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Chapitre 1 : Introduction 
 

1. Contexte 
 

1.1. L’importance du plastique dans la société 
 

Le terme plastique peut désigner deux types d’objets: 

-Les polymères utilisés, généralement avec des additifs, pour fabriquer des objets. Ceci comprend des 

matériaux comme le polypropylène (PP), le polyéthylène (PE) et le polystyrène (PS). 

-D’une façon plus générale, pour désigner tout matériau organique moderne. 

Dans le cadre de cette thèse, nous parlerons de plastiques pour désigner uniquement les polymères 

plastiques. 

La première matière plastique découverte est le caoutchouc, utilisé en Amérique du nord avant 

l’arrivée des européens puis introduit en Europe par Charles Marie de La Condamine en 1736. Le 

caoutchouc n’a commencé à être vraiment utilisé qu’à partir de 1839, lorsque Charles Goodyear 

découvre que, en le chauffant avec du soufre, on obtient un matériau élastique1. Ce matériau sera 

utilisé pour produire des bottes, des tuyaux, des pneus et de nombreux autres objets du quotidien. La 

première matière plastique artificielle synthétisée est la Parkésine, présentée en 1862 par Alexander 

Parkes dans le cadre de l’Exposition Internationale de Londres2. La Parkésine, produite en traitant de 

la cellulose avec de l’acide nitrique et un solvant (comme une huile animale), a été très utilisée dans la 

fabrication de manches de couteau, de jouets et de balles de tennis de table. L’industrialisation de la 

production du plastique a commencé en 1907 avec la production de la bakélite. Le XXème siècle verra 

ensuite le début de la production industrielle de différents plastiques comme le polychlorure de vinyle 

(PVC), le polypropylène et le polyéthylène, aux propriétés variées et aux applications nombreuses. 

L’historique de ces découvertes est illustré Figure 1.1. 

 

 

Figure 1.1 : Historique de l’utilisation des plastiques. 
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La quantité de plastiques produits a depuis augmenté exponentiellement, comme illustré Figure 1.2. 

En effet, autant de plastiques ont été produits entre 2006 et 2019 (13 ans) qu’entre 1950 et 2006 (56 

ans) 3. Au total plus de 350 Mt de plastiques sont produites par an4. 

 

 

Figure 1.2 : Evolution de la quantité de plastiques produits en milliards de tonnes. 
Le trait rouge vertical indique l’année à partir de laquelle la moitié de la quantité de plastiques a été produite (2006). 

Données tirées de Plastic Pollution3. 

 

Ils présentent des avantages importants comme leur durabilité. Ainsi, les objets en plastique peuvent 

généralement être utilisés ou conservés pendant de longues durées sans modification de leurs 

propriétés. Ces propriétés présentent une grande variété en fonction des plastiques considérés. 

Certains peuvent par exemple être souples ou rigides en fonction de leur densité, être 

thermodurcissables ou non, ou être transparents. 

Pour améliorer encore ces propriétés, ou pour obtenir des plastiques plus adaptés pour des 

applications spécifiques, des additifs sont utilisés. Ils correspondent à des composés introduits dans 

les polymères pour modifier leurs propriétés physiques ou chimiques. Les additifs les plus utilisés sont 

les plastifiants, correspondant à plus de la moitié des additifs utilisés par l’industrie en 20145. Ils 

permettent d’augmenter la flexibilité des plastiques en s’insérant entre les chaînes de polymères. Une 

grande partie des plastifiants actuellement utilisés sont des phtalates, un groupe de produits 

chimiques composés d’un noyau benzénique et de deux groupements ester placés en ortho. Certains 

additifs permettent de maintenir les propriétés des plastiques comme les arylamines, des antioxydants 

qui permettent de protéger les plastiques exposés aux rayonnements UV du soleil. Il existe aussi des 

stabilisants thermiques, par exemple à base d’huile de soja époxydée, qui permettent de maintenir la 

forme et la structure du plastique lorsque celui-ci est chauffé. Ces additifs, antioxydants et stabilisants 

thermiques, sont souvent utilisés pour les emballages alimentaires. 

Cette variété des plastiques et des additifs en fait des matériaux particulièrement polyvalents. Des 

millions de tonnes de plastique sont ainsi produites et utilisées par différents secteurs industriels 

chaque année, comme présenté Figure 1.3.  
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Figure 1.3 : Quantités de plastiques utilisées dans le monde par différents secteurs industriels en 2017. 
Données tirées de l’Atlas du Plastique 20206. 

 

La principale utilisation des plastiques est pour les emballages, puisqu’il est simple de leur donner une 

forme adaptée pour contenir n’importe quel objet. De plus, leur durabilité permet de les protéger sur 

de longues durées. Les plastiques étant hydrophobes, ils sont souvent utilisés dans le secteur du 

bâtiment comme revêtement ou joints pour étanchéifier les toits, façades ou fenêtres. 

 

1.2. Le devenir des plastiques après utilisation 
 

La longévité des plastiques est l’un de leurs avantages majeurs, mais aussi une source de problèmes. 

En effet, ils ne sont généralement pas biodégradables, ce qui signifie qu’ils ne peuvent pas être 

décomposés par les microorganismes présents dans la nature. Ces plastiques peuvent ainsi rester dans 

l’environnement pendant plusieurs siècles, où ils s’accumulent donc au fil des ans. Leur accumulation 

sur le long terme est donc une source majeure de pollution. Il a été estimé qu’en 2015, un total 

d’environ 6300 Mt de déchets plastiques ont été générés7. Ces déchets peuvent être traités de 

plusieurs façons. 

 

La décharge 

La majorité des déchets plastiques continue d’être rejetée dans des décharges, comme plus de 75% 

des déchets plastiques en 20188. Cette méthode n’est toutefois pas soutenable sur le long terme, 

puisque la longue durée de vie des plastiques combinée avec la forte quantité de déchets produit fait 

que ceux-ci s’accumulent rapidement, résultant en des montagnes de plastique comme nous pouvons 

le voir Figure 1.4. Au rythme actuel, il est estimé que 12 000 Mt de plastiques seront dans des 

décharges d’ici 20507. 
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Figure 1.4 : Photographie d’une décharge de plastiques. 

 

Ces décharges restent de plus une source de pollution. En effet, les additifs présents sur les plastiques 

peuvent par exemple passer dans l’eau de pluie puis contaminer les nappes phréatiques9. A terme, les 

décharges peuvent donc affecter la qualité de l’eau potable dans les zones environnantes. En plus de 

cela, les plastiques en décharge produisent des gaz à effet de serre, contribuant ainsi au réchauffement 

climatique10. 

 

La valorisation énergétique 

Une partie importante des plastiques, de l’ordre de 16% des déchets produits en 20188, est valorisée 

énergétiquement. Les produits de la pyrolyse des plastiques peuvent être récupérés pour être 

convertis en méthanol ou en carburant11. Les plastiques peuvent également être incinérés, et la 

chaleur ainsi dégagée peut être utilisée pour produire de l’électricité. 

Le principal inconvénient de cette méthode est la pollution de l’air qu’elle cause. En effet, lors de leur 

combustion, les déchets plastiques peuvent relâcher des polluants tels que des dioxines, des furanes 

et des biphényles polychlorés12. 

 

Le recyclage 

Le recyclage des déchets plastiques consiste à obtenir, à partir d’objets structurés en plastique, des 

matières premières utilisables pour la fabrication de nouveaux objets. Cette méthode est actuellement 

privilégiée, puisqu’elle permet à la fois d’éviter la pollution causée par les décharges ou la pyrolyse des 

plastiques et de manufacturer de nouveaux produits plastiques d’une façon plus économique et 

écologique. Malgré ces avantages, moins de 9% des déchets plastiques ont été recyclés en 20188. Une 

raison de ce faible pourcentage est que leur recyclage est plus complexe à mettre en œuvre que leur 

incinération ou leur dépôt dans des décharges. 

Dans un premier temps, il est important de trier les déchets, ce qui nécessite généralement la mise en 

place de plusieurs étapes. Par exemple, les métaux peuvent être extraits par magnétisme puis les 

déchets restants peuvent être séparés en fonction de leur densité par flottaison. Dans un second 

temps, une fois les plastiques triés, ceux-ci peuvent être recyclés par des procédés mécaniques ou 

chimiques. Le recyclage mécanique consiste à réduire les plastiques en granulés, puis à les mélanger 

avec un polymère vierge de la même famille et des additifs pour stabiliser le matériau obtenu. Cette 

méthode est simple et efficace mais elle n’est pas adaptée à certains plastiques (en particulier les 

fibres), et l’accumulation des additifs limite le nombre de cycles de recyclage auxquels le plastique 

peut être soumis. Par exemple, le PP est généralement recyclé une unique fois pour obtenir des 
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vêtements ou des équipements de terrain de jeux13. Des procédés de recyclage chimiques sont donc 

nécessaires pour pouvoir recycler une plus grande partie des déchets. Ces procédés sont utilisables 

pour des plastiques présentant de faibles enthalpies de dépolymérisation tels que le nylon-6, le 

polytéréphtalate d’éthylène et le carbonate de propylène11. Les chaînes de ces polymères peuvent être 

rompues par hydrolyse, transestérification ou transamidation pour revenir aux monomères qui 

peuvent être utilisés pour préparer de nouveaux objets en plastique. Après ces réactions, il reste 

nécessaire de séparer les monomères désirés des additifs initialement présents dans les plastiques, 

ainsi que des autres monomères pouvant être présents lorsque les matériaux recyclés sont des 

mélanges de plastiques11. Pour que cette purification soit rentable, il est nécessaire que les plastiques 

recyclés soient relativement purs, ce qui limite une fois de plus les applications de ces méthodes. 

Les quantités de déchets plastiques générés ont augmenté de façon exponentielle depuis 1950 avec 

les quantités de plastiques produits. Initialement la quasi-totalité des déchets étaient disposés dans 

des décharges, mais leur incinération et leur recyclage sont de plus en plus privilégiés, et des efforts 

sont faits pour augmenter les proportions de déchets concernés, comme présenté Figure 1.5. 

 

 

Figure 1.5 : Evolution des quantités totales de déchets plastiques produits et des méthodes de traitements. 
Les lignes entières correspondent aux données de 1950 à 2015, 

les lignes en pointillés correspondent aux projections jusqu’à 2050. 
Adapté de Production, use, and fate of all plastics ever made7. 

 

Une quantité de plastiques importante mais plus difficile à déterminer précisément est directement 

rejetée dans la nature, accidentellement ou par négligence. Les objets en plastique étant 

régulièrement transportés en bateau dans des conteneurs, certains peuvent finir dans l’océan en cas 

d’accidents ou de mauvaises conditions météorologiques. C’est par exemple ce qui est arrivé au MSC 

Zoe en janvier 2019, qui a perdu 342 conteneurs dans la mer du nord à cause de vents forts14. Des 

quantités importantes de déchets plastiques continuent malheureusement d’être rejetés directement 

dans la nature. Les quantités de déchets plastiques dans la nature sont telle qu’il s’est formé le « vortex 

de déchets du Pacifique nord »15. Il s’agit d’une zone très large, dont la surface est estimée à environ 

1,6 millions de km2, dans laquelle flotte environ 5 kg/km² de déchets, comme illustré Figure 1.6. 
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Figure 1.6 : Vue du vortex de déchets du Pacifique nord. 

 

D’autres sources de déchets plastiques dans la nature peuvent être moins impressionnantes car peu 

visibles, mais non moins problématiques. En particulier, il est estimé que plusieurs milliers de tonnes 

de microfibres de plastique sont rejetées chaque année dans les eaux usées des machines à laver16. 

Globalement, des quantités importantes de plastique finissent ainsi dans la nature. Ces plastiques 

peuvent alors être soumis à différents environnements pendant des années, ce qui est susceptible de 

modifier leurs propriétés. 

 

1.3. Le vieillissement des plastiques 
 

Les plastiques présents dans la nature sont soumis à des facteurs environnementaux, comme les 

rayonnements UV et/ou les forces mécaniques en milieu aquatique, qui causent leur vieillissement. 

L’énergie apportée par les rayonnements UV et l’énergie thermique peuvent causer le vieillissement 

par différentes voies. Les voies de vieillissement du PE et du PP sont respectivement présentées Figure 

1.23 et Figure 1.24.  D’une façon générale, les principaux effets de ces vieillissements chimiques sont 

l’oxydation du polymère, formant par exemple des groupement hydroxyle, carboxyle ou ester, et la 

rupture de liaisons17. 

Le vieillissement des plastiques peut également modifier leur structure cristalline18. Ces changements 

de structure dépendent du mode de vieillissement du plastique, par exemple un vieillissement 

thermique peut augmenter le taux de cristallinité du plastique par recuit. Ces changements de 

structure peuvent alors affecter les propriétés mécaniques des plastiques, les rendant ainsi 

potentiellement plus rigides et cassants. 

Ces modifications favorisent l’adsorption de composés polaires et apolaires sur les plastiques vieillis, 

et ce par des mécanismes différents19. Dans le cas des composés polaires, le vieillissement des 

plastiques peut permettre la formation de liaisons hydrogène. Dans le cas des composés apolaires, ce 

phénomène est principalement dû au changement de l’agencement des chaînes de polymère qui 

ralentit la cinétique de désorption. 

Les ruptures de liaisons chimiques causées par le vieillissement, ainsi que les dégradations causées par 

les forces mécaniques appliquées au plastique, ont pour conséquence la formation de particules de 
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petites tailles à partir des déchets plastiques macroscopiques. Ces particules étant elles-mêmes 

soumises à un vieillissement, ce procédé peut se répéter jusqu’à la formation de particules à l’échelle 

microscopique ou nanoscopique20. Le cycle suivi par ces particules de plastique est représenté       

Figure 1.7. 

 

 

Figure 1.7 : Cycle global du plastique, quantités (en Tg) et flux (en Tg/an) mesurés (en noir) et estimés (en rouge) en 2015. 
Tiré de A mass budget and box model of global plastics cycling, 

degradation and dispersal in the land-ocean-atmosphere system21. 

 

Ce cycle est représenté dans son intégralité, et met en évidence deux informations majeures. 

Premièrement, il permet de visualiser la fragmentation des plastiques. Les déchets plastiques 

macroscopiques deviennent des microplastiques de 0,3 mm à 5 mm, puis des microplastiques de moins 

de 0,3 mm, qu’ils soient en milieu marin ou non. Secondement, tous les compartiments considérés 

contiennent des quantités importantes de microplastiques. Même dans les compartiments dans 

lesquels les plastiques ne sont ni produits ni utilisés, comme les glaciers et les déserts. Ainsi, plus d’un 

million de tonnes de microplastiques y sont transportés par et déposés chaque année. La quantité de 

particules aux échelles microscopiques et nanoscopiques augmente donc constamment, d’où 

l’importance de l’étude de leur devenir. 

 

1.4. Présentation des micro- et nanoplastiques (MNPs) 
 

Les MNPs désignent les objets en plastique dont au moins l’une des dimensions est de l’ordre du 

micromètre ou du nanomètre. Les limites exactes de ces dimensions restent encore aujourd’hui 

sujettes à débat, mais il est généralement considéré que les microplastiques correspondent à des 

tailles de 1 µm à 1 mm et les nanoplastiques à des tailles inférieures à 1 µm. Dans le cas d’un nano-

objet, on parle plus précisément d’un nanofeuillet si une seule dimension est inférieure à 1 µm, d’une 

nanofibre ou nanotube si deux dimensions sont inférieures à 1 µm et d’une nanoparticule si les 

3 dimensions sont inférieures à 1 µm, comme présenté Figure 1.8. Les micro-objets peuvent de la 

même façon être séparés en microfeuillets, en microfibres et en microparticules. Dans le cas des 
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plastiques les nanofeuillets et microfeuillets sont instables, se repliant pour former des tubes, tandis 

que les fibres et particules sont stables à l’échelle microscopique et nanoscopique. 

  

 

Figure 1.8 : Schématisation des différents types de nano-objets en fonction du nombre de dimensions nanoscopiques. 
De gauche à droite, un nanofeuillet (1 dimension nanoscopique), 

une nanofibre (2 dimensions nanoscopiques) et une nanoparticules (3 dimensions nanoscopiques). 

 

Une propriété importante des MNPs est leur grande surface spécifique par rapport aux objets 

macroscopiques. La surface spécifique d’un matériau correspond à sa surface par unité de masse. Pour 

un matériau sphérique de masse volumique ρ et de diamètre d, la surface spécifique S est donnée par 

l’équation 1 : 

𝑆 =  
6

𝜌 × 𝑑
 (𝑒𝑞. 1) 

Nous remarquons que cette surface spécifique est inversement proportionnelle au diamètre des 

particules, d’où les fortes valeurs observées dans le cas des micro- et nanoparticules. Cette grande 

surface spécifique est à l’origine de la plupart des propriétés caractéristiques des MNPs. En effet, les 

plastiques ne sont généralement pas chimiquement actifs, leurs interactions avec d’autres objets vont 

donc généralement se faire par des phénomènes de surface comme l’adsorption. Les effets causés par 

ces interactions vont donc être proportionnels à la surface de plastique disponible, qui est 

particulièrement importante dans le cas des MNPs. 

Certains MNPs sont utilisés en industrie, par exemple dans des produits de beauté22 pour modifier leur 

texture ou servir d’exfoliant. Plus généralement, les MNPs peuvent être utilisés dans divers produits 

de nettoyage pour leurs propriétés abrasives. Une fois ces produits utilisés puis rejetés, les MNPs qu’ils 

contiennent sont donc introduits directement dans la nature, on parle alors de MNPs primaires. 

Comme présenté à la fin de la partie précédente, des MNPs peuvent également résulter de la 

dégradation des plastiques macroscopiques20. On parle alors de MNPs secondaires. Comme les 

quantités de déchets plastiques d’une façon générale, les quantités de MNPs dans la nature 

augmentent de façon exponentielle depuis plusieurs décennies, comme illustré Figure 1.9. 
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Figure 1.9 : Représentations des estimations de 1950 à 2015 puis des projections de 2015 à 2050, des 
(A) quantités de plastiques produits, (B) quantités de macroplastiques échoués, 

(C) flux annuels de plastiques dans les rivières et (D) quantités de microplastiques atmosphériques déposés annuellement. 
Les courbes bleues pleines correspondent aux estimations de 1950 à 2015. 

Quatre scénarios sont considérés pour les estimations. 
Le scénario 1 correspond à l’absence de mesure pour réduire la production de déchets plastiques (pointillés gris). 

Le scénario 2 évalue l’application de mesures réalistes pour limiter la production de déchets plastiques (pointillés oranges). 
Le scénario 3 correspond au scénario 2 combiné à un nettoyage annuel 

de 3% des déchets plastiques macroscopiques dans la nature (trait plein jaune). 
Le scénario 4 correspond au scénario 3 combiné à un nettoyage annuel 

de 3% des déchets plastiques macro-, micro- et nanoscopiques dans la nature (pointillés bleus). 
Tiré de A mass budget and box model of global plastics cycling, 

degradation and dispersal in the land-ocean-atmosphere system21. 

 

Ainsi, il est estimé que les quantités de MNPs dans la nature vont continuer d’augmenter, et ce même 

si des mesures sont prises pour réduire/arrêter notre production de déchets plastiques21. Il est donc 

fondamental de déterminer les effets que ces particules peuvent avoir sur l’environnement. 

 

1.5. Les MNPs dans la nature 
 

Les MNPs se trouvent partout dans la nature, dans les océans23, même dans les glaces des pôles24. Les 

principaux plastiques retrouvés dans la nature sont le polyéthylène, le polypropylène, et le 

polychlorure de vinyle25. Ceux-ci sont rejetés sous forme de déchets ménagers et industriels, parfois 

directement dans les océans ou dans les sols depuis lesquels ils peuvent rejoindre les nappes 

phréatiques. En plus d’être présents dans l’eau, des MNPs peuvent être rejetés dans l’atmosphère, en 

particulier lors de la combustion de matière plastique. Ces particules, une fois dans l’eau ou dans 

l’atmosphère, peuvent alors être ingérées ou inhalées par les animaux et l’Homme. Ces phénomènes 

sont résumés Figure 1.10. 
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Figure 1.10 : Sources de MNPs dans l’environnement et voies d’exposition à l’Homme. 
Tiré de Environmental source, fate, and toxicity of microplastics26. 

 

Les MNPs retrouvés dans la nature peuvent être primaires (microplastiques dans les produits 

cosmétiques, microfibres de plastique dans l’eau de lessive27,28) ou secondaires29. Il est difficile de les 

doser précisément afin de connaître leur concentration dans la nature à cause de leur faible taille, de 

leur faible réactivité et de leur diversité30. Certaines méthodes de comptage sont actuellement 

étudiées, par exemple le couplage de MNPs à des nanoparticules d’or suivi par leur comptage par 

spectroscopie de masse31. Malgré ces développements en cours, la pollution par les MNPs reste plus 

difficile à gérer que la pollution des plastiques macroscopiques. En effet, tandis que de nombreuses 

opérations sont réalisées pour extraire avec succès des tonnes de plastiques macroscopiques de la 

nature avec des filets, les MNPs sont plus difficiles à extraire. De plus, puisque les MNPs ne sont 

généralement pas visibles directement, il peut être plus difficile de convaincre la population de 

l’importance de leur extraction. 

Les MNPs présents dans l’eau peuvent être ingérés par des organismes marins32 tels que le 

zooplancton, comme le montre la photo Figure 1.11, ce qui les introduit dans la chaîne alimentaire33,34. 

Ces planctons peuvent donc être ingérés pas des poissons qui seront à leur tour consommés par 

l’Homme, introduisant ainsi des MNPs dans l’organisme humain. Les MNPs peuvent également être 

ingérés par l’Homme par d’autres biais, par exemple en se déposant directement sur la nourriture 

depuis les emballages alimentaires35,36. 

 

 

Figure 1.11 : Photographie d’un zooplancton ayant ingéré des MNPs. 
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A cause de leur omniprésence, de grandes quantités de microplastiques sont ingérées chaque 

année jusqu’à 4,7×103 particules par personnes via l’eau potable et jusqu’à 3,0×107 par inhalation37. 

Ces MNPs peuvent de plus s’accumuler en cas d’exposition chronique38,39, il est donc particulièrement 

important de connaître leurs effets potentiels sur l’organisme.  

 

1.6. Les études de la toxicité des MNPs 
 

Puisque nous savons que les MNPs sont ingérés par l’Homme, il est important de se renseigner sur leur 

potentielle toxicité, qui est pour le moment peu connue. La toxicité des nanoparticules est un sujet 

complexe, dont l’étude est rendue encore plus compliquée par le manque de méthodes standards40. 

Les MNPs peuvent être des vecteurs pour des espèces toxiques, par exemple pour le Pb(II)41, avec 

lequel ils ont une forte affinité. Le danger que les MNPs représentent peut donc être influencé par les 

milieux qu’ils ont traversés, et par le pré-coating qui en résulte. En particulier, les MNPs dans la nature 

sont souvent couverts par un biofilm composé de différentes bactéries. Ces biofilms augmentent 

généralement la capacité d’autres polluants à s’adsorber sur ces particules de plastique42. Certains 

MNPs peuvent de plus contenir des additifs toxiques43. Un exemple d’additif dangereux est le 

bisphénol A, utilisé comme antioxydant dans les plastifiants et le PVC, et qui peut nuire à la fertilité44. 

Suite aux études de la toxicité de ce composé, son utilisation a été interdite en France pour tout 

contenant alimentaire en 2015. Les phtalates sont un autre groupe de plastifiants utilisés dans le PVC 

qui peuvent nuire à la fertilité et au développement des nouveaux-nés45. 

En dehors des considérations au sujet des additifs, des études ont été réalisées sur différents 

organismes pour étudier les effets de l’ingestion de MNPs. Chez l’humain, il a par exemple été montré 

que les microplastiques peuvent déclencher des réponses immunitaires46,47 ou gêner la digestion48. 

Chez certains poissons, l’ingestion de nanoparticules de polystyrène a causé d’importants 

changements de comportement49, et des microplastiques ont perturbé le développement d’embryons 

d’oursin50. Globalement, une grande variété d’effets a pu être observée suite à l’ingestion de MNPs en 

fonction de l’organisme, de la nature du plastique et de la taille des particules. La plupart des 

expériences dans le domaine ne montrent pas d’augmentation de la mortalité chez les organismes 

ayant ingéré des MNPs, mais les effets observés peuvent tout de même inquiéter et confirment 

l’intérêt que nous devons leur apporter. 

La petite taille des MNPs leur permet de traverser les parois du corps, ainsi ils peuvent atteindre le 

cerveau de certains animaux après ingestion orale51, ou passer dans le reste de l’organisme52. 

Récemment, des microparticules de plastique ont d’ailleurs été détectées dans la veine saphène 

humaine53. Ceci confirme que des MNPs ingérés peuvent passer dans le sang et interagir avec les 

protéines sériques, résultant en une toxicité potentielle en cas de modification de la structure et de la 

fonction de ces dernières. 

A l’échelle cellulaire, des effets cytotoxiques des nanoplastiques ont déjà été observés. Il a par exemple 

été montré que les microparticules de PP, en particulier celles de moins de 20 µm, peuvent réduire de 

façon significative la viabilité de cellules mononuclées sanguines périphériques54. Pour ces systèmes, 

la perte de viabilité est causée par une augmentation de la quantité de dérivés réactifs de l’oxygène, 

qui résulte de l’absorption cellulaire de particules de PP. Une étude similaire réalisée sur des 

microparticules de PVC et d’acrylonitrile butadiène styrène a de plus montré que ces particules 

peuvent déclencher des réponses immunitaires46. Plus précisément, ces particules causent la 

production d’interleukine 6, qui régule habituellement l’inflammation aigüe, et de facteurs de nécrose 

11



 

tumorale, qui peuvent induire une nécrose programmée. L’ingestion de MNPs, et leur passage au 

travers des parois du corps, peut donc représenter un réel danger pour l’organisme. 

Bien que ces effets soient connus, les mécanismes physico-chimiques à leur origine restent à ce jour 

relativement incompris. En effet, les études généralement réalisées sont des observations de 

toxicologie sur des organismes complets26, et étudient rarement les interactions de protéines 

spécifiques avec des MNPs. De plus, la plupart de ces études sont réalisées sur du polystyrène55,56, bien 

que ce plastique soit produit en moins grandes quantités que le PE et le PP. Cette surreprésentation 

des particules de polystyrène s’explique par le fait qu’il est facile de les synthétiser à des tailles variées, 

et que leur surface peut présenter des charges facilitant son passage en solution dans l’eau. De plus, 

afin de maîtriser la charge du PS, ces particules sont souvent fonctionnalisées avec des groupements 

carboxyle pour que la surface soit négativement chargée ou des groupements amine pour qu’elle soit 

positivement chargée57. Dans ces cas, les interactions observées ne sont donc pas vraiment 

représentatives des interactions avec un plastique hydrophobe. 

Les MNPs n’étant pas réactifs chimiquement, leur potentielle toxicité est causée à l’échelle moléculaire 

par des interactions aux interfaces entre les plastiques et les biomolécules. 

 

2. Interactions des plastiques avec l’environnement à différentes 

échelles 
 

La corona est un objet essentiel pour comprendre les interactions entre protéines et MNPs. Il s’agit 

d’un revêtement de protéines qui se forme spontanément lorsque des microparticules ou 

nanoparticules sont introduites dans un milieu biologique. 

Pour comprendre la corona nous devons étudier sa formation, sa composition, et son effet sur les 

protéines, qu’il s’agisse des protéines qui composent la corona ou de celles qui restent en solution. 

 

2.1. L’adsorption de protéines et des peptides sur des surfaces 
 

L’adsorption d’un objet, ici d’une protéine, correspond à sa fixation sur une surface solide. Cette 

fixation peut être causée par différentes interactions, comme les interactions de van der Waals, ou par 

la formation de liaisons entre la protéine et la surface. L’adsorption de protéines sur des surfaces a 

commencé à être étudiée au début en 1916 par J. M. Nelson et Edward G. Griffin qui ont montré que 

l’invertase, une protéine qui catalyse l’hydrolyse du saccharose, s’adsorbe sur le charbon58. 

L’adsorption de protéines sur des surfaces hydrophobes, en particulier de carbone, continue 

aujourd’hui d’être étudiée principalement sur des nanotubes de carbone59 et sur du graphite60. 

Plusieurs études réalisées sur des protéines modèles ont montré que l’adsorption de ces protéines sur 

des surfaces a un effet sur leur activité. Un outil souvent utilisé pour évaluer les interactions entre un 

adsorbat et un adsorbant est l’isotherme d’adsorption. Il s’agit de la courbe représentative à une 

température donnée de la quantité d’adsorbat en fonction de sa concentration dans la phase liquide. 

Il a été observé que les isothermes d’adsorption de protéines peuvent généralement être décrites par 

le modèle de Langmuir, initialement développé pour décrire l’adsorption d’un gaz sur une surface61. 

L’étude de ces isothermes a permis de mettre en évidence un impact important du pH sur le 

phénomène d’adsorption de protéine, à commencer par l’adsorption de l’ovalbumine sur une 
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membrane de collodion62.  Certaines études ont de plus observé des modifications de la structure des 

protéines adsorbées voire leur dénaturation, notamment sur des surfaces hydrophobes63. Puisque la 

fonction d’une protéine est intrinsèquement liée à sa structure, leur adsorption pourrait donc nuire à 

leur fonction. 

