’ours brun hibernant. Nous 

pouvons donc supposer que des molécules circulant dans le sang pourraient piloter le maintien 

musculaire. Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons comparé les effets du sérum d’ours brun 

hibernant (WBS – Winter Bear Serum) et du sérum d’ours actifs (SBS – Summer Bear Serum) sur 

des myotubes humains en culture [8].  
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Nous avons constaté qu’une exposition au WBS de 48 heures augmentait la taille et le 

contenu en protéines des myotubes humains par rapport aux cellules exposées au SBS. En se 

focalisant sur le renouvellement des protéines musculaires, nous avons observé une diminution 

de la synthèse des protéines et de manière plus importante une diminution de la dégradation des 

protéines pour les cellules musculaires exposées au WBS, comparées aux cellules musculaires 

exposées au SBS. Nous avons également montré que le système ubiquitine-protéasome et 

l’autophagie étaient inhibés par le WBS par rapport au SBS. Ainsi, il semble que l’exposition au 

WBS ait induit une balance protéique positive (diminution modérée de la synthèse protéique et 

diminution drastique de la dégradation protéique), d’où l’augmentation de la taille des myotubes 

et de leur contenu en protéines.  

Les effets observés sur la balance protéique des myotubes humains exposés au WBS 

(diminution modérée de la synthèse protéique et diminution importante de la dégradation 

protéique) sont similaires aux observations réalisées sur la balance protéique du muscle 

squelettique de l’ours brun hibernant [146]. Il semble donc que le sérum (ou le plasma) d’ours 

hibernant contienne des composés participant au maintien de la balance protéique dans le 

muscle squelettique de l’ours brun durant l’hibernation, et que ces molécules aient la capacité 

d’induire des effets similaires sur des cellules musculaires d’autres espèces : l’homme [8] et le rat 

[217]. Ces résultats ont été valorisés dans une publication dans le journal Scientific Reports en 

2018 (présentée en page 196 à 205). 

Dans la continuité de ces travaux, nous avons choisi de caractériser le protéome des 

cellules musculaires humaines exposées au WBS et au SBS par une approche de protéomique 
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quantitative différentielle, et de nous focaliser sur les changements métaboliques induits par ces 

traitements.   

Matériel et méthodes 

 Description des échantillons reçus au LSMBO 

Les myotubes ont été prélevés sur 8 donneurs différents et les sera utilisés pour les 

traitements ont été constitués à partir de volumes équivalents des sera des ours prélevés durant 

les campagnes de l’année 2013 et 2016. Au LSMBO ont été réceptionnés des extraits protéiques 

obtenus après une lyse chimique (ajout d’un tampon RIPA) des myotubes humains exposés au 

WBS ou au SBS.  

 Préparation des extraits protéiques pour l’analyse pas spectrométrie de masse 

Les concentrations protéiques ont été déterminées par un dosage colorimétrique de type 

RC-DC. Les résultats du dosage des concentrations protéiques ont été confirmés en obtenant des 

profils électrophorétiques identiques (i.e. intensités et présence des bandes protéiques) après 

une migration sur gel SDS PaGE de 20µg de protéines de chaque échantillon. Un échantillon de 

référence a été constitué avec 10µg de protéines de chaque échantillon. Cet échantillon sera 

traité comme les échantillons et sera analysé régulièrement sur toute la durée des analyses.  

30µg de protéines des échantillons individuels et de l’échantillon de référence ont été 

conditionnés dans un tampon Laemmli et décomplexifiés en 2 bandes protéiques par 

électrophorèse sur un gel SDS PaGE (Figure 45A). Après une fixation des protéines au sein du gel 

(avec une solution aqueuse contenant 50% d’éthanol et 3% d’acide phosphorique) et une 
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coloration des protéines durant 2 heures au bleu de coomassie. Les deux bandes protéiques ont 

été excisées (Figure 45B) et chacune des bandes protéiques a été subdivisée en 3 pièces de gel. 

 

Figure 45 : Prise d’image d'une décomplexification de 30µg de protéines en deux bandes protéiques par 
électrophorèse sur gel SDS PaGE (A) et schématisation de l'excision des deux bandes protéiques (B). 

Après décoloration des pièces de gel avec 5 lavages successifs (avec 100µL d’une solution 

contenant 50% ACN, 50% ammonium bicarbonate 0.1M), et déshydratation (avec 50µL d’ACN 

pur), la réduction des protéines a été réalisée en incubant avec du DTT 10mM durant 30 minutes, 

à 60°C. L’alkylation des protéines a été réalisée avec de l’IAM (20 minutes, à l’obscurité, à 

température ambiante). Les pièces de gels ont été finalement déshydratées et la trypsine 

préparée dans de l’ammonium bicarbonate 25mM a été ajoutée avec un ratio protéines : trypsine 

égal à 1:66. Une incubation à 37°C pour la nuit a été réalisée, puis la digestion a été interrompue 

par acidification du mélange protéique avec 5µL d’acide formique (AF). Les peptides ont été 

extraits des pièces de gel grâce à deux incubations de 45 minutes avec 40µL d’une solution 60% 
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ACN, 0.1% AF, et une dernière incubation de 15 minutes avec 20µL d’ACN pur. Après évaporation 

des solvants, les peptides ont été repris avec une solution aqueuse contenant 1% ACN et 0.1% AF.  

Des peptides iRT (indexed Retention Time, Biognosys) solubilisés dans 500µL d’une 

solution aqueuse contenant 20% d’acétonitrile ont été ajoutés en même quantité aux 

échantillons individuels et à l’échantillon de référence. Les temps de rétention des peptides iRT 

seront suivis sur toute la durée des analyses afin de confirmer la stabilité du système 

chromatographique. 

 Analyse LC-MS/MS des extraits protéiques de myotubes humains exposés au WBS et au 

SBS 

Les échantillons ont été répartis en deux groupes d’analyses, avec 16 échantillons par 

groupe d’analyse (hors échantillon de référence). 375 ng théoriques de peptides ont été analysés 

pour chaque bande protéique sur un système chromatographique UPLC (NanoAcquity, Waters) 

couplé à un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific). Les peptides ont d’abord été chargés sur une 

colonne d’enrichissement (C18 180µmx20mm, 5µm ; Waters) à un débit de 5µL/min (99% H2O, 

0.1% AF ; 1% ACN, 0.1% AF) durant 3 minutes. Les analytes ont ensuite été séparés sur une 

colonne séparative (BEH130 C18 75µm*250mm, 1.7µm ; Waters), maintenue à 60°C. L’élution 

des peptides a été réalisée en augmentant graduellement le pourcentage de la solution B (ACN, 

0.1% AF), de 2% à 40% sur une durée de 150 minutes, à un débit constant de 450nL/min. Les 

paramètres d’acquisition du spectromètre de masse (Q-Exactive Plus, Thermo Scientific) sont 

présentés dans le tableau suivant (Table 5) :  
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Table 5 : Récapitulatif des paramètres d'acquisition du Q-Exactive Plus (Thermo Scientific) pour l’analyse 
des extraits protéiques issus des myotubes humains exposés au WBS ou au SBS 

 

 Identifications et quantifications des protéines grâce au logiciel MaxQuant 

Les protéines ont été identifiées grâce à l’algorithme Andromeda (MaxQuant, version 

1.5.3.30), contre une banque de données protéiques contenant les séquences des protéines 

humaines (SwissProt ; taxonomie : 9606 ; incluant les isoformes ; Juillet 2018). Les séquences des 

20 protéines majoritaires du sérum (décrites pour le système Proteoprep 20, Sigma) d’ours 

(taxonomies : 9646 & 29073,  Ailuropoda melanoleuca et Ursus maritimus, RefSeq) et la séquence 

des peptides iRT ont été manuellement ajoutées. Les séquences decoy et les séquences des 

contaminants usuels ont été automatiquement ajoutées par l’algorithme Andromeda à partir du 

fichier contaminant.fasta. Les paramètres de recherche ont été définis comme suit : tolérance sur 

la première recherche de 20 ppm, tolérance sur la recherche principale de 4.5 ppm et tolérance 

la recherche MS/MS de 40ppm. Un nombre maximal de 1 site de clivage manqué a été accepté, 

la carbamidométhylation des cystéines a été paramétré en modification fixe ; l’acétylation des N-

termini des protéines et l’oxydation des méthionines ont été paramétrés en modifications 
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variables. Le FDR (False Discovery Rate) a été fixé à 1% au niveau protéique et au niveau 

peptidique, avec une longueur minimale des séquences peptidiques fixée à 7 acides aminés. La 

quantification, la normalisation et l’estimation des abondances protéiques ont été réalisées grâce 

à l’algorithme MaxLFQ (Label-Free Quantification) implémenté dans le logiciel MaxQuant. Le 

minimum ratio count a été fixé à 1, et les peptides identifiés avec des modifications variables ont 

été pris en compte dans la quantification des protéines si le même peptide sans modification a 

également été identifié. L’ensemble des autres paramètres ont été laissé par défaut. 

 Seules les protéines quantifiées de manière robuste (i.e. avec au moins 6 intensités LFQ 

sur les 8 analyses, par groupe d’analyse), ainsi que les cas présents/absents (i.e. aucune valeur 

dans l’un des groupes WBS ou SBS), ont été conservées pour les tests statistiques. Après avoir 

validé que les valeurs d’intensités LFQ suivaient une loi normale (test Shapiro-Wilk, p-value <0.05) 

et avoir testé l’égalité des variances (test de Bartlett, p-value <0.05), les protéines 

différentiellement exprimées entre le groupe WBS et le groupe SBS ont été définies (T-test, p-

value <0.05). 

 Traitement bioinformatique des données 

Les annotations fonctionnelles ont été extraites pour la liste des protéines différentielles 

(incluant les cas présent/absent) sur la base de données Gene Ontology (GO) grâce à l’algorithme 

présenté en page 64. Un calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles a ensuite été 

réalisé grâce au logiciel présenté en page 65. Les fonctions biologiques significativement régulées 

ont été fixées avec un score inférieur à 0.1, une p-value inférieur à 0.05 (test Benjamini-Hochberg) 

et un facteur d’enrichissement supérieur à 2. 
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Résultats de l’analyse du protéome de myotubes humains exposés au WBS ou au SBS 

 Contrôles qualités : stabilité des temps de rétention des peptides iRT et reproductibilité 

des mesures quantitatives pour les analyses de l’échantillon de référence 

Les temps de rétention des peptides iRT dans l’échantillon de référence ont été suivis pour 

toute la durée des analyses. Un coefficient de variation moyen de 1.2% a été calculé pour les 

temps de rétention des 11 peptides iRT, sur l’ensemble des analyses de l’échantillon de référence, 

démontrant une excellente stabilité du système chromatographique (Figure 46).  

 

Figure 46 : Représentation du suivi des temps de rétention des 11 peptides iRT sur l'ensemble des analyses 
de l’échantillon de référence.  

Par ailleurs, la reproductibilité des intensités LFQ de l’ensemble des protéines quantifiées 

pour toutes les analyse de l’échantillon de référence a été vérifiée avec un coefficient de variation 
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médian inférieur à 18%, nous permettant de confirmer la reproductibilité des mesures 

quantitatives. 

 Résultats des analyses LC-MS/MS pour les deux groupes d’analyses 

 3242 et 3605 protéines ont été identifiées dans le premier et le second groupe d’analyses, 

respectivement. Près de 72% des protéines (i.e. 2676) ont été communément identifiées entre 

les deux groupes d’analyses. Par ailleurs, 3034 et 3304 protéines ont été quantifiées dans le 

premier et le second groupe d’analyses, respectivement, dont 48 et 42 protéines été 

différentiellement exprimées entre la condition SBS et la condition WBS. Le nombre de protéines 

différentiellement exprimées est peu élevé comparé aux résultats présentés précédemment (e.g. 

146 protéines différentielles entre le protéome musculaire de l’ours brun hibernant et le 

protéome musculaire de l’ours brun actif par stratégie SDS PaGE-XIC). Il est important de noter 

que dans le cadre de ce projet, nous avons volontairement augmenté de manière importante la 

variabilité individuelle en multipliant le nombre de donneurs de myotubes humains et le nombre 

de sera d’ours utilisés afin de mettre en évidence des régulations d’abondances protéiques 

systématiquement induites par les expositions au WBS, comparé aux expositions au SBS. En 

comparant les protéines différentiellement exprimées entre les deux groupes d’analyses, 6 

protéines différentielles ont été communément identifiées : P4HA2, OAT, FBLN1, TSP2, HMGCS1 

et ARFGAP1 (Table 6).  
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Table 6 : Liste des 6 protéines différentielles communément identifiées dans les deux groupes d’analyses 
ainsi que les facteurs de changement d’abondance (FC) calculé entre la condition WBS et la condition SBS 
pour les deux groupes d’analyses. 

 

Il est intéressant de noter que les facteurs de changement d’abondance entre le 

traitement WBS et SBS étaient similaires entre les deux groupes d’analyse, démontrant la 

robustesse des mesures quantitatives réalisées au cours de ce projet. Par ailleurs, les niveaux 

d’expression de ces protéines pourraient être considérés comme des marqueurs des effets des 

traitements des myotubes humains au WBS et au SBS dans les prochains tests réalisés sur des 

myotubes humains traités. 

 Par la suite, les régulations protéiques identifiées dans la publication Chanon et al., 2018 

[8] évaluant les effets des sera d’ours brun (WBS vs SBS) sur des myotubes humains exposés ont 

été recherchées dans l’ensemble des protéines quantifiées dans les deux groupes d’analyses. 

Pour la protéine PKB (impliquée dans la dégradation des protéines par le systèmes autophagie-

lysosome) ni le facteur de changement d’abondance (FC), ni l’évaluation statistique n’ont permis 

de mettre en évidence des régulations significatives de cette protéine pour les myotubes exposés 

au WBS, comparé à une exposition au SBS. Ces résultats sont en accord avec les mesures réalisées 

précédemment et nous permettent d’assurer la reproductibilité des mesures réalisées par 

spectrométrie de masse ou par Western-Blot. De plus, la régulation de l’activité de cette protéine 

N° Accession

(UniProt)
Nom complet de la protéine

Nom de gène

(UniProt)

FC WBS vs SBS

grp d'analyse 1

FC WBS vs SBS

grp d'analyse 2

O15460 Isoform IIa of Prolyl 4-hydroxylase subunit alpha P4HA2 1.46 1.33

P04181 Ornithine aminotransferase, mitochondrial OAT -1.44 -1.36

P23142 Isoform C of Fibulin FBLN1 -2.12 -2.06

P35442 Thrombospondin TSP2 -1.67 -1.66

Q01581 Hydroxymethylglutaryl-CoA synthase, cytoplasmic HMGCS1 -1.59 -1.81

Q8N6T3 ADP-ribosylation factor GTPase-activating protein ARFGAP1 -1.24 -1.24
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pourrait être davantage dépendante de son niveau de phosphorylation, que de son niveau 

d’expression pour les myotubes humains exposés au WBS, comparés aux cellules exposées au 

SBS. Par ailleurs, le niveau d’expression du transcrit de la protéine ATG3 mesuré pour les cellules 

exposées au WBS était inchangée comparé aux cellules exposés au SBS [8]. De la même manière, 

le niveau d’expression du transcrit de la protéine CTL était diminué après une exposition des 

cellules en WBS. Dans nos données de protéomique, nous mesurons des abondances protéiques 

inchangées pour ces deux protéines (ATG3 et CTL). Mesurer le niveau d’expression des transcrits 

de ces protéines sera donc à favoriser pour quantifier les effets de l’exposition au WB, plutôt que 

le niveau d’abondance des protéines.  