Un modèle pour expliquer l’adsorption de protéines par une surface est le modèle de Norde64. D’après 

ce modèle, la capacité d’une surface à adsorber des protéines dépend de l’hydrophobicité de la surface 

ainsi que de la charge et de la stabilité de la structure de la protéine. La charge d’une protéine dépend 

de son point isoélectrique par rapport au pH de la solution, la protéine étant chargée positivement si 

le pH est inférieur à son point isoélectrique et négativement si le pH est supérieur. La stabilité 

correspond à la proportion de la structure conservée lors de l’adsorption, ainsi une protéine est 

considérée comme « molle » si une partie de la structure est perdue lors de l’adsorption et « dure » si 

la structure est conservée. L’impact de ces propriétés est résumé Tableau 1.1. 

 

Protéine 
Surface hydrophile 

Surface hydrophobe 
+ - 

Dure / Charge + NA A A 

Dure / Charge - A NA A 

Molle / Charge + A A A 

Molle / Charge - A A A 

Tableau 1.1 : Prédiction de l’adsorption (A) ou de la non-adsorption (NA) d’une protéine sur une surface 
d’après le modèle de Norde64. 

 

En particulier, d’après ce modèle toutes les protéines s’adsorbent sur les surfaces hydrophobes, 

comme les plastiques. Cette affinité résulte d’interactions hydrophobes entre la surface et la protéine, 

l’adsorption de cette dernière causant une déshydratation de la surface, qui prédominent par rapport 

aux effets de répulsion électrostatique. Dans le cas des surfaces hydrophiles, Norde stipule qu’il n’y a 

pas d’effet de déshydratation, les mécanismes d’adsorption sont donc différents. Lorsque les protéines 

et la surface sont de charges opposées, les interactions électrostatiques permettent l’adsorption des 

protéines. Si les protéines et la surface sont de même charge, un autre moteur de l’adsorption serait 

la perte de structure de la protéine adsorbée. Ce processus est favorisé par un gain d’entropie 

conformationnelle par la protéine, mais n’est applicable que si celle-ci est « molle ». 

Ce modèle sera revu à plusieurs reprises, à commencer en 1994 par Haynes65. Un paramètre 

supplémentaire est alors considéré pour l’adsorption : lors de son adsorption, la protéine peut perdre 

une partie de sa structure secondaire et ainsi augmenter le nombre de degrés de liberté de la chaîne 

peptidique. Ceci conduit à un gain d’entropie de la protéine, et favorise donc son adsorption. Ce critère 

est sujet à discussion puisque, d’après ce modèle, la protéine « s’étale » sur la surface afin d’augmenter 

l’air de contact, ce qui pourrait stabiliser sa conformation et conduire à une perte d’entropie, 

défavorable à l’adsorption. Pour déterminer quels mécanismes conduisent à l’adsorption sur une 

surface hydrophile, il est donc nécessaire d’analyser la dynamique de la protéine adsorbée en plus de 

sa structure. 

Plus récemment, Czeslik complète le modèle d’adsorption de Norde par des données 

thermodynamiques de l’adsorption des protéines66. Ces travaux montrent que le gain d’entropie 

associé à la modification de la conformation des protéines adsorbées n’est pas mesuré. En particulier, 

la mobilité des résidus tryptophane des protéines adsorbées par la silice est diminuée, ce qui 

correspond à une perte d’entropie. Czeslik conclut ainsi que le gain d’entropie par perte de structure 
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n’est probablement pas un facteur d’adsorption, et propose que l’adsorption peut s’expliquer par une 

augmentation du nombre d’interactions entre la surface et la protéine lors de l’étalement de celle-ci. 

Cette interprétation met en avant la contribution enthalpique dans l’adsorption mais n’explique pas la 

contribution entropique favorable qui a été mesurée par microcalorimétrie sur plusieurs systèmes lors 

de l’adsorption67. Les mécanismes impliqués dans l’adsorption de protéines sur des surfaces ne sont 

donc pas encore complètement connus. 

Dans le cas des peptides, la faible taille et le manque de structure de ces derniers limite l’impact 

potentiel des gains et pertes d’entropie sur l’adsorption. Comme pour les protéines, les peptides 

s’adsorbent sur les surfaces hydrophobes, et cette adsorption s’explique par les interactions 

hydrophobes entre la surface et les peptides68. Avec une surface hydrophile, les peptides suivent le 

même comportement que des protéines « dures » d’après le critère de Norde, leur adsorption dépend 

donc de leur charge et de celle de la surface69,70.  

 

2.2. La notion d’éco-corona 
 

Lorsque nous considérons une micro- ou nanoparticule, l’adsorption de protéines et d’autres 

molécules ou composés organiques peut recouvrir la particule, formant une éco-corona. L’éco-corona 

comprend de nombreuses espèces moléculaires, qui dépendent principalement de la taille de la 

particule et de l’environnement dans lequel elle se trouve. Par exemple, dans le cas d’une 

microparticule de plastique dans l’environnement, nous observons principalement la formation d’un 

biofilm. Ce biofilm peut comprendre de nombreuses espèces, en particulier différentes bactéries 

(pseudomonadota, cyanobacteriota, bacillota…)71 et, en fonction de l’environnement, du pollen72 ou 

des algues73. 

Si l’on considère une nanoparticule de plastique de quelques nanomètres de diamètre, donc de très 

petite taille par rapport aux bactéries, la notion de corona de bactérie ne s’applique plus. Pour les 

nanoparticules de plastique dans l’organisme, un autre type de corona sera observé, composée 

principalement de biomolécules, et en particulier de protéines.  

Ces deux cas sont représentés Figure 1.12. 

 

 

Figure 1.12 : Représentation schématique de différentes formes d’éco-corona en fonction de la taille de la particule. 
A gauche, une microparticule de quelques µm de diamètre avec une corona de bactéries, 
à droite, une nanoparticule de quelques nm de diamètre avec une corona de protéines. 
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Il est également possible de former une corona de peptides sur des microparticules de plastique. Des 

procédés sont d’ailleurs mis au point pour détecter et extraire des microparticules de plastique en les 

entourant d’une corona de peptides74, il s’agit donc également d’objets dont l’étude est pertinente. 

Il existe ainsi une variété de coronas, en fonction de la taille des particules considérées et du milieu 

dans lequel ces particules se trouvent. Ces différentes coronas, ainsi que l’historique de leur 

découverte, sont représentées Figure 1.13. 

 

 

Figure 1.13 : Représentation des différents types de corona, avec les années de leur découverte et leur composition. 
NOM pour matière organique naturelle, DOM pour matière organique dissoute et POP pour polluants organiques résistants. 

Tiré de Environmental dimensions of the protein corona72. 

 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons choisi d’étudier uniquement des coronas de protéines et de 

peptides. En effet, celles-ci sont représentatives de systèmes pertinents, peuvent avoir un impact 

toxicologique en affectant la structure des protéines adsorbées ou environnantes, et sont plus simples 

à modéliser. Une corona protéique peut aussi se former sur une microparticule de plastique, et pas 

uniquement sur une nanoparticule, ce sont donc pareillement des objets pertinents à étudier72. 

 

2.3. Formation de la corona protéique 
 

Lors de son introduction en milieu biologique, une microparticule ou nanoparticule va rapidement 

s’entourer d’une couronne de protéines, comme illustré Figure 1.14. 

 

 

Figure 1.14 : Représentation d’une corona de protéines autour d'un nanoplastique. 
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Cette corona de protéines a véritablement commencé à être étudiée en 200775, et le nombre de 

publications sur le sujet s’est rapidement amplifié76,77. La formation de la corona a été étudiée avec de 

nombreux types de nanoparticules hydrophiles, comme des particules de silice78,79, d’or80 ou de TiO2. 

Malgré les études d’adsorption de protéines sur des nanofeuillets et nanotubes de carbone 

hydrophobes, les études de corona sur des micro- et nanoparticules hydrophobes comme les MNPs 

sont peu communes. Les propriétés de la corona de protéines sont donc moins connues sur les 

particules de plastique. Les propriétés de la corona dépendent donc des propriétés de surface de la 

nanoparticule. En fonction des traitements apportés à la surface il est même possible d’empêcher la 

formation d’une corona81. 

L’adsorption des protéines par la particule peut résulter, en fonction de la nature de cette particule, 

de la formation de liaisons covalentes, d’interactions électrostatiques, de liaisons hydrogène, de forces 

de van der Waals ou d’interactions hydrophobes/hydrophiles82. Lorsqu’une protéine est adsorbée sur 

une surface, cette protéine peut se réarranger pour maximiser la surface de contact83. La cinétique de 

l’adsorption et du réarrangement de la protéine peut alors influencer la structure de la corona, comme 

représenté Figure 1.15. 

 

 

Figure 1.15 : Représentation schématique de l’influence 
de la cinétique d’adsorption des protéines sur une surface et de leur cinétique de réarrangement tridimensionnel 

sur la structure de la corona. 

 

Comme nous pouvons le voir, si le réarrangement est rapide par rapport à l’adsorption des protéines, 

celles-ci vont avoir le temps de se réarranger avant que d’autres protéines soient adsorbées pour 

occuper l’espace alentour. Il en résulte une corona compacte et uniforme, dont le rayon est 

relativement faible. Inversement, si l’adsorption des protéines est rapide par rapport à leur 

réarrangement, celles-ci ne pourront pas maximiser leur surface de contact avant que l’espace 

alentour ne soit occupé par d’autres protéines. Il en découle une corona plus hétérogène et de plus 

grand rayon. Ce type de comportement est observable sur les isothermes d’adsorption des protéines, 

puisque celles-ci permettent d’observer la quantité de protéines par unité de surface des particules 
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lorsque celles-ci sont saturées. Les particules seront saturées par une plus faible quantité de protéines 

si celles-ci s’adsorbent lentement, puisque chaque protéine va occuper une plus grande surface. 

La corona peut également modifier les propriétés des microparticules et nanoparticules. En particulier 

la corona de protéines permet aux MNPs de passer en solution, et dans certaines situations peut causer 

leur précipitation84,85. Ceci peut d’ailleurs être utilisé pour extraire des nanoplastiques en milieu 

aqueux86. 

 

2.4. Composition de la corona protéique 
 

La corona est un objet complexe dont la structure et la composition dépendent des protéines 

présentes, de leurs affinités pour les particules considérées, et de leurs cinétiques d’adsorption. Sa 

composition dépend de nombreux paramètres, notamment de la taille et de la composition de la nano- 

ou microparticule87,88. Elle peut de plus se décomposer en deux couches, une hard corona stable et en 

interaction directe avec la particule, et une soft corona instable qui n’interagit pas directement avec la 

particule. Les propriétés de ces composantes sont résumées Figure 1.16. 

 

 

Figure 1.16 : Représentation schématique et caractéristiques de la hard corona et de la soft corona. 
Adapté de Hard and Soft Protein Corona of Nanomaterials : Analysis and Relevance82. 

 

2.4.1. Hard corona 

La hard corona est la couche intérieure, fortement liée à la particule et donc plus stable. Dans cette 

corona, la conformation des protéines est plus largement modifiée pour un nanoplastique que pour 

un microplastique89. La composition de la hard corona est tout de même susceptible de changer, en 

particulier lorsqu’elle passe d’un milieu à un autre90. La hard corona comprend les protéines ayant une 

forte affinité pour la nanoparticule, et se forme en une durée de quelques secondes à quelques 

minutes82. 
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2.4.2. Soft corona 

La soft corona est la couche extérieure, indirectement liée à la particule et soumise à des changements 

à mesure que le milieu et les conditions changent91. Les protéines de la soft corona peuvent ne pas 

interagir avec la particule directement, mais seulement avec les protéines directement liées à celle-ci. 

La formation de la soft corona est un phénomène dynamique qui peut prendre plusieurs heures. Une 

fois que le système atteint l’équilibre, les protéines dans la soft corona sont celles qui ont une plus 

faible affinité pour la nanoparticule82. 

L’étude de la corona est complexe car sa composition et ses propriétés in vitro diffèrent généralement 

de ce qu’elles sont in vivo92,93. 

 

2.5. Effets de la corona sur les protéines 
 

L’adsorption de protéines sur une particule de plastique peut les affecter de nombreuses façons, 

présentées Figure 1.17. Malgré l’absence de réactions chimiques entre les protéines et le plastique 

dans la plupart des cas, leur adsorption peut déformer les protéines, et donc affecter leur fonction qui 

est fortement liée à leur structure. L’adsorption de nombreuses protéines sur un petit espace peut 

également causer leur agrégation ou leur fibrillation. 

 

 

Figure 1.17 : Effets protéiques potentiels des interactions d’une protéine avec une nanoparticule. 
Adapté de Understanding biophysicochemical interactions at the nano-bio interface94 . 

La numérotation n’indique pas d’ordre chronologique. 

 

Les effets d’oxydation et de modifications de structure des protéines peuvent aussi être observés lors 

de l’adsorption d’une protéine sur une surface classique, bien qu’ils puissent être affectés par le fait 

que les surfaces des particules ne sont généralement pas planes. Dans le cas d’une corona de 

protéines, d’autres effets peuvent être observés comme l’agrégation et la fibrillation des protéines. 

L’activité des protéines peut également être modifiée par la concentration locale de protéines sur la 

particule95. Cet effet peut réduire l’activité de la protéine si celle-ci, à cause d’une trop forte 

concentration locale et d’une déformation éventuelle lors de l’adsorption, bloque l’accès aux sites 

actifs des protéines. Inversement, il peut être observé un effet d’avidité, correspondant à la somme 
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des forces d’interaction entre une macromolécule et un ligand fixé sur plusieurs sites. Dans le cas d’une 

corona, l’avidité peut être augmentée par rapport à celle des protéines individuelles à cause de la forte 

concentration locale en sites actifs. Ces effets sont illustrés Figure 1.18.  

 

 

Figure 1.18 : Effets causés par la proximité de protéines adsorbées sur une nanoparticule, 
adaptée de Molecular Interaction of Proteins and Peptides with Nanoparticles95. 

 

Cette densité de protéines adsorbées ajoute de plus une source supplémentaire de déformation de la 

structure secondaire des protéines, rendant donc plus probable une modification de l’activité des 

protéines. Des études ont déjà montré l’influence de certaines nanoparticules sur les protéines, par 

exemple les nanoparticules de silice affectent fortement l’activité de l’hémoglobine adsorbée à sa 

surface96. Une fois de plus, ces travaux sont plus rares sur des particules hydrophobes, ceux-ci étant 

plutôt réalisés sur des nanotubes de carbone59 et sur du graphite60, d’où l’intérêt de cette thèse.  

Pour une corona, seule une partie des protéines restent fonctionnelles puisque celles se trouvant dans 

les couches internes deviennent inaccessibles97. Si une grande quantité de particules est présente et 

les protéines forment plusieurs couches, cela peut donc avoir un impact sur l’efficacité des protéines, 

c’est-à-dire sur la quantité de protéines nécessaire pour que celles-ci puissent remplir leur fonction. 

Les coronas de plusieurs particules peuvent de plus interagir entre elles, causant par exemple 

l’agrégation de ces objets98–100. Ceci a déjà été observé avec des MNPs, pour lesquels cette agrégation 

dépend fortement de la charge des protéines étudiées84. La présence d’une corona de protéine, ou 

plus généralement d’une éco-corona, peut également avoir un impact environnemental. Ainsi, les 

MNPs ont plus de chances d’être ingérés par des organismes marins une fois couverts d’une corona101. 

Tous ces effets peuvent être réversibles ou non, en fonction de la façon dont la structure des protéines 

est modifiée. Si leur structure est modifiée de façon irréversible, l’accumulation de MNPs sur le long 

terme serait d’autant plus problématique. En plus de ces effets des MNPs sur les protéines, causés par 

des interactions directes, des interactions indirectes peuvent également être envisagées. En effet, les 

protéines qui n’interagissent pas directement avec les MNPs peuvent interagir avec leur corona, 

causant potentiellement une modification de leur structure ou une agrégation. De plus, si l’adsorption 

des protéines est réversible, il est possible que celles-ci conservent des modifications de leur structure 

suite à leur adsorption. Ces protéines modifiées pourraient alors interagir avec d’autres protéines en 

solution et ainsi les modifier à leur tour. De la même façon, si des protéines ayant commencé à 

s’agréger à la surface de la particule sont relarguées, elles pourront servir de noyau de nucléation pour 

causer l’agrégation d’autres protéines en solution. Ces effets potentiels des interactions entre 

nanoparticule et protéine sont résumés Figure 1.19. 
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Figure 1.19 : Représentation schématique des différentes interactions directes et indirectes 

entre une nanoparticule et des protéines, et de leurs effets protéiques. 
Les flèches violettes indiquent les déplacements des protéines entre chaque étape. 

A chaque étape, les protéines ayant été affectées par la nanoparticule sont représentées en violet. 

 

3. Les études par dynamique moléculaire 
 

3.1. Principe de la dynamique moléculaire 
 

La dynamique moléculaire est une technique permettant de simuler l’évolution au cours du temps 

d’un système de particules. Pour cela, à partir d’un système défini à un instant donné par la position 

et la vitesse de ces particules ainsi que leur potentiel d’interaction, la somme des forces appliquées à 

chaque particule est calculée. Les vitesses de ces particules sont alors modifiées en suivant la seconde 

loi de Newton. Pour simuler le déplacement des particules, le temps est discrétisé selon un pas de 

temps défini au début de la simulation, le changement de position d’une particule entre deux pas de 

temps dépendant de sa vitesse initiale et de la durée du pas de temps. Une fois les positions modifiées, 

les forces appliquées aux particules sont à nouveau calculées et le procédé est répété pour un nombre 

de pas de temps défini en début de simulation. Ce principe est représenté Figure 1.20. 

 

 

Figure 1.20 : Schéma du principe des simulations de dynamique moléculaire. 

 

Afin de limiter les temps de calculs de ces systèmes, des champs de force sont utilisés pour représenter 

les potentiels d’interaction entre particules. Ces champs de force définissent les interactions entre 

particules liées ou non-liées en fonction de leurs paramètres. En fonction des systèmes étudiés 

différents paramètres peuvent être adaptés pour décrire les propriétés importantes des particules. De 

la même façon, en fonction des phénomènes observés, différents champs de force peuvent être 

adaptés.  
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Lorsque les systèmes étudiés sont simulés dans l’eau, plusieurs modèles peuvent être utilisés pour la 

représenter. Pour permettre des calculs plus rapides, il est possible d’utiliser des modèles dits 

implicites, dans lesquels l’eau est représentée comme un milieu continu102. Pour des simulations plus 

précises, ou pour des phénomènes pour lesquels l’eau joue un rôle important, des modèles explicites 

permettent de simuler les molécules d’eau individuellement. Plusieurs modèles d’eau ont été 

développés, paramétrant l’eau avec, entre autre, différentes valeurs de taille des liaisons, de charges 

partielles et d’angles de liaison103. Différents modèles permettent une meilleure approximation de 

différentes propriétés de l’eau, par exemple le modèle SPC/E permet une bonne représentation de la 

densité de l’eau mais une plus faible constante diélectrique que les valeurs expérimentales104 tandis 

que le modèle TIP3P présente une densité plus faible mais une constante diélectrique plus proche de 

la valeur expérimentale105. 

 

3.2. Développement et application aux biomolécules 
 

La dynamique moléculaire a commencé à être développée dans les années 1970 pour l’étude de 

protéines106,107. Historiquement, le lysozyme a été l’un des premiers systèmes simulés et reste à ce jour 

l’un des plus étudiés. Ceci s’explique par le fait que cette protéine est très accessible, et donc très 

utilisée pour les études expérimentales. Elle permet ainsi de facilement comparer les résultats des 

simulations à des résultats expérimentaux. Elle présente de plus une structure intéressante, 

comportant des hélices, des feuillets et des zones déstructurées108, tout en ayant une taille 

relativement faible (129 acides aminés) qui permet de limiter les temps de calcul. L’une des principales 

applications des simulations de dynamique moléculaire est l’étude de systèmes biologiques. Les 

paramètres des premiers champs de force utilisés ont ainsi souvent été développés de façon empirique 

pour reproduire les propriétés de biomolécules observées expérimentalement. 

La mise en place de ces champs de force est complexe, puisque ceux-ci doivent permettre de préserver 

les structures secondaires des protéines (hélices, feuillets…) mais ne pas les surreprésenter109 ou les 

stabiliser au point d’empêcher leur modification lors de réactions110. Les paramètres utilisés ont été 

améliorés au cours du temps pour permettre aux champs de force récents d’être très cohérents avec 

les observations expérimentales111. Un exemple de champ de force régulièrement utilisé pour la 

simulation de protéines et d’autres biomolécules est CHARMM112. C’est un des plus anciens champs 

de force, initialement paramétré pour les acides aminés dans les années 1980 puis mis à jour à 

plusieurs reprises, jusqu’en 2006, et plusieurs variations ont été développées. Ces variations sont 

généralement spécialisées pour simuler des biomolécules particulières, comme des protéines ou de 

l’ADN. L’utilisation de ces champs de force spécialisés a permis une meilleure compréhension du 

comportement des biomolécules. En particulier, de nombreuses études ont été réalisées pour étudier 

le repliement des protéines, et la validité des résultats obtenus a été confirmée expérimentalement113. 

Avec le développement de calculateurs plus puissants, il a été possible d’utiliser des champs de force 

plus précis et de travailler sur des champs de force plus complexes. Par exemple, des champs de force 

polarisables ont commencé à être établis. Ceux-ci nécessitent l’accès à des calculateurs 

particulièrement développés ou des temps de calcul plus longs, mais constituent une évolution notable 

des méthodes de simulations des protéines114. 

 

3.3. Simulation de protéines en présence de polymères 
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L’utilisation d’un champ de force très spécialisé est plus difficile dans le cas d’un système composé de 

plusieurs espèces différentes. En particulier, lors de la simulation d’une nanoparticule de plastique en 

présence d’un peptide ou d’une protéine, il est important d’utiliser un champ de force capable de 

décrire convenablement à la fois le plastique et le peptide ou la protéine. 

L’étude de ces systèmes est encore nouvelle, et aucun champ de force n’a, à notre connaissance, été 

paramétré spécifiquement pour les décrire. Utiliser un champ de force trop spécialisé pour décrire le 

plastique ou pour décrire les protéines pourrait respectivement causer une mauvaise description de la 

protéine ou du plastique. Dans le cadre de simulations d’interactions entre des protéines et des 

surfaces hydrophobes, plusieurs champs de force peuvent être utilisés, comme les champs de force 

CVFF60,115, CHARMM2759 et OPLS-AA116. CVFF est un champ de force généraliste tout-atome, et 

CHARMM27 est une variation du champ de force CHARMM présenté précédemment. Généralement, 

les systèmes simulés sont des protéines en présence d’une surface plane, ce qui est plus simple à 

modéliser que des protéines en présence d’une nanoparticule de plastique complète mais également 

moins représentatif de la réalité.  

Les premières simulations de dynamique moléculaire sur des systèmes composés de nanoparticules 

de plastique en présence de biomolécules117 utilisent soit des champs de force optimisés pour les 

biomolécules, comme le champ de force GROMOS118, soit des champs de force généralistes comme 

COMPASS119 ou OPLS-AA120. Afin de déterminer avec certitude le champ de force le plus adapté, il sera 

nécessaire de réaliser un plus grand nombre de simulations et de comparer les résultats obtenus à des 

résultats expérimentaux117. 

Ces premières études ont déjà permis d’observer à l’échelle moléculaire les interactions de plastiques 

avec des protéines et des peptides. Hollóczki et Gehrke ont ainsi mis en contact un peptide structuré 

avec des nanoparticules de différents plastiques en utilisant le champ de force OPLS-AA et le modèle 

d’eau SPC/E, et observé différents effets en fonction du plastique considéré, comme illustré             

Figure 1.21. 

 

 

Figure 1.21 : Structures 3D (au-dessus) et diagrammes de Ramachandran 
(en-dessous, les populations étant indiquées par un code couleur rouge > bleu > blanc) 

d’un peptide en l’absence de plastique (à gauche), en présence d’une nanoparticule de polyéthylène (au milieu) 
et en présence d’une nanoparticule de nylon-6,6 (à droite). 

Tiré de nanoplastics can change the secondary structure of proteins121. 
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Ces observations ont montré que des nanoparticules de plastique de même taille, 5 nm dans cette 

étude, peuvent avoir un impact important sur la structure des protéines. Ici, la nanoparticule 

complètement hydrophobe de PE semble favoriser les structures en hélice tandis que la nanoparticule 

hydrophile de nylon-6,6 cause une perte de cette structure. Ce type de simulation permet donc de 

mettre en évidence certains effets présentés par les nanoplastiques, en particulier la façon dont ils 

peuvent dénaturer les protéines en affectant leur structure. 

 

4. Problématiques abordées par ce travail 
 

4.1. Comment étudier les interactions de protéines avec des microparticules de plastique 

non chargées ? 
 

Généralement, les études de formation de corona se font sur des micro- et nanoparticules hydrophiles. 

Travailler sur des matériaux hydrophobes introduit de nouvelles difficultés, à commencer par la mise 

en contact avec les protéines. En effet, puisque les particules de plastique sont hydrophobes, elles vont 

naturellement rester à la surface de la solution ou précipiter en fonction de leur densité, nous devons 

trouver un moyen de les disperser en solution avec les protéines. 

Les études trouvées dans la littérature portent principalement sur l’observation directe de la toxicité 

de particules de polystyrène, généralement greffées, sur des organismes. Afin d’observer des systèmes 

plus représentatifs des plastiques produits, nous avons décidé de travailler avec des particules de PP 

et de PE, qui sont les plastiques les plus présents dans la nature122. De plus, nous allons chercher à 

observer et comprendre la physico-chimie de ces interactions. La réalisation de ces études va 

nécessiter la mise en place de nouveaux protocoles. 

 

4.2. Comment varie l’affinité des protéines pour les MNPs en fonction des propriétés des 

protéines et du plastique ? 
 

Comme expliqué précédemment, le modèle de Norde indique que toutes les protéines devraient être 

adsorbées par les microparticules de plastique, celle-ci étant hydrophobes, mais cette hypothèse est-

elle vérifiée expérimentalement ? Et si toutes les protéines sont adsorbées, observons-nous tout de 

même des différences d’affinité ou de quantités adsorbées en fonction de la charge ou de la stabilité 

structurale des protéines ? 

Pour déterminer cela, nous avons réalisé des mesures d’isothermes d’adsorption et des mesures de 

stabilité sur des solutions de protéines de charges et de niveaux de stabilité structurale différents. Des 

suivis de la transmittance et de la rétrodiffusion au cours du temps sur des suspensions de 

microparticules de plastique nous ont également permis de déterminer l’influence de ces propriétés 

sur la stabilisation de microparticules de plastique en solution. 

Dans la nature, les microparticules de plastique sont généralement vieillies, ce qui modifie leurs 

propriétés de surface. Est-ce que ces modifications affectent de façon notable leurs interactions avec 

les protéines ? 
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Nous avons fait vieillir des microparticules de plastique en laboratoire, afin d’obtenir des plastiques 

similaires à ce qui est présenté dans le paragraphe 1.4 de ce chapitre. Nous avons alors répété sur ces 

particules certaines des expériences réalisées avec les microparticules de plastique non vieillies pour 

comparer les résultats obtenus. 

 

4.3. Quels sont les effets des MNPs sur les protéines ? 
 

Nous avons présenté différents effets que les microplastiques peuvent avoir sur les protéines, en 

particulier leur déstructuration et leur agrégation, mais est-ce que ceux-ci sont observés 

expérimentalement ? 

Nous avons observé directement des protéines adsorbées par spectroscopie Raman et par imagerie 

de fluorescence, dans le but de tirer des informations sur la structure de la corona pour ces protéines. 

En particulier nous avons réalisé des mesures de DLS pour observer la formation d’agrégats de protéine 

en solution. En étudiant une protéine comme l’hémoglobine, qui se lie de façon réversible à un ligand 

gazeux, nous avons également étudié l’impact des microparticules de plastique sur sa fonction. Les 

protéines ont été observées en solution et adsorbées sur le plastique pour étudier les effets directs et 

indirects des microplastiques. 

 

4.4. A l’échelle moléculaire, comment se déroule l’adsorption de protéines sur des MNPs ? 
 

L’adsorption de protéines sur des microparticules est souvent observée, mais quelles interactions 

causent cette adsorption ? En particulier, est-ce que cette adsorption se fait sur des zones ou des 

acides aminés particuliers ? 

Afin de comprendre les interactions fondamentales entre protéines et MNPs, nous avons réalisé des 

simulations de dynamique moléculaire. La simulation de ce type de système étant nouvelle, nous avons 

dû déterminer quels protocoles suivre pour les générer et les simuler. Afin de mettre en place ces 

protocoles, et pour observer de façon directe l’impact de différents acides aminés sur ces interactions, 

nous avons choisi de travailler dans un premier temps sur des peptides plutôt que sur des protéines. 

Pour comparer les résultats de ces simulations à des résultats expérimentaux, des expériences 

supplémentaires ont été réalisées sur ces mêmes peptides. 

 

4.5. Quels sont les effets du vieillissement du plastique sur ses interactions avec les peptides 

et protéines ? 
 

Après vieillissement, les MNPs présentent de nouveaux groupements en surface et des structures 

différentes. Est-ce que ces modifications impactent les interactions entre MNPs et protéines ou 

peptides, et si oui comment ? 

Une première étape pour répondre à cette problématique est d’établir un protocole pour faire vieillir 

les MNPs de façon contrôlée et reproductible. Après cette étape de vieillissement, nous avons répété 

sur les MNPs vieillis les mêmes expériences réalisées sur les MNPs non vieillis et comparé les résultats 

obtenus. De plus, nous avons généré in silico des nanoparticules de plastique vieillies pour observer 

les interactions de ces particules avec des peptides à l’échelle atomique. Ainsi, nous avons pu voir 

comment les peptides interagissent avec les atomes d’oxygène présents à la surface de la particule. 
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5. Choix des systèmes étudiés 
 

Cette thèse, qui porte sur les interactions de microparticules de plastique avec des protéines modèles, 

s’inscrit dans le cadre d’un plus grand projet visant à mieux comprendre les interactions entre 

plastiques et milieux biologiques. En particulier, ce travail a été réalisé simultanément avec celui de 

Marion Schvartz, qui a réalisé une thèse portant sur les effets des MNPs sur des mélanges complexes 

de protéines. Les deux thèses ont été réalisées en travaillant avec les mêmes stocks de microparticules 

de PE et de PP. 

Nous avons travaillé sur trois protéines modèles : l’albumine du sérum bovin (BSA), l’hémoglobine et 

l’α-synucléine. Ces protéines permettent des analyses complémentaires puisqu’elles possèdent 

différentes capacités à se réorganiser et différents points isoélectriques. Nous avons également 

travaillé sur des peptides, dont la plus faible taille est appropriée pour réaliser des simulations et 

permet d’étudier l’impact d’acides aminés spécifiques. 

 

5.1. Les peptides 
 

Comme les protéines, les peptides s’adsorbent sur les microparticules de plastique74. Les effets de 

nanoparticules sur des peptides ont été étudiés, mais surtout dans le cas de nanoparticules 

métalliques123,124, celles-ci présentant un intérêt particulier dans le domaine médical125. Ces études ont 

montré une forte affinité des peptides comprenant un cycle aromatique pour ces nanoparticules. 

La faible taille des peptides en fait des objets de choix pour les simulations, permettant de travailler 

sur des systèmes de taille relativement limitée et permettant ainsi des simulations sur des durées 

raisonnables même en utilisant un cluster local. De plus, avec des séquences judicieusement choisies, 

nous pourrons tirer des informations sur l’influence de chaque acide aminé sur les interactions avec 

les particules de plastique. 

Dans le cadre des simulations informatiques nous avons généré 20 peptides différents, un pour chaque 

acide aminé. Le modèle général de ces séquences est SGGXGGXGGXGGS, où X est un acide aminé 

différent pour chaque peptide. Ce modèle a été choisi parce que G est le plus petit acide aminé et S 

est le plus petit acide aminé polaire. Nous obtenons ainsi des peptides pour lesquels la gêne stérique 

autour de l’acide aminé X est minimisée, et qui peuvent être produits expérimentalement. Nous avons 

ainsi obtenu des échantillons de deux de ces peptides, correspondant aux acides aminés W et Y, sur 

lesquels il nous a été possible de comparer des résultats expérimentaux aux résultats des simulations. 

Les propriétés de ces peptides et les raisons de ces choix sont détaillées dans le chapitre 2. 

 

5.2. L’albumine du sérum bovin 
 

La BSA est considérée comme une protéine de référence, très utilisée et facilement accessible. Son 

rôle biologique est le transport de différents composés dans le sang, et elle contribue à maintenir le 

pH sanguin. L’affinité des principes actifs de médicaments avec cette protéine peut fortement 

influencer leur efficacité126. Il en résulte donc que cette protéine est très étudiée et que ses propriétés 

sont bien connues, ce qui permettra une meilleure analyse de l’influence des microparticules de 
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plastique sur cette protéine en comparant nos résultats aux données de références disponibles dans 

la littérature, ou à des résultats d’expériences similaires. 

Cette protéine est constituée d’une seule chaîne de 583 acides aminés, qui présente 3 domaines 

homologues mais de structures différentes. Il s’agit d’une protéine globulaire. Pour reprendre la 

terminologie du modèle de Norde, il s’agit donc d’une protéine dure. De plus, son point isoélectrique 

étant autour de 4,8, cette protéine est légèrement chargée à pH 7,0, qui est le pH auquel nous 

réaliserons la plupart de nos expériences. Les principales caractéristiques de la BSA sont présentées 

dans le chapitre 2. 

 

5.3. L’hémoglobine porcine 
 

L’hémoglobine est une protéine présente dans le sang et dont le rôle est de transporter l’oxygène dans 

les organismes. Puisque sa fonction consiste à fixer le dioxygène, il est possible d’évaluer son activité 

par des expériences de tonométrie, que nous présenterons dans le chapitre 3. Comme la BSA, 

l’hémoglobine est une protéine globulaire, correspondant donc à une protéine dure. Son point 

isoélectrique est de 7,0, cette protéine sera donc neutre lors d’expériences réalisées à pH 7,0. Ainsi, la 

comparaison des résultats obtenues pour de mêmes expériences réalisées sur l’hémoglobine et sur la 

BSA pourra donner des informations sur l’influence de la charge de la protéine sur ses interactions 

avec les particules de plastique. 

L’hémoglobine est composée de 4 chaînes polypeptidiques, 2 chaînes α et 2 chaînes β. Chacune de ces 

chaînes contient un hème, qui est un noyau tétrapyrrole (porphyrine) au centre duquel se trouve un 

atome de fer. Cet atome de fer est le site de liaison du dioxygène dont la fixation réversible permet sa 

circulation par le sang dans l’organisme et sa libération au niveau des tissus. La structure de 

l’hémoglobine de porc, et en particulier de son hème, est identique à celle de l’hémoglobine 

humaine127, et de grandes quantités d’hémoglobine de porc peuvent être obtenues à faible coût à 

partir de sang de porc proposé par des abattoirs. Ces critères, ainsi que la possibilité de suivre son 

activité, en fait une protéine particulièrement intéressante pour ces études. 

Lors de nos études nous allons travailler avec 3 formes différentes de l’hémoglobine : 

-L’hémoglobine oxygénée (ou HbO2) correspond à l’hémoglobine dont l’atome de fer est lié à un ligand 

dioxygène. Il s’agit de la forme de l’hémoglobine présente dans le sang au contact de l’air. 

-L’hémoglobine désoxygénée (ou désoxyHb) correspond à l’hémoglobine dont l’atome de fer n’est plus 

lié au dioxygène. Cette forme de l’hémoglobine peut être obtenue par désoxygénation de 

l’hémoglobine ou en utilisant un réducteur comme l’hydrosulfite de sodium128. 

-La methémoglobine (ou metHb) que nous avons utilisée, correspond à l’hémoglobine dont l’atome de 

fer est oxydé avec un ligand aqua (aquometHb Hb+(H2O)) ou hydroxy (hydroxymetHb Hb+(HO-)). En 

solution, l’équilibre des deux formes dépend du pH. La metHb peut être obtenue en utilisant un 

oxydant comme le nitrite de sodium129. Nous pouvons aussi noter qu’une solution d’hémoglobine 

conservée en présence d’air va naturellement s’oxyder pour former de la metHb. Il est important de 

noter que, tandis que l’hémoglobine peut passer de sa forme oxygénée à sa forme désoxygénée de 

façon réversible, la formation de methémoglobine se fait de façon irréversible, empêchant une future 

oxygénation ou désoxygénation de l’hémoglobine. 

Les principales caractéristiques de l’hémoglobine sont présentées dans le chapitre 2. 
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5.4. L’α-synucléine 
 

L’α-synucléine est une protéine partiellement désorganisée, qui a tendance à s’agréger130 et dont 

l’agrégation est liée à la maladie de Parkinson131. L’étude de cette protéine est complémentaire à celles 

de la BSA et de l’hémoglobine dont les structures tertiaires et secondaires sont bien définies. En effet 

il s’agit cette fois d’une protéine molle d’après le modèle de Norde, là où l’hémoglobine et la BSA sont 

des protéines dures. Son point isoélectrique est proche de celui de la BSA, ces deux protéines auront 

donc une charge similaire à pH 7,0. Comparer la BSA à l’α-synucléine va donc nous permettre de tirer 

des informations sur l’importance de la taille et de la stabilité structurale d’une protéine à charge 

similaire. Les principales caractéristiques de l’α-synucléine sont présentées dans le chapitre 2. 

 

5.5. Le polyéthylène et le polypropylène 
 

Dans le cadre de cette thèse nous avons travaillé sur les deux plastiques les plus couramment utilisés : 

le polyéthylène et le polypropylène, représentés Figure 1.22. 

 

 
Figure 1.22 : Formules topologiques du PE (à gauche) et du PP (à droite). 

 

Le polyéthylène a été synthétisé pour la première fois en 1898 par Engen Bamberger, et a commencé 

à être produit industriellement en 1939. En fonction des méthodes de fabrication, il est possible de 

synthétiser du polyéthylène de différentes densités, ce qui affecte ses propriétés132. Le PE de faible 

densité (de 0,91 g/cm3 à 0,94 g/cm3) a généralement une faible cristallinité et résistance thermique, 

ainsi qu’une flexibilité importante et la possibilité d’être transparent. Ces propriétés en font un 

matériau adapté pour la fabrication de bouteilles, de sacs ou de films plastiques. Le PE de forte densité 

(de 0,95 g/cm3 à 0,97 g/cm3) a une plus grande rigidité et un taux de cristallinité plus important qui le 

rend plus rigide et moins transparent. Ce matériau peut être utilisé pour la fabrication de containers 

et de tuyaux. Les rayonnements UV et le chauffage peuvent causer le vieillissement du PE par 

oxydation, comme présenté Figure 1.23. 
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Figure 1.23 : Représentation des différentes voies de vieillissement du polyéthylène dans le cas d’une photo-oxydation. 
Tiré de Photo- and thermal-oxidation of polyethylene: Comparison of mechanisms and influence of unsaturation content133. 

 

Le polyéthylène pur ne contient pas de double liaison, mais en pratique le polyéthylène produit 

comprend des impuretés telles que des chromophores (doubles liaisons) qui permettent d’amorcer 

son oxydation. Une fois le plastique oxydé par le dioxygène de l’air un radical CO· est formé et, en 

fonction de la voie de vieillissement suivie, peut conduire à la formation de différents groupements. 

Les PE vieillis peuvent ainsi contenir des groupements carbonyle, carboxyle, ester ou hydroxyle. Les 

composés obtenus en plus grande quantité dépendent des conditions du vieillissement, par exemple 

un vieillissement thermique facilite l’accumulation de cétones. Par exemple, les réactions de Norrish 

(notées N I et N II Figure 1.23), qui causent la formation de vinyle, d’acides carboxyliques et d’esters à 

partir de cétones, nécessitent l’adsorption de photons et n’ont donc pas lieu lors d’une                    

thermo-oxydation133. 

Le polypropylène a été synthétisé pour la première fois en 1951 par Robert Banks et Paul Hogan, et a 

commencé à être produit commercialement en 1957. Il s’agit d’un plastique léger et bon marché utilisé 

pour des applications variées comme la production d’emballages alimentaires, de textiles ou de jouets. 

Il est souvent utilisé en laboratoire pour produire des tubes et embouts de pipette, son caractère inerte 

lui permettant de ne pas réagir avec les composés avec lesquels il entre en contact. De la même façon 

que le polyéthylène, le polypropylène dans la nature peut être oxydé, comme représenté Figure 1.24. 
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Figure 1.24 : Représentation des différentes voies de vieillissement du polypropylène dans le cas d’une photo-oxydation. 
Tiré de Natural Weathering Studies of Polypropylene134. 

 

Les voies de vieillissement du polypropylène sont similaires à celles du polyéthylène. En particulier, sa 

photo-oxydation est amorcée par des chromophores présents dans le plastique et cause la formation 

de groupements carbonyle, carboxyle, ester ou hydroxyle. Ici aussi les proportions de ces composés 

suite au vieillissement dépendent des conditions de vieillissement, par exemple de la possibilité pour 

les réactions de Norrish d’avoir lieu. 

Globalement ces deux plastiques sont très polyvalents et ont donc de nombreuses applications, 

comme illustré Figure 1.25.  

 

 

Figure 1.25 : Quelques exemples d’utilisation de plastiques, de gauche à droite : 
bouteilles en PE faible densité, tuyaux en PE forte densité, matériel de laboratoire en PP et chaises en PP. 

 

La diversité de leurs applications, ainsi que leurs faibles coûts de production, en font les deux 

plastiques les plus utilisés7. En 2017, le PE représentait 36% de la production mondiale de plastiques 

et le PP 21%. Ceci en fait des systèmes dont l’étude est particulièrement importante pour mieux 

comprendre les effets des MNPs correspondants dans la nature. Les propriétés de ces plastiques 

seront développées plus en détail au début du chapitre 3, lors des mesures réalisées sur nos 

échantillons.  
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Chapitre 2 : Matériel et Méthodes 
 

Puisque cette thèse combine des approches expérimentales et des simulations, un grand nombre de 

méthodes différentes ont été utilisées. Nous présentons dans ce chapitre les protocoles suivis lors de 

notre travail. 

 

1. Produits chimiques et petits matériels utilisés 
 

Produits Marques Référence 

Produits secs 

Glucose (>99,5%) Sigma G7528 

Citrate de Sodium (>99%) Sigma S1804 

Acide citrique (>99,5%) Sigma 27487 

Chlorure de sodium (>99%) Sigma S9625 

Dihydrogénophosphate 
de sodium (>99%) 

VWR 231-449-2 

Hydrogénophosphate 
de sodium (>99%) 

VWR 231-448-7 

Plastiques 

Microparticules de polyéthylène Clariant Ceridust 3610 

Microparticules de polypropylène Clariant Ceridust 6050 M 

Filtres de polypropylène Whatman 6788-2504 

Capillaires et cuves optiques 

Cuves CaF2 
de 1 à 100 µm d’épaisseur 

Hellma  

Cuves quartz Suprasil 1 cm Hellma 104-B-10-40 

Cuves de fluorescence 
en quartz suprasil 10×2 mm 

Hellma Z802549-1EA 

Cuves des tonomètres Eurolabo  

Capillaires en verre Hilgenberd 14-093-64 

Divers 

Roue d’agitation Stuart SB3 

Résine AGR501-X8 Bio-Rad  

Filtre en cellulose 
de 0,45 µm de porosité 

Dutscher ScientificR 146561 

Appareil de production 
d’eau ultra-pure 

Millipore Milli-Q 

Tubes à centrifuger coniques en 
polypropylène 

Fisherbrand 11849650 
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Les masses de microplastiques introduits dans les solutions sont pesées sous hotte avec une balance 

Mettler Toledo précise à 10-5 g couplée à un kit antistatique Haug-PRX U alimenté par une haute 

tension 8 kV. 

Nos solutions sont préparées dans de l’eau ultrapure MilliQ (MilliPore, 18 MΩ·cm, COT = 5 ppb). Cette 

eau est également utilisée pour préparer le tampon phosphate. Pour cela, des sels de phosphate 

monosodique NaH2PO4 (Sigma B9754) et disodique Na2HPO4 sont dissous dans de l’eau MilliQ en 

quantités calculées pour obtenir le pH désiré. Pour la plupart de nos expériences, nous avons préparé 

du tampon à pH 6,8 et une concentration de 2 M en phosphate, que nous avons dilué 20 fois lors des 

préparations de solutions de protéines pour tamponner à pH 7,0 avec une concentration de 100 mM 

phosphate. Pour les expériences de tonométrie nous préparons une solution tampon de pH 7,2 à 2 M, 

qui est diluée pour préparer des solutions tamponnées à pH 7,4 avec une concentration en phosphate 

de 100 mM. Ce pH permet d’être plus proche des conditions physiologiques et de comparer nos 

résultats à d’autres expériences de tonométrie qui ont été réalisées au laboratoire à ce pH. 

Les solutions de protéine ont été préparées dans des tubes en polypropylène (PP) de 15 mL (tubes à 

centrifuger conique en PP Easy Reader™, Fisherbrand, référence 11849650, surface interne 50 cm²). 

Nous avons également testé des tubes en verre de 9 mL (Pyrex, référence 10044604, surface interne 

23 cm²), des tubes en Téflon™ de 43 mL (Thermo Scientific, référence 3114-0050, surface interne 

85 cm²) et des tubes protéine Lobind™ de 6,4 mL (Eppendorf, référence 0030108302, surface interne 

34 cm²). 

 

2. Méthodes d’analyse des protéines et des microparticules de 

plastique 
 

2.1. Diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) 
 

Ces mesures nous apportent des informations sur la structure des échantillons étudiés, et permet en 

particulier de calculer les surfaces spécifiques. Les surfaces spécifiques des microparticules de 

plastique et des filtres en polypropylène ont été déterminées par SAXS. L’appareil utilisé est un 

diffractomètre Xeuss 2.0, présenté Figure 2.1, configuré avec une source de rayons X de cuivre 

(XenocsTM), avec un temps de comptage de 3600 secondes à 2,5 m du détecteur. Les données 

présentées correspondent à des moyennes sur 2 mesures dans le vide. 

 

 

Figure 2.1 : Photographie du diffractomètre Xeuss 2.0 utilisé pour les mesures de SAXS. 
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Les échantillons étudiés sont introduits dans des capillaires de 2 mm en verre (Hilgenberg, référence 

14-093-64) maintenus dans un porte-échantillon en sortie du collimateur comme représenté Figure 

2.2.  

 

 

Figure 2.2 : Schéma de principe des mesures SAXS. 

 

Les résultats obtenus ont été traités informatiquement pour soustraire le signal des supports et du 

bruit de fond et intégrer les spectres 2D à partir de la position du faisceau incident. 

 

2.2. Spectroscopie ATR-FTIR 
 

Les spectres ATR-FTIR nous apportent des informations sur la structure chimique des échantillons 

étudiés1. La spectroscopie infrarouge a été réalisée avec un Bruker Tensor 27 IR équipé de l’accessoire 

ATR Specac Golden Gate, comme présenté Figure 2.3. Les acquisitions de spectres se font avec 128 

scans, de 500 cm-1 à 5000 cm-1, avec une résolution de 1 cm-1 et une vitesse de balayage de 10 kHz. La 

correction de ligne de base se fait en utilisant la correction élastique concave du logiciel OPUS, en 

utilisant comme paramètres 20 itérations et 20 points. 

 

 

Figure 2.3 : Photographie du spectromètre infrarouge Bruker Tensor 27 IR équipé de l’accessoire ATR Specac Golden Gate, 
utilisé pour les mesures infrarouge. 
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Lors des mesures sur un échantillon solide, une petite quantité d’échantillon est déposée sur 

l’accessoire ATR puis est pressée par un cône en diamant. Les mesures sur un échantillon liquide se 

font de la même façon mais sans presser complètement avec le cône en diamant, qui est uniquement 

approché de la surface. 

 

2.3. Spectrométrie photoélectronique à rayons X (XPS) 
 

La spectrométrie photoélectronique à rayons X permet d’analyser la composition chimique de la 

surface d’un échantillon2. Les mesures XPS ont été réalisées avec un spectromètre Kratos Axis Ultra 

DLD (Royaume-Uni), présenté Figure 2.4, avec une excitation monochromatique Al Kα (1486,7 eV) et 

un système de compensation de charge. Les spectres globaux sont acquis avec une énergie de passage 

de l’analyseur de 160 eV et les spectres haute résolution avec une énergie de passage de 40 eV. 

L’échelle des énergies de liaison a été calibrée au pic 1s du carbone à 284,8 eV. Les données ont été 

traitées avec le logiciel CasaXPS pour calculer les pourcentages de concentrations atomiques. 

L’ajustement des pics a été réalisé en soustrayant un fond de Shirley3. Les surfaces des pics ont été 

corrigées en considérant les facteurs de sensitivité de Scofield4. 

 

 

Figure 2.4 : Photographie du spectromètre Kratos Axis Ultra DLD utilisé pour les mesures XPS. 

 

Ces mesures ont été réalisées directement sur des morceaux de filtres en PP ou des échantillons de 

microparticules de plastique n’ayant pas été en contact avec des protéines. Les échantillons de 

microparticules sont répartis sur du ruban adhésif double face afin que la poudre ne pollue pas 

l’appareil. 

 

2.4. Spectroscopie Raman 
 

La spectroscopie Raman nous apporte des informations sur la structure des espèces observées, le 

signal Raman dépendant des liaisons chimique et de la symétrie des molécules5–7. Il est également 

possible de réaliser des mesures d’imagerie Raman pour cartographier des échantillons à partir de 

spectres de référence. Les mesures de spectroscopie Raman ont été réalisées sur un microscope 

Raman confocal WITec alpha300 RA (Oxford Instruments, Allemagne), visible sur la photographie 

Figure 2.5. 
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Figure 2.5 : Photographie du microscope confocal WiTec alpha300 RA utilisé pour les mesures de spectroscopie Raman. 

 

Les poudres ont été déposées sur une lame de CaF2 pour les mesures. Les Images Raman des 

microparticules de plastique sèches ont été réalisées sur des zones de 30 µm par 30 µm avec un pas 

de 0,3 µm, une durée d’exposition de 0,2 s, un objectif ×100 (O.N. 0,9), un réseau 600 tr/mm et une 

puissance laser de 10 mW à 532 nm. Les spectres de référence sur les microparticules sèches ont été 

obtenus avec une durée d’exposition de 5 secondes, 10 accumulations, un objectif ×100 (O.N. 0,9), un 

réseau 600 tr/mm et une puissance laser de 5 mW à 532 nm. Des spectres de référence ont été 

mesurés sur 10 particules avec ces paramètres puis moyennés. 

Pour les solutions, 10 µL de solution ont été déposés entre deux lamelles de silice (Esco Optics, USA) 

en utilisant du parafilm comme espaceur dans une chambre Attofluor (ThermoFischer, France) fermée. 

Les images Raman des microplastiques en solution ont été réalisées avec les mêmes paramètres en 

utilisant un objectif à immersion d’huile ×100 (O.N. 1,3), en utilisant le même réseau et le même laser 

que pour les mesures à sec. Pour chaque échantillon étudié, au moins deux images ont été mesurées. 

Pour obtenir des spectres de référence, nous avons moyenné 10 spectres mesurés en utilisant les 

mêmes paramètres que pour les références des particules sèches. Les 10 spectres ont été mesurés sur 

une ligne, à 10 µm les uns des autres. 

Pour les images Raman sur poudre comme pour les mesures en solutions, la résolution spatiale 

maximale est de 209 nm d’après le critère de Rayleigh, et la résolution spectrale est de l’ordre de 3 à 

5 cm-1. Nous avons vérifié que le laser ne causait pas de dommages sur les différents échantillons en 

réalisant 10 mesures successives de 5 secondes chacune en un même point. 

Les données ont été traitées avec le logiciel WITec Project Five. Les rayons cosmiques ont été retirés 

automatiquement puis manuellement, puis la ligne de base a été corrigée en utilisant la fonction 

Shape. Les spectres Raman de chaque composante ont été extraits et comparés aux spectres de 

référence. 

Lors des mesures sur les espèces de référence (microparticules de plastique seules, tampon 

phosphate, hémoglobine oxygénée en solution et hémoglobine vieillie thermiquement en solution, 

présentées chapitre 3 paragraphe 5), les composantes ont été obtenues en utilisant la fonction True 
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Component Analysis puis en ajoutant des composantes jusqu’à ce que l’image résiduelle soit de faible 

intensité et que le spectre soit correctement ajusté en tout point de l’image. 

Lors des mesures sur les plastiques après mise en contact avec l’hémoglobine, nous avons importé les 

composantes correspondant au plastique approprié, au tampon phosphate, à l’hémoglobine oxygénée 

et à l’hémoglobine vieillie (voir chapitre 3 paragraphe 5). 

Les images en champ clair de l’échantillon et les images Raman de chaque composante ont été 

exportées vers le logiciel Fiji, qui a été utilisé pour obtenir les images composites. Ces analyses 

permettent de cartographier les espèces présentes dans l’échantillon. 

 

2.5. Spectrophotométrie UV-visible 
 

La spectroscopie UV-visible a été utilisée pour vérifier la pureté des protéines, pour calculer leur 

concentration, et pour suivre l’oxygénation de l’hémoglobine. Pour les mesures sur des solutions, 

celles-ci ont été analysées en transmission dans des cuves en Quartz Suprasil (Hellma) de trajet optique 

1 cm contenant 1 mL de solution avec un spectrophotomètre double faisceau Shimadzu UV-2450 

présenté Figure 2.6. 

 

 

Figure 2.6 : Photographie du spectrophotomètre Shimadzu UV-2450 utilisé pour les mesures d’absorbance. 

 

Pour les mesures sur de spectres de protéines adsorbées sur des filtres, nous avons utilisé une sphère 

d’intégration8 Shimadzu ISR-2600PLUS montée sur un spectrophotomètre double faisceau UV-2600. 

Une sphère d’intégration permet de réorienter tous les rayonnements réfléchis ou transmis par un 

échantillon vers un photomultiplicateur, et ainsi de mesurer les rayonnements diffusés. Nos mesures 

ont été réalisées en réflexion diffuse, ce qui signifie que nous avons analysé les photons diffusés par 

l’échantillon. Le principe de la sphère d’intégration, en particulier pour les mesures en réflexion diffuse, 

est illustré Figure 2.7. 
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Figure 2.7 : A gauche, représentation schématique d’une sphère d’intégration, 
et à droite, schématisation de son principe de fonctionnement en réflexion diffuse. 

Adapté du site de Shimadzu9. 

 

Lors de nos mesures l’échantillon est placé en sortie de la sphère, comme nous pouvons le voir Figure 

2.8. 

 

 

Figure 2.8 : Photographie de la sphère d’intégration Shimadzu ISR-2600PLUS 
avec un tonomètre positionné pour des mesures en réflexion diffuse. 

 

Pour mesurer le spectre de microparticules de plastique, la ligne de base est mesurée avec un 

échantillon de sulfate de baryum en sortie de la sphère d’intégration. Pour mesurer le spectre d’une 

protéine adsorbée sur un filtre en PP, la ligne de base est mesurée avec un filtre en PP n’ayant pas été 

en contact avec des protéines en sortie de la sphère d’intégration. 

 

2.6. Turbiscan 
 

Les dispersions de microparticules de plastique en solution sont des systèmes métastables, si elles ne 

sont plus agitées les microparticules vont crémer à la surface de la solution. Les expériences turbiscan 

permettent de tirer des informations sur la stabilité de ces particules en solution10. Un analyseur de 

stabilité Turbiscan LAB (Formulaction, France) a été utilisé pour mesurer la déstabilisation des 

microparticules en solution. Cet appareil, illustré Figure 2.9, permet de mesurer le signal transmis et 
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rétrodiffusé (backscattering) par l’échantillon à intervalles réguliers. Pour nos expériences, nous avons 

réalisé une mesure toutes les 30 minutes pendant 24 heures.  

 

 

Figure 2.9 : Photographie du Turbscan LAB et de la cuve utilisée pour les mesures de turbiscan. 

 

Deux types de mesure sont possibles avec cet appareil, le premier consistant à effectuer les mesures 

à une hauteur donnée et le second à effectuer les mesures sur toute la hauteur de l’échantillon. Afin 

de suivre le crémage de particules en solution, nous utilisons le second mode de mesure. Nous avons 

passé au turbiscan des échantillons de 10 mL, correspondant à une hauteur de 25 mm dans les tubes 

de mesure. Afin de suivre le comportement ‘global’ de la suspension, nous avons moyenné la 

transmission et rétrodiffusion sur une hauteur de 5 mm à 18 mm et suivie l’évolution de ces valeurs 

au cours du temps. 

Pour l’hémoglobine, les mesures de turbiscan ont été réalisées avec de la methémoglobine (voir 

paragraphe 4.3 de ce chapitre), puisque nous n’avions pas la possibilité –au moment de ces 

expériences- de nous procurer du sang frais pour préparer de l’hémoglobine oxygénée lors de ces 

mesures. Nous avons ensuite vérifié la validité de ces mesures en répétant les mesures sur 

l’hémoglobine à 50 mg/L avec de l’hémoglobine oxygénée, afin de confirmer que le comportement 

observé était identique pour l’hémoglobine oxygénée et la methémoglobine (voir chapitre 3 

paragraphe 4). 

 

2.7. Spectrofluorimétrie 
 

Les mesures de spectrofluorimétrie nous ont permis de calculer les concentrations en BSA et en α-

synucléine lorsque ces protéines sont en trop faibles quantités pour être mesurées précisément par 

spectroscopie UV-visible. Pour les mêmes raisons, cette méthode a également été utilisée pour 

calculer les concentrations des peptides. Les mesures de spectrofluorimétrie sur des échantillons ont 

été réalisées dans une cuve en Quartz Suprasil (Hellma) contenant 200 µL de solution avec un 

fluorimètre Horiba Jobin-Yvon Fluoromax 4, visible Figure 2.10. 

 

47



 

 

Figure 2.10 : Photographie du fluorimètre Horiba Jobin-Yvon Fluoromax 4 utilisé pour les mesures de fluorescence. 

 

Une fois le signal d’émission mesuré, l’aire sous le pic du signal est mesurée. Pour déterminer le facteur 

entre cette aire et la concentration de la solution, une courbe de calibration a été mesurée pour 

chaque protéines et peptides étudiés. Les largeurs de fentes et longueurs d’onde d’excitation utilisées 

pour chaque protéine et peptide sont listées lors de la présentation de ces protéines et peptides. 