Grâce au calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles sur les annotations 

fonctionnelles des protéines différentielles des deux groupes d’analyses, 10 fonctions biologiques 

régulées entre la condition WBS et SBS ont été mises en évidence. Parmi les fonctions biologiques 

régulées entre l’exposition des myotubes humains au WBS et au SBS, le métabolisme des lipides, 

le métabolisme des carbohydrates et la balance protéique ont été mis en évidence. Dans les mois 

à venir, ces données seront exploitées de manière plus détaillée afin de mieux comprendre les 

régulations induites par le WBS, comparé au SBS, sur le protéome des myotubes humains 

exposés. Un des objectifs sera également d’évaluer si les résultats obtenus sur les myotubes 

humains traités au WBS sont proches des résultats obtenus sur le protéome du muscle 

squelettique de l’ours brun analysés par spectrométrie de masse (maintien de la lipolyse, 

diminution de la consommation de substrats lipidiques et régulation de la balance protéique). 
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Conclusion : détection de protéines systématiquement régulées dans le protéome de 

myotubes humains exposés au WBS 

  Grâce à une approche de protéomique quantitative différentielle, nous avons démontré 

que l’exposition au WBS induisait des régulations significatives sur le protéome de cellules 

musculaires humaines, comparé au traitement au SBS, confirmant la présence de molécules 

actives dans le sérum d’ours hibernant (WBS). Ces résultats préliminaires nous ont permis de 

mettre en évidence 6 protéines différentielles, quantifiées de manière reproductibles entre les 

deux groupes d’analyses et ce indépendamment de la variabilité biologique individuelle, qui 

pourront être utilisées comme des marqueurs systématiques des effets du WBS sur le protéome 

des myotubes humains. 

Il sera également possible à l’avenir de comparer les régulations induites par le WBS sur 

le protéome des myotubes humains, aux régulations observées précédemment dans le muscle de 

l’ours brun hibernant. Ainsi, si les régulations sont similaires, identifier les molécules responsables 

des effets du WBS sur les myotubes nous permettrait de mieux comprendre les mécanismes de 

préservation musculaire chez l’ours brun hibernant.  

 Par la suite, nous avons mis en place des approches dans le but d’identifier les molécules 

actives dans le sérum d’ours brun (voir page 206). 
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Chapitre 4 : identification des composés actifs du sérum 
d’ours hibernant (WBS)  

Nous avons montré la présence de composés dans le sérum d’ours brun hibernant (WBS) 

capables de réguler la balance protéique (synthèse et dégradation des protéines) de myotubes 

humains. Par la suite, nous avons développé un certain nombre d’approches afin de mieux 

caractériser et d’identifier ces molécules actives. 

Dans un premier temps, nous avons cherché à caractériser la nature des composés actifs 

dans le WBS en appliquant différents traitements aux sera. Précédemment, nous avions confirmé 

que le niveau d’expression des transcrits de la cathépsine L, protéase impliquée dans le système 

de dégradation des protéines par le système lysosomal, était significativement plus important 

dans des myotubes exposés au WBS natif, comparé aux cellules traitées au SBS natif (voir 

publication Chanon et al., 2018, page 196 à 205). Nous avons donc mesuré le niveau d’expression 

de ce transcrit pour évaluer dans quelle mesure les traitements du sérum modifiaient, ou non, sa 

capacité à réguler la balance protéique dans les myotubes humains. Trois traitements ont été 

appliqués aux sera afin de :  

 Dénaturer les biomolécules thermosensibles, les rendant inactives (chauffage 20 minutes 

à 65°C) 

 Eliminer les molécules de nature lipidique (e.g. triglycérides, cholestérol, phospholipides) 

grâce à l’affinité de ces molécules pour une solution butanol-DIPE 40 : 60 (v : v) [218] 

 Eliminer les particules sériques par ultracentrifugation. 
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Figure 47 : Niveaux d'expression relatifs du transcrit de la cathépsine L (CTL) pour des myotubes humains 
exposés au WBS et SBS non traité (en condition basale), après chauffage, délipidation ou élimination des 
particules sériques (ultracentrifugation) du WBS et du SBS. La différence significative de l’expression du 
transcrit de la cathépsine L entre la condition WBS et SBS sont signalés par * (p-value < 0.05, n=8 par 
condition) 

En comparaison avec la condition basale (traitement des myotubes avec WBS et SBS 

natifs), la diminution significative de l’expression du transcrit de la CTL a été conservée dans les 

conditions où les molécules lipidiques et les particules sériques ont été éliminées (Figure 47). Les 

molécules lipidiques et les particules sériques ne semblent donc pas impliquées dans la régulation 

de l’expression du transcrit de la CTL. En revanche, les niveaux d’expression du transcrit de la CTL 

étaient similaire après chauffage du SBS et du WBS. Ce résultat démontre que les molécules 

actives dans le WBS natif sont donc de nature thermosensible. Il a été démontré que la 

dégradation des protéines du plasma humain intervient dès 43-45°C [219]. Il est donc possible 

que les molécules thermosensibles dans le WBS soient de nature protéique. C’est la raison pour 

laquelle nous avons, par la suite, développé des approches « globales » dont le but était de 
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décomplexifier le mélange protéique du sérum d’ours brun afin d’isoler une ou des molécules. 

Par la suite, les différentes fractions obtenues seront utilisées pour traiter des myotubes humains 

et évaluer si cela permet, même partiellement, d’observer les effets mesurés en condition basale. 

D’autre part, nous avons développé une approche « ciblée » pour identifier les composés 

actifs. Cette fois-ci, la méthode consiste à traiter les myotubes humains avec des molécules 

connues pour être en concentration significativement plus importante dans le WBS, comparée au 

SBS, et pouvant avoir des effets sur le métabolisme musculaire. Nous avons choisi d’évaluer si 

augmenter la concentration de bêta-hydroxybutyrate (BOH, un corps cétonique), dans le SBS, au 

niveau de la concentration dans le WBS, permettait de reproduire les régulations du protéome 

des myotubes humains exposés au WBS. La stratégie analytique et les résultats obtenus sont 

présentés ci-dessous. 
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 Approche « ciblée » : caractérisation du protéome de myotubes humains exposés 

à une haute concentration de BOH 

Contexte  

Dans le cas de l’approche ciblée, nous nous sommes intéressés à un corps cétonique : le beta-

hydroxybutyrate (BOH). Dans la littérature, il a été démontré que la cétogenèse, i.e. la synthèse 

de corps cétoniques par le foie, était plus importante en cas de jeûne prolongé, afin de remplacer 

le glucose dans le métabolisme énergétique cérébral [220]. Il a été suggéré que les corps 

cétoniques pourraient agir sur la synthèse [221, 222] et la dégradation [222, 223] des protéines 

musculaires. Par ailleurs, les corps cétoniques (essentiellement le BOH) ont été identifiés comme 

des molécules capables de réguler le métabolisme ou l’expression de certains gènes via une 

inhibition des HDCAs [224].  

Chez l’ours, il a déjà été démontré que la concentration en corps cétonique, était plus 

importante dans le plasma de les ours noirs japonais hibernants [180] et dans le sérum des ours 

bruns européens [199] hibernants comparée aux ours actifs. Afin de déterminer si une forte 

concentration de BOH pouvait être impliquée dans la régulation de la balance protéique des 

myotubes humains exposés au WBS, nous avons caractérisé les protéomes de ces cellules 

musculaires exposés à une forte concentration de BOH (100 mg/L) ajouté à du FCS ou du SBS.  

Stratégie analytique 

Dans un premier temps, nous avons déterminer la concentration de BOH dans les sera 

collectés sur 10 ours bruns hibernants (WBS) ou actifs (SBS). Nous avons mesuré, par dosage 

colorimétrique (β- Hydroxybutyrate (Ketone Body) Colorimetric Assay Kit, Cayman Chemical), une 
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concentration moyenne de 100 mg/L (± 9.9) et de 4 mg/L (± 0.7) dans le WBS et le SBS, 

respectivement. Nous avons donc traité des myotubes avec du SBS natif et du FCS natif (Fetal Calf 

Serum, sérum de veau fœtal) natifs. En parallèle, les myotubes humains ont été traités avec les 

mêmes sera dont la concentration en BOH a été augmentée à 100mg/L, pour correspondre à la 

concentration moyenne en BOH dans le WBS (Figure 48).  

 

Figure 48 : Stratégie analytique pour déterminer les régulations du protéome des myotubes humains 
exposés à une importante concentration de BOH dans du FCS ou du SBS. Les protéines différentielles ont 
été déterminées en comparant le protéome de myotubes humains exposés au sérum à haute concentration 
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de BOH avec le protéome des myotubes humains exposés au sérum natif dans chacun des groupes 
expérimentaux (définis dans la légende). 

Deux groupes expérimentaux ont alors été constitués à partir de ces 4 conditions pour 

déterminer les protéines différentiellement exprimées avec une forte concentration de BOH. Le 

premier groupe expérimental compare le protéome des myotubes humains exposés au FCS à 

haute concentration de BOH comparé au protéome des myotubes exposés au FCS natif. Le second 

groupe expérimental compare le protéome des myotubes humains exposés au SBS à haute 

concentration de BOH comparé au protéome des myotubes exposés au SBS natif. 

Matériel et méthodes 

 Description des échantillons : myotubes humains exposés à des sera natifs ou à des sera 

avec une importante concentration de BOH 

Les cellules musculaires humaines ont été lysées dans un tampon RIPA et les extraits 

protéiques ont été conditionnés dans un tampon de type Laemmli avant d’être conservés à -80°C. 

Les extraits protéiques ont été ensuite réceptionnés au LSMBO pour être analysés par 

spectrométrie de masse dans une approche de protéomique quantitative différentielle. 

 Préparation des échantillons pour l’analyse par spectrométrie de masse 

Les concentrations en protéines des échantillons ont été déterminées grâce à un dosage 

colorimétrique de type RC-DC. Un échantillon de référence a été constitué avec une même 

quantité de protéines de chaque échantillon. L’échantillon de référence sera traité comme les 

échantillons individuels et cet échantillon sera analysé régulièrement sur toute la durée des 

analyses pour confirmer la stabilité du système. 15µg de protéines de chaque échantillon et de 
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l’échantillon de référence ont été décomplexifiés en 2 bandes protéiques. Par la suite, les 

échantillons ont été traités comme présenté en page 187. Après réduction et alkylation, les 

protéines ont été digérées dans le gel avec un ratio trypsine : protéines de 1 : 66. Après extraction 

des peptides et évaporation des solvants, les peptides ont été solubilisés dans une solution 

aqueuse contenant 1% ACN et 0.1% AF. Des peptides iRT ont été ajoutés à l’ensemble des 

échantillons. 

 Analyse LC-MS/MS des extraits protéiques de myotubes humains  

Les analyses LC-MS/MS ont été réalisées sur un système chromatographique UPLC 

(NanoAcquity, Waters) couplé à un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific). Pour chaque bande, 

375ng théoriques de peptides ont été analysés. Le gradient chromatographique et les paramètres 

du spectromètre de masse sont identiques à ceux présentés dans les précédents résultats (page 

187). 

 Identifications et quantifications des protéines grâce au logiciel MaxQuant 

Les protéines ont été identifiées grâce à l’algorithme Andromeda (MaxQuant, version 

1.5.3.30), contre une banque de données protéiques contenant les séquences des protéines 

humaines (SwissProt ; taxonomie : 9606 ; Mars 2017). Les séquences des 20 protéines 

majoritaires du sérum (décrites pour le système Proteoprep 20, Sigma) du panda et du taureau 

(taxonomies : 9646 & 9913, Ailuropoda melanoleuca et Bos taurus, issues de la base de données 

RefSeq et de la base de données SwissProt, respectivement) et la séquence des peptides iRT ont 

été manuellement ajoutées. Les séquences decoy et les séquences des contaminants usuels ont 

été automatiquement ajoutées par l’algorithme Andromeda à partir du fichier 
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contaminant.fasta. Les paramètres pour l’identification des protéines (grâce à l’algorithme 

Andromeda) et la quantification des protéines (grâce à l’algorithme MaxLFQ) ont été définis 

comme décrit en page 189.  

 Seules les protéines quantifiées de manière robuste (i.e. avec au moins 3 intensités LFQ 

sur les 4 analyses de chaque condition), ainsi que les cas présents/absents (i.e. aucune valeur 

dans l’une des deux conditions de chaque groupe expérimental), ont été conservés pour les tests 

statistiques. Après avoir validé que les valeurs d’intensités LFQ suivaient une loi normale (test 

Shapiro-Wilk, p-value <0.05) et avoir testé l’égalité des variances (test de Bartlett, p-value <0.05), 

les protéines différentiellement exprimées dans chaque groupe expérimental, entre la condition 

à haute concentration en BOH et la condition avec le sérum natif, ont été définies (T-test, p-value 

<0.05). 

 Traitement bioinformatique des données 

Les annotations fonctionnelles ont été extraites pour la liste des protéines 

différentiellement exprimées dans les deux groupes expérimentaux (incluant les cas 

présent/absent) sur la base de données Gene Ontology (GO) grâce à l’algorithme présenté en 

page 64. Un calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles a ensuite été réalisé grâce à 

l’algorithme présenté en page 65. Les fonctions biologiques significativement régulées ont été 

identifiées avec un score inférieur à 0.1, une p-value inférieur à 0.05 (test Benjamini-Hochberg) 

et un facteur d’enrichissement supérieur à 2. Les protéines différentiellement exprimées dans 

chaque groupe expérimental et les régulations d’abondance de ces protéines ont été visualisées 
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sur les cartes du métabolisme et les voies de signalisation de la base de données KEGG avec 

l’algorithme présenté en page 66. 

Résultats : les régulations du protéome de myotubes humains induites par le BOH sont 

modulées par des molécules du sérum auquel le BOH est ajouté 

 Contrôles qualités : stabilité des temps de rétention des peptides iRT et reproductibilité 

des mesures quantitatives pour les analyses de l’échantillon de référence 

Les temps de rétention des peptides iRT dans l’échantillon de référence ont été suivis pour 

toute la durée des analyses. Un coefficient de variation moyen de 0.5% a été calculé pour les 

temps de rétention des 11 peptides iRT, sur l’ensemble des analyses des échantillons individuels 

et de l’échantillon de référence, démontrant une excellente stabilité du système 

chromatographique (Figure 49).  
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Figure 49  : Représentation de la stabilité des temps de rétention des 11 peptides iRT, sur l’ensemble des 
analyses des échantillons individuels et de l’échantillon de référence.  

Par ailleurs, la reproductibilité des intensités LFQ de l’ensemble des protéines quantifiées 

pour toutes les analyses de l’échantillon de référence a été vérifiée avec un coefficient de 

variation médian inférieur à 18%, nous permettant de confirmer la reproductibilité des mesures 

quantitatives réalisées. 

 Résultats : identifications et quantifications des protéines dans les deux groupes 

expérimentaux 

L’ensemble des analyses des deux groupes expérimentaux a été traité avec le logiciel 

MaxQuant, ce qui a permis d’identifier 4350 protéines. 3713 et 3683 protéines ont été quantifiées 

de manière robuste dans le premier groupe expérimental (i.e. condition FCS+BOH comparé à la 

condition FCS) et le second groupe expérimental (i.e. condition SBS+BOH comparé à la condition 
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SBS), respectivement. 190 et 144 protéines différentiellement exprimées ont été déterminées 

dans le premier et le second groupe expérimental, respectivement. Seulement 8 protéines 

différentielles ont été communément identifiées dans les deux groupes expérimentaux (Figure 

50).   

 

Figure 50 : Recouvrement entre les listes de protéines différentielles identifiées dans le premier groupe 
expérimental (condition FCS+BOH vs condition FCS) et le second groupe expérimental (condition SBS+BOH 
vs condition SBS). 

Ces résultats démontrent que l’exposition à une importante concentration de BOH (à 

100mg/L) est capable d’induire des variations d’abondance du protéome de myotubes humains. 

Cependant, étant donné la faible proportion de protéines différentielles communes aux deux 

groupes expérimentaux, il semblerait que selon le sérum dans lequel le BOH a été ajouté, la 

réponse à une forte concentration de BOH ne soit pas similaire. 

Grâce au calcul d’enrichissement en annotations fonctionnelles, 9 et 4 fonctions 

biologiques significativement régulées ont été identifiées pour le premier (Figure 51A) et pour le 

second groupe expérimental (Figure 51B), respectivement.  
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Figure 51 : Représentation des fonctions biologiques régulées dans le premier (A) et le second groupe 
expérimental (B). Le nombre d’annotations fonctionnelles identifiées dans chaque fonction biologique est 
inscrit sur la figure. Les fonctions biologiques encadrées en rouge sont impliquées dans la régulation de la 
balance protéique des myotubes humains traités. 

Parmi les fonctions régulées, le catabolisme des protéines a été identifié dans les deux 

groupes expérimentaux, et la synthèse des protéines et des peptides a été identifiée dans le 

premier groupe expérimental uniquement (i.e. condition FCS+BOH comparé à la condition FCS). 

Ces fonctions biologiques sont impliquées dans la régulation de la balance protéique (i.e. synthèse 

et dégradation des protéines) démontrant que l’ajout d’une importante concentration de BOH 

régule notamment la balance protéique des myotubes humains traités. Une fois encore, selon le 

sérum dans lequel le BOH est ajouté, les régulations observées sur le protéome des myotubes ne 

sont pas exactement identiques. Il est possible que certaines molécules, de chacun des sera, 

modulent les régulations induites par la forte concentration de BOH. 

Afin de visualiser les variations d’abondances des protéines différentielles impliquées 

dans la balance protéique, dans les deux groupes expérimentaux, l’algorithme de visualisation sur 
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les cartes de la base de données KEGG a été utilisé. Grâce à cela, nous avons schématisé les 

résultats obtenus dans les deux groupes expérimentaux. Nous avons complété cette illustration 

avec les résultats obtenus pour la caractérisation du protéome de myotubes humains exposés au 

WBS, comparé au SBS (chapitre 3, page 184). Ainsi, il nous a été possible d’évaluer si l’ajout de 

BOH à une concentration de 100mg/L (concentration équivalente à la concentration endogène 

dans le WBS) induisait des régulations semblables à celles observées avec le WBS (Figure 52).  

 

Figure 52 : Schématisation des régulations pour les protéines différentielles impliquées dans la régulation 
de la balance protéique (i.e. synthèse et dégradation des protéines) pour des myotubes humains exposés à 
de fortes concentrations de BOH dans du FCS (premier groupe expérimental) ou dans de SBS (second groupe 
expérimental). Les régulations des protéines impliquées dans la balance protéique identifiées 
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précédemment entre des myotubes humains exposés au WBS, comparé au SBS, sont ajoutées à cette 
schématisation.  

Dans un premier temps, il a été constaté qu’une importante concentration de BOH 

modulait le niveau d’expression de protéines impliquées dans la balance protéique, mais les 

protéines régulées sont différentes selon le sérum auquel le BOH a été ajouté. En comparaison 

avec les protéines différentielles impliquées dans la balance protéique pour des myotubes 

humains exposés au WBS (comparé à une exposition au SBS), nous avons constaté qu’une forte 

concentration de BOH dans le FCS et dans le SBS mettait en évidence une similitude pour une 

partie des régulations. Cela laisse supposer que le BOH à une concentration de 100 mg/L pourrait 

participer aux régulations observées sur des myotubes humains traités au WBS. 

Par ailleurs, l’incubation de myotubes C2C12 durant 24 heures avec 5mM de BOH a induit 

une augmentation du taux de respiration mitochondriale et une diminution de la production de 

H2O2 (espèce réactive de l’oxygène, ROS) [225]. Or nous avons montré que l’expression des sous-

unités de la chaîne respiratoire mitochondriale était réduite dans le muscle squelettique des ours 

bruns hibernants, suggérant une limitation de la production de radicaux libres et donc du stress 

oxydant (publication 3, voir page 167 à 183). Il est alors envisageable que le BOH, à une 

concentration de 100mg/L, pourrait participer à une réduction du stress oxydant dans les 

myotubes humains et donc à une diminution des dégâts oxydatifs sur les protéines, permettant 

une préservation des protéines musculaires.  

Enfin, l’exposition au BOH induit une augmentation de la croissance et de la viabilité des 

myotubes exposés [225]. Or nous avons démontré précédemment, que l’exposition de myotubes 

humains à du WBS induisait une augmentation de la taille et du contenu protéique des cellules 
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[8]. Il serait donc possible que le BOH, à forte concentration, puisse participer à ces mécanismes 

de préservation des cellules musculaires humaines.  

Conclusion : le BOH pourrait être impliqué dans les régulations de la balance protéiques 

des myotubes humains exposés au WBS natif 

Grâce à une analyse de protéomique quantitative sans marquage, nous avons démontré 

qu’une forte concentration en BOH (100mg/L), ajouté à un sérum dont la concentration en BOH 

est faible (SBS) ou quasiment nulle (FCS) permettait de réguler l’abondance d’un grand nombre 

de protéines dans des myotubes humains. Nous avons constaté que les régulations d’abondance 

protéique n’étaient pas identiques selon le sérum auquel le BOH été ajouté, démontrant une 

possible régulation des effets de BOH par des molécules spécifiques au sérum utilisé. Par ailleurs, 

une partie des régulations impliquées dans la balance protéique étaient similaires aux régulations 

trouvées après une exposition au WBS natif. Il semble donc que le BOH puisse être en partie 

responsable des effets observés sur les myotubes humains exposés au WBS.  
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 Approche « globale » : utilisation d’outils biochimiques pour digérer ou fractionner 

les protéines contenues dans le sérum de l’ours brun 

Précédemment, nous avons confirmé la nature thermosensible des composés actifs 

présents dans le WBS (voir page 206 à 208). Etant donné la thermosensibilité des protéines, nous 

avons choisi de mettre en place des protocoles pour confirmer la nature protéique des composés 

actifs ou pour simplifier le mélange et tenter de les identifier. Afin d’obtenir le résultat le plus 

satisfaisant possible, de nombreuses optimisations des protocoles ont été évaluées.  

a.  Traitement 1 : digestion des protéines sériques sur colonnes d’enzymes 

immobilisées  

Pour confirmer cette nature protéique, nous avons choisi de réaliser un premier traitement 

du sérum par lequel les protéines seraient rendues inactives. Pour cela, nous avons procédé à une 

digestion enzymatique des protéines sériques. Nous nous sommes imposés différentes 

contraintes :  

 Les conditions de préparation (température, pH, solvant utilisé) du sérum devaient 

être les moins dénaturantes possibles afin de ne pas dénaturer les autres molécules 

sériques. 

 Les protéases utilisées ne devaient pas être retrouvées dans le produit destiné à être 

ajouté au milieu de culture des myotubes humains. En effet, l’ajout de protéases 

risquerait d’induire, sur le long terme, la destruction des cellules sur lesquelles seront 

ajoutés les produits des digestions. 
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Nous avons donc choisi de réaliser une digestion en utilisant des colonnes où les enzymes 

protéolytiques sont immobilisés sur la phase stationnaire. Les protéines sériques ont été ajoutées 

à la phase mobile et, après incubation, le produit de la digestion enzymatique a été élué tandis 

que les enzymes protéolytiques restaient fixés à la phase stationnaire. Nous avons évalué 

l’efficacité de digestion des protéines du sérum d’ours brun par 6 protéases différentes 

(présentées ci-dessous) pour multiplier les chances d’obtenir la dégradation protéique souhaitée. 

Matériel et méthodes : 

Dans un premier temps, les efficacités de digestion de chaque colonne d’enzymes 

immobilisés (MoBiTec) ont été évaluées pour le sérum humain, avant d’être évaluées pour le 

sérum d’ours brun. Les 6 protéases testées étaient : la pepsine (Pep), la papaïne (P), la trypsine 

(T), la chymotrypsine (C), la protéinase K (PK) et l’endoprotéinase Glu-C (Glu). Les colonnes ont 

été conditionnées avant utilisation selon le protocole du fournisseur. 90µL de sérum ont été 

ajoutés à 500µL du tampon de réaction fourni. Des temps d’incubation de 30 minutes (PK, Pep), 

2 heures (PK, T, C) ou 4 heures (PK, P, Glu) ont été testées. De la même manière, la température 

d’incubation a été fixée à 37°C (PK, Glu, P, C, T) ou à température ambiante (PK, Pep). Après 

élution des peptides (i.e. produit attendu des digestions protéolytiques), les colonnes ont été 

lavées et conditionnées avant une conservation à +4°C jusqu’à une prochaine utilisation. Le 

résultat de la digestion a été visualisé après migration sur gel SDS PaGE et coloration sur la nuit 

au bleu de Coomassie. Une bonne efficacité de digestion été confirmée à partir des profils 

électrophorétiques des produits de digestion. La disparition des bandes protéiques (supérieures 

à 20kDa), ainsi que l’apparition d’une bande au niveau du front de migration correspondant aux 
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peptides (« bande peptidique ») ont été considérées comme les indices de l’efficacité de la 

digestion. 

Optimisations, résultats et discussion :  

 L’ensemble des paramètres d’incubation et les résultats obtenus pour chaque protocole 

de digestion est présenté sur la Figure 53.  

 

Figure 53 : Paramètres et résultats des digestions sur sérum humain réalisés sur colonnes d’enzymes 
immobilisés. La piste 7 correspond au profil électrophorétique du sérum humain natif (condition avant 
digestion). L'encadré jaune signale le front de migration où les peptides issus des digestions seraient 
détectés. 

 Sur les 6 protéases immobilisées utilisées, la pepsine, la trypsine, la chymotrypsine, la 

papaïne et l’endoprotéinase Glu-C (Figure 53 - piste 1 à piste 5 respectivement), la bande 

peptidique détectée est très faible, voire inexistante. Ces enzymes n’ont pas permis d’obtenir une 

efficacité de digestion satisfaisante. Par ailleurs, les profils électrophorétiques des produits de 

digestion de ces 5 enzymes comparés au profil électrophorétique du sérum natif (piste 7) ne 
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présentent pas de différence flagrante. La pepsine est une protéase dont le pH optimal d’activité 

est situé entre 1.8 et 4.4. Dans notre cas, les conditions de digestion ont été les moins 

dénaturantes possibles, à un pH proche du pH physiologique grâce à l’ajout d’un important 

volume de DMEM. Dans ces conditions, le manque d’efficacité de digestion de la pepsine n’est 

donc pas surprenant. Pour les autres protéases, il est important de noter que les conditions 

d’incubation n’étaient pas dénaturantes, ce qui a permis de conserver la conformation des 

protéines sériques. Il est possible qu’ainsi les protéases n’aient pas pu accéder aux sites de 

clivages, résultant en une digestion inefficace. Une seconde hypothèse serait liée à la présence 

de certains inhibiteurs de protéases naturellement présents dans le sérum humain et qui auraient 

pu inhiber l’activité des protéases immobilisées.  

Lors de la digestion avec la protéinase K (incubation 30 minutes, température ambiante), 

nous avons constaté une diminution de l’intensité (voire une disparition) de la plupart des bandes 

protéiques et la « bande peptidique » était très intense (piste 6). Comparés au profil 

électrophorétique du sérum natif (piste 7), ceci suggère une bonne efficacité de digestion 

protéolytique. La protéinase K est active sur une large gamme de pH (4 à 12) et de température 

(37°C à 60°C). Pour ces raisons, cet enzyme était l’un des plus adaptés à la digestion des protéines 

en condition native. La colonne de digestion avec la protéinase K immobilisée a donc été 

sélectionnée pour poursuivre nos optimisations.  

Après avoir évaluer l’efficacité de digestion de la colonne de protéinase K immobilisées 

sur le sérum humain, l’efficacité de digestion sur le sérum d’ours a été évalué dans les mêmes 
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conditions (incubation de 30 minutes, à température ambiante). Les profils électrophorétiques 

des sera natifs et de leurs produits de digestion respectifs sont présentés en Figure 54.  

 

Figure 54 : profils électrophorétiques des sera natifs ou des produits de digestion sur colonne de protéinases 
K immobilisées pour le sérum humain et le sérum d’ours brun. Les deux premières pistes sont les résultats 
obtenus sur le sérum humain et les deux pistes suivantes sont les résultats obtenus sur le sérum d’ours. 
L’encadré jaune représente la « bande peptidique ». 

Les profils électrophorétiques du sérum humain natif et du sérum d’ours brun natifs sont 

très semblables. Nous avons observé la disparition des bandes protéiques et l’apparition de la 

« bande peptidique » (comparé aux profils électrophorétiques des sera natifs). L’efficacité de 

digestion des protéines sériques par la protéinase K semble donc identique pour le sérum humain 

et pour le sérum d’ours.  