 

2.8. Microfluorimétrie 
 

La microfluorimétrie permet d’observer directement des coronas de protéine et de vérifier si des 

agrégats sont présents. Des expériences d’imagerie par fluorescence de BSA sur des microparticules 

de plastique ont également été réalisées sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. Cette ligne est 

équipée d’un microscope inversé Olympus IX71, avec remplacement des lentilles intermédiaires non 

transparentes en UV. Les microparticules de plastique, qui sont faiblement fluorescente, ont été 

observées par imagerie visible. L’imagerie de la BSA a été réalisée en utilisant le signal de fluorescence 

des résidus tryptophane et tyrosine (excitation à 265 nm, émission de 329 nm à 351 nm). Les images 

ont été obtenues avec un objectif ×100 Zeiss Ultrafluar (O.N. 1,25), ayant une résolution spatiale 

maximale de 108 nm d’après le critère de Rayleigh11. Le faisceau utilisé pour les mesures étant 

hétérogène, le signal est corrigé en utilisant l’équation 2 : 

 

𝐼𝑚𝑎𝑔𝑒 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é𝑒 =  
𝐼𝑚𝑎𝑔𝑒 𝑏𝑟𝑢𝑡𝑒 − 𝐹𝑜𝑛𝑑

𝐼𝑙𝑙𝑢𝑚𝑖𝑛𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 − 𝐹𝑜𝑛𝑑 𝑑𝑒 𝑙′𝑖𝑙𝑙𝑢𝑚𝑖𝑛𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛
 (𝑒𝑞. 2) 

 

Dans cette équation, l’illumination correspond à l’image obtenue en effectuant une mesure sans 

échantillon ni filtre et le fond correspond à la mesure sans faisceau. 

Les solutions de BSA étudiées correspondent à une situation de saturation, avec 10 g/L de 

microplastiques dans 10 mL de solution de protéine à 0,1 g/L, et ont été étudiées in situ sans lavage. 

Afin de contrôler la quantité de microparticules en solution (trop de particules nous empêcherait de 

les observer individuellement, et trop peu ne nous permettrait pas de réaliser des mesures sur un 

nombre statistiquement significatif de particules), les échantillons sont partiellement décantés et une 

fraction précise est extraite. Pour cela, la base des tubes en PP est trouée avant la mise en contact en 

utilisant une punaise, puis refermée en utilisant un bouchon de tube Eppendorf 1,5 mL en PP. La mise 

en contact est alors réalisée dans ce tube en suivant le protocole décrit paragraphe 5.2 de ce chapitre. 

Après la mise en contact, les tubes sont maintenus immobiles pour décanter pendant 24h pour les 

particules de PE et 3h pour celles de PP (les temps de crémage sont différents puisque les suspensions 
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n’ont pas la même stabilité, voir chapitre 3 paragraphe 4). Une fois les solutions décantées, le bouchon 

d’Eppendorf est retiré puis le bouchon du tube est légèrement dévissé pour que la solution coule 

lentement. La solution est ainsi répartie en 10 échantillons de 1 mL chacun et de concentrations 

croissantes en microparticules de plastique. Il a été convenu que les résultats présentés dans cette 

thèse seraient mesurés sur le septième mL, qui est homogénéisé manuellement avant les mesures. 

 

2.9. Dynamic Light Scattering (DLS) 
 

La DLS permet de déterminer la taille de micro-objets en solution, en particulier pour suivre 

l’agrégation des protéines12. Ces expériences ont été réalisées avec un Zetasizer (Malvern), présenté 

Figure 2.11. 

 

 

Figure 2.11 : Photographie du Zetasizer utilisé pour les mesures de DLS. 

 

Avant mesures les échantillons sont filtrés avec un seuil de coupure de 1,2 µm, puis 400 µL de solution 

est prélevé et introduit dans une cuve en PMMA (Brand, chemin optique 1 cm, référence 7591-15). Les 

mesures sont réalisées après 200 secondes d’équilibration en température à 25°C, et les 

corrélogrammes obtenus sur 3 mesures consécutives sont moyennés pour obtenir les courbes 

présentées dans cette thèse. 

 

2.10. Dichroïsme circulaire 
 

Les mesures de dichroïsmes circulaire ont été réalisées pour observer les éventuelles modification de 

structure secondaire des protéines13,14. Les expériences de dichroïsme circulaire sous rayonnement 

synchrotron (SRCD, Synchrotron Radiation Circular Dichroism) ont été réalisées sur la ligne DISCO du 

synchrotron SOLEIL. Pour les mesures, les échantillons ont été introduits dans des fenêtre en CaF2 dont 

l’épaisseur (de 1 µm à 100 µm) était choisie pour éviter la saturation de l’appareil. 

Les solutions ont été préparées préalablement, puis les mises en contact ont été réalisées sur place en 

suivant le protocole décrit paragraphe 5.2 de ce chapitre. Pour les solutions correspondant au sous-

nageant sans microparticule, celles-ci sont extraites par centrifugation puis extraction avec une pipette 

Pasteur reliée à une pompe à eau en suivant le protocole également décrit paragraphe 5.2. 

L’épaisseur des échantillons était vérifiée en mesurant le spectre UV-visible puis en utilisant la loi de 

Beer-Lambert en connaissant la concentration en protéine, son coefficient d’extinction molaire et 

l’absorbance de l’échantillon (mesurée avant la mesure de dichroïsme circulaire, sur un volume de 1 
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mL dans une cuve en Quartz Suprasil (Hellma) de trajet optique 1 cm). La cohérence des valeurs 

calculées est vérifiée en calculant l’épaisseur des cellules à vide en mesurant les franges 

d’interférences par spectroscopie UV-visible. 

Chaque spectre de dichroïsme circulaire a été mesuré 3 fois puis traité en suivant le protocole suivant : 

1 – Moyenner les 3 spectres. 

2 – Soustraire le signal du tampon approprié pour l’échantillon. 

3 – Soustraire la ligne de base. 

4 – Lisser les spectres obtenus. 

5 – Normaliser par rapport à l’épaisseur, la concentration en monomère et la concentration en nombre 

d’acides aminés. 

Un suivi de l’évolution en température du spectre de la BSA en présence de microparticules de PE a 

également été réalisé. Pour cela, une solution de BSA à 0,7 g/L a été mises en contact avec 10 g/L de 

PE sur roue pendant 72 heures en suivant le protocole présenté paragraphe 5.2 de ce chapitre. Après 

la mise en contact, la solution est laissée à décanter pendant 24 heures puis séparée en 10 échantillons 

de 1 mL comme présenté à la fin du paragraphe 2.8 de ce chapitre. Le dernier mL (celui correpondant 

à la solution en surface) est récupéré, puis 4 µL de cet échantillon est déposé dans une fenêtre en CaF2 

d’épaisseur 54 µm. Une série de mesure en contrôle de température est alors réalisée de 21°C à 96°C 

par pas de 3°C, en maintenant le système 11 minutes à chaque pallier de température pour assurer 

l’équilibre thermique. Pour chaque température, 3 spectres sont mesurés de 170 nm à 260 nm. Lors 

du traitement ; ces spectres ne peuvent pas être normalisés puisque la présence des microparticules 

empêche de connaître le trajet optique exact. 

 

3. Plastiques microstructurés utilisés 
 

3.1. Microparticules de plastique 
 

Les microparticules utilisées ont été offertes par Clariant (Allemagne), sous la référence Ceridust 3610 

pour le polyéthylène (PE) et 6050M pour le polypropylène (PP). Les microparticules de PE ont une 

densité de 0,97 g/cm3, il s’agit donc de PE haute densité15. 

Les distributions de taille ont été déterminées en utilisant le diamètre de Feret mesuré en utilisant un 

microscope inversé et analysé en utilisant Fiji16. Les surfaces spécifiques ont été mesurées par SAXS. 

Les données correspondent à une moyenne de 3 mesures sur des poudres sèches sous vide. 

Des mesures de cristallographie aux rayons X ont également été réalisées sur les microparticules de 

plastique en utilisant un Empyrean DY1534 (Panalytical). Celles-ci permettent d’obtenir des 

informations sur la structure cristalline et/ou amorphes des microparticules. Les mesures ont été 

réalisées à 40 kV et 30mV en mode linéaire PIXcel intégrant en mouvement continu par Guillaume 

Brotons à l’IMMM (Le Mans) sur la plateforme ‘’Diffraction et Diffusion des Rayons X’’. Les protocoles 

de mesures classiques à la géométrie sur poudre ‘’Bragg-Brentano’’ ont été suivies (faisceau émergent 

en collimation divergente et convergences au détecteur par diffraction des cristallites, double jeu de 

fentes de Soller et filtre Kβsur la source). Le diffractogramme du substrat a été systématiquement 

mesuré17. 

Les microparticules de plastique ont également été imagées par microscopie confocale Raman. Les 

plastiques ont été déposés sur des lamelles de CaF2 et les acquisitions d’images Raman ont été 
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réalisées sur des zones de 30 × 30 µm en utilisant une longueur d’onde d’excitation de 532 nm, un 

objectif ×100 (O.N. 0,9), un réseau 600 g/mm, une puissance de laser de 10 mW, une durée 

d’exposition de 0,1 s et un pas de 0,3 µm. L’image en champ clair correspondante a été acquise en 

réflexion avec le même objectif. L’absence de dégâts causés par le laser a été contrôlée en accumulant 

des spectres en un même point pendant 50 secondes à la même puissance. Les données ont été 

traitées en utilisant le logiciel WITec Project Five. La fonction de retrait automatique des rayons 

cosmiques a été utilisée puis tout rayons cosmiques restants ont été éliminés manuellement. La ligne 

de base a été corrigée en utilisant la fonction shape. Lors des mesures sur les espèces de référence, 

les composantes ont été obtenues en utilisant la fonction True Component Analysis puis en ajoutant 

des composantes jusqu’à ce que l’image résiduelle soit de faible intensité et que le spectre soit 

correctement ajusté en tout point de l’image. Ces analyses permettent de cartographier les espèces 

présentes sur les images. 

Les spectres FTIR ont été obtenues en pressant les poudres avec un cône en diamant. 128 scans ont 

été acquis de 500 à 5000 cm-1 avec une résolution de 1 cm-1 et une fréquence de scan de 10 kHz. 

 

3.2. Filtres en polypropylène 
 

Afin d’avoir accès à une autre forme de plastique microstructuré, plus adaptée pour certaines de nos 

expériences, nous avons utilisé des filtres en PP Whatman Puradisc de diamètre 25 mm et pores 0,45 

µm. Ces filtres étant vendus dans des boîtiers en polypropylène, les bordures de ces derniers sont 

coupées afin d’en extraire les filtres, comme représenté Figure 2.12. 

 

 

Figure 2.12 : Photographie d'un filtre en polypropylène contenu dans son porte-filtre (à gauche) 
et extrait de son porte-filtre (à droite). 

 

Afin d’assurer que les filtres utilisés lors de chaque mise en contact sont de même taille, une pièce en 

plastique rectangulaire de 10 mm par 15 mm a été imprimée par impression 3D et utilisée pour 

découper des morceaux de même taille sur chaque filtre (22,5 mg, soit 0,01575 m²). La surface 

spécifique de ces filtres a été déterminé par SAXS en utilisant le même protocole que pour les 

microparticules de plastique. Les filtres ont également été analysés par spectroscopie ATR-FTIR et XPS 

en suivant les mêmes protocoles que dans le cas des microparticules de plastique. 

 

3.3. Vieillissement des microplastiques 
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Trois méthodes de vieillissement différentes ont été testées, en suivant à chaque fois le même 

protocole pour les microparticules de PP et de PE. 

La première méthode a consisté à laisser les microplastiques dans une solution d’eau de mer artificielle 

en mouvement. Cette eau de mer artificielle a été préparée en dissolvant, dans une fiole (1 L) d’eau 

milliQ, les produits listés Tableau 2.1, puis en ajoutant de la soude jusqu’à atteindre un pH de 8,3. Une 

fois la solution préparée, 10 mL sont introduits dans 25 tubes en polypropylène de 15 mL 

(FisherbrandTM). 

 

Produit Quantité 

NaCl 26,4 g 

KCl 745 mg 

CaCl2·2H2O 1,32 g 

MgCl2·6H2O 6,08 g 

MgSO4·7H2O 3,94 g 

Eau milliQ Qsp 1 L 

Tableau 2.1 : Produits utilisés pour préparer 1 L d’eau de mer artificielle. 

 

Ces tubes sont alors placés à 4°C sur une roue de 50 cm de diamètre tournant à 3 tours/minute, dont 

ils sont retirés une fois toutes les 2 semaines pour les secouer manuellement puis les ouvrir pour 

permettre un remplacement de l’air contenu. Ce vieillissement a été prolongé pendant plus de 2 ans. 

Certains tubes tournent encore sur cette roue.  

La seconde méthode a consisté à remplir à moitié un bécher de 100 mL avec des microparticules de 

plastique en poudre, puis de le laisser dans une étuve à 85°C. Ces plastiques sont récupérés après 2 

mois de vieillissement thermique. 

La troisième méthode est un vieillissement par irradiation. Ces irradiations sont obtenues en utilisant 

l’accélérateur linéaire d’électrons du laboratoire (ALIENOR), qui génère des électrons pulsés de 

10 MeV. Lors de nos expériences, nous avons utilisé des pulses de 12 ns à une fréquence de 10 Hz. 

Pour déterminer les doses de radiations émises, la tension est mesurée en sortie du faisceau par un 

oscillateur TDS784D (Tektronix) avec une bande passante de 1 GHz. L’aire du signal des pulses est 

mesurée par cet oscilloscope et communiquée en temps réel à l’ordinateur. Cette aire est 

proportionnelle à la dose d’irradiation contenue dans le pulse, et le facteur de proportionnalité a été 

calculé par dosimétrie de Fricke18. Nous avons ainsi mesuré que chaque pulse correspond à environ 20 

Gy, mais cette valeur peut varier en fonction de la température ou de la durée de fonctionnement de 

l’appareil, il est donc important de suivre l’évolution de cette valeur pendant les expériences pour 

ajuster le nombre de pulses nécessaires pour irradier l’échantillon. 

Une lame en verre sodocalcique est introduite en sortie de l’accélérateur et irradiée par 600 pulses 

afin de faire apparaître une tâche sombre, permettant de visualiser la hauteur du faisceau afin de 

positionner le porte-échantillon. Une fois la lame retirée, environ 300 mg de microparticules de 

plastique est introduit dans une cuve en Quartz SUPRASIL de 10×10 mm, atteignant ainsi une hauteur 

d’environ 1,5 cm (la tâche présente sur la lame est utilisée pour vérifier que l’échantillon ne dépasse 

pas la hauteur du faisceau). L’échantillon, positionné comme indiqué sur la photographie Figure 2.13 

est alors soumis à 4 sessions d’irradiation successives de 500 kGy chacune (durant environ 40 minutes), 

et mélangé entre chaque session afin de permettre une irradiation homogène du plastique.  
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Figure 2.13 : Cuve contenant 300 mg de microparticules de plastique en sortie de l’accélérateur linéaire d’électrons. 

 

L’efficacité de ces méthodes a été déterminé en mesurant le spectre ATR-FTIR des plastiques après 

vieillissement en suivant le protocole décrit dans le paragraphe 2.2. 

 

4. Protéines et peptides utilisés 
 

4.1. Peptides 
 

La faible taille des peptides, et le fait qu’ils permettent d’observer les propriétés d’acides aminés 

spécifiques en font des objets de choix pour les simulations. Nous avons donc étudié une série de 20 

peptides suivant la séquence SGGXGGXGGXGGS, X étant un acide aminé différent pour chacun des 

peptides. Cette séquence a été choisie pour limiter au maximum la gêne stérique autour de l’acide 

aminé X, et l’obtention de ces peptides dans le cadre des simulations est présenté dans le paragraphe 7 

de ce chapitre. 

Pour la partie expérimentale nous avons sélectionné 2 de ces peptides : SGGWGGWGGWGGS et 

SGGYGGYGGYGGS, que nous appellerons respectivement peptide W et peptide Y (voir chapitre 5 

paragraphe 2). 

Les peptides ont été fournis par SB-peptide sous la forme de 10 aliquots contenant chacun 1 mg de 

peptide et conservés à -20°C. Lors de la préparation des solutions de peptide, 1 aliquot est introduit 

dans une fiole jaugée de 20 mL que nous remplissons au trait de jauge avec de l’eau milliQ. Le peptide 

Y est dissous directement, mais le peptide W requiert ensuite 2 heures d’agitation à température 

ambiante avec un agitateur magnétique. Les solutions sont ensuite dialysées dans de l’eau MilliQ à 4°C 

avec une membrane Spectra/Por de seuil de rétention 3,5 kDa. Après quatre dialyses d’au moins deux 

heures chacune, les solutions sont centrifugées à 20 000 g pendant 10 minutes. Leurs spectres 

d’absorbance UV ont été mesurés et sont présentés Figure 2.14. 

 

53



 

 

Figure 2.14 : Spectres d’absorbance UV-visible du peptide W (à gauche) et du peptide Y (à droite) 
dans 100 mM phosphate pH 7,0*. 

*Tous les spectres d’absorption et de fluorescence présentés dans cette partie ont été mesurés dans ce tampon, 
qui ne sera pas reprécisé dans les légendes pour en simplifier la lecture. 

 

Les coefficients d’extinction molaire de ces peptides ont été calculés en utilisant ProtParam, et nous 

avons obtenu : 

Pour le peptide W, ε280 = 16500 M-1×cm-1. 

Pour le peptide Y, ε280 = 4470 M-1×cm-1. 

Les spectres d’émission de fluorescence ont également été mesurés, et sont représentés Figure 2.15. 

 

 

Figure 2.15 : Spectres d’émission de fluorescence du peptide W (à gauche) et du peptide Y (à droite) 
pour une longueur d’onde d’excitation de 275 nm et une largeur de fentes de 4 nm. 

 

Pour pouvoir déterminer la concentration des solutions de peptides à partir de leur spectre d’émission, 

nous avons réalisé des courbes d’étalonnage. Pour cela nous avons mesuré les spectres d’émission des 

peptides pour une longueur d’onde d’excitation de 275 nm et une largeur de fentes de 4 nm à 

différentes concentrations (mesurées en spectroscopie UV-visible). Puis, pour chaque concentration, 

nous avons mesuré l’aire du signal de 335 à 360 nm pour le peptide W et de 300 à 310 nm pour le 

peptide Y. Les courbes ainsi obtenues sont représentées Figure 2.16. 
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Figure 2.16 : A gauche, courbe d’étalonnage de l’aire (en coups pas seconde) 
du signal d’émission de fluorescence (de 335 à 360 nm) du peptide W en fonction de sa concentration massique. 

A droite, courbe d’étalonnage de l’aire du signal d’émission de fluorescence (de 300 à 310 nm) du peptide Y. 

 

Nous pouvons remarquer la présence d’une composante constante dans le cas du peptide Y. Ceci est 

cohérent puisque la longueur d’onde d’émission du peptide Y est proche de celle de l’eau, qui présente 

un pic d’émission autour de 305 nm. Pour les deux peptides, nous avons bien obtenu des courbes 

d’étalonnage linéaires.  

 

4.2. Albumine de sérum bovin (BSA) 
 

Les caractéristiques principales de la BSA sont présentées Tableau 2.2. 

 

  
 
 

Représentation 

 
Masse molaire (Da) 66 463 

Nombre d’acides aminés 58319 

Nombre d’aromatiques 49 

Ponts disulfure 1720 

Point isoélectrique 4,7 – 4,921 

Caractère oligomérique Monomère22 

Rayon de Stokes 3,5 nm23 

Structure secondaire 67% hélices, 10% coudes, 23% autre24 

Acides aminés hydrophobes 394 

Tableau 2.2 : Caractéristiques principales de la BSA. 

Nous utilisons de la BSA commerciale achetée sous forme lyophilisée (Sigma A7030). Celle-ci est mise, 

par pointe de spatule, en solution et dialysée dans de l’eau MilliQ à 4°C avec une membrane 

Spectra/Por de seuil de rétention 3,5 kDa. Après quatre dialyses d’au moins deux heures chacune, la 

solution est centrifugée à 20 000 g pendant 10 minutes. 

Les solutions sont conservées à 6°C, et centrifugées à chaque utilisation (16000 g, 5 min, 4°C) avant de 

mesurer leur spectre UV-visible pour calculer leur concentration et vérifier la pureté de la solution. Le  
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spectre UV-visible de la BSA est présenté Figure 2.17. Pour déterminer la concentration en BSA à partir 

du spectre UV-visible, nous avons utilisé la valeur du coefficient d’extinction molaire à 278 nm ε278 = 

44000 M-1×cm-1.25 

 

 
Figure 2.17 : Spectre d’absorbance UV-visible de la BSA. 

 

Le spectre d’émission de fluorescence de la BSA a également été mesuré, et est présenté Figure 2.18. 

 

 
Figure 2.18 : Spectre d’émission de fluorescence de la BSA 

pour une longueur d’onde d’excitation de 279 nm et une largeur de fentes de 4 nm. 

 

La BSA contenant en particulier 3 résidus tryptophane et 21 résidus tyrosine, il est cohérent que son 

spectre d’émission soit relativement large, avec un maximum se trouvant entre ceux des peptides 

contenant ces acides aminés. 

Pour pouvoir déterminer la concentration des solutions de BSA à partir de leur spectre d’émission, 

nous avons réalisé une courbe d’étalonnage. Pour cela nous avons mesuré les spectres d’émission des 

peptides pour une longueur d’onde d’excitation de 279 nm et une largeur de fentes de 4 nm à 

différentes concentrations (mesurées en spectroscopie UV-visible). Pour, pour chaque concentration, 

nous avons mesuré l’aire du signal de 330 à 340 nm. Les courbes ainsi obtenues sont représentées 

Figure 2.19. 
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Figure 2.19 : Courbe d’étalonnage de l’aire (en coups pas seconde) 
du signal d’émission de fluorescence (de 330 à 340 nm) de la BSA en fonction de sa concentration massique. 

 

Nous avons bien obtenu une courbe d’étalonnage linéaire. 

 

4.3. Hémoglobine 
 

Les caractéristiques principales de l’hémoglobine sont présentées Tableau 2.3. 

 

 
 
 

Représentation 

 
Masse molaire (Da) 64 458 

Nombre d’acides aminés 57426 

Nombre d’aromatiques 44 

Ponts disulfure 0 

Point isoélectrique 7,027 

Caractère oligomérique Tétramère (2 chaînes α et 2 chaînes β) 

Rayon de Stokes 3,2 nm28 

Structure secondaire 75% hélices, 25% autre29 

Acides aminés hydrophobes 422 

Tableau 2.3 : Caractéristiques principales de l’hémoglobine. 

Nous avons travaillé sur 3 des formes de l’hémoglobine, que nous allons présenter séparément : 

l’hémoglobine oxygénée, l’hémoglobine désoxygénée et l’hémoglobine oxydée (methémoglobine). Il 

existe d’autres formes d’hémoglobine, comme la carboxyhémoglobine qui est obtenue lorsque le fer 

de l’hème est lié au monoxyde de carbone, mais seules ces 3 formes seront utilisées dans le cadre de 

cette thèse. 

 

Préparation de l’hémoglobine oxygénée 
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L’hémoglobine de porc oxygénée est obtenue à partir de sang fourni par l’abattoir Harang de Houdan, 

le laboratoire ayant l’autorisation de la Division Départementale de Protection des Populations pour 

le transporter et l’utiliser. Le sang est mélangé lors de son acquisition à un quart de son volume de 

solution anticoagulante préparée en dissolvant dans de l’eau milli-Q de l’acide citrique à 4,8 g/L, du 

citrate de sodium à 13,2 g/L et du dextrose à 14,7 g/L. Le sang est gardé à 4°C dans une glacière pour 

son transport et purifié dès son arrivée au laboratoire. 

Pour la purification le sang est centrifugé (5000 g, 10 min, 4°C) pour retirer, par aspiration sous vide, 

le surnageant contenant les lipides. Une solution de NaCl à 9 g/L est mélangée au culot, en 

homogénéisant avec une baguette en verre, pour compenser le volume éliminé tout en restant à force 

ionique constante. La solution est centrifugée à nouveau (5000 g, 5 min, 4°C) avant d’éliminer le 

surnageant. 

Cette étape de lavage NaCl/centrifugation est répétée un total de 3 fois. Les hématies sont ensuite 

hémolysées par choc osmotique en ajoutant environ 1 volume d’eau milli-Q à 4°C pour 3 volumes de 

culot globulaire lavé (le changement de couleur de la solution étant utilisé pour repérer la fin de 

l’hémolyse). Du tampon phosphate 2,8 M à pH=7,0 et 4°C est ensuite ajouté pour faire précipiter les 

membranes des hématies, le changement de couleur de la solution étant à nouveau utilisé pour 

repérer la fin de la précipitation. La solution est centrifugée (25000 g, 20 min, 4°C) et le surnageant 

contenant l’hémoglobine est récupéré. 

Le surnageant est dialysé pendant au moins 2 heures dans 40 volumes d’eau milli-Q à 4°C à travers une 

membrane de dialyse de 3.5 kDa. La dialyse est répétée 4 fois. La solution dialysée est centrifugée 

(25000 g, 10 min, 4°C) pour éliminer les dernières membranes et l’hémoglobine précipitée. La solution 

est ensuite passée sur une colonne contenant de la résine AG 501-X8 pour éliminer le 2,3-diphospho-

glycérate, un inhibiteur de l’hémoglobine30, puis centrifugée (25000 g, 15 min, 4°C). 

La solution ainsi purifiée est répartie dans des flacons remplis au maximum et étanches pour éviter la 

présence d’oxygène et ainsi, l’oxydation de l’hémoglobine. Les solutions sont conservées à 6°C, et 

centrifugées à chaque utilisation (16000 g, 5 min, 4°C) avant de mesurer leur spectre UV-visible pour 

calculer leur concentration et vérifier l’absence de methémoglobine. 

Le spectre d’adsorption UV-visible de l’hémoglobine oxygénée présente deux domaines d’intérêt, un 

pic de forte intensité autour de 415 nm (appelé pic de Soret) et un duo de pics de plus faible intensité 

autour de 550 nm. Ces composantes du spectre sont présentées Figure 2.20. 

 

 

Figure 2.20 : Spectres d’absorbance UV-visible de l’hémoglobine oxygénée à 50 mg/L (à gauche) et à 1 g/L (à droite). 
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Le pic utilisé pour calculer la concentration de la solution va donc dépendre de l’ordre de grandeur de 

sa concentration. 

Pour une concentration de moins de 0,1 g/L nous allons utiliser le coefficient d’extinction molaire à 

415 nm, ε 415 = 141200 M-1×cm-1.31 

Pour une concentration entre 0,1 g/L et 1 g/L nous allons utiliser le coefficient d’extinction molaire à 

576 nm, ε576 = 15150 M-1×cm-1.32 

 

Le spectre de l’hémoglobine est modifié lors de sa désoxygénation (présentée dans le paragraphe 7.1 

de ce paragraphe), comme nous pouvons le voir Figure 2.21 sur le spectre visible. 

 

 

Figure 2.21 : Spectre d’absorbance visible de l'hémoglobine désoxygénée à 1 g/L. 

 

Le coefficient d’extinction molaire de l’hémoglobine désoxygénée à 555 nm est 

ε555 = 13300 M-1×cm-1.32 

Le spectre Soret de l’hémoglobine désoxygénée n’est pas présenté car il est peu déformé, et seule la 

longueur d’onde du maximum d’adsorption est déplacée de 413 nm à 429 nm. 

 

Préparation de la methémoglobine 

 

A cause de la situation sanitaire, il nous a été impossible pendant plusieurs mois d’accéder à des 

abattoirs pour nous procurer du sang et préparer de l’hémoglobine fraiche. Afin de pouvoir continuer 

nos expériences pendant cette période, nous avons utilisé de l’hémoglobine bovine lyophilisée (Sigma-

Aldrich), qui est sous la forme de methémoglobine une fois en solution. Les expériences réalisées avec 

la methémoglobine ont été répétées avec de l’hémoglobine oxygénée une fois celle-ci à nouveau 

disponible pour vérifier la validité des résultats (voir chapitre 3 paragraphe 4). 

Comme la BSA, la protéine lyophilisée est mise en solution et dialysée dans de l’eau MilliQ à 4°C avec 

une membrane Spectra/Por de seuil de rétention 3,5 kDa. Après quatre dialyses d’au moins deux 

heures chacune, la solution est centrifugée à 20 000 g pendant 10 minutes. Les solutions sont 

conservées à 4°C et leur spectre d’adsorption UV-visible est mesuré avant chaque utilisation pour 

vérifier leur pureté. 

Comme dans le cas de l’hémoglobine oxygénée, le spectre de la methémoglobine est constituée d’un 

pic de Soret intense autour de 415 nm et d’un signal visible moins intense autour de 600 nm, comme 

présenté Figure 2.22. 
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Figure 2.22 : Spectres d’absorbance UV-visible de la methémoglobine à 50 mg/L (à gauche) et à 250 mg/L (à droite) 
mesurés dans un tampon phosphate 100 mM pH 7,0. 

 

Pour la methémoglobine, nous avons utilisé le coefficient d’extinction molaire à 623 nm qui est la 

longueur d’onde d’un point isobestique des spectres des deux formes de methémoglobine présentes 

en solution et fonction du pH : forme Hb+(H2O) et forme Hb+(HO-). Le coefficient d’extinction molaire 

est 

ε623 = 3500 M-1×cm-1.33  

Contrairement aux autres protéines étudiées dans cette thèse, l’hémoglobine n’est pas observable en 

fluorescence malgré la présence d’acides aminés aromatiques. Ceci est causé par le pic de Soret qui 

éteint par absorption le signal d’émission de fluorescence de la protéine et empêche donc de le 

mesurer avec des instruments classiques34. 