Afin d’accroître l’efficacité de digestion de la colonne de la protéinase K immobilisée, la 

durée d’incubation a été augmentée sur la nuit à température ambiante. Par la suite, afin 
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d’obtenir une digestion aussi efficace sur un temps plus court (2 heures ou 4 heures) la 

température d’incubation a été augmentée à 37°C. L’efficacité a été évaluée sur 90µL de sérum 

humain, et les profils électrophorétiques obtenus pour le sérum humain natif et le sérum humain 

traités avec ces protocoles (et le protocole de 30 minutes à température ambiante) sont 

représentés en Figure 55.  

 

Figure 55 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE du sérum humain natif (piste 5) et du sérum humain 
digéré sur colonnes de protéinases K immobilisées en 30min (piste 1), 2h (piste 2) ou 4h (piste 3) ou sur la 
nuit (piste 4) à température ambiante (piste 1 et 4)  ou à 37°C (pistes 2 et 3). L’encadré jaune localise la 
« bande peptidique », les encadrés rouges localisent 3 bandes protéiques détectées systématiquement 
avec les plus longs temps d’incubation (4 heures ou sur la nuit). 

Nous avons constaté une disparition des bandes protéiques et une augmentation de 

l’intensité de la « bande peptidique », lorsque la digestion a été réalisée sur la nuit. Des résultats 

similaires ont été observés avec des temps d’incubation plus court (2 heures et 4 heures) à 37°C. 

Les profils électrophorétiques des digestions à 37°C de 2 heures et de 4 heures, n’ont pas montré 

de différences, ce qui nous laisse supposer qu’augmenter le temps d’incubation à 4 heures 

n’apporte pas une efficacité de digestion significativement plus importante. Nous avons ainsi 

démontré qu’il était possible d’obtenir une efficacité de digestion plus importante en augmentant 
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le temps d’incubation à température ambiante ou en augmentant la température d’incubation à 

37°C, comparé à une digestion à température ambiante durant 30 minutes.  

Nous avons constaté la présence systématique de trois bandes protéiques après une 

digestion avec les plus longs temps d’incubation (4 heures ou sur la nuit). Ces bandes protéiques 

pourraient correspondre à des protéines présentes dans le sérum mais pour lesquelles la 

digestion n’est pas complète ou est inefficace, ou il pourrait s’agir d’un relargage de protéinase K 

par la colonne. Pour déterminer l’origine de ces protéines, les bandes de gels ont été découpées 

et digérées à la trypsine pour une analyse LC-MS/MS. Nous avons identifié l’anti-chymotrypsine 

et l’anti-trypsine en bande 1 et 3 respectivement. Ces protéines sont d’origine sériques et la 

détection des bandes protéiques est en accord avec une digestion partielle ou inefficace de ces 

protéines par la protéinase K. De plus, ces protéines sont respectivement des inhibiteurs des 

protéases chymotrypsine et trypsine, ce qui explique que les colonnes de chymotrypsines et 

trypsines immobilisées n’aient pas été efficaces pour digérer les protéines sériques. En bande 3, 

les analyses LC-MS/MS ont permis d’identifier la protéinase K de Tritirachium album, démontrant 

un décrochage de l’enzyme, la libérant dans le produit de digestion.  

Conclusions : la digestion des protéines sériques peut être réalisée sur une colonne de 

protéinase K immobilisée 

 6 colonnes de protéases immobilisées ont été testées et leur utilisation a été optimisée 

dans le but d’obtenir une efficacité de digestion des protéines sériques la plus satisfaisante 

possible. Ces systèmes sont particulièrement intéressants puisqu’ils permettent de réaliser une 

digestion protéolytique sans ajout de protéases au produit de digestion. Sur l’ensemble des 
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systèmes testés, la colonne de protéinase K immobilisée est le système ayant démontré la 

meilleure efficacité de digestion. Pour ce système, nous avons démontré que : 

 La meilleure efficacité de digestion est obtenue avec une durée d’incubation de 2 heures, 

à 37°C ou avec une incubation sur la nuit à température ambiante.  

 Augmenter le temps d’incubation jusqu’à 4 heures, à 37°C, ne permet pas d’améliorer 

l’efficacité de digestion. 

 Les produits de digestion du sérum humain et du sérum d’ours sont similaires. 

 Le système semble libérer une partie des protéases immobilisées. 

Aux vues de l’ensemble des résultats, ce système semble efficace pour digérer les protéines 

du sérum d’ours brun. En revanche, avant toute incubation en présence de myotubes humains, il 

sera essentiel d’inhiber l’activité de la protéinase K libérée (inhibiteur) ou de supprimer cet 

enzyme du produit de digestion (déplétion). La déplétion de la protéinase K est réalisable en 

utilisant des anticorps dirigés spécifiquement contre des épitopes de cette protéine. Cependant, 

cette méthode impliquerait une nouvelle étape de traitement de l’échantillon, ce qui 

augmenterait le risque d’en perdre une partie. D’autre part, l’ajout d’un inhibiteur pourrait agir 

directement sur les myotubes humains traités. Le meilleur compromis serait d’utiliser du phényl 

méthane sulphonyl fluoride (PMSF), connu pour inhiber l’activité de la protéinase K [226]. Le 

PMSF réagit avec la sérine du site actif des sérines protéases, comme la protéinase K [227]. C’est 

un inhibiteur réversible dont la durée de demi-vie est courte. En 1978, James Gordon [228] a 

démontré que le PMSF avait une durée de demi-vie de 110, 55 et 35 minutes à des pH respectifs 
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de 7.0, 7.5 et 8.0. Il sera donc possible d’ajouter du PMSF aux produits de digestion avant de 

traiter les myotubes humains. 

b.  Traitement 2 : déplétion des protéines sériques majoritaires  

6 protéines (albumine, IgG, IgA, haptoglobine, α-1-anti-trypsine et transferrine) représentent 

à elles seules 85% du contenu protéique du sérum [229] et l’albumine représente à elle seule, 

près de 60% du contenu protéique d’un sérum humain [32]. Ceci entraîne une difficulté pour 

l’analyse par spectrométrie de masse (voir page 12). De ce fait, la suppression de cette protéine 

dans un échantillon sérique est essentielle pour augmenter la couverture du protéome par 

analyse par spectrométrie de masse. Eliminer les protéines majoritaires permettrait aussi un 

enrichissement en molécules moins abondantes parmi lesquelles les composés actifs du sérum 

d’ours sont sans doute à rechercher. 

Il existe de nombreuses solutions commerciales, basées sur l’utilisation d’anticorps, 

d’hexapeptides ou de molécules comme le Cibacron Blue, permettant la déplétion d’une large 

gamme de protéines sériques (1 à 100 protéines) comme présenté en page 12 à 14. Nous avons 

évalué si ces solutions pourraient permettre de dépléter les protéines majoritaires (l’albumine et 

l’Immunoglobuline G (IgG)) des sera d’ours brun. L’albumine est une protéine qui transporte de 

nombreuses autres protéines dans le système sanguin. La déplétion de l’albumine aboutit donc 

généralement à l’élimination d’une partie des protéines sériques non-ciblées par le système 

utilisé. Ce phénomène est connu sous le nom de « sponge effect » (effet éponge) [229]. Il est donc 

essentiel d’évaluer l’efficacité de chaque système à dépléter l’albumine sans éliminer une partie 

trop importante des protéines sériques. 
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Nous avons utilisé des méthodes d’élimination de l’albumine selon l’affinité qu’elle présente 

pour l’éthanol ou pour le Cibacron Blue, et grâce à l’utilisation d’anticorps dirigés spécifiquement 

contre l’albumine. 

Traitement 2-i : déplétion de l’albumine grâce à son affinité avec l’éthanol 

En 1979, il a été démontré qu’il était possible d’isoler l’albumine dans une fraction 

contenant 42% d’éthanol [33, 230]. L’albumine possèderait une affinité particulière pour l’éthanol 

permettant de l’isoler de l’ensemble des protéines sériques. Nous avons voulu déterminer la 

concentration en éthanol pour laquelle l’isolement de l’albumine humaine était la plus 

importante. Pour cela, nous avons comparé les profils électrophorétiques obtenus dans la 

fraction éthanol-albumine et dans la fraction protéique déplétée avec celui du sérum humain 

natif.  

Matériel et méthodes : 

50 µL de sérum humain ont été incubés avec des volumes variables d’éthanol froid (-20°C) 

à 95% variables dans le but de faire varier la concentration finale en éthanol de 30% à 60% (Table 

7). Les incubations ont été réalisées sur un durée de 1 heure, à 4°C, sous agitation. La fraction 

« éthanol-albumine » a été isolée grâce à une centrifugation de 45 minutes, à 4°C et avec une 

accélération de 16.000g. Le surnageant obtenu correspond à la fraction « éthanol-albumine » 

tandis que le culot contient la fraction protéique déplétée en albumine. 
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Table 7 : Volumes d'éthanol 95% froid (EtOH 95%) ajoutés au sérum humain pour les différents tests de 
déplétion d'albumine 

 

Après migration électrophorétique sur gel SDS PaGE, les bandes protéiques ont été 

révélées par coloration au bleu de Coomassie sur la nuit.  

Résultats et discussion : 

Les profils électrophorétiques pour les fractions « éthanol-albumine », les fractions 

protéiques déplétées et le sérum natif sont présentés en Figure 56. Nous avons fait le choix de 

déposer 50µL de sérum natif afin que le profil électrophorétique soit comparable à ceux des 

fractions obtenues après une incubation de 50µL de sérum avec de l’éthanol.   

Test name
Vol. serum 

(µL)

Vol. EtOH 

95 % (µL)

Final Conc. 

EtOH (%)

EtOH 30 50 23 30

EtOH 40 50 36.3 40

EtOH 50 50 55.6 50

EtOH 60 50 85.7 60

EtOH 42 

(Hao 1979)
50 39.6 42
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Figure 56 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE pour le sérum humain natif (Natif), les fractions 
éthanol-albumine (Alb) et les fractions protéiques déplétées (Prot) pour les 5 concentrations d'éthanol 
testées (30, 40, 42, 50 et 60%). L’encadré jaune localise la bande protéique de l’albumine humaine. 

L’efficacité de déplétion de l’albumine a été évaluée en comparant l’intensité de la bande 

protéique correspondant à l’albumine (encadré jaune) entre la fraction « éthanol-albumine » 

(Alb) et la fraction protéique déplétée (Prot). Pour l’ensemble des concentrations d’éthanol 

utilisées, la bande protéique de l’albumine est détectable avec une forte intensité dans la fraction 

« éthanol-albumine », comme attendu. De plus, les profils électrophorétiques des fractions 

« éthanol-albumine » sont constitués de bandes protéiques qui ne correspondent pas à 

l’albumine. Une partie des protéines sériques est donc également isolée dans la fraction éthanol-

albumine, démontrant ainsi une faible spécificité d’isolation de cette méthode. Ce résultat est en 

accord avec « l’effet éponge » de l’albumine. L’éthanol isole donc l’albumine, mais également les 

protéines qui sont en interaction avec elle : cela est défini sous le nom d’albuminome [33]. 
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Une grande proportion de l’albumine est effectivement éliminée dans la fraction 

déplétée, mais cette déplétion reste incomplète. La bande protéique de l’albumine est en effet 

présente sur les profils électrophorétiques des fractions protéiques déplétées, sans différence 

flagrante entre les différentes concentrations d’éthanol utilisées. La déplétion en albumine 

semble néanmoins suffisante pour être utilisée dans le cadre d’un fractionnement du sérum 

d’ours brun.  

Conclusion : l’éthanol permet de dépléter une partie de l’albumine du sérum humain 

Les résultats obtenus confirment la possibilité d’éliminer l’albumine grâce à l’utilisation 

de l’éthanol, et ce indépendamment de la concentration utilisée. En revanche, il est essentiel de 

noter que cette méthode entraine également l’élimination de nombreuses autres protéines 

sériques, ce qui revient à isoler l’albuminome. Dans le cas d’une analyse par spectrométrie de 

masse, ce protocole pourrait être utilisé pour réduire la proportion d’albumine présente dans 

l’échantillon. Pour une approche quantitative par spectrométrie de masse, il sera néanmoins 

nécessaire de confirmer la reproductibilité de ce protocole. Dans le cadre d’un fractionnement 

des protéines sériques, cette méthode de déplétion en albumine est également suffisante pour 

décomplexifier le sérum. 

Traitement 2-ii : déplétion de l’albumine sérique par Blue SepharoseTM Fast Flow 6 

Le Cibacron Blue seul a démontré une capacité de se lier à l’albumine, ainsi qu’aux sites 

de fixation des ATP d’autres protéines, ce qui en fait une méthode peu spécifique [229]. En 1974, 

l’équipe de Easterday et al.  a synthétisé une molécule combinant le Sepharose 6B au Cibacron 

blue F3GA [231]. Ils ont démontré que cette molécule avait une affinité pour 3 protéines en 
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solution (créatine kinase, ovalbumine, ribonucléase A), et selon le pH utilisé, ils ont réussi à isoler 

de manière spécifique l’ovalbumine.  Cette molécule a depuis été commercialisée sous le nom de 

Blue SepharoseTM 6 Fast Flow (BS6, GE Healthcare) et est utilisée pour la déplétion d’albumine et 

de l’interféron (description fournie par le fournisseur). Nous avons évalué l’efficacité 

d’élimination de l’albumine avec ce système ainsi que sa spécificité sur le sérum d’ours brun.  

Matériel et méthodes : 

La solution de stockage (20% éthanol, 0.1M monopotassium phosphate, pH 8) de la résine 

Blue SepharoseTM 6 Fast Flow (BS6, GE Healthcare) a été éliminée par l’ajout de 400µL de DMEM, 

suivi d’une centrifugation à 2.000g, durant 2minutes, à 4°C. Le surnageant contenant la solution 

de stockage a été éliminé. 100µL de sérum humain ou de sérum d’ours brun ont été incubés avec 

0.8mL ou 1mL de BS6 conditionné, respectivement. Après une incubation de 30 minutes à 4°C, 

sous agitation, les échantillons ont été filtrés sur une membrane d’acétate cellulose de porosité 

22µm (Corning Costar Spin-X, Merck) avec une nouvelle centrifugation (2.000g, 4°C, 2 minutes). 

La fraction non retenue sur le filtre correspondait à la fraction protéique déplétée en albumine 

(Prot). Par la suite, des lavages (Lav.) ont été réalisés sur la fraction retenue sur le filtre avec un 

nouvel ajout de 400µL de DMEM, suivi d’une nouvelle centrifugation (2.000g, 4°C, 2 minutes). La 

fraction retenue sur le filtre a été récupérée et les protéines fixées sur le BS6 ont été éluées avec 

400µL de tampon Laemmli. Cette fraction a été récupérée ; elle était supposée contenir 

l’albumine (Alb). L’efficacité de déplétion a été évaluée par comparaison des profils 

électrophorétiques après migration complète sur gel SDS PaGE (coloration sur la nuit au bleu de 

Coomassie).  
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Résultats et discussion : 

Dans un premier temps, l’efficacité de 800µL de BS6 a été évaluée sur 100µL de sérum 

humain. Les profils électrophorétiques obtenus sur le sérum humain (Natif), la fraction protéique 

déplétée (Prot), les lavages (Lav.1 et Lav.2) et la fraction albumine (Alb) sont présentés en Figure 

57.  

 

Figure 57 : Profils électrophorétiques sur gels SDS PaGE d’un sérum humain natif ou traité au BS6. Natif : 
sérum humain natif ; Prot : fraction protéique déplétée en albumine ; Alb : fraction albumine ; Lav. 1 & 2 : 
lavages ; MW : marqueur de poids moléculaire. L’encadré jaune localise la bande protéique de l’albumine. 

 La bande protéique de l’albumine est quasiment indétectable dans la fraction protéique 

déplétée (Prot) comparée au sérum natif. De plus, la bande protéique de l’albumine est très 

intense dans la fraction albumine (Alb), et il n’y a pas eu de détection d’autres bandes protéiques. 

Ces résultats démontrent une bonne efficacité du système pour dépléter l’albumine humaine 

spécifiquement.  
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 Il est intéressant de noter qu’une grande partie des protéines sériques est détectable sur 

les profils électrophorétiques des fractions de lavages. Cela suggère une rétention d’une grande 

partie des protéines sériques sur le système BS6, démontrant des liaisons aspécifiques de 

protéines sériques. Afin d’évaluer l’importance de cette rétention, le protocole a été reproduit en 

réalisant 11 lavages successifs et les profils électrophorétiques obtenus pour le sérum natif, la 

fraction protéique déplétée, la fraction albumine et l’ensemble des lavages sont présentés en 

Figure 58. 

 

Figure 58 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE du sérum humain natif,  traité, ou des lavages 
réalisés après déplétion au BS6. MW : marqueur de poids moléculaire ; Natif : sérum humain natif ; Alb : 
fraction albumine ; Prot : fraction protéique déplétée ; Lav. 1 à 11 : lavages. L’encadré jaune représente la 
bande protéique de l’albumine. 

Les profils électrophorétiques des lavages présentent tous un grand nombre de bandes 

protéiques. Le BS6 est donc extrêmement rétentif, puisque des protéines autres que l’albumine 

ont été encore détectées après 11 lavages successifs. Le BS6 semble capable de dépléter 

l’albumine humaine, mais aurait des interactions aspécifiques avec d’autres protéines sériques. 
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Néanmoins, nous avons évalué l’efficacité de déplétion de l’albumine d’ours par le BS6, 

grâce à la comparaison des profils électrophorétiques des fractions obtenues (Figure 59).  

 

Figure 59 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE du sérum d’ours brun natif ou traité au BS6. MW : 
marqueur de poids moléculaire ; Natif : sérum d’ours brun natif ; Alb : fraction albumine ; Prot : fraction 
protéique déplétée ; Lav.1 + Lav.2 : lavage 1 et 2 combiné ; Lav. 3 : lavage 3 

La bande protéique de l’albumine est intense dans la fraction protéique déplétée (Prot), 

ainsi que dans la fraction albumine (Alb). Comparés aux résultats obtenus sur le sérum humain, 

ces résultats démontrent une efficacité de déplétion de l’albumine moins importante sur le sérum 

d’ours que sur le sérum humain. De plus, plusieurs bandes protéiques, autres que celle de 

l’albumine, sont détectées dans la fraction albumine (Alb), ce qui confirme que le BS6 isole de 

manière aspécifique d’autre protéines sériques. Enfin, les profils électrophorétiques des fractions 

de lavage sont en accord avec les résultats précédents obtenus sur le sérum humain et qui 

démontraient une forte capacité de rétention du BS6 pour une partie des protéines sériques non 

ciblées. 
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Conclusions : le BS6 ne permet pas de dépléter l’albumine du sérum de l’ours brun 

Le Blue SepharoseTM 6 Fast Flow (BS6, GE Healthcare) est une molécule connue pour 

interagir par liaison électrostatique et/ou hydrophobe avec l’albumine et la transferrine, 

permettant de les séparer des autres protéines sériques [232]. Les premiers résultats obtenus sur 

le sérum humain ont montré une bonne efficacité de déplétion de l’albumine. Cependant, 

d’autres protéines sériques ont également été isolées par le BS6. Cela proviendrait de liaisons 

électrostatiques et/ hydrophobes avec d’autres protéines sériques ou de protéines en interaction 

avec l’albumine (effet « éponge »).  

 Sur le sérum d’ours, les résultats de déplétion de l’albumine par le BS6 ont été moins 

concluants que ceux obtenus sur le sérum humain. Cette différence d’efficacité pourrait être due 

à des différences au niveau des sites d’interaction de l’albumine avec le BS6 entre l’albumine 

humaine et l’albumine de l’ours brun. Par ailleurs, un grand nombre d’autres protéines sériques 

ont été retenues, comme précédemment. Aux vues des résultats peu satisfaisants obtenus pour 

la déplétion de l’albumine d’ours par le BS6, cette méthode de déplétion ne sera pas conservée.  

Traitement 2-iii  : déplétion de l’albumine et des IgG par immunoaffinité 

Parmi les méthodes de déplétion des protéines majoritaires, l’utilisation d’IgG (i.e. 

immunodéplétion) est courante (voir page 12 à 14). Cette méthode est efficace pour dépléter les 

protéines ciblées par les IgG avec une proportion de liaisons aspécifiques moins importante 

qu’avec le Cibacron Blue [229]. Elle est également facile à utiliser avec une très bonne 

reproductibilité [233]. Nous avons évalué l’efficacité du système Proteome Purify 2 (PP2, R&D 

Systems) à isoler (immunodéplétion) l’albumine et les Immunoglobulines G (IgG) du sérum de 
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l’ours brun. La composition exacte de la résine n’est pas précisée par le fournisseur, mais 

fonctionne sur un principe d’immunodéplétion c’est-à-dire avec des anticorps fixés sur des billes. 

Matériel et méthodes : 

Le tampon de stockage de 500µL ou de 1mL de résine Proteome Purify 2 (PP2, R&D 

Systems) a été éliminé en ajoutant 400µL ou 800µL de DMEM, respectivement, avant une 

centrifugation (2.000g, 2 minutes, 4°C) sur une membrane d’acétate cellulose de porosité 22µm 

(Corning Costar Spin-X, Merck), à deux reprises. Les fractions non retenues sur le filtre ont été 

conservées (Cond. 1 et Cond. 2). La fraction retenue (résine) a été ajoutée à 390µL de DMEM. 

2.5µL de sérum humain ou de sérum d’ours ont été ajoutés avant une incubation de 2h30, à 4°C, 

sous agitation. Après centrifugation (2.000g, 4°C, 2 minutes) sur membrane d’acétate de 

cellulose, la fraction non retenue a été récupérée (fraction protéique déplétée, Prot). La fraction 

retenue sur la membrane a été lavée avec 400µL de DMEM avant une nouvelle centrifugation 

(2.000g, 4°C, 2 minutes) et les fractions non retenues par la membrane ont été récupérées (Lav.). 

La fraction retenue sur la membrane, correspondant à la résine et aux protéines qui y sont fixées, 

a été incubée 1 minute avec 250µL de tampon glycine 100mM. Après centrifugation (2.000g, 4°C, 

2 minutes), la fraction non retenue par la membrane a été récupérée (fraction supposée contenir 

l’albumine, Alb). Les profils électrophorétiques de chaque fraction ont été révélés au bleu de 

coomassie colloïdal (coloration sur la nuit) après migration sur gel SDS PaGE. 

Résultats et discussion : 

Dans un premier temps, les profils électrophorétiques des fractions obtenues après 

conditionnement de la résine par lavages (fractions Cond. 1 et Cond. 2) de PP2 ont été étudiés 
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(Figure 60). Nous avons constaté la présence de 3 bandes protéiques. Les deux bandes protéiques 

de plus faibles poids moléculaires pourraient correspondre à la chaîne lourde et à la chaîne légère 

des anticorps fixés sur la résine PP2. La nature de la bande protéique de haut poids moléculaire 

(150-200kDa) est inconnue.  

 

Figure 60 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE des fractions obtenues après lavages et 
conditionnement de la résine PP2. 

Ces résultats suggèrent qu’il y a un relargage d’une partie des anticorps fixés sur les billes 

durant le stockage de la résine. Il sera donc essentiel de réaliser au moins une étape de lavage de 

la résine PP2 avant utilisation pour éviter toute contamination de l’échantillon par les anticorps 

du PP2. Par la suite, l’efficacité de déplétion de l’albumine et des IgG du sérum humain a été 

évalué avec 500µL de PP2. Les profils électrophorétiques du sérum humain natif ou traité sont 

présentés en Figure 61. 



‖ Partie 2 – Chapitre 4 : Identification des composés actifs du sérum d’ours hibernant 

241 
 

 

Figure 61 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE d’une sérum humain natif ou traité avec 500µL de 
PP2 conditionné. MW : marqueur de poids moléculaire ; Natif : sérum humain natif ; Prot : fraction 
protéique déplétée ; Alb : fraction albumine ; Lav.1 à 4 : lavages après. Les encadrés représentent la 
détection des bandes protéiques de l’albumine (jaune), de la chaîne lourde (vert) ou de la chaîne légère des 
IgG (bleu). 

Les bandes protéiques de l’albumine et des chaînes des IgG ne semblaient pas détectées 

dans la fraction protéique déplétée (Prot), comparé au sérum natif (Natif). Ces bandes protéiques 

sont en revanche détectées dans la fraction albumine (Alb) comme attendu. Le système PP2 est 

donc efficace pour éliminer l’albumine et les IgG du sérum humain. Par ailleurs, la fraction 

albumine (Alb) contient des protéines sériques dont les bandes ne sont visibles qu’avec un 

contraste élevé sur la prise d’image du profil électrophorétique (résultat non montré). Ces bandes 

pourraient correspondre à des protéines de l’albuminome.   

Contrairement au système BS6, nous remarquons que les profils électrophorétiques des 

fractions de lavages (Lav.) ne contiennent pas de bandes protéiques (à l’exception du lavage 1 où 

quelques bandes protéiques sont détectables), ce qui démontrerait que la déplétion par PP2 

serait plus spécifique.  
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Afin d’évaluer l’efficacité de déplétion du PP2 sur le sérum d’ours, 2.5µL de sérum d’ours 

brun ont été incubés avec 0.5mL et 1mL de PP2 conditionné et les profils électrophorétiques du 

sérum d’ours brun natif ou traité ont été comparés (Figure 62).  

 

Figure 62 : Profils électrophorétiques du sérum d'ours brun natif ou traité avec 0.5 ou 1mL de PP2 
conditionné. Natif : sérum d’ours brun natif ; Prot : fraction protéique déplétée ; Alb : fraction albumine ; 
Lav. 1 & 2 : lavages après déplétion ; MW : marqueur de poids moléculaire 

Les bandes protéiques des IgG du sérum d’ours brun ne semblaient pas détectées dans la 

fraction protéique déplétée (Prot), comparée au profil électrophorétique du sérum natif (Natif). 

La bande protéique de l’albumine d’ours a néanmoins été détectée dans la fraction protéique 

(Prot). Ces bandes protéiques sont détectées dans la fraction albumine (Alb) comme attendu. La 

déplétion par PP2 semble donc efficace pour dépléter l’albumine et surtout les IgG du sérum de 

l’ours brun. Des bandes protéiques autres que celles des protéines ciblées sont également 

détectées avec un contraste poussé dans la fraction albumine (Alb). Il y a donc un co-isolement 
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d’autres protéines sériques. Les résultats démontrent une meilleure efficacité de déplétion des 

IgG et de l’albumine du sérum de l’ours brun avec 1mL de PP2 comparé à 0.5mL de PP2.  

En revanche, les profils électrophorétiques des lavages (Lav. 1 et Lav. 2) entre les deux 

tests présentent des différences : alors que peu de bandes protéiques ont été détectées pour 

0.5mL de PP2, un nombre plus important de bandes protéiques ont été détectées avec 1mL de 

PP2. Il semble que pour un même volume de sérum, une plus grande quantité de PP2 entraine la 

déplétion d’une partie des protéiques sériques autres que l’albumine et les IgG. Il peut s’agir 

d’interactions non-spécifiques ou de l’albuminome. 

Conclusions : le système PP2 est une méthode efficace et spécifique pour la déplétion 

de l’albumine et des IgG du sérum de l’ours brun 

Nous avons démontré qu’il était essentiel de conditionner le système par au moins deux 

lavages afin d’éliminer des anticorps libérés par la résine du système PP2 qui peuvent être libérés 

durant le stockage. Sur le sérum humain, nos résultats démontrent une très bonne efficacité pour 

éliminer l’albumine et les IgG. Par ailleurs, le système semble relativement spécifique bien que 

des bandes protéiques correspondant à d’autres protéines sériques aient été détectées.  

Le PP2 a démontré une bonne efficacité sur le sérum d’ours brun pour dépléter l’albumine 

et surtout les IgG. Cependant, un grand nombre d’autres protéines sériques semblent être 

retenues de manière aspécifique par le PP2 (détection de bandes protéique pour les fractions de 

lavage (Lav.)). Ce protocole est néanmoins suffisamment efficace pour être utilisé dans une étape 

de déplétion de l’albumine et surtout des IgG. 
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 Conclusions : méthodes d’élimination des protéines sériques majoritaires 

applicables au sérum d’ours brun 

Trois techniques de déplétion de l’albumine (et des IgG) du sérum d’ours ont été évaluées, 

basées sur l’affinité de l’albumine pour l’éthanol, pour le Blue Sepharose 6 Fast Flow 6(BS6) ou 

des anticorps dirigés contre l’albumine et les IgG (Proteome Purify 2 – PP2). En première intention 

nous avons évalué l’efficacité de déplétion de ces protocoles sur le sérum humain, avant de 

l’évaluer sur le sérum de l’ours brun. La déplétion de l’albumine par Blue Sepharose Fast Flow 6 

est moins efficace comparée aux deux autres méthodes. Pour chaque méthode, nous avons défini 

des paramètres optimisés d’utilisation comme le temps et la température d’incubation, le 

nombre de lavages à réaliser ou la nécessité d’un conditionnement avant utilisation. 