 

4.4. Alpha-synucléine 
 

Les caractéristiques principales de l’α-synucléine sont présentées Tableau 2.4. 

 

 
 

Représentation 

 
Masse molaire (Da) 14 460 

Nombre d’acides aminés 14035 

Nombre d’aromatiques 6 

Ponts disulfure 0 

Point isoélectrique 4,736 

Caractère oligomérique Monomère37 

Rayon de Stokes (nm) 3,27 nm38 

Structure secondaire 47% hélices, 10% feuillets-β, 43% autre37 

Acides aminés hydrophobes 121 

Tableau 2.4 : Caractéristiques principales de l’α-synucléine. 

L’α-synucléine recombinante a été exprimée dans la souche BL21(CE3) d’E coli. Des cellules BL21(DE3) 

compétentes (50 µL) ont été transformées avec le vecteur d’expression pRK172 codant pour l’α-

60



 

synucléine humaine, puis déposées et étalées dans une boîte de Pétri d’agar LB contenant 200 mg/L 

d’ampicilline et incubées une nuit à 37°C. Les colonies transformées ont été récupérées dans 6 flasques 

Erlenmeyer de 1L avec un milieu de culture LB contenant de l’ampicilline à 200 mg/L et cultivées à 37°C 

sous agitation (180 tours/minute). Lorsque les cellules ont atteint une densité optique de 0,6 à 600 

nm, l’expression de l’α-synucléine a été induite par l’ajout d’isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside 

(IPTG) à 0,5 mM puis une incubation supplémentaire à 37°C et 180 tours/minute pendant 3 heures. 

Ensuite, les cellules ont été récupérées en centrifugeant 10 minutes à 5000 g à 4°C, remises en 

suspension dans 200 mL de Tris-HCl à 50 mM, pH 7,5, contenant 1mM de PMSF et 2 comprimés 

d’inhibiteurs de protéase cOmplete sans EDTA (Roche) et congelées à -80°C. 

Pour purifier l’α-synucléine, les cellules ont été décongelées dans un bain-marie à 37°C. Après ajout de 

PMSF à 1 mM et de 2 comprimés cOmplete, les cellules ont été lysées par sonication sur de la glace en 

utilisant un Sonics Vibra cell 75041 Ultrasonic Processor (amplitude 40%, cycles de 20 secondes de 

sonication avec 20 secondes de pause pour une durée totale de sonication de 300 secondes). Les 

extraits ont été centrifugés 25 minutes à 4000 g et le surnageant a été récupéré. De la poudre de 

sulfate d’ammonium (50% de saturation, soit 0,291 g/mL) a été ajoutée à 4°C sous agitation pour 

précipiter l’α-synucléine. Les protéines précipitées ont été centrifugées 25 minutes à 5000 g à 4°C puis 

remises en suspension dans 400 mL de TrisHCl à 50 mM, pH 7,5, contenant de comprimés cOmplete 

jusqu’à la solubilisation complète du culot. De la polyethyleneimine (Sigma) à 0,05% a été ajoutée à 

l’échantillon pendant 30 minutes sur de la glace pour précipiter les acides nucléiques. L’échantillon a 

ensuite été centrifugé 25 minutes à 5000 g à 4°C. Le surnageant a été chargé sur une colonne 

échangeuse d’ions XK 16/40 DEAE-Sepharose (GE Healthcare) (volume de résine 50 mL) équilibrée avec 

du TrisHCl 50 mM, pH 7,5, KCl 20 mM, β-Mercaptoethanol 1mM. Après lavage avec 200 mL de ce 

tampon, l’élution a été effectuée avec un gradient linéaire de KCl (de 20 mM à 1 M, 300 mL à un débit 

de 4 mL/min) et des fractions de 4 mL ont été récupérées et stockées à -80°C. 

Les fractions d’intérêt contenant de l’α-synucléine, identifiées par SDS-PAGE, ont été regroupées et 

chauffées à 95°C pendant 20 minutes pour précipiter les contaminants protéiques tout en gardant l’α-

synucléine soluble. 

L’échantillon a été centrifugé à 4000 g pendant 20 minutes à 4°C et le surnageant a été récupéré. La 

concentration de l’α-synucléine purifiée a été déterminée par spectrophotométrie en utilisant un 

coefficient d’extinction molaire de 5960 M-1cm-1 à 280 nm. L’α-synucléine pure a été filtrée sur des 

filtres de nitrocellulose stériles de 0,22 µm, aliquotée, congelée dans de l’azote liquide puis stockée à 

-80°C jusqu’à utilisation.  

L’expression et la purification de l’α-synucléine utilisée pour cette thèse a été menée en binôme avec 

Laura Pieri, qui est garante de la qualité de la protéine purifiée. Avant la mise en contact avec les 

microparticules de plastique, l’α-synucléine a été dialysée dans de l’eau milliQ (4 dialyses successives 

d’au moins 2 heures chacun dans 3,75 L d’eau) puis centrifugée 15 minutes à 25000 g.  Avant chaque 

expérience, l’α-synucléine est centrifugée (16000 g, 5 min, 4°C) et son spectre d’adsorption UV-visible 

est mesuré pour vérifier sa pureté (Figure 2.23). 
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Figure 2.23 : Spectre d’absorbance UV-visible de l’α-synucléine. 

 

Le coefficient d’extinction molaire de l’α-synucléine, ε280 = 5960 M-1 × cm-1, a été calculé avec 

ProtParam. 

Le spectre d’émission de fluorescence de l’α-synucléine a également été calculé, et est présenté   

Figure 2.24. 

 

 

Figure 2.24 : Spectre d’émission par fluorescence de l’α-synucléine 
pour une longueur d’onde d’excitation de 275 nm et une largeur de fentes de 6 nm. 

 

Ce spectre est encore plus proche du spectre du peptide Y que celui de la BSA, ce qui est cohérent 

puisque l’α-synucléine contient 4 tyrosine et aucun tryptophane. 

Pour pouvoir déterminer la concentration des solutions de l’α-synucléine à partir de leur spectre 

d’émission, nous avons réalisé une courbe d’étalonnage. Pour cela nous avons mesuré les spectres 

d’émission des peptides pour une longueur d’onde d’excitation de 275 nm et une largeur des fentes 

de 6 nm à différentes concentrations (mesurées en spectroscopie UV-visible). Pour, pour chaque 

concentration, nous avons mesuré l’aire du signal de 295 à 305 nm. Les courbes ainsi obtenues sont 

représentées Figure 2.25. 
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Figure 2.25 : Courbe d’étalonnage de l’aire (en coups pas seconde) 
du signal d’émission de fluorescence (de 295 à 305 nm) de l’α-synucléine en fonction de sa concentration massique. 

 

Une fois de plus, la courbe d’étalonnage inclus une composante constante puisque la mesure est 

effectuée au niveau du pic d’émission de l’eau autour de 305 nm. La courbe d’étalonnage obtenue est 

bien linéaire. 

 

5. Mise en contact des protéines et peptides avec les plastiques 

microstructurés 
 

5.1. Préparation des échantillons 
 

Pour préparer une solution de protéine d’une concentration donnée dans du tampon phosphate 

100mM en partant d’une solution mère de protéine de concentration connue et de solution mère de 

tampon phosphate 2M, le même protocole est toujours suivi : 

1 – Dans un tube en PP de 15 mL (FisherbrandTM), de l’eau est ajoutée pour diluer les concentrations. 

2 – Du tampon phosphate concentré est ajouté pour tamponner le milieu. 

3 – De la solution de protéine concentrée est ajoutée. 

4– Des plastiques sont ajoutés. Les microparticules sont déposées à la surface de l’échantillon. Dans le 

cas des filtres, ils sont fixés à l’intérieur des bouchons avec un minimum de ruban adhésif en 

polypropylène comme illustré Figure 2.26. 

 

 

Figure 2.26 : Photographies des deux faces d’un morceau de filtre attaché 
à la surface intérieur d’un bouchon par du ruban adhésif. 

  

5.2. Contact avec les microparticules de plastique 
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La première méthode de mise en contact consiste à avoir des protéines et microplastiques présents 

dans une même solution en mouvement, comme présenté sur la photo Figure 2.27. 

 

 

Figure 2.27 : Photographie de tubes sur la roue utilisée 
pour les mises en contact des protéines et des microplastiques tournant à 3 tours/minute. 

La flèche indique la rotation des tubes sur la roue. 

 

Pour obtenir le mouvement nécessaire à la mise en contact nous avons laissé ces tubes sur une roue 

de 25 cm de diamètre tournant à 3 tours par minutes. Ces paramètres permettent de mélanger les 

solutions de façon constante sans endommager les protéines. La durée de ces mises en contact est de 

72 heures, ce qui a été décidé à partir des suivis de cinétique de perte d’hémoglobine en présence de 

microparticules de plastique par Korydwen Fruit dans le cadre de son master (Université Paris Saclay, 

2019, Suivi des microplastiques en interaction avec des protéines). 

Après certaines mises en contact, il était nécessaire de séparer les microparticules de plastique et la 

solution de protéine, en particulier pour réaliser des mesures spectroscopiques sur celle-ci. Pour cela 

les tubes contenant les solutions sont directement centrifugés 10 minutes à 3000g et 6°C pour faire 

passer les microparticules en surface. Le surnageant est alors extrait avec une pipette Pasteur reliée à 

une pompe à eau. Cette étape de centrifugation puis lavage est répétée un total de 3 fois pour extraire 

autant de microparticules que possible. Les centrifugations sont réalisées avec une centrifugeuse 

Beckman Avanti J-25 dont l’accélération est réglée à 10 et la décélération à 1. 

 

5.3. Contact avec les filtres en PP 
 

Une seconde méthode de mise en contact consiste à avoir un filtre microstructuré en PP en 

mouvement dans une solution de protéines, ce que nous avons mis en place en réalisant des 

expériences de dip coating. Pour réaliser ce type de mise en contact nous avons dans un premier temps 

utilisé un Dip Coater (KSV Instruments) pour tremper de façon répété un morceau de filtre dans un 

creuset contenant 10 mL de solution d’hémoglobine, comme présenté Figure 2.28. 
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Figure 2.28 : Photographie de la mise en contact d’une protéine et d’un filtre en PP par dip coating. 
La flèche indique le déplacement du bras maintenant le morceau de filtre. 

 

Ce montage s’est avéré peu adapté à nos mesures, qui étaient réalisées sur une échelle de plusieurs 

heures à 3 jours. Premièrement, parce que le fait de ne pouvoir réaliser qu’une mesure à la fois 

complique le fait de réaliser des triplicatas de mesures utilisant la même solution initiale, celle-ci 

pouvant se dégrader entre les mesures. Secondement, parce que maintenir le creuset à l’air libre pour 

la durée de nos mesures cause l’évaporation d’une partie importante de la solution. 

Nous avons résolu le premier problème en remplaçant le ‘bras’ de l’appareil par une pièce permettant 

d’attacher plusieurs morceaux de filtres. Pour cela, nous avons utilisé le logiciel FreeCAD pour 

modéliser la pièce représentée Figure 2.29. 

 

 

Figure 2.29 : Modèle préparé pour l’impression 3D des bras utilisés pour le dip coating. 

 

Pour empêcher l’évaporation des solutions de protéine, nous avons déposé les creusets dans des 

boîtes en plastique dont nous avons découpé un trou au milieu du couvercle. Afin de limiter au 

maximum les pertes au niveau de l’ouverture, nous avons également modélisé puis imprimé des pièces 

plates présentant un trou du même diamètre que les bras du dip coater. Ces pièces ont ensuite été 

collées sur les couvercles des boîtes. 

En ajoutant ces éléments à notre montage, avec un morceau de filtre (10 mm × 15 mm) fixé au bout 

de chaque « bras » par un morceau de ruban adhésif, il nous est possible de réaliser des mesures en 
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triplicatas sur deux échantillons à la fois et en minimisant les pertes de solution, comme illustré     

Figure 2.30. 

 

 

Figure 2.30 : Photographie du montage pour les expériences de dip coating. 

 

Ce montage a permis de réaliser des expériences de dip coating sur des durées de 72 heures pour 6 

échantillons de façon simultanée et de rendre les pertes de solution par évaporation négligeables. 

Dans le but d’approcher les conditions expérimentales de celles des mises en contact sur roue, le dip 

coater a été programmé pour effectuer des cycles de 20 secondes, égale à la période de rotation de la 

roue utilisée. Ce cycle consiste, en partant avec l’extrémité inférieure du filtre au niveau de la surface 

de la solution, de descendre de 10 mm à une vitesse constante de 170 mm/min, de rester fixe pendant 

6,5 secondes, de remonter de 10 mm à une vitesse constante de 170 mm/min, puis de rester fixe à 

nouveau pendant 6,5 secondes. Le nombre de répétitions de ce cycle est calculé au début de 

l’expérience en fonction de la durée de mise en contact souhaitée. 

 

5.4. Contact avec des tubes en PE 
 

Pour complémenter nos mesures, nous avons cherché à établir un troisième protocole pour mettre en 

contact une des protéines en mouvement avec un plastique immobile. Pour cela, nous avons fait 

circuler des solutions de protéine dans des tubes en plastique (Tygon chemical, diamètre interne 1/8 

in, diamètre externe 1/4 in, référence 2660F-175) comme représenté Figure 2.31. 

 

 

Figure 2.31 : Schéma de la mise en contact d’une protéine et d’un tube en plastique par circulation.  

Afin de pouvoir suivre une solution de protéine en contact avec des tubes en plastique au cours du 

temps, nous avons réalisé un montage en circulation dans lequel la solution passe par une cuve en 
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quartz (Hellma Flox-through cells, référence Z804983). Cette cuve ne pouvant pas être utilisé dans un 

porte-cuve classique nous avons dû faire le nôtre par impression 3D. En expérimentant avec la cuve 

en dehors de spectromètre nous avons remarqué que, si la cuve est maintenue horizontalement 

pendant qu’un fluide circule dans le circuit, des bulles se forment dans cette dernière (Figure 2.32). 

 

 

Figure 2.32 : Photographie d’une cuve maintenue horizontalement dans un circuit fermé. 
Les tubes en PE sont entourés en rouge, et la flèche indique le sens de circulation de la solution. 

Une bulle d’air est observée en haut à gauche de la cuve. 

 

Afin d’éviter la formation de ces bulles lors de nos mesures nous avons utilisé le logiciel FreeCAD pour 

modéliser un porte-cuve adapté pour maintenir la cuve en diagonale, comme représenté Figure 2.33. 

 

 

Figure 2.33 : Modèle de porte-cuve préparé pour l’impression 3D. 

 

Une fois le support imprimé, celui-ci a été intégré à un circuit permettant de suivre l’évolution d’une 

solution de protéine en circulation par spectroscopie UV-visible. Ce circuit est composé de la cuve en 

quartz, d’une pompe péristaltique, d’un bécher contenant la solution à étudier et éventuellement un 

filtre en plastique, visibles Figure 2.34. 

Nous avons fait le choix de garder un bécher de solution en contact avec l’air (bien que protégé par du 

parafilm pour limiter les pertes par évaporation) pour éviter la formation de bulles dans le circuit au 

cours de l’expérience. En effet, lorsque nous avons réalisé des mesures en remplissant entièrement le 

circuit de solution avant de le refermer, des fuites ont eu lieu au niveau des joints utilisés pour refermer 

le circuit et des points d’entrée et de sortie de la cuve. Bien que ces fuites soient faibles, elles causent 

sur une durée de plusieurs heures la formation de bulles de taille suffisante pour empêcher la bonne 

circulation de la solution. 
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Figure 2.34 : Photographie du montage utilisé pour les expériences 
de circulation d’une solution de protéine dans des tubes en plastique. 

 

 

5.5. Pertes sur différents tubes 
 

Pour chaque protéine étudiée nous avons déterminé la quantité de protéine perdue en 72 heures de 

mise en contact sur roue. Pour cela nous avons utilisé 4 modèles de tubes différents, l’un en 

polypropylène (tube à centrifuger de 15 mL, Fischerbrand), le second en TeflonTM (Thermo Scientific), 

le troisième en verre (Pyrex) puis des tubes protein LoBindTM (Eppendorf). Les surfaces internes de ces 

tubes sont respectivement 50 cm², 85 nm², 34 cm² et 23 cm². Nous avons rempli chaque tube environ 

aux 2/3, représentatif du reste de nos expériences pour lesquelles nous avons utilisé 10 mL ou 5 mL 

de solution de protéine dans des tubes de 15 mL. Ces études ont été réalisées à une concentration en 

protéine de 0,1 g/L dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,0, qui est représentatif des 

concentrations que nous allons utiliser pour le reste des expériences, et en remplissant les tubes. 

Pour chaque tube, nous avons préparé 6 échantillons de chaque protéine étudiée. 3 de ces échantillons 

ont été laissés 72 heures à 6°C sur une roue de 25 cm de diamètre tournant à 3 tours/minute. Les 3 

autres échantillons ont été maintenus statiques pendant 72 heures à 6°C. Après ces 72 heures, la 

concentration de chaque échantillon est mesurée et comparée à sa concentration initiale pour 

déterminer la quantité de protéine perdue. 

 

6. Mesures d’impact des microparticules de plastique sur les 

protéines 
 

6.1. Isothermes d’adsorption 
 

La mesure d’isothermes d’adsorption permet d’estimer l’affinité des protéines pour les 

microparticules de plastique, ainsi que la quantité de protéine adsorbée par unité de surface. Les 

isothermes d’adsorption des protéines ont été mesurées sur les différents microparticules de 

plastique, vieillies et non vieillies. Les isothermes ont été tracées par déplétion, la quantité de 
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protéines adsorbée par les microparticules de plastique étant déterminée en calculant la différence 

entre la quantité de protéines non adsorbées à la quantité totale de protéines dans le système. 

Pour cela plusieurs échantillons de protéines à différentes concentrations, de 5 mg/L à 100 mg/L, sont 

préparés dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,0. La gamme de concentration que nous avons 

utilisée lors de la mise en contact de protéines avec des microparticules de plastique non vieillies est 

5 mg/L, 10 mg/L, 15 mg/L, 20 mg/L, 30 mg/L, 40 mg/L, 50 mg/L, 60 mg/L, 80 mg/L, 100 mg/L. Cette 

gamme nous permet d’avoir un nombre de points suffisant à basse concentration pour observer la 

croissance initiale de l’isotherme, et à haute concentration pour observer le pallier atteint. Lors des 

mises en contact avec les microparticules de plastique vieillies, dont les isothermes n’atteignaient pas 

de pallier avec cette gamme, les concentrations des protéines sont multipliées par 10. Lors des mises 

en contact avec les peptides, le plateau de l’isotherme est atteint à une plus faible concentration en 

peptide, nous utilisons donc une gamme de concentrations différentes. Les concentrations de peptides 

utilisées lors des mises en contact avec les microparticules de plastique non vieillies est 0,1 mg/L, 0,5 

mg/L, 1 mg/L, 2 mg/L, 3 mg/L, 5 mg/L, 7,5 mg/L, 10 mg/L, 12,5 mg/L, 15 mg/L. 

Pour chaque concentration, 3 échantillons sont préparés, un témoin sans plastique, un contenant des 

microparticules de PP à 10 g/L, et un contenant des microparticules de PE à 10 g/L. Ces échantillons 

sont ensuite laissés sur une roue tournant à 3 tours/minute pendant 72 heures à 4°C (suivant le 

protocole présenté paragraphe 5.2 de ce chapitre). 

Une fois la mise en contact réalisée en suivant le protocole décrit dans la partie 5.2, les échantillons 

sont centrifugés pour extraire les microparticules de plastique par crémage. 3 centrifugations 

successives sont réalisées (3000 g, 10 minutes, accélération 9, décélération 2, 6°C), les microparticules 

de plastique en surface étant extraites par aspiration avec une pipette Pasteur reliée à une pompe à 

eau après chaque centrifugation. Les tubes témoins sont également centrifugés. Ce protocole est 

représenté Figure 2.35. 

 

 

Figure 2.35 : Représentation schématique du protocole de mise en contact pour la mesure des isothermes d’adsorption. 
Les deux dernières étapes sont répétées 3 fois. 

 

Pour l’hémoglobine, la concentration est mesurée par spectroscopie UV-visible. Pour la BSA et l’α-

synucléine, la concentration est déterminée par spectroscopie de fluorescence. Des courbes de 

calibration ont été utilisées pour déterminer la concentration de la BSA et de l’α-synucléine à partir 

des intensités d’émission (voir paragraphe 4 de ce chapitre). Les isothermes d’adsorption obtenues 

ont été ajustées par minimisation des carrés des écarts en utilisant le modèle de Langmuir (voir 

chapitre 3 paragraphe 3). 
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6.2. Tonométrie 
 

6.2.1. Tonométrie sur une solution d’hémoglobine 

Les expériences de tonométrie ont été réalisées uniquement sur de l’hémoglobine oxygénée fraiche 

(préparée dans les 15 jours précédant la mesure). Elles permettent de déterminer l’affinité de 

l’hémoglobine pour le dioxygène39,40. Ces expériences consistent à désoxygéner l’hémoglobine, 

comme présenté Figure 2.36, puis à effectuer des ajouts contrôlée d’oxygène pour suivre sa 

réoxygénation. 

 

 

Figure 2.36 : Photographie d’une solution d’hémoglobine en cours de désoxygénation dans un tonomètre. 
Les flèches vertes indiquent le sens de circulation de l’argon, 

les nombres rouges indiquent les différentes parties du montage dans l’ordre de circulation de l’argon. 

 

Comme indiqué Figure 2.36, le montage de désoxygénation peut se décomposer en trois parties, 

l’ensemble du système étant hermétiquement fermé : 

(1) Le flux d’argon passe initialement par un flacon d’eau, ce qui permet de visualiser par bullage le 

flux d’argon en entrée du système et de l’humidifier pour éviter de sécher l’échantillon. 

(2) Ensuite, le flux d’argon passe par le tonomètre contenant la solution d’hémoglobine, désoxygénant 

ainsi la solution. 

(3) Le sortie du système est également placée dans un bécher d’eau pour visualiser le flux d’argon en 

sortie du système, nous permettant ainsi de repérer plus facilement d’éventuelles fuites. 

Pour les suivis d’oxygénation nous avons introduit 3mL de solution d’hémoglobine oxygénée à 1 g/L 

dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,4 dans un tonomètre de 80 mL (volume mesuré par pesée 

en le remplissant d’eau) avant d’en mesurer le spectre d’absorption visible afin de vérifier qu’elle soit 

bien oxygénée. Après avoir fermé le tonomètre nous faisons passer un flux d’argon humide pendant 2 

heures pour désoxygéner l’hémoglobine avec le montage photographié Figure 2.36. Le spectre visible 

de la solution complètement désoxygénée est mesuré, puis une quantité mesurée d’oxygène est 

introduite avec une seringue Hamilton, la solution est laissée 5 minutes afin d’atteindre l’équilibre, 

puis un nouveau spectre est mesuré. Cette opération est répétée jusqu’à ce que la solution soit 

presque complètement réoxygénée, puis le tonomètre est laissé ouvert pendant 10 minutes pour 

terminer la réoxygénation avant de mesurer le spectre de la solution complètement réoxygénée. Nous 

obtenons ainsi une série de spectres représentés Figure 2.37. 
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Figure 2.37 : Spectres d'absorption de l'hémoglobine après chaque ajout d’oxygène. 
Les astérisques indiquent les points isobestiques. 

 

L’existence de points isobestiques prouve l’équilibre entre deux formes, et les spectres des solutions 

partiellement oxygénées correspondent donc à des combinaisons linéaires des spectres de 

l’hémoglobine complètement oxygénée et de l’hémoglobine complètement désoxygénée. Plus 

précisément, l’absorbance à une longueur d’onde donnée peut s’exprimer par l’équation 4 : 

 

𝐴(𝜆) =  𝜃 × 𝐴𝑜𝑥(𝜆) + (1 − 𝜃) × 𝐴𝑑𝑒𝑠𝑜𝑥(𝜆) (𝑒𝑞. 4) 

 

Dans cette équation, A(λ) est l’absorbance de l’échantillon partiellement oxygéné à la longueur d’onde 

considérée, Aox(λ) et Adesox(λ) sont respectivement l’absorbance de la solution complètement oxygénée 

et complètement désoxygénée à cette longueur d’onde, et θ est la proportion d’hémoglobine 

oxygénée dans l’échantillon. Nous en déduisons ainsi l’équation 5 : 

 

𝜃 =  
𝐴(𝜆) −  𝐴𝑜𝑥(𝜆)

𝐴𝑑𝑒𝑠𝑜𝑥(𝜆) −  𝐴𝑜𝑥(𝜆)
 (𝑒𝑞. 5) 

 

Cette formule n’est toutefois pas applicable aux points isobestiques, qui correspondent aux longueurs 

d’onde pour lesquelles les absorbances de l’hémoglobine oxygénée et de l’hémoglobine désoxygénée 

sont égales (voir Figure 2.37), puisque le dénominateur serait nul. Afin d’améliorer la précision des 

valeurs de θ déterminées, celles-ci ne sont pas calculées pour une seule longueur d’onde mais sur 

l’ensemble du signal. Après avoir éliminé les valeurs obtenues autour des points isobestiques (Figure 

2.38), les valeurs restantes pour chaque échantillon sont moyennées pour déterminer la proportion 

d’hémoglobine oxygénée correspondante. 
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Figure 2.38 : Calcul des proportions d’oxygénation basé sur les absorptions à différentes longueur d’onde, 
en utilisant toutes les données (à gauche) puis en retirant les données autour des points isobestiques (à droite). 

 

Puisque nous connaissons pour chaque échantillon le volume du tonomètre, le volume occupé par la 

solution d’hémoglobine et le volume d’air ajouté, nous pouvons déterminer la pression partielle en 

dioxygène dans le tonomètre. En connaissant la proportion d’hémoglobine oxygénée correspondante, 

nous pouvons donc tracer la courbe d’oxygénation de l’hémoglobine. Cette courbe représentative de 

la proportion d’hémoglobine oxygénée en fonction de la pression partielle en dioxygène peut être 

modélisées en suivant l’équation de Hill41 (équation 6). 

 

𝜃 =  
𝑃𝑂2

𝑛

𝑃50
𝑛 + 𝑃𝑂2

𝑛  (𝑒𝑞. 6) 

 

Où θ est la proportion d’hémoglobine oxygénées, 𝑃𝑂2
 est la pression partielle en dioxygène, 𝑃50 est la 

pression partielle en dioxygène pour laquelle 50% de l’hémoglobine est oxygénée et n est le coefficient 

de Hill. Ceci correspond à l’allure de courbe représenté Figure 2.39. 

La valeur de 𝑃50 donne donc une information sur l’affinité de l’hémoglobine. Une plus faible valeur 

correspond à une plus forte affinité, puisqu’elle indique qu’une faible quantité de dioxygène est 

suffisante pour oxygéner la moitié de l’hémoglobine. Le coefficient de Hill correspond à la 

coopérativité de l’hémoglobine pour l’oxygène, autrement dit au renforcement mutuel des fixations 

des différents ligands sur une même protéine. Pour un tétramère, ce coefficient pourrait 

théoriquement atteindre 4, mais en pratique le coefficient mesuré pour l’hémoglobine ne dépasse 

pas 3. 
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Figure 2.39 : Courbe d'oxygénation de l'hémoglobine et ajustement utilisant la formule de Hill. 

 

Pour déterminer les valeurs de n et de P50, nous utilisons la forme linéarisée de l’équation de Hill 

(équation 7). 

 

log (
𝜃

1 − 𝜃
) = 𝑛 × log(𝑃𝑂2

) − 𝑛 × 𝑙𝑜𝑛𝑔(𝑃50) (𝑒𝑞. 7) 

 

Tracer la courbe représentative de log (
𝜃

1−𝜃
) en fonction de log (𝑃𝑂2

) permet donc de déterminer les 

valeurs de 𝑃50 et de n. Ainsi, la tonométrie nous permet de suivre l’évolution de l’affinité de 

l’hémoglobine pour le dioxygène. 

 

6.2.2. Tonométrie sur un filtre en PP 

Les expériences de tonométrie réalisées sur des filtres en PP après mise en contact avec une solution 

d’hémoglobine peut permettre de mesurer l’activité d’hémoglobine adsorbée sur du plastique 

microstructuré. Ceci ne serait pas possible en suivant notre protocole décrit précédemment pour une 

solution d’hémoglobine contenant des microparticules de plastique en solution puisque celles-ci 

crèmeraient sur la durée de l’expérience. Pour réaliser les mesures sur des filtres, nous utilisons un 

tonomètre dont les dimensions de la cuve sont 1 mm × 10 mm (contre 10 mm × 10 mm pour les 

solutions) afin de maintenir le filtre relativement vertical. Un morceau de 1 cm × 1,5 cm est découpé 

dans un filtre en PP, déposé dans un tube contenant 10 mL d’hémoglobine oxygénée à 10 g/L dans du 

tampon phosphate 100 mM à pH 7,4, puis laissé 72 heures sur une roue tournant à 3 tours/minute à 

4°C. Une fois la mise en contact terminée le filtre est récupéré, déposé de chaque côté sur une lingette 

sèche afin de retirer la solution d’hémoglobine non-adsorbée, puis introduit dans le tonomètre avec 

100 µL d’eau milliQ (Figure 2.40) pour éviter le séchage de la protéine. 
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Figure 2.40 : Photographie d'un filtre ayant adsorbé de l’hémoglobine trempant dans un tonomètre 
avec 100 µL de tampon phosphate 100 mM à pH 7,4. 