Dans le but de fractionner les protéines sériques, chacune des méthodes a permis 

d’éliminer l’albumine mais aussi une partie d’autres protéines du sérum d’ours brun. La méthode 

de déplétion par immunoaffinité est très spécifique, ce qui laisse penser que les protéines co-

isolées avec l’albumine sont des protéines qui sont directement en interaction avec cette dernière 

(i.e. albuminome). En revanche, le BS6 et l’utilisation d’éthanol ne sont pas des méthodes d’une 

grande spécificité et une partie des protéines co-isolées pourraient n’avoir aucune interaction 

avec l’albumine. Dans le but de décomplexifier le sérum d’ours brun pour identifier plus 

facilement les composés actifs, la déplétion avec éthanol ou par l’utilisation de PP2 sont donc 

susceptibles d’être utilisées dans une première étape de préparation des échantillons. 
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c.  Traitement 3 : fractionnement des protéines sériques par chromatographie 

d’exclusion sérique (SEC) 

La chromatographie d’exclusion sérique (SEC) est une méthode de chromatographie liquide 

où les biomolécules sont séparées sans interaction avec la phase stationnaire qui est composée 

de particules sphériques et poreuses. Les analytes de tailles moléculaires les plus importantes 

circuleront entre les particules et seront éluées en premier, alors que les analytes de plus faible 

taille moléculaire traverseront les pores des particules et seront éluées dans un temps plus long 

(voir page 22). 

Actuellement, la SEC est largement utilisée pour séparer les complexes et les protéines de 

mélanges purifiés avant une analyse par spectrométrie de masse [62]. Son utilisation sur un 

mélange complexe est beaucoup moins répandue, en condition non-dénaturante et sans 

combinaison avec d’autres méthodes de chromatographie liquide. Donc nous avons optimisé les 

paramètres chromatographiques de SEC afin d’obtenir une bonne séparation chromatographique 

des biomolécules du sérum d’ours brun, avec une excellente reproductibilité. Par la suite, un 

sérum d’ours hibernant et un sérum d’ours actif ont été fractionnés en 16 fractions SEC chacun, 

dont les contenus protéiques ont été étudiés par électrophorèse sur gel SDS PaGE et par analyse 

LC-MS/MS. 

Matériel et méthodes : 

Différents volumes de sérum (20µL ou 50µL) ont été injectés sur un système 

chromatographique Alliance 2690 (Waters) constitué d’une précolonne SEC BEH (Waters) 

couplée à une colonne SEC BEH (7.8mm, 300mm, 3.5µm, 200Å ; Waters). Les analytes ont été 
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élués avec une solution d’acétate d’ammonium 100mM (pH 6.8), sur une durée de 20 minutes. 

Différents débits ont été testés à 0.86mL/min, 1mL/min et 1.2mL/min pour les optimisations. Une 

détection UV (longueur d’onde 280nm, absorbance des cycles aromatiques de l’acide aminé 

tryptophane et tyrosine) a été réalisée en sortie de colonne afin de détecter les protéines.  

Les concentrations protéiques de chaque fraction SEC ont été déterminées par dosage 

colorimétrique RC-DC. 10µg ont été traitées avec des agents réducteurs (DTT) et alkylants (IAM) 

avant une digestion trypsique en solution (ratio 1 : 50). Les peptides ont été extraits par SPE (Solid 

Phase Extraction) sur une colonne SEP-Pack 100mg. Les peptides ont été analysés sur un système 

chromatographique NanoAcquity (Waters) couplé à un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific). Les 

identifications des protéines ont été réalisées grâce au logiciel Mascot (Matrix Science) contre 

une banque de données UniprotKB (Taxonomie 9632, Ursidae, 22 Juin 2017, 37013 entrées) à 

laquelle ont été ajoutées les séquences decoy des protéines et les séquences de la trypsine et des 

contaminants communs. Les paramètres de recherche étaient les suivants : un site de clivage 

manqué au maximum, tolérance MS et MS/MS de 5 ppm et 0.03 Da respectivement, 

carbamydométhylation des cystéines en modification fixe et oxydation des méthionines, 

acétylation des N-termini protéiques et propionamidation des cystéines en modifications 

variables. Les résultats d’identifications ont été validés avec un FDR à 1% (au niveau peptidique 

et protéique) grâce au logiciel Proline. 
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Optimisations, résultats et discussion : 

Afin d’optimiser les capacités de séparation du système chromatographique, 20µL de sérum 

d’ours brun ont été analysés avec trois débits : 0.86, 1 et 1.2mL/min, et les profils UV obtenus ont 

été comparés (Figure 63).  

 

Figure 63 : Profils de détection UV (λ 280nm) en sortie de colonne SEC pour le contenu protéique de 20µL 
de sérum d’ours brun séparés selon trois débits : 0.86ml/min, 1mL/min et 1.2 mL/min. L’encadré rouge est 
la zone des profils UV ayant servi à déterminer le débit pour lequel la séparation chromatographique était 
la meilleure. 

En comparant les premières minutes d’élution, le débit le moins élevé (0.86mL/min) n’a 

pas permis de séparer de manière aussi efficace les deux premiers pics observés, comparé aux 

débits plus importants de 1mL/min et de 1.2mL/min. en revanche, la séparation semble 

relativement similaire entre ces deux débits. Afin de limiter le volume d’élution qui serait plus 

important avec un débit de 1.2mL/min, le débit de 1 mL/min a été sélectionné pour la suite.  
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Pour évaluer la reproductibilité de notre système, 3 analyses consécutives de 20µL d’un 

sérum d’ours brun hibernant, à 1mL/min ont été réalisées. La superposition des trois profils UV a 

mise en évidence que les profils étaient très similaires et quasiment superposables, démontrant 

la reproductibilité de notre système chromatographique (Figure 64). 

 

Figure 64 : Superposition des profils UV (λ 280nm) de trois séparations consécutives de 20µL de sérum 
d'ours brun hibernant sur une colonne SEC. 

Les premières optimisations ont été réalisées sur 20µL de sérum d’ours brun hibernant 

(WBS). Par la suite, nous avons décidé de fractionner 50µL de sérum d’ours par SEC afin 

d’augmenter la probabilité d’obtenir des fractions contenant suffisamment de molécules de 

composés actifs du sérum d’ours hibernant pour les tester sur myotubes humains. Nous avons 

donc évalué les différences de profils pour une élution en SEC de 20µL et de 50µL de sérum d’ours 

hibernant avec un débit de 1ml/min (Figure 65). 
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Figure 65 : Profils UV (λ 280nm) pour la séparation en SEC à un débit de 1mL/min de 20µL (panel du haut) 
et de 50µL (panel du bas) de sérum d'ours hibernant (WBS). 

Les profils UV (λ 280nm) n’ont pas montré de différences significatives entre une analyse 

de 20µL et de 50µL de WBS. Notre système semble donc adapté pour la séparation en 

chromatographie SEC de 50µL de WBS. 

L’objectif suivant a été de mettre en évidence des différences entre le sérum d’ours 

hibernant (WBS) et le sérum d’ours actif (SBS) grâce à la comparaison des profils UV (λ 280nm) 

d’une élution à 1mL/min pour 50µL de chacun des sera (Figure 66). 
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Figure 66 :  Superposition des profils UV (λ 280nm) après séparation en SEC de 50µL de sérum d’ours brun 
hibernant (WBS – ligne noir) et de 50µL de sérum d’ours brun actif (SBS – ligne rouge) à un débit de 
1mL/min. Les flèches rouges soulignent les différences majeures entre les deux profils UV. 

Des différences ont été observées entre les profils UV de chaque sérum démontrant que 

notre système était capable de mettre en évidence des différences de constitution entre les deux 

types de sera, et que son utilisation pour un fractionnement, pourrait permettre d’isoler des 

fractions dont les compositions seraient différentes entre le WBS et le SBS. 16 fractions SEC ont 

été collectées pour 50µL de WBS et 50µL de SBS à un débit de 1mL/min. Par la suite, le contenu 

protéique de chaque fraction, pour les deux sera, a été examiné par détection des bandes 

protéiques sur gel SDS PaGE (Figure 67) et par analyse LC-MS/MS.  
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Figure 67 : Profils électrophorétiques des 16 fractions obtenues après fractionnement en SEC de 50µL de 
SBS et de 50µL de WBS. Les bandes noires continues de tailles aléatoires sont des artefacts. MW : marqueur 
de poids moléculaires. 

Les profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE étaient similaires pour une même fraction 

obtenue après fractionnement en SEC de 50µL de WBS et de 50µL de SBS. Pour les profils 

électrophorétiques des fractions 1 à 7, plusieurs bandes protéiques différentes ont été détectées 

et il semblerait que plus la fraction ait été collectée en début d’élution, plus les protéines aient 

été détectées à des hauts poids moléculaires sur le gel SDS PaGE. Ces résultats sont en accord 

avec le fait que la SEC permette d’isoler les biomolécules de hauts poids moléculaires en premier.  

En revanche, les bandes protéiques qui ont été détectées semblent être globalement les 

mêmes entre les fractions SEC 8 à 16 qui présentent des profils électrophorétiques très 

semblables. Ce résultat est à nuancer puisque la présence d’un important artefact (qui pourrait 

être dû à une trop grande quantité de sels dans le tampon 0.1M d’acétate d’ammonium utilisé 
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pour la SEC) pourrait dissimuler la présence de bandes protéiques de faibles tailles moléculaires 

(<40kDa).  

  Dans un second temps, l’identification des protéines contenues dans les fractions du SBS 

et du WBS a été réalisée par analyses LC-MS/MS. 182 et 254 protéines d’ours brun ont été 

identifiées dans l’ensemble des fractions SEC du WBS et du SBS, respectivement (Figure 68 A) et 

la cause de la différence du nombre d’identifications protéiques entre les deux sera n’a pas pu 

être déterminée.  

Seulement 13 et 3 protéines ont été identifiées dans toutes les fractions obtenues à partir 

du SBS et du WBS, respectivement. Cela démontre que le fractionnement par SEC du sérum d’ours 

brun permet d’obtenir des fractions dont le contenu protéique diffère. D’autre part, 52 et 29 

protéines ont été identifiées uniquement dans une des fractions pour les fractions SEC obtenues 

à partir du SBS et du WBS, respectivement. Ceci démontre l’efficacité de notre système pour 

fractionner le sérum d’ours brun.  

Nous avons ensuite évalué l’importance du nombre de protéines communément 

identifiées entre deux fractions SEC adjacentes issues d’un fractionnement par SEC de 50µL de 

SBS (Figure 68 B). Entre 33.6% et 87.0% de protéines ont été communément identifiées entre des 

fractions adjacentes (fractions 1-2 et fractions 8-9 respectivement), et 61.6% de protéines ont été 

communément identifiées en moyenne entre fractions adjacentes. Bien que la proportion de 

protéines communément identifiées entre deux fractions adjacentes semble élevée, le 

fractionnement par SEC du sérum d’ours brun a permis d’obtenir des fractions au contenu 

protéique différent.  
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Figure 68 : Identifications des protéines présentes dans chacune des fractions issues d’un fractionnement 
en SEC à partir de 50µL de WBS (bleu) ou 50µL de SBS (jaune) (A). Le pourcentage de protéines 
communément identifiées entre deux fractions adjacentes a été évalué sur les fractions obtenues à partir 
de 50µL de SBS (B). La comparaison des protéines identifiées entre le SBS et le WBS pour une même fraction 
(C) a mis en évidence un grand nombre de protéines communes (gris), ainsi que des protéines identifiées 
seulement à partir d’un fractionnement SEC sur du SBS (rouge) ou sur du WBS (noir).   

Grâce à l’analyse des profils UV (λ 280nm), des différences de composition protéique 

avaient été observés. Il pouvait s’agir de différences dues à la présence de protéines différentes 

ou à des concentrations différentes pour des mêmes protéines entre le WBS et le SBS. L’analyse 

par spectrométrie de masse a permis d’obtenir l’identification des protéines présentes dans 

chacune des fractions SEC à partir du WBS et du SBS. En comparant une même fraction SEC 
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obtenues à partir de SBS ou de WBS, il a été constaté que la majorité des protéines identifiées 

étaient présentes dans le WBS comme dans le SBS (Figure 68 C). Cependant, une partie des 

protéines n’ont été identifiées que dans des fractions issues du fractionnement SEC du WBS ou 

du SBS (de 18.2% à 42.7%, pour la fraction 10 et la fraction 16 respectivement), démontrant une 

différence de composition pour une même fraction obtenue à partir de SBS ou de WBS. Les 

fractions pour lesquelles la différence de composition était la plus marquée, étaient les fractions 

16, 5 et 6 avec respectivement 42.7%, 40% et 38% de protéines identifiées différentes entre le 

WBS et le SBS. Ces fractions sont susceptibles de contenir les composés actifs ayant induits une 

inhibition de la protéolyse plus marquée après une exposition des myotubes humains au WBS, 

comparé à l’exposition au SBS [8].  

Conclusions : le fractionnement des protéines sériques par SEC permet d’obtenir des 

fractions dont le contenu protéique diffère entre le SBS et le WBS 

Nous avons déterminé qu’un débit de 1mL/min permettait d’obtenir une séparation 

chromatographique suffisante pour mettre en évidence des différences de constitution entre le 

SBS et le WBS, et ce de manière reproductible. Les analyses par spectrométrie de masse ont 

confirmé les différences déterminées par comparaison des profils UV (λ 280nm) et par analyse 

des profils électrophorétiques des fractions, après fractionnement par SEC de 50µL de SBS et de 

50µL de WBS analysés par SEC. Les fractions SEC 16, 5 et 6 semblent celles pour lesquelles les 

différences de composition entre le SBS et le WBS semblent les plus marquées, et sont peut-être 

les plus susceptibles de contenir les composés actifs. 
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d.  Traitement 4 : fractionnement des protéines sériques par ultrafiltration  

L’ultrafiltration est une méthode de séparation membranaire permettant de laisser passer 

des molécules en suspension ou en solution selon leurs tailles. Plusieurs solutions d’ultrafiltration 

sont aujourd’hui commercialisées avec différents seuils de poids moléculaire (Molecular Weight 

Cut-Off, MWCO). Ce dernier détermine la taille moyenne des pores de la membrane. 

L’ultrafiltration par centrifugation consiste à utiliser la force centrifuge pour que les protéines de 

poids moléculaires inférieurs au seuil traversent une membrane semi-perméable (semi-

perméabilité due à la présence de pores) [234]. L’ultrafiltration est utilisée pour isoler le 

protéome de faible poids moléculaire dans le plasma [235], le sérum humain [236] ou le 

peptidome du sérum humain [237]. 

Une étude comparative des systèmes Microcon et Amicon Ultra (Millipore), et Centrisart et 

Vivaspin 4 (Sartorius), avec des seuils de poids moléculaires de 20 ou 30 kDa, a démontré que le 

Vivaspin 4 était le plus efficace pour isoler la fraction plasmatique de faible poids moléculaires. 

Nous avons donc choisi d’utiliser des Vivaspin 2, avec différents seuils de poids moléculaires (30, 

50 et 100kDa) et d’en évaluer l’efficacité pour fractionner du sérum humain. Tout d’abord, 4mg 

de BSA ont été utilisés successivement afin de vérifier que les Vivaspin 2 donnaient des résultats 

de fractionnement comme attendu. Par la suite, la même méthode a été appliquée à 300, 100 ou 

20 µL de sérum humain.  

Matériels et méthodes 

Les membranes (Vivaspin 2, Sartorius) ont été conditionnées avec 1mL d’une solution 70% 

éthanol, qui a ensuite été élué avec une centrifugation de 20 minutes, à 4.000g et à 4°C. 1mL 
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d’eau distillée a été ajouté avant d’être élué par une nouvelle centrifugation (4.000g, 20 minutes, 

4°C). Les Vivaspin 2 ont été utilisés successivement en débutant avec le MWCO le plus élevé, 

comme décrit ci-après (Figure 69). L’échantillon (BSA ou sérum humain) a d’abord été centrifugé 

sur le filtre de MWCO (Molecular Weight Cut-Off) de 100kDa. La fraction ayant passée le filtre a 

été ensuite déposée sur un filtre de 50kDa, puis centrifugée. Enfin, de la même manière, la partie 

éluée du filtre de MWCO 50kDa a été déposée sur un filtre de MWCO 30kDa. L’ultrafiltration en 

mode décroissant a été évaluée dans un premier temps sur 4mg de BSA, puis pour fractionner 20, 

100 ou 300µL de sérum humain avec une centrifugation de 1h30, à 4.000g, à 4°C. 150µL de DMEM 

ont été ajoutés sur la membrane du filtre avant une nouvelle centrifugation de 1h30, à 4.000g, à 

4°C. Le DMEM a été utilisé car il s’agit d’un milieu de culture utilisé pour les expositions de 

myotubes humains aux sera d’ours bruns. Les élutions ont été déposées sur le filtre suivant alors 

que la fraction retenue a été diluée avec 250µL de DMEM, et a été conservée. 

 

Figure 69 : Méthode d'ultrafiltration avec des Vivaspin 2 utilisés successivement : la fraction retenue sur le 
filtre 100kDa a été récupérée (Fraction 1, rétention des protéines > 100kDa) alors que la fraction éluée a 
été déposé sur le filtre de 50kDa. La fraction retenue sur le filtre 50kDa a été récupérée (Fraction 2, 
rétention des protéines de 50-100kDa), tandis que la fraction éluée a été déposée sur le filtre 30kDa. 
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Finalement, la fraction retenue (Fraction 3, 30-50kDa) et la fraction éluée (Fraction 4, <30kDa) ont été 
récupérées. 

Les profils électrophorétiques des trois fractions retenues sur chacun des filtres (Fraction 1 : > 

100kDa, Fraction 2 : 50-100kDa et Fraction 3 : 30- 50 kDa) et de la fraction finalement éluée 

(Fraction 4 : < 30kDa), ont été obtenus par électrophorèse sur gel SDS PaGE et les bandes 

protéiques ont été détectées par coloration au bleu de coomassie colloïdal sur la nuit. 

Résultats et interprétations 

 Afin d’évaluer l’efficacité des Vivaspin 2 à retenir ou à éluer 4mg de BSA (100µL) dans 

200µL de DMEM selon différents MWCO utilisés en série en mode décroissant, les profils 

électrophorétiques obtenus pour les 4 fractions sur gel SDS PaGE ont été analysés (Figure 70). 

 

Figure 70 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE des fractions obtenues après une ultrafiltration sur 
des MWCO en série en mode décroissant de 100, 50 ou 30kDa sur une solution BSA et DMEM :  fractions 
retenues sur le MWCO 100kDa (F1 : >100kDa), puis sur le MWCO 50kDa (F2 : 100-50kDa), puis sur le MWCO 
30kDa (F3 : 50-30kDa) et éluée sur le MWCO 30kDa (F4 : <30kDa). La dernière piste est le profil 
électrophorétique obtenu pour l’échantillon utilisé (4mg BSA ajouté à du DMEM). La bande protéique 
correspondant à la BSA est signalée par un encadré jaune. MW : marqueur de poids moléculaires 

La bande protéique de la BSA a été détectée sur les profils électrophorétiques de la 

fraction 1 (i.e. retenue sur le filtre de 100kDa) et de la fraction 2 (i.e. éluée du filtre de MWCO 
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100kDa mais retenue sur le filtre de MWCO 50kDa), et très légèrement de la fraction 3 (i.e. éluée 

du filtre de MWCO 50kDa mais retenue sur le filtre de MWCO 30kDa). La BSA, protéine de 69kDa, 

a été effectivement éluée sur le filtre de MWCO de 100kDa mais pas complètement, et a été 

finalement retenue sur le filtre de MWCO de 50kDa, comme attendu.  

Des bandes protéiques autres que celle de la BSA ont été détectées sur les profils 

électrophorétiques de la fraction 1 et de la fraction 2, ainsi que dans pour les 4mg de BSA dans 

du DMEM. Ces bandes protéiques pourraient correspondre à des protéines présentes dans le 

DMEM. Aucune bande protéique de faible poids moléculaire, n’a été détectée dans les fractions 

3 et 4 où les protéines de poids moléculaires de 30-50kDa et <30kDa étaient attendues. Ces 

fractions sont censées correspondre au peptidome du sérum, et il a été démontré qu’il n’était pas 

détectable avec une coloration au bleu de coomassie colloïdal. Il est nécessaire de réaliser une 

coloration à l’argent [237]. Dans notre cas, pour s’assurer de l’absence de bandes correspondant 

au peptidome sérique, il aurait été nécessaire de réaliser une révélation avec une coloration à 

l’argent.  

Puisque l’efficacité de l’ultrafiltration par centrifugation sur les Vivaspin 2 a été validée sur 

un mélange simplifié (4mg de BSA diluée dans du DMEM), nous avons utilisé la même méthode 

pour fractionner le sérum humain. Pour cela, différents volumes de sérum humain (20, 100 et 

300µL) ont été fractionnés sur des Vivaspin 2 de MWCO 100, 50 et 30kDa utilisés successivement. 

En considérant une concentration en protéine moyenne de 65µg/µl dans le sérum, cela 

correspond à fractionner environ 19.5, 6.5 et 1.3mg de protéine, respectivement. 4 fractions ont 
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été obtenues (caractérisées comme celles obtenues sur l’échantillon de BSA), et les profils 

électrophorétiques de chaque fraction ont été analysés (Figure 71). 

 

Figure 71 : Profils électrophorétiques sur gel SDS PaGE des fractions obtenues après une ultrafiltration sur 
des MWCO utilisés successivement de 100, 50 ou 30kDa pour 20, 100 ou 300 µL de sérum humain :  
fractions retenues sur le MWCO 100kDa (F1 : >100kDa), puis sur le MWCO 50kDa (F2 : 100-50kDa), puis 
sur le MWCO 30kDa (F3 : 50-30kDa) et éluée sur le MWCO 30kDa (F4 : <30kDa). La dernière piste est le 
profil électrophorétique obtenu pour l’échantillon utilisé (4mg BSA ajouté à du DMEM). Les poids 
moléculaires auxquels les bandes protéiques sont attendues pour chaque fraction sont signalés par les 
encadrés rouge. 

L’ensemble des bandes protéiques caractérisant le profil électrophorétique du sérum 

humain natif, semble correspondre aux bandes protéiques détectées sur la fraction 1 (i.e. retenue 

sur le filtre de MWCO 100kDa), montrant que la grande majorité des protéines sériques étaient 

retenues sur le filtre de seuil de poids moléculaire de 100kDa. Pour l’ensemble des fractions, les 
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bandes protéiques ne sont pas détectées aux poids moléculaires attendus, à l’exception de la 

fraction 2 pour l’ultrafiltration sur 300µL de sérum humain.  

De plus, la méthode d’ultrafiltration avec l’utilisation de filtres de différents MWCO 

utilisés successivement, a été testée sur trois volumes de sérum humain (20, 100 et 300µL,) afin 

d’évaluer si l’efficacité de fractionnement était dépendante du volume de sérum (i.e. de la 

quantité de protéines sériques) déposé sur la première membrane. Aucune différence n’a été 

observée pour les 3 volumes de sérum testés, puisque quasiment l’ensemble des protéines 

sériques semblent retenu sur le filtre de MWCO 100kDa. Les résultats obtenus sont différents de 

ce qui avait été obtenu pour le fractionnement de 4mg de BSA diluée dans du DMEM, et ce 

indépendamment de la quantité de protéines déposées sur le premier filtre. Le fractionnement 

sur 20µL de sérum humain, correspond au fractionnement de 1.3mg de protéine sérique. Cette 

quantité est bien inférieure à la quantité de BSA utilisée auparavant (4mg). Il semblerait donc que 

le sérum humain ne puisse pas être fractionné avec des Vivaspin 2 et il est possible que des 

protéines sérique (comme la fibrine) colmatent les pores de la membrane, empêchant une 

circulation des protéines au travers de ces pores. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus 

par l’équipe de Georgiou et al. [238] qui n’a pas réussi à fractionner les protéines du plasma 

humain avec des systèmes d’ultrafiltration par centrifugation (MWCO de 30kDa). Dans cette 

publication, il est proposé que l’inefficacité des systèmes serait due au fait que ces membranes 

ont été produites dans le but de concentrer les protéines et d’éluer les sels plutôt que pour 

fractionner les protéines selon leurs tailles moléculaires. L’équipe de Zheng et al. [237] a réussi à 

isoler le peptidome circulant humain à partir de 500µL de sérum ou plasma humain par 

ultrafiltration sur Vivaspin 4 (MWCO 10kDa). De ce fait, il est possible que notre méthode ait 
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permis d’isoler le peptidome du sérum, et pour nous en assurer il aurait été nécessaire de réaliser 

une détection des bandes du peptidome (<14kDa) avec une coloration à l’argent qui est plus 

sensible. 

Conclusion du traitement 4 : l’ultrafiltration doit être optimisée pour fractionner les 

protéines sériques 

L’ultrafiltration sur Vivaspin 2 semble fonctionner pour isoler 4 mg de BSA. En revanche, 

les résultats obtenus pour le fractionnement du sérum humain ne sont pas satisfaisants puisque 

la plupart des protéines sériques ont été retenues sur le premier filtre de MWCO 100kDa. 

L’ultrafiltration par filtration sur Vivaspin 2 n’est donc pas utilisable pour fractionner les protéines 

sériques humaines et n’a donc jamais été appliqué au fractionnement des protéines du sérum 

d’ours brun. A l’avenir, il sera possible de fractionner le sérum en éliminant des protéines 

majoritaires ou grâce à la SEC.  
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Conclusion générale 
L’analyse par spectrométrie de masse est largement répandue pour caractériser le 

protéome d’un tissu ou d’une cellule. Cependant, il n’existe pas de stratégie analytique 

« standard », et il est nécessaire de faire des choix à chaque étape clef de l’analyse afin de 

répondre au mieux à la question posée. L’étude d’espèces « exotiques » est de plus en plus 

répandu afin d’ouvrir la voie à de nouvelles solutions face à des problématiques humaines. 

L’analyse par spectrométrie de masse de telles espèces reste un défi de par le fait que les bases 

de données sont peu, voire pas, renseignées. Par ailleurs, les outils biochimiques utilisés 

classiquement pour la préparation d’échantillons (méthodes de déplétion ou de fractionnement) 

peuvent se montrer inefficaces pour les espèces « exotiques ». De ce fait, il est indispensable de 

développer ou d’optimiser des solutions (de la préparation d’échantillons à l’interprétation 

bioinformatique des données). Au cours de cette thèse, nous avons mis en place des stratégies 

afin de faciliter l’analyse par spectrométrie de masse d’échantillons provenant d’ours bruns 

(Figure 72), l’objectif étant de mieux caractériser les adaptations de l’ours brun à l’hibernation via 

l’étude des régulations du protéome, et en particulier du protéome musculaire.  
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Figure 72 : Résumé des solutions développées au cours de ces travaux pour l’analyse par spectrométrie de 
masse d’échantillons d’un organisme « exotique » 
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Dès la préparation d’échantillon, il est indispensable de tenir compte de la complexité de 

l’échantillon (gamme dynamique, présence de protéines majoritaires…) pour mettre en place un 

protocole permettant une bonne couverture du protéome (i.e. identification du plus grand 

nombre de protéines possible). Dans le cadre d’études sur les modifications chimiques des 

protéines, comme la phosphorylation, la préparation d’échantillon nécessite également 

d’importantes précautions puisque l’ajout ou la suppression de phosphorylations sont des 

évènements très dynamiques et labiles. Au cours de cette thèse, nous avons bénéficié de la 

complémentarité des stratégies SDS PaGE-XIC et 2D-DIGE-MS pour analyser de manière 

quantitative le protéome musculaire et le protéome du tissu adipeux de l’ours brun en phase 

hibernante vs en phase active. Par ailleurs, un protocole de préparation d’échantillon dédié à 

l’enrichissement en phosphopeptides provenant du muscle squelettique d’ours brun a été 

développé pour l’analyse du phosphoprotéome musculaire de l’ours brun hibernant vs actif, qui 

sera réalisée dans les mois à venir. Des méthodes de préparation d’échantillons ont été 

optimisées afin de digérer (sur colonnes d’enzymes immobilisées) ou de fractionner (déplétion 

en albumine et fractionnement par SEC) les protéines sériques. Les produits de ces préparations 

seront ajoutés au milieu de culture de myotubes humains, ce qui pourrait permettre de 

caractériser les facteurs d’épargne protéique circulants dans le sérum d’ours brun hibernant. 

L’analyse par spectrométrie de masse peut être réalisée par différentes stratégies selon 

que l’on souhaite analyser un nombre restreint de protéines pré-déterminées (approche ciblée) 

ou sur l’ensemble du protéome (approche globale). Dans le cadre de cette thèse, nous avons 

développé une approche quantitative ciblée par microLC-SRM qui pourra être utilisée afin de 

doser la concentration d’adiponectine sur un grand nombre d’échantillons sériques d’ours bruns. 
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En parallèle, des stratégies globales ont été mises en place pour identifier les protéines présentes 

dans le LCR et les exosomes sériques d’ours brun, ou pour quantifier les régulations d’abondance 

protéique dans des myotubes humains exposés à différents traitements (sera natifs [WBS vs SBS] 

ou sera enrichis en BOH). 