 

Afin de mesurer le spectre UV-visible de l’hémoglobine sur le filtre, une sphère d’intégration est 

utilisée. Le spectre de réflexion diffuse est mesuré, puis la transformation de Kubelka-Munk est 

appliqué pour obtenir des spectres proportionnels à des spectres d’adsorption UV-visble. Les spectres 

de l’hémoglobine oxygénée puis désoxygénée sont mesurés, suivis par les spectres de l’hémoglobine 

après ajouts successifs d’oxygène en suivant le même protocole que dans le cas d’une solution 

d’hémoglobine. 

A partir de ces spectres, les valeurs de n et de P50 sont déterminées de la même façon que dans le cas 

de l’hémoglobine en solution. Cette méthode n’est toutefois pas appliquée sur le signal de l’hème, 

dont la faible intensité rend l’évolution difficile à exploiter, mais sur le pic de Soret qui est beaucoup 

plus intense, comme nous pouvons le voir Figure 2.41. 

 

 

Figure 2.41 : Transformation de Kubelka-Munk des spectres de réflexion diffuse de l'hémoglobine 
adsorbée sur le filtre en PP après ajouts successifs d'oxygène. 

Les astérisques indiquent les points isobestiques. 
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7. Simulations 
 

La réalisation de simulations nous permet de suivre à l’échelle atomique le comportement de peptides 

lors de leur adsorption sur des nanoparticules de plastique. Dans le cadre de cette thèse toutes les 

études ont été réalisées sur des nanoparticules de PE, puisque le temps de calcul à notre disposition 

aurait été insuffisant pour répéter toutes les simulations avec des nanoparticules de PP. 

Les simulations ont été réalisées en deux étapes, de premières simulations exploratoires ont été 

réalisées sur une station locale puis ont abouti sur des simulations réalisées sur supercalculateurs. 

Toutes les simulations ont été réalisées sur des systèmes comprenant un peptide et une nanoparticule 

de PE en utilisant le champ de force OPLS-AA. Les nanoparticules de PE sont elles-mêmes composées 

de résidus polyéthylène (PE) et, dans le cas des nanoparticules vieillies, de résidus polycétone (PK) 

(Figure 2.42). 

 

 

Figure 2.42 : Formules topologiques du résidu polyéthylène (PE, au dessus) et du résidu polycétone (PK, en dessous). 

 

Premièrement, des simulations ont été réalisées pour nous familiariser avec le type de système étudié, 

qui n’avait jusque-là pas été simulé au laboratoire. Ces simulations ont été réalisées avec 20 peptides 

différents, chacun d’entre eux permettant d’étudier les propriétés d’un acide aminé différent. 

Par la suite, des simulations suivant un protocole plus rigide ont été réalisées. Un stagiaire a été 

encadré pour réaliser ces simulations, qui ont porté sur un nombre plus limité de peptide pour 

permettre des études sur plusieurs nanoparticules de plastiques et la réalisation de triplicatas. 

 

7.1. Génération des peptides et de la première nanoparticule de PE 
 

Dans cette partie et la suivante, GROMACS 2018.8 a été utilisé. 

Les calculs dans cette partie ont été réalisés sur un calculateur local utilisant un processeur Intel® 

Xeon(R) Gold 6252 CPU @ 2,10GHz, une carte graphique Quadro RTX 6000/PCIe/SSE2 et 92GB de 

mémoire vive. 

Les peptides ont été générés avec PEP-FOLD. 20 peptides ont été générés en suivant la séquence 

SGGXGGXGGXGGS, où X est un acide aminé différent pour chaque peptide. G est le plus petit acide 

aminé, et S est le plus petit acide aminé polaire, cette séquence permet donc de limiter au maximum 

la gêne stérique autour de l’acide aminé X et ainsi de mieux étudier ses propriétés. Dans un premier 

temps une seule nanoparticule de PE a été générée, nos premiers objectifs étant d’étudier les 

interactions de cette nanoparticule avec les différents peptides et d’étudier l’influence du modèle 

d’eau utilisé. Deux modèles d’eau classiques ont été utilisés, le modèle TIP3P et le modèle SPC/E. 
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Pour la nanoparticule, nous avons généré 9 chaînes suivant la séquence PE576 en utilisant CHARMM-

GUI et réalisé un melt de ces chaînes avec le même outil. Le melt est réalisé à 285K pendant 1000 ns 

et permet d’obtenir une nanoparticule à partir des chaînes de polymère. Les étapes suivies pour la 

réalisation de ce melt sont représentées Figure 2.43. 

 

 

Figure 2.43 : Captures d’écran de CHARMM-GUI aux différentes étapes de la génération d’un melt 
et paramètres utilisés pour cette étude. 

 

Comme nous pouvons le voir Figure 2.43, la réalisation du melt via CHARMM-GUI se fait en plusieurs 

étapes : 

(1) Les séquences des chaînes de polymère sont définies. 

(2) La taille du système est déterminée. 

(3) Le système est équilibré à volume constant. 

(4) Le recuit simulé est effectué et les fichiers décrivant la nanoparticule sont générés. 

La nanoparticule est ensuite exportée et un recuit simulé est réalisé sur le calculateur local pour 

obtenir une conformation stable de la particule. Avec GROMACS, des conditions périodiques sont 

appliquées sur une boîte cubique centrée sur la nanoparticule et dont les parois sont à au moins 3 nm 

de la particule. La commande solvate de GROMACS est ensuite utilisée pour remplir la boîte d’eau en 
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utilisant le modèle d’eau TIP3P ou SPC/E, en fonction des simulations pour lesquelles la particule sera 

utilisée. Le système est ensuite équilibré à volume constant (NVT) puis à pression constante (NPT) de 

1 bar. 

L’équilibration NVT, réalisé en 50000 pas de 2 fs, est effectué avec un thermostat de Berendsen 

modifié42 (V-rescale) à 300 K avec une constante de temps de 0,1 ps. 

L’équilibration NPT, réalisé en 50000 pas de 2 fs, est effectué avec un thermostat de Berendsen 

modifié42 à 300 K avec une constante de temps de 0,1 ps et un barostat de Parrinello-Rahman43 à 1 bar 

avec une constante de temps de 2 ps. 

Chacune de ces étapes d’équilibration est réalisée à 300 K, sur 100 ps avec des pas de 2 fs. 

Le recuit simulé est ensuite effectué à 1 bar en faisant évoluer la température linéairement de 300 K à 

500 K sur 2 ns, puis de 500 K à 0 K sur 2 ns, puis de 0 K à 300 K sur 1 ns. Lors de cette étape, nous 

utilisons un thermostat de Berendsen modifié42 (V-rescale) avec une constante de temps de 0,1 ps et 

un barostat de Parrinello-Rahman43 à 1 bar avec une constante de temps de 2 ps. Une fois le recuit 

simulé terminé, la nanoparticule seule est sauvegardée. 

 

7.2. Paramètres des simulations et analyse des trajectoires avec la première 

nanoparticule de PE 
 

Les calculs dans cette partie ont été réalisés sur un calculateur local utilisant un processeur Intel® 

Xeon(R) Gold 6252 CPU @ 2,10GHz, une carte graphique Quadro RTX 6000/PCIe/SSE2 et 92GB de 

mémoire vive. 

Les systèmes initiaux sont préparés en utilisant VMD. La nanoparticule équilibrée dans le modèle d’eau 

qui sera utilisé pour la simulation est chargée au centre du système, puis le peptide est chargé et 

positionné à 2 nm de la surface de la nanoparticule. Comme pour les recuits simulés, des conditions 

périodiques sont appliquées sur une boîte cubique dont la distance minimale entre les parois et la 

nanoparticule ou le peptide est de 3 nm. La commande solvate de GROMACS est utilisée pour remplir 

la boîte d’eau en utilisant le modèle TIP3P ou SPC/E, en fonction du modèle étudié pour la simulation 

préparée. Le système est ensuite équilibré à volume constant puis à pression constante de 1 bar. Les 

étapes d’équilibration sont réalisées en utilisant le même protocole que pour la nanoparticule de PE 

seule. 

Une fois le système équilibré, celui-ci est simulé pendant 50 ns avec un pas de 2 fs à 300 K et 1 bar. 

Lors de cette étape, nous utilisons un thermostat de Berendsen modifié42 (V-rescale) avec une 

constante de temps de 0,1 ps et un barostat de Parrinello-Rahman43 à 1 bar avec une constante de 

temps de 2 ps. Sur le calculateur, nous pouvons lancer des simulations sur 4 systèmes en parallèle et 

terminer les simulations en 10 jours. 

Une fois la simulation terminée la trajectoire est visualisée avec VMD puis, si le peptide n’est pas entré 

en contact avec la nanoparticule pendant la durée de la simulation ou s’il a été adsorbé moins de 10 

ns avant la fin de la simulation, une simulation de 50 ns supplémentaire est lancée à partir de l’état 

final de la simulation précédente. 

Avant d’analyser les résultats, la trajectoire est corrigée en centrant la nanoparticule de PE avec la 

commande trjconv de GROMACS. Les traitements nojump puis mol sont appliqués à la nanoparticule 

pour éviter les artéfacts pouvant être causés par les conditions périodiques et la centrer. La commande 
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trjconv est appliquée sur les chaînes carbonées de la nanoparticule avec l’option –fit rot+trans pour la 

maintenir immobile au centre de la boîte de simulation. Afin d’établir précisément le moment du 

contact, l’outil timeline de VMD est utilisé pour suivre les contacts entre le peptide et la nanoparticule 

au cours de la simulation, en considérant que les contacts correspondent à des distances de moins 

de 4 Å. 

La commande msd de GROMACS est utilisée pour suivre le MSD du peptide libre en solution. Une 

régression linéaire est ensuite effectuée sur la courbe obtenue aux longues durées pour calculer le 

coefficient de diffusion du peptide en solution. 

La commande rms de GROMACS est utilisée pour suivre le RMSD du peptide à partir de son adsorption 

sur la nanoparticule afin d’estimer son déplacement à la surface de la particule. La commande gyrate 

de GROMACS est utilisée pour suivre le rayon de giration de giration du peptide sur toute la durée de 

la simulation, et ainsi comparer ses valeurs avant et après l’adsorption du peptide. 

Pour certains peptides, la carte de Ramachandran a été obtenue en utilisant la commande rama de 

GROMACS. Ceci a permis de vérifier les espaces conformationnels explorés par ces peptides avant et 

après leur adsorption. 

Pour déterminer la proportion des contacts entre le peptide et la nanoparticule se faisant au niveau 

des résidus X, la commande mindist est utilisée en définissant une distance minimale de contact de 0,4 

nm. Cette commande est utilisée un total de 4 fois, les trois premières étant pour calculer le nombre 

de contact de chacun des 3 résidus X avec la nanoparticule et la quatrième pour calculer le nombre 

total de contacts entre le peptide et la nanoparticule. 

 

7.3. Génération des nanoparticules de PE pour les études sur HPC 
 

Dans cette partie et la suivante, GROMACS 2021.3 a été utilisé. 

Pour les simulations suivantes, nous avons encadré Mona Rysak dans le cadre d’un stage de master 2 

(Ecole Centrale Nantes, 2022, Plastiques, peptides et protéines : Approche de leurs interactions par 

dynamique moléculaire). Nous avons utilisé les mêmes peptides que lors des simulations sur la 

première nanoparticule. Dans cette partie, les simulations ont été réalisées sur des supercalculateurs. 

Le premier supercalculateur utilisé est Topaze, installé dans le Très Grand Centre de Calcul du CEA 

(TGCC) et qui possède une puissance de calcul crête de l’ordre de 8,8 petaflops par seconde. Le second 

est le supercalculateur Jean Zay, installé au centre de calcul du CNRS, l’IDRIS, avec une puissance crête 

de 15,9 petaflops par seconde. Le but de ces simulations était principalement d’étudier l’importance 

du vieillissement des microparticules de PE, nous avons donc généré plusieurs nanoparticules de PE et 

avons limité nos études à 5 peptides. De plus, seul le modèle d’eau TIP3P a été utilisé. 

Les peptides utilisés sont ceux que nous avons générés dans la partie précédente. Pour les 

nanoparticules de PE nous utilisons à nouveau CHARMM-GUI, mais cette fois nous générons 

uniquement les chaînes de polymère sans réaliser de melt. En effet nous générons des chaînes de plus 

petite taille qui nous permettront de les rassembler dans un système de taille raisonnable pour réaliser 

les recuits simulés à partir des chaînes de polymère linéaires. 3 types de systèmes initiaux sont 

préparés : 

-Des nanoparticules de PE non vieillies, préparées avec 9 chaînes de séquence PE60. 
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-Des nanoparticules de PE vieillies avec des groupements carbonyle régulièrement espacés, préparées 

avec 9 chaînes dont les séquences sont de la forme H-[PExPK1PE11-x]5-H (x pouvant varier entre les 

chaînes).  

-Des nanoparticules de PE vieillies avec des groupements carbonyle espacés aléatoirement, préparées 

avec 9 chaînes composées de 55 résidus PE et 5 résidus PK positionnés aléatoirement. 

Malgré le recuit simulé utilisé pour la nanoparticule précédente nous avons remarqué des 

modifications de sa structure en début de simulation. Afin d’éviter cela nous avons renforcé l’étape de 

stabilisation des nanoparticules en réalisant deux recuits simulés successifs suivi d’une simulation du 

système à température constante. Le protocole suivi pour préparer chaque nanoparticule de PE à 

partir des 9 chaînes correspondantes est donc le suivant : 

Les 9 chaînes de PE sont positionnées à proximité les unes des autres sous VMD (environ 0,5 nm entre 

les chaînes), puis le système est enregistré. Avec GROMACS, des conditions de périodiques sont 

appliquées sur une boîte cubique dont les parois sont à au moins 3 nm des chaînes. La commande 

solvate de GROMACS est ensuite utilisée pour remplir la boîte d’eau en utilisant le modèle d’eau TIP3P. 

Le système est ensuite équilibré à volume constant puis à pression constante de 1 bar. Les étapes 

d’équilibration sont réalisées en utilisant le même protocole que pour la nanoparticule de PE présentée 

paragraphe 7.1 de ce chapitre. 

Le recuit simulé est ensuite effectué à 1 bar en faisant évoluer la température linéairement de 300 K à 

500 K sur 2 ns, puis de 500 K à 0 K sur 2 ns, puis de 0 K à 300 K sur 1 ns. Lors de cette étape, nous 

utilisons un thermostat de Berendsen modifié42 (V-rescale) avec une constante de temps de 0,1 ps et 

un barostat de Parrinello-Rahman43 à 1 bar avec une constante de temps de 2 ps. Ce profil de 

température est alors appliqué une seconde fois sur 5 ns supplémentaires. Suite à ce recuit, afin de 

garantir la stabilité des nanoparticules à la température utilisée pour les calculs, la nanoparticule seule 

est simulée dans l’eau TIP3P à 300 K et 1 bar pendant 20 ns avec un pas de 2 fs. 

 

7.4. Paramètres des simulations et analyse des données avec les nanoparticules de PE sur 

HPC 
 

Les calculs de cette partie ont été réalisés sur des supercalculateurs. Les mêmes supercalculateurs ont 

été utilisés que dans le paragraphe 7.3 de ce chapitre. 

Les protocoles suivis pour simuler les peptides en présence des nanoparticules sont les mêmes que 

ceux présentés dans le paragraphe 7.2 de ce chapitre. Une étape d’analyse supplémentaire est 

toutefois ajoutée pour suivre les déplacements des peptides à la surface des nanoparticules : 

La commande traj de GROMACS est appliquée aux peptides afin de suivre les coordonnées du peptide 

à partir de son adsorption sur la nanoparticule de plastique. Puisque la trajectoire a été corrigée pour 

centrer et immobiliser la nanoparticule, l’évolution de ces coordonnées permet de suivre directement 

le déplacement des peptides sur la surface des nanoparticules. 

Lors de ces analyses, nous avons également simulé certains peptide en solution dans l’eau TIP3P 

pendant 50 ns puis utilisé la commande sasa de GROMACS pour déterminer leur surface moyenne.  
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Chapitre 3 

Interactions de protéines modèles 

avec les microplastiques 
 

Les études ont porté sur les interactions de protéines modèles, ici l’albumine du sérum bovin (BSA), 

l’hémoglobine et l’α-synucléine, avec des plastiques microstructurés non-vieillis. Nous qualifions de 

plastique microstructuré tout plastique présentant une structure à l’échelle microscopique, 

comprenant en particulier des microparticules de plastique ainsi que des filtres composés de 

microfibres de plastique. 

La BSA est une protéine globulaire soluble dans l’eau très utilisée en laboratoire de par sa stabilité et 

sa facilité de production. Elle est donc simple à obtenir, bon marché, et ses propriétés sont bien 

connues et documentées, ce qui en fait une protéine modèle de choix pour de nombreuses études, 

dont celles effectuées dans le cadre de cette thèse. L’hémoglobine est également une protéine 

globulaire très étudiée, et en particulier souvent utilisée dans notre laboratoire. De plus, puisque sa 

fonction consiste à lier et transporter un ligand gazeux, il nous est possible d’estimer l’activité de cette 

protéine par des expériences de tonométrie. 

L’α-synucléine est une protéine partiellement déstructurée et de petite taille par rapport à la BSA ou 

l’hémoglobine, ce qui en fait un système d’étude complémentaire. L’intérêt pour cette protéine vient 

principalement de son rôle dans la maladie de Parkinson, qui pourrait être causée par son agrégation1. 

Les plastiques utilisés incluent du polypropylène (PP) et du polyéthylène (PE) sous forme de 

microparticules de plastique, qui ont été utilisés pour la plupart de nos expériences, ainsi que des filtres 

en polypropylènes constitués de fibres de dimensions microscopiques, les filtres ayant un seuil de 

coupure de 0,45 µm. Le polypropylène et le polyéthylène sont parmi les plastiques les plus utilisés, et 

par conséquent ceux qui sont retrouvés dans la nature en grandes quantités2. Ils ont de plus des 

structures simples, ce qui permet de simplifier leurs générations et études lors des simulations. Dans 

le cadre de cette thèse toutes les microparticules de PP utilisées viennent d’un même lot, toutes les 

microparticules de PE utilisées viennent d’un même lot et tous les filtres en PP utilisés viennent d’un 

même lot, ceci afin de garantir des conditions similaires pour toutes nos expériences. 

Nous avons caractérisé les plastiques par microscopie et diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) 

pour déterminer leur morphologie, par spectroscopie ATR-FTIR pour établir leur structure chimique, 

par imagerie Raman pour observer leur homogénéité à l’échelle de particules individuelles et par XPS 

pour définir leur composition de surface. Une fois les plastiques caractérisés, nous avons établi un 

protocole de mise en contact avec les protéines. Ceci a été l’un des premiers défis de cette thèse, les 

microparticules de plastiques étant hydrophobes et les protéines hydrophiles, trouver une méthode 

pour provoquer le contact des plastiques avec les protéines pour une longue durée n’a pas été aisé. 

Pour la majorité de nos expériences la mise en contact a été réalisée sur roue tournant à faible vitesse 

afin de garder les solutions en mouvement de façon constante tout en limitant le stress mécanique 

appliqué aux protéines. Nous avons également testé différents paramètres expérimentaux à utiliser 

pour les mises en contact, en particulier les concentrations auxquelles nous devions travailler et la 

durée des mises en contact. 
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Une fois la mise en contact réalisée, nous avons étudié l’influence de la présence des microplastiques 

sur les protéines, mais aussi l’impact de notre protocole (par exemple, le fait de laisser des solutions 

de protéines en rotation à faible vitesse). Après avoir laissé des solutions sur roue, avec ou sans 

plastiques, nous avons donc effectué des mesures de DLS pour observer leur éventuelle agrégation, 

mesuré les isothermes d’adsorption des protéines sur les microparticules de plastique et estimé la 

stabilité des suspensions de microparticules. Pour l’hémoglobine et la BSA, nous avons également suivi 

l’évolution de la structure des protéines par dichroïsme circulaire. Enfin, nous avons mesuré l’affinité 

de l’hémoglobine pour le dioxygène par tonométrie. 

Différentes méthodes de mise en contact ont été testées. L’une de ces méthodes a consisté à réaliser 

un recouvrement par trempage (dip coating en anglais, terme que j’utiliserai par la suite) d’un filtre en 

PP dans une solution de protéines, mettant en jeu des interfaces différentes de celles impliquées lors 

des mises en contact sur roue. Ceci n’a eu que peu d’effet sur la solution, probablement à cause de la 

faible surface de contact avec le filtre, mais nous avons tout de même remarqué une réduction de 

l’hydrophobie des filtres après dip coating dans des solutions concentrées. 

 

1. Caractérisation des microplastiques 
 

Pour comprendre les interactions des protéines avec les plastiques microstructurés, il est important 

de connaître les caractéristiques des échantillons de plastique utilisés. Nous avons étudié les 

microparticules de polypropylène et de polyéthylène, ainsi que les filtres en polypropylène que nous 

avons utilisés au long de cette thèse, tous nos échantillons provenant des mêmes lots. Nous avons 

déterminé la taille des plastiques microstructurés, vérifié leur composition et homogénéité, puis nous 

avons étudié plus particulièrement leur composition de surface. Les mesures ont aussi été réalisées 

sur les filtres en polypropylène lorsque cela était possible. 

 

1.1. Morphologie  
 

Afin de caractériser la morphologie des plastiques que nous avons utilisé, nous les avons observés par 

microscopie et caractérisés par SAXS par Marion Schvartz. La première méthode nous a permis 

d’observer directement les plastiques pour obtenir des informations sur leur structure et leurs 

dimensions. Une fois ces informations connues, des expériences SAXS ont été réalisées pour 

déterminer en particulier la surface spécifique de ces plastiques. Cette donnée est cruciale pour 

analyser de façon quantitative les interactions entre protéines et microplastiques, puisqu’il s’agit 

d’interactions de surface. 

Les expériences de microscopie ont été réalisées sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL, et nous ont 

permis d’obtenir les images présentées Figure 3.1. 
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Figure 3.1 : Images en microscopie de microparticules de PP (à gauche) et de PE (à droite) 
prises sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. 

 

Sur ces images, nous pouvons remarquer que les particules de PP sont de plus grande taille que celles 

de PE, avec des dimensions de l’ordre de 10 µm pour le PP et 4 µm pour le PE, et que les deux 

échantillons sont polydisperses en termes de taille des particules. Ces observations ont été confirmées 

en étudiant différentes zones de nos échantillons. 

L’observation des filtres en PP en microscopie a été plus difficile. En particulier il ne nous a pas été 

possible d’obtenir des images avec une intensité uniforme, les bordures étant plus sombres et le centre 

plus lumineux. Une image du filtre est présentée Figure 3.2. 

 

 

Figure 3.2 : Image en microscopie d'un filtre en PP prise sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. 

 

Nous pouvons ici observer des fibres avec des diamètres de l’ordre du micromètre. Ces fibres semblent 

correspondre à la limite de résolution de l’appareil, il est donc possible que ce filtre ait des 

composantes plus petites mais qui ne peuvent être observées avec l’équipement utilisé. 

Il est important de connaître les surfaces spécifiques des plastiques utilisées, en particulier pour 

obtenir les isothermes d’adsorption des protéines. Nous avons déterminé ces surfaces spécifiques par 

mesures SAXS, lors desquelles nous avons obtenu les spectres représentés Figure 3.3. 
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Figure 3.3 : Spectres SAXS des microparticules de PE (en vert) et de PP (en violet), 
mesurés dans le vide à 2,5m du détecteur avec 3600 secondes d’accumulation. 

 

A partir de ces figures nous pouvons appliquer la loi de Porod3 d’après laquelle, dans le cas où l’inverse 

du vecteur d’onde q est assez grand par rapport aux grandeurs caractéristiques du système étudié, 

l’équation (eq. 1) est vérifiée. 

𝐼𝑑(𝑞) =  
2𝜋

𝑞4
× 𝐶2 × 𝑆 (𝑒𝑞. 1) 

Dans laquelle, C est le contraste du milieu dispersé par rapport au solvant et S est l’aire totale des 

interfaces séparant l’espèce étudiée et le milieu alentour dans la zone étudiée (ici, séparant les 

plastiques et l’air). En ayant représenté Figure 3.3 la valeur de I×q4 en fonction de q, I étant l’intensité 

de diffusion (en cm-1) et q étant le vecteur d’onde de diffusion (en cm-1), nous observons un plateau 

pour les valeurs de q inférieures à 0,05 Å-1. En notant le niveau de ce plateau lim(I×q4), nous pouvons 

déduire de l’équation 1 : 

𝜎𝑚 =  
lim(𝐼 × 𝑞4)

2𝜋 × 𝜌𝑚 × 𝐶2
  (𝑒𝑞. 2) 

Dans laquelle 𝜎𝑚 est la surface spécifique massique et 𝜌𝑚 est la densité massique (0,97 g/cm3 pour le 

PE et 0,90 g/cm3 pour le PP). En appliquant l’équation 2 avec C = 9,4 × 1010 cm-2 pour le PE et 

C = 8,72 × 1010 cm-2 (valeurs déterminées par le logiciel pySAXS, utilisant Xraylib pour déterminer les 

valeurs des contrastes à partir des formules chimiques et densités des matériaux) pour le PP, nous 

obtenons : 

- 2,5 m2/g pour PE 

- 1,1 m2/g pour PP 

Dans le cas du PP, nous observons également un pic de corrélation pour q = 0,08 A-1. D’après le modèle 

de Hosemann, ceci indiquerait que les particules comportent un système d’empilement de couches 

lamellaires séparées par des domaines amorphes4. Ce type d’organisation est connu et a déjà été 

observé dans certains matériaux plastiques5,6. 

De la même façon, nous avons obtenu le spectre d’un morceau de filtre en polypropylène, représenté 

Figure 3.4. 
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Figure 3.4 : Spectre SAXS des filtres en PP microstructurés, 
mesuré dans le vide à 2,5m du détecteur avec 3600 secondes d’accumulation. 

 

Pour le filtre nous observons un signal similaire à celui des microparticules de PP, avec en particulier 

une bosse pour des valeurs de q d’environ 0,06 A-1, suggérant à nouveau la présence d’objets d’une 

dimension de l’ordre de quelques nanomètres. La présence de tels objets ne peut pas être confirmée 

en utilisant l’image prise en microscopie, puisque la résolution de celle-ci serait insuffisante pour 

résoudre des objets de cette taille. Nous n’avons pas assez de points sur ce plateau pour calculer 

précisément les dimensions correspondantes, mais le plateau aux faibles valeurs de q permet de 

calculer la surface spécifique des filtres. 

La valeur calculée pour la surface spécifique des filtres en PP est de 0,7 m²/g.  

Cette valeur est inférieure à celles obtenues pour les microparticules de PP et de PE. Ceci était attendu, 

les microparticules ayant des surfaces spécifiques particulièrement importantes, comme expliqué dans 

le chapitre d’introduction. 

Afin de tirer des informations supplémentaires sur la morphologie des microparticules de PP et de PE, 

en particulier sur leur structure cristalline, des mesures par cristallographie aux rayons X (DRX) ont été 

réalisées en collaboration avec Guillaume Brotons. Les diffractogrammes obtenus sont présentés 

Figure 3.5 pour les microparticules de PE et Figure 3.6 pour les microparticules de PP. 

 

 

Figure 3.5 : A gauche, diffractogramme des microparticules de PE (en vert) et du substrat utilisé (en gris), 
à droite, diffractogramme des microparticules de PE après soustraction du signal du substrat. 

Les pics principaux sont attribués au plan et à la phase cristalline correspondante (M = monoclinique, O = orthorhombique). 
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Pour les microparticules de PE, nous observons un mélange de structure orthorhombique et de 

structure monoclinique7. Après avoir soustrait le signal du substrat nous n’observons pas de 

déformation indiquant la présence de phases amorphes, les microparticules de PE sont donc 

complètement structurées. 

 

 

Figure 3.6 : A gauche, diffractogramme des microparticules de PP (en violet) et du substrat utilisé (en gris), 
à droite, diffractogramme des microparticules de PP après soustraction du signal du substrat. 

Les pics principaux sont attribués au plan et à la phase cristalline correspondante (M = monoclinique). 

 

Dans le cas des microparticules de PP, la phase cristalline observée correspond purement à une 

structure monoclinique8. Nous notons de plus que cette structure correspond généralement à du PP 

isotactique9 (Cette information est importante pour générer des systèmes cohérents lors de 

simulations, et sera présentée plus en détails dans l’introduction du chapitre 5). Comme pour les 

microparticules de PE, le diffractogramme des microparticules de PP après soustraction du signal du 

substrat ne met pas en évidence la présence de PP amorphe. Les microparticules de PP sont donc 

entièrement structurées. 

 

1.2. Structure chimique 
 

Comme présentées dans le chapitre d’introduction, les structures chimiques du PP et du PE sont 

relativement simples, le PE étant uniquement constitué d’une chaîne carbonée saturée en hydrogène, 

et le PP étant constitué d’une chaîne carbonée dont la moitié des atomes de carbone comportent un 

groupement méthyle. La présence de ces groupements cause des changements importants sur 

certains spectres, rendant ces plastiques facilement distinguables par spectroscopie. Leurs spectres 

sont de plus très étudiés puisque le PE et le PP sont à la fois parmi les polymères les plus simples et les 

plus utilisés en industrie, le PE correspondant à 36% de la production de plastique et le PP à 21% de 

cette production10. 