L’étude d’une espèce « exotique » par spectrométrie de masse reste un défi puisqu’il 

existe peu, ou pas, d’informations dans les bases de données de séquences protéiques et dans 

les bases de données d’annotations fonctionnelles. Afin d’obtenir une identification et une 

quantification des protéines, les plus représentatifs de notre modèle d’étude (i.e. sans utiliser de 

banque de données d’espèces phylogénétiquement proche), nous avons développé un 

algorithme pour générer une banque de données protéiques à partir des données d’assemblage 

de la base de données RefSeq. En parallèle, nous avons réalisés d’importants développements 

pour le traitement bio-informatique des données. Les algorithmes présentés dans ce manuscrit 

ont permis de déterminer les protéines humaines homologues de protéine d’organismes 

« exotiques » et d’extraire les annotations fonctionnelles de ces protéines, ainsi que de visualiser 

les variations d’un protéome donné, dans des conditions données, sur des cartes des voies 

métaboliques et des voies de signalisation dans lesquelles elles étaient impliquées. Nous avons 

pu déterminer les origines tissulaires des protéines, grâce à l’extraction d’informations de la base 

de données neXtProt. L’ensemble de ces algorithmes ont été implémentés sur notre plateforme 

Galaxy et peuvent être appliqués au traitement bioinformatique de données obtenues sur des 

échantillons d’espèces « exotiques ». Enfin, nous sommes actuellement en train de développer 

un algorithme dans le but d’interpréter les régulations induites par les phosphorylations, grâce à 

l’utilisation de la base de données PhosphoSite Plus.  
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Grâce à l’analyse par spectrométrie de masse d’échantillons d’ours brun, nous avons 

démontré des régulations du métabolisme énergétique (substrats lipidiques préférentiels bien 

que leur oxydation soit diminuée, maintien de la glycolyse) et de la réponse au stress oxydant 

(diminution du stress oxydant) dans le muscle squelettique, pouvant favoriser la préservation des 

protéines musculaires durant l’hibernation. Ainsi, l’augmentation de la concentration sérique de 

DHA (acide gras omega 3) en période d’hibernation pourrait être impliquée dans le maintien des 

muscles squelettiques grâce à des mécanismes qui ne sont pas encore déterminés. De plus, nous 

avons montré que des molécules actives dans le sérum d’ours brun hibernant sont capables de 

réguler la balance protéique de cellules musculaires humaines (diminution de la synthèse et de 

manière plus importante, diminution de la protéolyse), ce qui pourraient participer à la 

préservation du muscle squelettique face à l’hibernation. Afin d’identifier ces composés, des 

méthodes de décomplexification du sérum d’ours (fractionnement par SEC, digestion des 

protéines sériques, déplétion des protéines majoritaires) ont été développées. Nous avons 

également montré que les corps cétoniques sont capables de réguler la balance protéique 

musculaire. Identifier précisément les composés anti-protéolytiques du sérum d’ours hibernant 

permettrait d’ouvrir la voie à de nouvelles solutions thérapeutiques pour lutter contre l’atrophie 

musculaire humaine pour les personnes sédentaires, obèses, immobilisées ou même les 

astronautes.
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Perspectives 
 Etude de la physiologie de l’ours brun hibernant par spectrométrie de masse  

Au cours de ces travaux de thèse, des stratégies analytiques ont été développées pour 

l’analyse par spectrométrie de masse d’échantillons provenant d’un organisme exotique (génome 

non séquencé), l’ours brun. Dans un premier temps, l’intérêt a été porté sur l’analyse des 

régulations du protéome musculaire et du tissu adipeux afin d’explorer les changements dans le 

métabolisme des substrats énergétiques, de la balance protéique et du stress oxydant. Dans ce 

but, des outils bioinformatiques ont été optimisés pour accélérer l’interprétation biologique des 

larges jeux de données obtenus en protéomique et la faciliter pour des études sur des espèces 

exotiques. 

a. Identification et interprétation des effets des phosphorylations portées par des 

protéines musculaires 

Afin d’affiner notre compréhension des régulations de l’activité des protéines 

musculaires, un protocole d’analyse du phosphoprotéome (i.e. ensemble des phosphorylations 

portées par les protéines) a été mise en place avec un enrichissement manuel en 

phosphopeptides. Cependant, l’acquisition récente d’un robot (BravoAssay, AbSciex) pourrait 

permettre un enrichissement facilité et très reproductible. Il sera donc nécessaire de comparer 

l’enrichissement manuel avec le protocole ici présenté, avec un enrichissement automatisé par 

ce robot. 

Dans le cas de modèles « classiques » (i.e. humains ou murins), des bases de données 

spécialisées, comme PhosphoSite Plus [174], sont bien renseignées et permettent d’appréhender 
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les effets des sites de phosphorylations sur l’activité, la localisation ou la durée de demi-vie de la 

protéine. Afin de faire de même pour l’ours brun, il sera nécessaire de développer des solutions 

bio-informatiques permettant (i) d’identifier la protéine humaine homologue à la protéine d’ours, 

(ii) aligner les séquences protéiques pour mettre en exergue les sites de phosphorylations 

communs, et (iii) exporter les informations relatives aux sites de phosphorylations communs à 

partir d’une base de données spécialisées comme PhosphoSitePlus. De cette manière, il sera 

possible de mieux appréhender les possibles régulations induites par les phosphorylations sur les 

protéines musculaires d’ours brun (voir page 76 à 77). 

b. Etudier les mitochondries pour explorer le métabolisme et la production de 

stress oxydant dans le muscle de l’ours hibernant 

Dans nos données sur le protéome musculaire chez l’ours hibernant, les résultats 

suggéraient une utilisation limitée mais préférentielle des substrats lipidiques et un maintien de 

la glycolyse [183]. Par ailleurs, le stress oxydant musculaire semble limité en phase hibernante 

notamment grâce à une possible limitation de la production des espèces réactives de l’oxygène 

[239]. Les mitochondries sont des organelles cellulaires largement impliquées dans la régulation 

du métabolisme [240] et sont également une source majeure de stress oxydant [241]. Une 

diminution du nombre et/ou de l’activité des mitochondries dans le muscle de l’ours brun 

hibernant pourrait participer aux régulations que nous avons évoqué ci-dessus. Pour répondre à 

cette hypothèse, des mesures sur le nombre de mitochondries ainsi que sur leur activité entre la 

phase hibernante et la phase active de l’ours brun pourraient être réalisées. Par ailleurs, l’analyse 

par spectrométrie de masse serait également un outil de choix pour caractériser les régulations 
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du protéome mitochondrial à partir de mitochondries musculaires isolées et ainsi identifier des 

régulations spécifiques aux mitochondries musculaires en phase hibernante. 

c. Quels sont mes mécanismes qui provoquent une inhibition du catabolisme 

protéique lors de l’hibernation ? 

La diminution des taux de dégradation et de synthèse protéique musculaire [146] est un 

élément important de la préservation musculaire chez l’ours brun hibernant. D’après nos données 

obtenues sur le protéome musculaire par spectrométrie de masse, l’abondance des protéines des 

systèmes de dégradation et de synthèse (augmentation pour les protéines de dégradation et 

stabilité pour les protéines de synthèse) ne concorde pas avec la diminution des taux de 

dégradation et de synthèse. Il est donc nécessaire d’explorer davantage la régulation des 

systèmes de protéolyse. 

 Le système ubiquitine-protéasome est l’un des systèmes de dégradation des protéines, 

et obtenir des informations sur sa structure (abondance relative des sous-unités du protéasome 

entre l’état hibernant et l’état actif) et son activité, ou encore déterminer si ce système cible une 

population de protéines spécifique ou non (i.e. analyse de l’ubiquitinome) entre la phase 

hibernante et la phase active permettrait de déterminer par quels mécanismes le catabolisme de 

des protéines musculaires est diminué chez l’ours hibernant. 

d. Les fibres musculaires et le métabolisme énergétique dans le muscle de l’ours 

hibernant 

Dans le cas de l’atrophie musculaire, il est connu que la composition en fibre se modifie 

avec une augmentation de la proportion de fibres de type 2 (fibres glycolytiques) et une 
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diminution de la proportion de fibres de type 1 (fibres oxydatives) [242]. Chez l’ours brun 

hibernant, il a été montré que ce changement de proportions en type de fibres musculaires n’était 

pas systématiquement identifié selon le muscle squelettique étudié [144]. Dans nos données, 

nous avons constaté que l’abondance et l’activité des protéines musculaires étaient en accord 

avec une diminution de la consommation des substrats lipidiques et un maintien de la 

consommation des substrats glucidiques [183]. De ce fait, nous pouvons poser l’hypothèse que le 

nombre de fibres glycolytiques pourrait être plus important lors de l’hibernation, au détriment 

des fibres oxydatives. Une approche d’immunohistochimie, avec des marquages immunologiques 

ciblant des protéines spécifiques de chaque type de fibre musculaire (isoformes de myosines), 

permettrait de déterminer la proportion de chaque type de fibre dans le muscle de l’ours 

hibernant vs l’ours actif. 

 Capacités anti-protéolytiques du sérum d’ours brun hibernant 

Nous avons démontré les capacités anti-protéolytiques du sérum d’ours brun hibernant 

(WBS) sur des cellules musculaires humaines [8]. Une première approche d’identification des 

composés actifs par recherche de candidat suggère que le beta-hydroxybutyrate (BOH) pourrait 

être l’un des composés actifs dans le WBS.  

a. Identification des composés actifs dans le sérum d’ours brun hibernant 

Outre le BOH, d’autres molécules comme les acides aminés ou les acides gras omega 3 (tel 

que le DHA) pourraient être testées avec la même stratégie analytique. En parallèle, des 

méthodes de fractionnement du contenu sérique ont été développées (immunodéplétion des 

protéines majoritaires, fractionnement par SEC et digestion des protéines sériques par enzymes 
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immobilisées) afin de décomplexifier le contenu sérique et ainsi de faciliter l’identification des 

molécules anti-protéolytiques. Les fractions obtenues devront être testées prochainement sur 

des myotubes humains en culture. L’objectif sera de déterminer si une (ou des fractions) 

permet(tent) de reproduire tout ou partie des effets obtenus avec une incubation des myotubes 

humains avec du WBS natif. Le contenu protéique de la (des) fraction(s) active(s) devra être 

caractérisé, par exemple par spectrométrie masse. Ces fractions actives pourront également être 

à nouveau fractionnées pour faciliter l’identification des composés actifs qu’elles contiendraient. 

Par ailleurs, nous avons montré le bénéfice à utiliser une banque de données protéiques 

issue de la base de données d’assemblage RefSeq (NCBI) [92]. En effet, contrairement à 

l’utilisation d’une banque de données de plusieurs espèces homologues, la banque de données 

RefSeq permet d’obtenir des séquences protéiques spécifiques de l’espèce étudier et apporte une 

plus grande certitude sur les résultats d’identifications obtenus. Ce type de base de données sera 

à privilégier pour la suite du projet (voir page 71 à 75). 

b. Transfert des stratégies d’épargne protéique de l’ours hibernant vers la 

thérapeutique humaine  

Les fractions actives identifiées, ou le BOH, pourraient être utilisés pour traiter des cellules 

musculaires humaines et vérifier s’il est possible de prévenir, limiter ou encore reverser une 

atrophie induite. Pour ce faire, il faudra induire une atrophie musculaire chez les myotubes 

humains et traiter les cellules avant, durant l’induction de l’atrophie ou après le traitement à la 

dexaméthasone, par exemple.  
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A l’échelle de l’organisme, et après une identification plus fine des composés actifs, le 

même type de test pourra être appliqué sur des modèles murins avant ou après le développement 

d’une atrophie musculaire.  

Lors des voyages spatiaux, induire chez les astronautes une condition physiologique 

proche de celle de l’ours hibernant pourrait participer à la préservation musculaire et pourrait 

permettre de limiter la perte musculaire induite par la microgravité. Lors de l’hibernation, la 

température corporelle de l’ours brun diminue pour atteindre une température moyenne de 32°C 

[142]. Dans la logique de reproduire les conditions physiologiques de l’hibernation, une 

diminution de la température de l’environnement permettrait d’abaisser la température des 

astronautes ce qui pourrait ralentir le métabolisme, participer à l’économie d’énergie et 

indirectement préserver les protéines musculaires. De plus, lors de la préparation à l’hibernation, 

l’ours augmente de manière importante sa masse graisseuse. Ainsi, durant les sept mois 

d’hibernation, il est en capacité de consommer des substrats lipidiques, libérés par le tissu 

adipeux, pour se fournir en énergie cellulaire, tout en économisant efficacement ses protéines. 

Sélectionner des astronautes, certes entrainés, mais disposant de réserves lipidiques non 

négligeables aiderait peut-être à limiter le développement de l’atrophie musculaire. Enfin, aux 

vues des résultats que nous avons obtenus sur le muscle de l’ours brun hibernant, la prise 

alimentaire de corps cétoniques, d’acides gras oméga 3 (comme le DHA) et d’antioxydants 

pourraient également participer à limiter la perte musculaire.
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Blandine CHAZARIN 
 

Développements en protéomique pour mieux comprendre la 
physiologie de l’ours brun hibernant et ouvrir la voie vers de 

nouvelles thérapies contre l’atrophie musculaire humaine 
 

Résumé 

Appliquer les stratégies d’analyse protéomique à des échantillons d’organismes 
« exotiques » requiert des développements, que nous avons réalisés pour étudier les 
mécanismes d’épargne protéique chez l’ours brun hibernant. La complémentarité des 
approches protéomiques (SDS PaGE-XIC, 2D-DIGE-MS, LC-SRM-MS) et des développements 
bioinformatiques (e.g. utilisation de données d’assemblage du génome, extraction 
d’annotations fonctionnelles [Gene Ontology, neXtProt, KEGG]) ont montré que la beta-
oxydation est préférentielle dans le muscle, la glycolyse étant maintenue. Les niveaux élevés 
en acides gras omega 3, le stress oxydant diminué, et l’existence de composés anti-
protéolytiques dans le sérum des ours hibernants contribuent à l’épargne des muscles. Pour 
identifier ces composés, nous avons développé le fractionnement du sérum d’ours 
(chromatographie, protéolyse, déplétion des protéines majoritaires) et montré que les 
corps cétoniques pourraient être impliqués. Ces résultats suggèrent de nouvelles solutions 
thérapeutiques contre l’atrophie musculaire des personnes immobilisées, âgées ou encore 
des astronautes. 

Mots clefs : protéomique quantitative, spectrométrie de masse, ours brun, hibernation, 

développements bioinformatiques 

 

Abstract 

To analyze samples from "exotic" organisms using proteomics, analytical developments are 
required. Our developments were made to study protein saving mechanisms in hibernating 
brown bears. The complementarity of proteomics approaches (SDS PaGE-XIC, 2D-DIGE-MS, 
LC-SRM-MS) and bioinformatics developments (e.g. use of genome assembly data, 
extraction of functional annotations [Gene Ontology, neXtProt, KEGG]) have led to show 
that muscle beta-oxidation is preferential, glycolysis being maintained. High levels of omega 
3 fatty acids, decreased oxidative stress, and the existence of anti-proteolytic compounds 
in the serum of hibernating bears contribute to muscle sparing. To identify these 
compounds, we developed fractionation of the bear serum (chromatography, proteolysis, 
high abundance protein depletion) and showed that ketone bodies could be involved. These 
results suggest new therapeutic solutions against muscle atrophy in immobilized people, 
the elderly or astronauts. 

Keywords: quantitative proteomics, mass spectrometry, brown bear, hibernation, 

bioinformatic developments 
 