Afin de vérifier la pureté des plastiques microstructurés, nous avons mesuré leurs spectres ATR-FTIR. 

Le spectre obtenu pour PE est conforme à ceux de la littérature11,12, comme nous pouvons le voir  

Figure 3.7. 
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Figure 3.7 : Spectre ATR-FTIR du polyéthylène 
à gauche, adapté de Analytical characterization of polymers used in conservation and restoration by ATR-FTIR 

spectroscopy12 et à droite, celui que nous avons obtenu expérimentalement.  
Le bruit entre 2000 cm-1 et 2500 cm-1 correspond au signal du CO2. 

 

Le spectre du PE comporte peu de pics, ce qui était attendu puisque sa structure est simple, et chaque 

pic du spectre a été attribué. Les attributions des pics sont listées dans le Tableau 3.1. 

Nombre d’onde (cm-1) Attribution 

717-137 ρ déformation 

1463-1472 δ déformation 

2848 νs –CH2– 

2914 νs –CH2– 

Tableau 3.1 : Attribution du spectre ATR-FTIR du polyéthylène. 

Puisque tous les pics correspondent au spectre du PE, aucun additif n’est présent en concentration 

mesurable par IR. Cette première observation indique que les microparticules de PE sont pures ou que 

les éventuels additifs ne sont pas détectables par ATR-FTIR. 

Dans le cas des microparticules de PP, nous obtenons également un spectre en accord avec ce que 

nous pouvons trouver dans la littérature13 (Figure 3.8). 

 

 

Figure 3.8 : Spectre ATR-FTIR du polypropylène 
à gauche, celui représenté dans Comparison between XPS‐ and FTIR‐analysis of Plasma‐treated Polypropylene13 

et à droite, celui que nous avons obtenu expérimentalement. 
Le bruit entre 2000 cm-1 et 2500 cm-1 correspond au signal du CO2. 
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Bien que la structure du polypropylène semble peu différente de celle du polyéthylène son spectre 

ATR-FTIR comporte un nombre de pics beaucoup plus important, la présence de groupements méthyle 

suffisant à augmenter considérablement sa complexité. Malgré cela, les formes cis et trans du 

polypropylène ne semblent pas présenter de différences spectroscopiques et contribuent aux même 

pics, listés Tableau 3.2. 

Nombre d’onde Attribution 

841 ν C-CH3 

973 ρ –CH3 

997 ρ –CH3 

1167 ρ –CH3 

1376 δs –CH3 

1456 δs –CH2– 

2838 νs –CH2– 

2917 νa –CH2– 

2950 νa –CH3 

Tableau 3.2 : Attribution des pics du spectre ATR-FTIR du polyéthylène. 

Comparé aux spectres de la littérature, nous observons une montée du signal aux faibles nombre 

d’onde, mais ceci peut être causé par des raisons matérielles (mesures limitées par les spécificités du 

spectromètre IR, soustraction de la ligne de base). De plus nous avons un signal autour de 1650 cm-1 

que nous n’observons pas dans le spectre de référence et n’est donc pas attribué. Plusieurs hypothèses 

peuvent expliquer cette observation : i) Un état de cristallisation différent ; ii) La présence d’un additif ; 

iii) Une modification chimique, du type oxydation. En mesurant les aires des différents pics, nous 

voyons que l’intensité du signal à 1650 cm-1 correspond à 0,9% de celle du pic à 1456 cm-1, il est donc 

possible qu’il s’agisse de bruit mais les autres hypothèses sont à considérer. Nous reviendrons sur ces 

hypothèses dans la discussion de l’imagerie Raman et des mesures XPS. 

En effectuant des mesures sur les filtres en polypropylène utilisés, nous avons obtenu un spectre 

identique à celui des microparticules (voir en Annexe, Figure A.1). 

 

1.3. Homogénéité 
 

L’imagerie Raman est un technique consistant à mesurer le spectre Raman en chaque point d’une 

image à l’aide d’un microscope confocal, puis de chercher les composantes communes aux différents 

spectres. Une fois ces composantes déterminées nous obtenons une image par composante (une 

cartographie chimique), dont l’intensité en chaque point dépend du coefficient attribué à la 

composante associée pour ajuster le spectre. Cette technique permet donc d’analyser les spectres 

Raman de différentes espèces présentes dans un échantillon mais aussi d’observer son homogénéité. 

Des mesures d’imagerie Raman ont été réalisées sur les plastiques utilisés en collaboration avec 

Stéphanie Devineau. 

Lorsque nous avons réalisé des mesures d’imagerie Raman sur des morceaux de filtres en 

polypropylène après mise en contact avec les solutions de protéines, les parties sèches du filtre ont 
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été brulées par le laser. Nous n’avons donc pu mesurer le spectre que du filtre humide, pour lequel 

nous n’avons pas pu séparer la composante du filtre et celle de l’eau. Les composantes du filtre ne 

seront donc pas présentées dans cette partie. 

La spectroscopie Raman permet de vérifier la composition des microparticules de plastique. L’imagerie 

Raman complète ces mesures en nous permettant de déterminer si les microparticules de plastique 

sont constituées d’une seule phase ou de plusieurs phases ayant des composantes différentes à 

l’échelle d’une particule individuelle, avec une résolution spatiale de l’ordre de 1 µm. Dans le cas des 

microparticules de PP et de PE ces composantes peuvent permettre de différencier des domaines 

cristallins, certains pics de leurs spectres étant spécifiques aux phases cristallines ou aux phases 

amorphes. 

Le spectre Raman des microparticules de polyéthylène (Figure 3.9) est relativement simple, 

comprenant 8 pics entre 1000 cm-1 et 1500 cm-1 et 3 pics entre 2600 cm-1 et 3000 cm-1, ce qui 

correspond à ce que nous pouvons trouver dans la littérature14,15. L’imagerie Raman nous permet 

d’observer la présence de 3 composantes différentes, comme représentées Figure 3.9.  

 

 

Figure 3.9 : A gauche, spectres Raman des trois composantes observées 
lors des expériences d’imagerie sur les microparticules de PE. 

A droite, résultat des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PE, 
chaque composante est représentée de la même couleur dans l’image et dans le spectre. 

 

Nous observons que les différences entre ces composantes se limitent aux intensités relatives des pics 

(les spectres présentés ici étant normalisés à 1294 cm-1 et à 2882 cm-1). Ceci semble indiquer qu’elles 

représentent la même espèce, ici le polyéthylène, avec des taux de cristallinité différents. Ceci se 

confirme en vérifiant l’attribution des pics, représentée Tableau 3.3. 

Les pics à 1440 cm-1 et 1464 cm-1 sont souvent attribués au PE amorphe14, ce qui serait en contradiction 

avec nos résultats de mesures de DRX, mais les spectres Raman des différentes phases cristallines sont 

proches et difficile à différencier. En particulier ces pics peuvent correspondre à du PE monoclinique15, 

en accord avec nos résultats de DRX, il s’agit donc de la structure observée pour nos échantillons. Nous 

en déduisons que la phase PE1 correspond à la phase dont la structure est la plus proche du système 

monoclinique et la phase PE3 à celle dont la structure est la plus proche du système orthorhombique. 

Le PE reste la seule espèce détectée, mais la présence de différentes composantes nous indique que 

les microparticules ont des structures hétérogènes. Nous n’avons pas remarqué de tendances 

particulières concernant la position des différents systèmes cristallins. 
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Nombre d’onde (cm-1) Attribution 

1062 νa C-C 

1129 νs C-C 

1170 ν C-C 

1294 τ CH2 

1367 δ CHD 

1416 δ CH2 + ω CH2 (orthorhombique) 

1440 δ CH2 (amorphe ou monoclinique) 

1464 δ CH2 (amorphe ou monoclinique) 

2721 ν CHD 

2849 νs CH2 

2882 νa CH2 

Tableau 3.3 : Attribution des pics du spectre Raman des microparticules de PE. 

Lors des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PP, nous avons observé une seule 

composante (Figure 3.10), identique pour tous les échantillons étudiés et cohérente avec les spectres 

tirés de la littérature16–18. 

 

 

Figure 3.10 : A gauche, spectre Raman observé lors des expériences d’imagerie sur les microparticules de PP.  
A droite, résultat des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PP. 

 

Comme en spectroscopie ATR-FTIR, le spectre Raman du PP est significativement plus complexe que 

celui du PE malgré la similarité de leurs structures. Nous avons attribué un maximum des pics du 

spectre du polypropylène, bien que certains n’aient pas été trouvés dans la littérature et ne sont donc 

pas inclus ici, et avons regroupé ces résultats Tableau 3.4. 

Les pics à 809 cm-1 et 839 cm-1 correspondent respectivement à une phase cristalline et à une phase 

amorphe16. Le fait que nous n’ayons qu’une composante en imagerie Raman indique donc que les 

microparticules de PP sont homogènes, c’est-à-dire sans domaine complètement amorphe ou cristallin 

à l’échelle des zones dont les spectres sont mesurés. Ceci correspond à la dimension du faisceau, de 

l’ordre de 100 nm pour nos mesures. Cette homogénéité du PP lève la première hypothèse 

mentionnée lors de l’analyse de spectre ATR-FTIR des microparticules de plastique paragraphe 1.2, 

nous n’avons pas d’états de cristallisation différents. 
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Nombre d’onde (cm-1) Attribution 

399 Expansion chaîne carbonée 

809 ν C-C (phase cristalline) 

839 ν C-C (phase amorphe) 

973 ρ CH3 

1154 ρ CH3 

1220 ν C-C chaîne carbonée 

1331 δ CH / τ CH2 

1460 δa CH3 

2839 νs CH2 

2885 νs CH2 

2955 νs CH3 

Tableau 3.4 : Attribution des pics du spectre Raman des microparticules de PP. 

De plus, puisque nous n’avons pas observé de signal correspondant au PP amorphe lors des mesures 

de DRX, nous pouvons en déduire qu’elle ne constitue qu’une faible proportion du plastique. 

 

1.4. Surface 
 

Puisque les interactions des protéines avec les microplastiques se font à la surface de ces derniers, 

nous avons réalisé des mesures par XPS pour les microparticules de PP et de PE, qui permet d’analyser 

les premiers nanomètres de la surface.  

Sur le spectre du PE (Figure 3.11) nous observons deux pics, un très intense à 285 eV, qui correspond 

au carbone, et un pic peu visible à 533 eV, qui correspond à l’oxygène. 

 

 

Figure 3.11 : Spectre XPS des microparticules de PE et orbitales correspondantes. 

 

Pour mieux analyser ces pics nous avons réalisé un spectre haute résolution centré sur chacun d’entre 

eux, représentés Figure 3.12 pour le pic du carbone et Figure 3.13 pour le pic de l’oxygène. 
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Figure 3.12 : Spectre haute résolution du pic du carbone sur les microparticules de PE avec ligne de base corrigée. 

 

Le spectre du pic du carbone est composé d’un unique pic centré à 285,0 eV, ce qui correspond à ce 

qui est attendu pour les carbone de la chaîne carbonée19. Nous n’observons donc pas d’additifs 

carbonés en surface du PE en quantité détectable par XPS. 

 

 

Figure 3.13 : Spectre haute résolution du pic de l’oxygène sur les microparticules de PE (en vert) 
avec ligne de base corrigée et composantes utilisées pour l’ajustement (en bleu et en rouge). 

 

Cette image mieux résolue permet de remarquer que le signal de l’oxygène est ici constitué de 

2 composantes, la première à 534 eV pouvant correspondre à des groupements ester/carboxylate et 

la seconde à 532 eV pouvant correspondre à des groupements carbonyle19. L’observation de l’oxygène 

par XPS montre qu’il  se trouve à la surface du PE, ce qui résulte probablement d’un début d’oxydation 

du microplastique. La quantité d’oxygène est relativement faible, représentant 0,9% du signal, ce qui 

indique que les groupements correspondants sont peu nombreux. 

Le spectre des microparticules de PP, représenté Figure 3.14, présente un unique pic intense à 285 eV, 

qui correspond à nouveau au carbone. Aucun signal n’est observé autour de 530 eV, ce qui indique 

qu’il n’y a pas d’oxygène en surface du polypropylène, et donc que ce microplastique n’est pas oxydé. 
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Figure 3.14 : Spectre XPS des microparticules de PP et orbitale correspondante. 

 

Afin d’analyser le pic du carbone nous avons réalisé un spectre haute résolution centré sur sa position, 

qui est représenté Figure 3.15. 

 

 

Figure 3.15 : Spectre haute résolution du pic du carbone des microparticules de PP avec ligne de base corrigée. 

 

Comme dans le cas du PE nous n’observons qu’une seule composante pour le carbone, centrée à 

284,8 eV, correspondant au signal attendu pour la chaîne carbonée et les groupements méthyle19. Ces 

mesures ne mettent donc pas en évidence la présence d’additif en surface du PP. Cette absence 

d’additifs ainsi que d’oxygène sur le PP lève la seconde et la troisième hypothèse mentionnée lors de 

l’analyse de spectre ATR-FTIR des microparticules de plastique paragraphe 1.2, nous n’avons ni 

présence d’additif ni modification chimique du plastique. Le pic observé à 1650 cm-1 correspond donc 

probablement à du bruit. 

De la même façon nous avons mesuré le spectre d’un filtre en PP, ainsi qu’un spectre haute résolution 

centré sur le pic du carbone, qui sont représentés Figure 3.16. Ce spectre a la même allure que celui 

mesuré pour les microparticules de PP. En particulier, le pic du carbone est centré à 285,0 nm et nous 

n’observons pas de pic correspondant à l’oxygène ou d’autres éléments. Comme pour les 

microparticules de PP, ce spectre ne met pas en évidence la présence d’additif en surface du filtre 

en PP. 

 

95



 

 

Figure 3.16 : Spectre XPS d’un filtre en PP et orbitale correspondante (à gauche), 
et spectre haute résolution du pic du carbone d’un filtre en PP avec ligne de base corrigée (à droite). 

 

En conclusion, nous n’observons pas d’additif en surface pour le PP, qu’il s’agisse des microparticules 

ou des filtres. Pour le PE nous observons de l’oxygène en faible quantité, qui résulte probablement 

d’un début d’oxydation. 

 

2. Mise en contact 
 

Une fois les plastiques microstructurés caractérisés, la première étape de l’analyse de leurs 

interactions avec les protéines a été la mise en place d’un protocole pour leur mise en contact. 

Les microplastiques étant hydrophobes, leur mise en contact avec les protéines est plus difficile que 

celle de microparticules plus couramment étudiées comme celles de silice. Lorsque nous avons 

commencé nos études, aucun protocole n’avait à notre connaissance été publié pour décrire une 

méthodologie à suivre. Il s’agissait donc d’un véritable verrou pour notre travail, et nous avons mis en 

place notre propre protocole pour permettre le passage des microplastiques en solution sans abimer 

les protéines. 

 

2.1. Méthode de mise en contact 
 

Les microplastiques hydrophobes ne peuvent habituellement pas passer dans une solution aqueuse, 

et resteront en surface ou précipiteront en fonction de leur densité. Il est toutefois possible d’obtenir 

une suspension de microplastiques en solution aqueuse en présence de protéines, puisque la corona 

que ces dernières forment à la surface du microplastique est hydrophile (voir le chapitre 

d’introduction). Ces suspensions permettent aux microplastiques d’interagir avec les protéines mais 

sont instables, il est donc nécessaire de maintenir la solution en mouvement de façon continue au long 

de la mise en contact. Pour cela nous avons décidé de mettre nos échantillons sur des roues tournant 

lentement, ce qui permet un passage en solution efficace des microplastiques tout en gardant les 

mouvements suffisamment lents pour ne pas dénaturer les protéines par stress mécanique. Le 

montage utilisé a été pris en photo Figure 3.17. 
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Figure 3.17 : Tubes contenant des solutions de protéines en contact avec des microplastiques, sur roue. 

 

Avant le début de cette thèse, des expériences avaient été réalisées par Korydwen Fruit dans le cadre 

de son master (Université Paris Saclay, 2019, Suivi des microplastiques en interaction avec des 

protéines) afin de déterminer les paramètres importants pour le contact, comme la durée et la vitesse 

de rotation. Ses expériences étaient les premières dans ce domaine. 

Un protocole établi pendant ce stage a consisté à séparer les microparticules de plastiques de la 

solution après mise en contact afin de permettre des mesures spectroscopiques sans diffusion causée 

par la présence des microparticules. Ce protocole a ensuite été adapté en réalisant une succession de 

centrifugations afin d’extraire un maximum de microparticules par aspiration sous vide. Le procédé est 

représenté Figure 3.18. 

 

 

Figure 3.18 : Représentation schématique des étapes de la mise en contact des protéines (en rouge) 
avec les microparticules de plastique (en bleu) suivie de la récupération du sous-nageant. 

 

Comme expliqué dans le chapitre d’introduction, la corona est composée de deux parties, une hard 

corona constituée des couches de protéines les plus proches de la microparticule et fortement liée à 

cette dernière, et une soft corona moins fortement liée (voir le chapitre Introduction). Il est important 

de noter que la soft corona est séparée des microplastiques pendant la centrifugation20, ces 

expériences portent donc sur la hard corona (voir introduction). 

Nous avons également remarqué que la séparation des microplastiques peut avoir lieu en laissant 

crémer la suspension pour obtenir un sous-nageant et un surnageant, comme représentées Figure 

3.19. La cinétique de ce crémage dépend du système, mais pour certaines des protéines que nous 

avons utilisées la suspension restait homogène pendant plusieurs heures, nous avons donc préféré 
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continuer à utiliser la centrifugation pour pouvoir procéder à nos mesures rapidement après les mises 

en contact. 

 

 

Figure 3.19 : Au-dessus, photographies d’une suspension de microparticules de PE dans de l’hémoglobine 
avant et après 30 minutes de crémage (température ambiante). 

En dessous, représentation schématique des différentes phases avant et après crémage. 

 

Comme nous pouvons le voir, la suspension homogène, le sous-nageant et le surnageant 

correspondent à trois systèmes différents. La suspension homogène correspond à la solution pouvant 

contenir des protéines libres et des microparticules ainsi que les protéines adsorbées sur ces dernières. 

Le sous-nageant contient uniquement les protéines n’ayant pas été adsorbées ou ayant été adsorbées 

de façon réversible avant de retourner en solution. Le surnageant contient les microplastiques ainsi 

que les protéines adsorbées sur ces derniers. Il est aussi important de noter que les protéines du sous-

nageant peuvent avoir interagi avec la corona, ou même en avoir fait partie, avant de retourner en 

solution, potentiellement modifiées ou déstructurées21. 

Une expérience typique du stage de Korydwen Fruit a consisté à préparer des échantillons de 2 mL 

d’une solution d’hémoglobine à 160 mg/L en présence de PE dans des tubes Eppendorf Low Binding 

de 5mL et de les laisser sur une roue tournant à 3 tours/minute dans une chambre froide à 4°C. A 

différents intervalles des tubes sont retirés de la roue, les plastiques sont séparés de la solution par 

centrifugation puis extraits par aspiration, puis la concentration en protéine de la solution est 

déterminée par spectroscopie UV-visible. Des mesures ont également été réalisées sur des solutions 

témoins sans PE, et les résultats ont été rassemblés Figure 3.20. 

 

 

Figure 3.20 : Cinétique de perte d'hémoglobine au contact des microparticules de PE, 
pour une concentration initiale en Hb de 160 mg/L et une concentration initiale en plastique de 20 g/L (en orange) 

et pour une concentration initiale en Hb de 160 mg/L sans plastique (en bleu). 
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Nous voyons ici une diminution de la concentration en hémoglobine, une part étant adsorbée sur les 

parois du tube et une autre part étant adsorbée par les microplastiques. Sur les premières heures, la 

concentration du témoin est proche de celle de la solution en contact avec les microplastiques, 

indiquant que l’adsorption sur les microparticules n’a pas lieu immédiatement. La concentration dans 

le tube témoin atteint alors un plateau tandis que la concentration dans le tube contenant du PE 

continue de diminuer pour devenir nulle après environ 96 heures de mise en contact. Ces mesures 

nous indiquent qu’une partie des protéines est perdue rapidement, y compris si nous n’avons pas de 

plastique en solution, indiquant que ceux-ci sont probablement adsorbés sur la surface du tube. 

La concentration de protéine en solution reste alors constante pendant plusieurs heures avant de 

diminuer uniquement en présence de microparticules de plastiques. Nous en déduisons que la perte 

de protéine due aux microparticules ne commence qu’après environ 48 heures de mise en contact, 

certainement parce que le passage des microplastiques en solution requiert une durée importante 

pour avoir lieu. 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons utilisé des tubes en polypropylène Fischerbrand de 15 mL 

dans lesquels nous avons réalisé des mises en contact sur des échantillons de 5 mL de solution. La plus 

grande taille de ces tubes devrait favoriser le mouvement de la solution, permettant ainsi à la mise en 

contact de commencer plus rapidement et d’être plus uniforme. Nous avons donc à nouveau dû tester 

différentes concentrations en protéines et microplastiques, et différentes durées de mise en contact, 

afin d’ajuster nos paramètres à ces nouveaux tubes. 

Un verrou expérimental a consisté à déterminer des concentrations en protéines et en microparticules 

de plastique adaptées afin d’observer des pertes mesurables en protéines sans arriver à des 

concentrations nulles, l’idée étant de comparer des pertes entre des solutions de protéines de 

concentrations initiales proches. Ainsi, nous chercherons à tracer les isothermes d’adsorption des 

protéines sur les microplastiques (voir paragraphe 3 de ce chapitre). 

En utilisant une concentration initiale en BSA de 1,5 g/L et en mesurant la concentration en protéine 

du sous-nageant après 72 heures de mise en contact avec des microparticules de PE à différentes 

concentrations, nous obtenons les points représentés Figure 3.21. 

 

 

Figure 3.21 :  Concentration finale en BSA après 72 h de mise en contact 
avec des microparticules de PP (en violet) et de PE (en vert) 

pour une concentration initiale en protéine de 1,5 g/L et différentes concentrations en microparticules. 
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Les pertes de protéines sont négligeables, même pour une concentration en microplastique de 15 g/L, 

ce qui indique que la concentration en protéine est trop élevée. Nous avons donc répété l’expérience 

avec les même concentrations en microparticules de PE pour une concentration initiale en protéine de 

150 mg/L et obtenu les résultats représentés Figure 3.22. 

 

 

Figure 3.22 : Concentration finale en BSA après 72 h de mise en contact 
avec des microparticules de PP (en violet) et de PE (en vert) 

pour une concentration initiale en protéine de 150 mg/L et différentes concentrations en PE. 

 

Nous observons des diminutions notables de la concentration en BSA pour des concentrations en 

microparticules de PE allant de 6 g/L à 15 g/L, ce qui signifie que les ordres de grandeur des 

concentrations utilisées ici sont adaptés. Les concentrations mesurées après ces mises en contact 

restant supérieures à la moitié de la concentration initiale, travailler à plus faibles concentrations 

devrait permettre à une plus grande proportion des protéines présentes d’interagir avec les plastiques. 

Pour la plupart de nos expériences, nous utiliserons des concentrations en microparticules de plastique 

10 g/L et des concentrations en protéine allant de 5 mg/L à 100 mg/L. 

Nous avons ensuite vérifié qu’une mise en contact de 72 heures permet d’arriver à un équilibre. Pour 

cela nous avons utilisé de la BSA à 25 mg/L dans laquelle nous avons introduit 0 g/L, 5 g/L ou 10 g/L de 

microplastiques. Nous avons mesuré les concentrations des solutions après 24 heures, 48 heures et 

72 heures de mise en contact et avons représenté les résultats Figure 3.23. 

 

 

Figure 3.23 : Concentrations finales en BSA après 24 h, 48 h et 72 h de mise en contact avec des microparticules de PP 
pour une concentration initiale en protéine de 25 mg/L et différentes concentrations initiales en plastique. 

 

Nous observons qu’à cette concentration en protéine, le système semble avoir atteint un équilibre 

après 48 heures de mise en contact pour 5 g/L de microplastiques, et après 24 heures de contact pour 
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10 g/L de microplastiques. Afin de vérifier que les ordres de grandeur restent comparables pour les 

autres protéines nous avons réalisé la même expérience avec de l’hémoglobine à une concentration 

initiale de 50 mg/L et représenté les résultats Figure 3.24. 

 

 

Figure 3.24 : Concentrations finales en Hb après 24 h, 48 h et 72 h de mise en contact avec des microparticules de PP 
pour une concentration initiale en protéine de 50 mg/L et différentes concentrations initiales en plastique. 

 

Nous voyons ici une différence de concentration mesurable entre 24 heures, 48 heures et 72 heures 

de mise en contact quelle que soit la concentration en microplastiques. Cette évolution de la 

concentration semble toutefois se faire à une vitesse constante et identique que nous ayons 5 g/L ou 

10 g/L de microplastiques, et peut donc s’expliquer par une dénaturation ou agrégation de 

l’hémoglobine causée par le mouvement des tubes sur la roue. D’après ces résultats, des mises en 

contact de 72 heures permettront d’atteindre l’équilibre d’adsorption des protéines sur les 

microplastiques. 

Pour résumer, en nous basant sur ces essais ainsi que sur les premiers résultats obtenus en utilisant 

ces paramètres, nous avons déterminé qu’il est approprié dans le cas de la BSA de travailler à une 

concentration constante en microparticules de plastique de 10 g/L, et à des concentrations en protéine 

allant de quelques milligrammes par litres à quelques centaines, pour des mises en contact de 

72 heures. Ces mêmes paramètres ont été testés pour l’hémoglobine et l’α-synucléine, en particulier 

lors de la mesure des isothermes d’adsorption présentées paragraphe 3 de ce chapitre, confirmant 

que ces conditions sont apropriées pour les trois protéines que nous étudions. 

 

2.2. Fragilisation des protéines sur roue 
 

La fragilisation des protéines correspond à la déstabilisation de leur structure qui peut être causée par 

plusieurs facteurs. La présence des microparticules de plastique est au centre de nos expériences mais 

le stress mécanique causé par le mouvement de la roue, la présence de l’interface air/eau, les 

interactions possibles avec la surface du tube et la durée de la mise en contact sont autant de facteurs 

supplémentaires qui peuvent contribuer à cette fragilisation. La combinaison de tous ces facteurs peut 

aboutir à l’agrégation ou la dénaturation des protéines, comme représenté Figure 3.25, ce qui a déjà 

été observé au laboratoire. 
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Figure 3.25 : Représentation schématique des facteurs de fragilisation des protéines dans un tube. 
Les flèches simples (→) indiquent les forces de pression sur les protéines 

et les doubles flèches (↔) indiquent les échanges de protéines entre les interfaces et la solution. 

 

Les pertes de protéines en solution lors des mises en contact ne sont pas uniquement causées par les 

microplastiques, puisqu’une partie des protéines peut être adsorbée par la surface du tube dans lequel 

se trouve la solution. Afin d’estimer cette perte nous avons, pour chaque protéine étudiée, laissé 10 mL 

de solution à 50 mg/L dans un tube Fischerbrand en polypropylène pendant 24 heures à 4°C, soit en 

laissant le tube statique soit en le mettant sur une roue à 3 tours/minute, puis nous avons mesuré les 

concentrations après mise en contact pour déterminer le pourcentage de protéines perdues. Afin 

d’estimer l’effet de la nature du tube, nous avons également réalisé ces mesures pour des tubes en 

Teflon de 44 mL contenant 26,2 mL de solution, pour des tubes en verre de 8 mL contenant 5,5 mL de 

solution et pour des tube Eppendorf ‘Protein Low Binding’ de 5 mL contenant 3,8 mL de solution, les 

volumes de solution ayant été choisis pour que, dans chaque cas, la solution remplisse environ 2/3 du 

tube. Les résultats ainsi obtenus sont rassemblés Tableau 3.5. 

 

 BSA Hémoglobine α-synucléine 

Tube Statique 3 tours/minute Statique 3 tours/minute Statique 3 tours/minute 

Polypropylène 2,5 ± 0,2 % 3,3 ± 1,3 % 0 ± 2,5% 6,6 ± 0,8 % 0 ± 0,7 % 12,5 ± 1,5 % 

Teflon 0,8 ± 0,7 % 0,9 ± 1,4 % 0 ± 1,1 % 0,7 ± 0,3 % 1,2 ± 1,0 ± 11,3 ± 1,4 % 

Verre 6,3 ± 1,1 % 16,9 ± 7,1 % 0 ± 2,2 % 4,1 ± 0,8 % 0,5 ± 0,7 % 21,0 ± 2,1 % 

Low binding 2,3 ± 1,0 % 1,1 ± 1,2 % 0 ± 1,1 % 0 ± 0,3 % 0 ± 0,6 % 12,1 ± 0,8 % 

Tableau 3.5 : Pourcentages des pertes de protéines après 24 h à 4°C dans différents tubes 
en position statique ou en mouvement sur roue à 3 tours/minute 

pour des concentrations initiales en protéine de 50 mg/L. 

 

Lorsque le tube reste statique la quantité de protéine perdue est généralement négligeable, à 

l’exception de la BSA pour laquelle nous observons plus de 5% de pertes dans les tubes en verre. Ceci 

est cohérent avec les propriétés connues de la BSA, qui est régulièrement utilisée pour recouvrir la 

paroi (coating) de tubes22. Lorsque le tube est laissé sur roue nous observons des pertes significatives, 

qu’il sera donc important de prendre en compte lors des mises en contact avec les microplastiques. 

Pour cela, nous préparerons pour chaque expérience des témoins aux mêmes concentrations en 

protéines que les échantillons étudiés mais ne contenant pas de microplastiques. Le calcul des 

quantités de protéines sur les plastiques se feront alors par rapport aux concentrations des témoins 
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après passage sur roue, et non pas par rapport aux concentrations des échantillons avant passage sur 

roue. 

Afin de déterminer si le passage des solutions sur roue suffit également à causer une agrégation des 

protéines sans présence de microparticules de plastiques nous avons eu recours à la DLS, une méthode 

permettant d’estimer la taille d’objets en solution, afin d’observer l’agrégation éventuelle des 

protéines. Chaque corrélogramme présenté a été obtenu en moyennant 3 mesures et les solutions ont 

été filtrées avec un seuil de coupure de 1,2 µm avant les mesures. 

Pour la BSA nous avons pris deux échantillons à 50 mg/L, l’un ayant été laissé pendant 72 heures 

statique à 4°C, et l’autre ayant été laissé sur roue tournant à 3 tours/minute pendant 72 heures, 

donnant les corrélogrammes présentés Figure 3.26. 

 

 

Figure 3.26 : Corrélogrammes des solutions filtrées de BSA initialement à 50 mg/L, après 72 h, 
en position statique (bleu clair) et en mouvement sur roue à 3 tours/minute (bleu foncé). 

 

Les corrélogrammes obtenus sont relativement peu bruités, et nous observons que le passage sur roue 

cause une différence notable du signal. En particulier le palier aux temps longs du signal de la BSA 

après passage sur roue a un coefficient de corrélation plus élevé que celui de la BSA restée statique, 

ce qui indique la présence d’objet de plus grande taille en solution, et donc une probable agrégation 

de la protéine. Le mouvement de la roue suffit donc à causer l’agrégation de la BSA. 

Les mêmes expériences ont été réalisées avec de l’α-synucléine à 50 mg/L, nous donnant les 

corrélogrammes représentés Figure 3.27. 

 

Figure 3.27 : Corrélogrammes des solutions filtrées d'α-synucléine initialement à 50 mg/L, après 72 h, 
en position statique (en vert clair) et en mouvement sur roue à 3 tours/minute (en vert foncé). 
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Pour l’α-synucléine nous avons obtenu des corrélogrammes bruités, ayant de faibles coefficients de 

corrélation et ne présentant aucun plateau. Ceci peut indiquer que notre échantillon est très 

polydisperse ou, plus probablement, que l’α-synucléine est trop petite pour être observable en DLS à 

cette concentration23. 

Pour l’hémoglobine, à cause des problèmes de confinement et d’approvisionnement (hémoglobine 

fraiche, filtres), les mesures ont été effectuées sur des solutions de methémoglobine commerciale, en 

utilisant des filtres avec un seuil de coupure à 0,8 µm et non 1,2 µm comme pour les autres protéines. 

Nous n’avons pas eu l’occasion de reprendre ces mesures avec de l’hémoglobine oxygénée et un seuil 

de coupure de 1,2 µm avant la rédaction de ce manuscrit. 

Les corrélogrammes obtenus sur les solutions à 50 mg/L n’étaient pas exploitables à cause d’une trop 

faible intensité du signal. Nous avons donc augmenté la concentration de la protéine, et répété les 

mesures sur des solutions d’hémoglobine à 250 mg/L. Pour chacune de ces concentrations nous avons 

observé que, après 72 heures sur roue puis centrifugation, des agrégats d’hémoglobine forment un 

culot macroscopique. La formation de ce culot est observée qu’il s’agisse de solutions de 

methémoglobine seule ou contenant des microparticules de plastique (résultats étudiés partie 6.1. de 

ce chapitre), mais n’est pas observée pour une solution d’hémoglobine étant restée statique pendant 

72 heures, comme nous pouvons le voir Figure 3.28. Une forte quantité d’hémoglobine est agrégée, 

nous avons calculé par mesures de spectres visibles une diminution de la concentration de 

methémoglobine en solution de 50% entre l’échantillon sans passage sur roue et celui laissé sur roue 

pendant 72 heures à 3 tours/minute. 

 

 

Figure 3.28 : Photographie des tubes de methémoglobine après centrifugation 10 minutes à 3000 g. 
Avant centrifugation le tube de gauche a été maintenu statique pendant 72 h, 

le tube témoin a été laissé 72 h sur roue à 3 tours/min sans plastiques 
et les tubes de droite ont été laissés 72 h sur roue à 3 tours/min avec 10 g/L de microparticules de PP et de PE. 

 

Ce comportement a également été observé pour les échantillons à 50 mg/L en methémoglobine mais 

n’a été observé pour aucun échantillon d’hémoglobine oxygénée utilisée pour d’autres expériences, 

avec des concentrations allant de 5 mg/L à 1 g/L. Ceci signifie que, en termes d’agrégation, les solutions 

de methémoglobine n’ont pas le même comportement que les solutions d’hémoglobine oxygénée. 

Nous avons tout de même mesuré les corrélogrammes de ces solutions en DLS, et les avons 

représentés Figure 3.29. 
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Figure 3.29 : Corrélogrammes des solutions d’hémoglobine après 72 h, 
en position statique (en rouge) et après sur roue à 3 tours/minute (en bleu) 
pour des solutions à 250 mg/L non-filtrées (à gauche) et filtrées (à droite). 

L’astérisque indique le début de la diminution du coefficient pour la solution d’hémoglobine maintenue statique. 

 

Sur l’ensemble des corrélogrammes nous observons un signal moins intense pour la solution passée 

sur roue que pour celle maintenue statique, ce qui s’explique par la plus faible concentration de la 

seconde solution causée par l’agrégation d’hémoglobine à l’échelle macroscopique. Nous observons 

aussi que, pour les solutions non filtrées, le coefficient de corrélation commence à diminuer à un temps 

plus long pour la solution gardée statique que pour celle passée sur roue. Cette différence n’est plus 

observée après filtration, ce qui indique qu’elle est causée par la présence d’agrégats dans la solution 

maintenue statique mais pas dans celle passée sur roue, et que ces agrégats ont un diamètre supérieur 

à 0,8 µm. 

La présence d’agrégats dans la solution de methémoglobine avant agitation peut expliquer sa 

différence de comportement avec les solutions d’hémoglobine oxygénée, puisque ces agrégats 

peuvent servir de noyau pour amorcer le phénomène d’agrégation à l’échelle macroscopique. Ces 

mesures mériteraient d’être refaites en utilisant de l’hémoglobine oxygénée et un seuil de coupure de 

1,2 µm. 

 

3. Isothermes d’adsorption des protéines modèles sur des 

microparticules de plastique 
 

Nous avons mesuré les isothermes d’adsorption des protéines sur les microplastiques. Ceci consiste à 

mesurer la quantité de protéines adsorbées par les microparticules de plastique pour différentes 

concentrations de protéines à concentration de plastiques constante. En d’autres termes, nous 

mesurons la concentration en protéines adsorbées par les plastiques en fonction de la concentration 

en protéines restant en solution après la mise en contact (protéines libres). Nous avons vérifié que les 

isothermes d’adsorption de nos systèmes suivent le modèle de Langmuir24 qui correspond à 

l’adsorption d’une monocouche sur une surface homogène. L’allure de ce type d’isotherme est 

présentée Figure 3.30. 
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Figure 3.30 : Isotherme d’adsorption suivant le modèle de Langmuir 
et représentation schématique des états du système correspondants à faible et forte concentration en protéines. 

 

Comme nous l’avons vu dans le paragraphe précédent, pour tracer une telle isotherme d’adsorption, 

il est important de trouver une gamme de concentrations en protéine adaptée afin d’obtenir 

suffisamment de points pour tracer les deux parties de la courbe. A faible concentration nous avons 

une partie croissante, correspondant à la phase pendant laquelle la plupart des protéines ajoutées en 

solution sont immédiatement adsorbées par les plastiques, et à forte concentration nous observons 

un plateau, lorsque les plastiques sont saturés et que toutes protéines ajoutées restent donc en 

solution. Chacune de ces phases apporte des informations différentes, nous devrons donc nous assurer 

d’avoir plusieurs points dans la première partie de la courbe, dont le rythme de croissance nous 

informera de l’affinité de la protéine pour le plastique, et plusieurs points sur le plateau, qui nous 

permet de déterminer la quantité de protéines permettant de saturer les microparticules. Il est 

également important de choisir une bonne durée de mise en contact, celle-ci devant être suffisamment 

longue pour que le système atteigne l’équilibre tout en évitant de laisser nos échantillons en 

mouvement plus longtemps que nécessaire, ce qui pourrait causer une dénaturation des protéines 

causée par la durée du passage sur roue et non par la présence des plastiques. 

L’étude des isothermes d’adsorption des protéines sur les microplastiques nous donne des 

informations sur l’affinité des protéines pour les plastiques, et sur la quantité de protéines pouvant 

s’adsorber sur ces dernières. Les isothermes ont uniquement été mesurées pour les microplastiques, 

la surface spécifique des filtres en PP étant trop faible pour obtenir une surface de plastique disponible 

suffisante pour obtenir une perte de concentration en protéine significative. Nous avons travaillé avec 

une concentration en plastique de 10 g/L pour PP et PE, et avec une gamme de concentration en 

protéine allant de 5 mg/L à 100 mg/L pour la BSA, l’hémoglobine et l’α-synucléine. 

Avant de tracer les isothermes, l’observation des tubes contenant les protéines à différentes 

concentrations offre déjà des informations sur les interactions entre protéines et microparticules de 

plastique, comme nous pouvons le voir sur les photos Figure 3.31. 

En effet, les microplastiques s’entassent au-dessus de la surface, sans jamais passer en solution, pour 

les solutions ayant moins de 30 mg/L de BSA (4 premiers tubes), 30 mg/L d’hémoglobine (4 premiers 

tubes) ou 15 mg/L d’α-synucléine (2 premiers tubes), ces observations étant vérifiées aux mêmes 

concentrations pour le PP et le PE. 
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Après avoir retiré les microplastiques par centrifugations puis aspirations successives, nous avons 

mesuré les concentrations des solutions pour déterminer les masses de protéines perdues sur les 

microplastiques afin de tracer les isothermes. Pour chaque échantillon, la quantité de protéines 

perdues a été déterminée en comparant la concentration de protéines dans la solution après la mise 

en contact puis l’extraction du plastique à la concentration d’une solution témoin ayant la même 

concentration initiale en protéine après 72 heures de mouvement sur roue sans microparticules de 

plastique. Ceci permet de déterminer la perte causée par les microparticules, séparément des pertes 

causées par le mouvement du tube sur la roue. Ces expériences ont été réalisées 3 fois. Une isotherme 

d’adsorption correspond à la représentation de la quantité de protéines adsorbées en fonction de la 

concentration en protéine libre en solution. Ici, nous avons normalisé la masse de protéine adsorbée 

par la surface de plastique disponible afin de permettre une meilleure comparaison des résultats entre 

le PP et le PE. Des ajustements ont été réalisés pour chaque isotherme, nous donnant les courbes 

représentées Figure 3.32 pour une mise en contact à 4°C dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,0. 

 

Figure 3.31 : Photographies des solutions d’une protéine à des concentrations de 5 mg/L (à gauche) à 100 mg/L (à droite) 
en contact avec un microplastique à 10 g/L, après 72 h sur roue à 3 tours/minute. 

Chaque tube indique (dans l'ordre) la protéine contenue, la concentration en protéine (en mg/L) et le plastique contenu. 
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Figure 3.32 : Isothermes d'adsorption de chaque protéine sur chaque microplastique, 
obtenues à partir des solutions présentées Figure 3.31, 

et ajustées suivant le modèle de Langmuir. 
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Le modèle de Langmuir a été testé car des études précédentes réalisées par le laboratoire25,26 ont 

montré que ce modèle est adapté pour décrire l’adsorption de protéines par des microparticules. Les 

systèmes étudiés étaient différents, puisqu’il s’agissait de microparticules hydrophiles, mais les 

ajustements réalisés ici confirment que les isothermes obtenues suivent la formule de Langmuir (eq. 

2). De plus, nous avons de plus tenté des ajustements en utilisant d’autres modèles tels que ceux de 

Freundlich27, de Jovanovic28 et de Temkin-Pyzhev29, mais aucun n’a permis un meilleur ajustement de 

nos points expérimentaux. 

 

𝐶𝑎𝑑𝑠 =  𝑚∞ ×
𝐶 × 𝐾𝑎𝑑𝑠

1 + 𝐶 ×  𝐾𝑎𝑑𝑠
 (𝑒𝑞. 2) 

 

Dans cette formule, mꚙ correspond à la quantité maximale de protéine pouvant être adsorbée par les 

microplastiques, et Kads donne une estimation de l’affinité de la protéine pour le microplastique. La 

détermination de ces paramètres lors des ajustements nous apporte donc des informations sur les 

interactions entre les protéines et les microparticules de plastique. Les paramètres des ajustements 

obtenus sont rassemblés Tableau 3.6. 

 

 PP PE 

 mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

BSA 2,6 ± 0,2 1,0 ± 0,2 1,4 ± 0,1 0,7 ± 0,2 

Hb 2,2 ± 0,2 92 ± 8 1,0 ± 0,1 26 ± 3 

αsyn 1,1 ± 0,1 4,6 ± 0,5 0,7 ± 0,1 0,6 ± 0,1 

Tableau 3.6 : Paramètres obtenus après ajustement suivant le modèle de Langmuir des isothermes d'adsorption 
des protéines étudiées sur les microparticules de PP et de PE dans du tampon phopshate 100 mM à pH 7,0. 

A notre connaissance, les isothermes d’adsorption les plus proches de celles que nous avons mesuré 

dans la littérature concernent l’adsorption de BSA sur des filtres de PE microstructurés30. D’après cette 

étude la concentration de saturation des filtres est de 3,46 mg/m² en BSA à pH 6,39, et descend jusqu’à 

2,24 mg/m² à pH 9,18. Comparé à cette étude, nous observons une concentration de saturation de la 

BSA sur les microparticules de PE plus faible mais restant dans un ordre de grandeur cohérent. 

A l’échelle macroscopique, les isothermes d’adsorption de la BSA sur des tubes en PP et en PE ont été 

mesurées dans la littérature. D’après ces études, les valeurs de mꚙ correspondantes sont de 3,5 mg/m² 

pour l’adsorption de la BSA sur le PP31 et de 20 mg/m² pour l’adsorption de la BSA sur le PE32. La 

première valeur est du même ordre de grandeur que ce que nous avons mesuré, mais la seconde est 

plus de 10 fois supérieure à ce que nous avons mesuré. Ceci peut indiquer que, sur une surface de PE 

macroscopique, plusieurs couches de BSA se forment. 

Cet ajustement ne permet qu’une approximation de la valeur de Kads, dont la valeur ne modifie que 

légèrement la courbure entre la phase croissante et le plateau, nous ne pouvons donc comparer que 

les ordres de grandeurs déterminés ici. Les valeurs de mꚙ sont quant à elles déterminées précisément. 

Nous observons que, quelle que soit la protéine considérée, la valeur de mꚙ est plus élevée pour le PP 

que pour le PE, ce qui indique qu’une quantité plus importante de protéine est nécessaire pour saturer 

le PP. Les valeurs de Kads obtenues pour la BSA sur le PE et le PP semblent proches mais, dans le cas de 

l’hémoglobine et de l’α-synucléine, nous observons que la valeur de Kads est notablement plus élevée 

pour le PP que pour le PE, indiquant une plus forte affinité des protéines pour le PP. Ces observations 
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sont cohérentes entre elles puisque, si les protéines ont une plus faible affinité pour le PE, la cinétique 

de leur adsorption par le plastique est plus lente que dans le cas du PP, laissant le temps aux protéines 

adsorbées de se déformer pour couvrir une plus grande surface avant l’adsorption de protéines 

supplémentaires. Il en résulte que chaque protéine occupe une surface plus importante, et donc que 

la quantité de protéines adsorbées par unités de surface est plus faible (voir chapitre 1 paragraphe 2). 

En comparant les résultats obtenus entre les différentes protéines, pour chaque plastique nous 

observons que l’affinité de l’hémoglobine pour les microparticules de plastique est beaucoup plus 

importante que celles de la BSA ou de l’α-synucléine (de 20 fois à 92 fois plus importante). Ces 

différences importantes de comportement entre l’hémoglobine et les autres protéines peuvent 

s’expliquer par la théorie DLVO33. Cette théorie décrit les interactions entre particules colloïdales 

comme la somme des forces de van der Waals et des interactions entre les doubles couches 

électriques. La force de Van des Waals dépend de la taille des particules tandis que la force liées aux 

interactions entre les doubles couches électriques dépend de la charge des particules considérées, 

donc du point isoélectrique dans le cas de protéines. 

L’hémoglobine et la BSA ont des tailles similaires, étant chacune composée d’environ 580 résidus, 

tandis que l’α-synucléine est composée de seulement 140 résidus. Puisque la BSA et l’α-synucléine ont 

un comportement similaire entre elles et différent de celui de l’hémoglobine, les forces de van der 

Waals ne semblent pas être le facteur déterminant pour la stabilisation des microparticules de 

plastique par les protéines. 

La BSA et l’α-synucléine ont un point isoélectrique de l’ordre de 4,7, contre un point isoélectrique de 

7,0 pour l’hémoglobine. Dans un tampon de pH 7,0, comme le tampon phosphate utilisé pour ces 

expériences, la BSA et l’α-synucléine sont donc plus fortement chargées que l’hémoglobine, causant 

des forces répulsives plus importantes entre leurs doubles couches électriques. Ceci favorise donc les 

interactions entre l’hémoglobine et les microparticules de plastique, en cohérence avec nos 

observations. D’après nos résultats, le facteur déterminant pour l’adsorption des protéines sur les 

microparticules de plastique serait donc leur charge. Ceci pourrait être confirmé en répétant ces 

mesures à d’autres pH, en particulier pour un pH de 4,7. Ce type d’expérience a été réalisé au 

laboratoire pour de l’hémoglobine sur des nanoparticules de silice, dont l’adsorption a été observée à 

pH 7,0 mais pas à 9,034. 

De plus, que ce soit pour le PE ou pour le PP, la valeur de mꚙ de l’hémoglobine est légèrement plus 

faible que celle de la BSA, tandis que celle de l’α-synucléine est significativement plus faible que celle 

de l’hémoglobine. L’α-synucléine étant une protéine en partie déstructurée, il lui est possible de 

maximiser sa surface de contact avec les plastiques, ce qui peut expliquer la plus faible valeur de mꚙ 

puisque chaque protéine occupe une surface plus importante. L’hémoglobine étant un oligomère, il lui 

est possible de se déformer plus facilement, ce qui peut expliquer les valeurs de mꚙ légèrement plus 

faibles que celles de la BSA. 

Nous voulons comparer les quantités de protéines adsorbées aux quantités correspondant à des 

monocouches. Pour cela nous estimons la quantité de protéines pouvant être adsorbée sur une 

microparticule de plastique pour former une monocouche. En considérant que nos microparticules 

sont sphériques et que les protéines sont des sphères de rayon égal à leur rayon de giration, si le rayon 

des microparticules est au moins 10 fois supérieur à celui des protéines, nous pouvons considérer que 

l’équation 3 est vérifiée. 

𝑁𝑇 =  
4𝜋

2√3
(

𝑅

𝑟
)

2

 (𝑒𝑞. 3) 
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Dans cette équation NT est le nombre de protéines pouvant être adsorbées dans une monocouche, R 

est le rayon de la microparticule de plastique et r est le rayon de giration de la protéine. En analysant 

les images des microparticules de plastique par microscopie en utilisant Fiji, nous avons déterminé que 

le rayon médian (sur 250 particules) des microparticules de PE utilisées est 2,1 µm et celui des 

microparticules de PP est 5,0 µm. Nous pouvons donc appliquer l’équation 3 à nos protéines, dont le 

rayon de giration est de l’ordre de quelques nm. Connaissant leur masse molaire nous en déduisons 

les valeurs de mꚙ correspondant à des monocouches, rassemblés Tableau 3.7. Bien que la valeur de 

NT dépende du rayon des particules la valeur de mꚙ est indépendante de ce rayon puisqu’elle est 

rapportée à la surface. Les valeurs de mꚙ calculées sont donc les mêmes pour les microparticules de 

PP et de PE. 

 

Protéine mꚙ 

BSA 2,43 mg/m² 

Hb 2,74 mg/m² 

αsyn 2,40 mg/m² 

Tableau 3.7 : Masse de protéines correspondant à une monocouche sur les microparticules de plastique. 

Pour chacune des protéines et sur chacun des plastiques, la valeur de mꚙ attendue si une monocouche 

de protéine se forme à la surface des microparticules de plastique est de l’ordre de 2,5 mg/m². 

Comparé aux valeurs obtenues expérimentalement, nous pouvons donc en déduire que l’hémoglobine 

et la BSA forment une monocouche complète sur les microparticules de PP. Dans les autres cas la 

quantité de protéines adsorbées est proche de la moitié de celle nécessaire pour la formation d’une 

monocouche, nous avons donc des monocouches partielles de protéines. Cette observation est 

cohérente avec le fait que, d’après nos isothermes d’adsorption, l’hémoglobine et la BSA ont une plus 

forte affinité pour les microparticules de plastique que l’α-synucléine, et les microparticules de PP ont 

une plus forte affinité pour les protéines que celles de PE. 

Les différences observées entre les isothermes confirment l’intérêt de comparer plusieurs protéines 

modèles et l’utilisation de plusieurs plastiques. 

 

4. Dispersion des plastiques en solution par les protéines 
 

Bien que les microplastiques puissent passer en solution en présence de protéines, la suspension 

obtenue n’est pas stable : si elle est laissée immobile pendant une durée suffisante, les plastiques vont 

remonter en surface, comme nous l’avions vu sur la photo Figure 3.19. 

Le turbiscan mesure la transmittance et la rétrodiffusion d’un échantillon à différentes hauteurs à 

intervalle régulier, nous permettant de suivre la cinétique de crémage des microplastiques. Pour une 

solution contenant les microparticules de plastique sans protéine, nous observons que la transmission 

est maximale dès le début de la mesure et ne change pas au cours du temps, tandis que la 

rétrodiffusion reste nulle tout au long de la mesure, indiquant que la solution reste transparente et 

donc que les microplastiques ne sont pas passés en solution. Pour l’analyse de nos résultats, nous 

avons moyenné les valeurs de transmission et de rétrodiffusion dans le tube d’une hauteur de 5 mm à 

18 mm, la hauteur atteinte par la solution étant 20 mm. 
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Pour les solutions contenant des protéines, la transmission est initialement minimale, puisque les 

protéines ont permis aux microplastiques de former une suspension. La transmission augmente 

ensuite au cours du temps à mesure que les plastiques remontent en surface. Nous avons réalisé pour 

chaque protéine deux mesures, une à 100 mg/L (à saturation de la couche adsorbée) et une à 700 mg/L 

(en sursaturation de protéines), pour chaque microplastique. L’évolution de la transmission des 

solutions est représentée Figure 3.33. 

 

 

Figure 3.33 : Suivi de la transmission des solutions de protéine après 72 h de mise en contact avec les microplastiques 
dans des solutions de concentration 100 mg/L et 700 mg/L en BSA, en α-synucléine et en hémoglobine 

pour le PP (à gauche) et pour le PE (à droite). 

 

Nous observons pour les trois protéines que la transmission augmente beaucoup plus rapidement pour 

les dispersions de microparticules de PP que pour celles de microparticules de PE. De plus pour les 

deux plastiques nous observons que la transmission évolue à des rythmes similaires pour les solutions 

de BSA et celles d’α-synucléine, tandis que la transmission augmente plus rapidement pour les 

solutions d’hémoglobine. Une augmentation plus rapide de la transmission indique une plus grande 

vitesse de sédimentation des microparticules de plastique correspondantes. 

Dans le cas de particules dispersées en solution, la vitesse de sédimentation peut être déterminée par 

la loi de Stokes35, et suit donc l’équation 4 : 

𝑉𝑔 =  
𝑑2 × (∆𝜌) × 𝑔

18 × η
 (𝑒𝑞. 4) 

Dans cette équation, 𝑉𝑔 est la vitesse de sédimentation, d est le diamètre de la particule, ∆𝜌 est la 

différence de densité entre la particule et le liquide, g est l’intensité de la pesanteur et η est la viscosité 

du milieu dispersant. La formation de la corona sur les microparticules peut modifier leur diamètre 

ainsi que leur densité, ce sont donc les paramètres pouvant varier entre nos systèmes. 

La densité des microparticules de PE utilisées est de 0,97, tandis que celle des microparticules de PP 

est de 0,9. Ces densités étant inférieures à 1 les valeurs de ∆𝜌 pour les particules dans l’eau sont 

négatives. Les vitesses de sédimentation calculées sont donc négatives, ce qui est bien attendu pour 

des phénomènes de crémage. De plus les microparticules de PE ont un diamètre moyen de 5,4 µm, 

tandis que les microparticules de PP ont un diamètre moyen de 10,3 µm. Ceci explique que, pour 
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chaque protéine étudiée, la vitesse de crémage est plus importante pour les microparticules de PP que 

pour les microparticules de PE. 

Puisque les microparticules de plastique crèment plus rapidement dans les solutions d’hémoglobine, 

nous pouvons en déduire que le diamètre des particules couvertes d’une corona d’hémoglobine est 

supérieur à celui des particules couvertes d’une corona de BSA ou d’α-synucléine. Ceci est en accord 

avec les résultats des isothermes d’adsorption. Puisque les microparticules de plastique ont une plus 

forte affinité pour l’hémoglobine que pour les autres protéines, l’adsorption de l’hémoglobine est plus 

rapide, ce qui résulte en une corona de plus grande taille (comme expliqué chapitre 1). 

Pour les microparticules de PP comme pour celles de PE, la vitesse de crémage dans les solutions de 

BSA et d’α-synucléine est similaire que la concentration en protéine soit de 100 mg/L ou 700 mg/L. 

Dans le cas de l’hémoglobine, nous observons que pour une concentration en protéine de 700 mg/L la 

vitesse de sédimentation des microparticules de PP est inférieure à celle des microparticules dans une 

solution à 100 mg/L, tandis que la tendance inverse est observée pour les microparticules de PE. 

L’évolution observée pour les microparticules de PE peut indiquer que le diamètre de la corona 

continue d’augmenter avec la concentration en hémoglobine même une fois la surface des 

microparticules saturée, possiblement parce que la soft corona (qui a été séparée lors des mesures 

d’isothermes) continue de croitre une fois la hard corona complète. Cette interprétation n’explique 

toutefois pas l’évolution observée pour les microparticules de PP. 

Pour ces même solutions l’évolution de la rétrodiffusion a également été mesurée, et les courbes 

obtenues sont représentées Figure 3.34. 

 

 

Figure 3.34 : Suivi de la rétrodiffusion des solutions de protéine après 72 h de mise en contact avec les microplastiques 
dans des solutions de concentration 100 mg/L et 700 mg/L en BSA, en α-synucléine et en hémoglobine 

pour le PP (à gauche) et pour le PE (à droite). 

 

Pour toutes les courbes nous observons initialement une dégression rapide de l’intensité, qui peut être 

attribuée à une remontée en surface des microparticules et est donc attendue. Après cette 

décroissance, nous observons une croissance de la rétrodiffusion conduisant à un palier pour toutes 

les suspensions de microparticules de PP ainsi que pour les suspensions de PE dans l’hémoglobine. 

Cette croissance de la rétrodiffusion pourrait s’expliquer par l’agrégation de protéines après le début 

du crémage. Actuellement nous n’avons pas d’autres explications pour cette possible agrégation, et 
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n’avons à notre connaissance trouvé aucune mesure similaire dans la littérature pour comparer ces 

résultats. 

Comme dans le cas des isothermes d’adsorption, l’importante différence de comportement observée 

entre l’hémoglobine et les autres protéines pourrait s’expliquer par les différences de points 

isoélectriques d’après la théorie DLVO33. 

 

5. Etat des protéines dans la corona 
 

Nous avons utilisé deux méthodes d’imagerie pour observer directement la corona de protéine autour 

des microplastiques, l’imagerie Raman et l’imagerie de fluorescence. De plus, nous avons réalisé des 

expériences de tonométrie afin d’observer la fonctionnalité de l’hémoglobine adsorbée sur un 

plastique microstructuré. 

 

5.1. Imagerie Raman de l’hémoglobine sur des microparticules de plastique  
 

L’appareil utilisé est équipé d’un laser à 532 nm, ce qui permet de faire de la spectroscopie Raman de 

résonance pour les hémoprotéines, en particulier l’hémoglobine, et donc d’obtenir un signal d’une 

forte intensité de l’hème36,37. Même dans ces conditions le signal de l’hémoglobine reste relativement 

faible aux concentrations auxquelles nous avons travaillé pour les expériences précédentes. Nous 

avons donc utilisé des solutions à 1 g/L en hémoglobine, comparé au 0,1 g/L utilisé pour les expériences 

précédentes. 

Pour la BSA et l’α-synucléine, qui n’absorbent pas à la longueur d’onde du laser utilisé, le signal Raman 

obtenu est trop faible pour permettre une détection sur les plastiques puisqu’il n’y a pas de résonance. 

Par conséquent, l’hémoglobine est la seule protéine que nous avons étudié par spectroscopie Raman. 

 

5.1.1. Mise en place de la méthode d’analyse des images Raman 

Les acquisitions en imagerie Raman étant réalisées sur des durées de plusieurs heures par image, 

chaque acquisition d’imagerie Raman n’a pu être réalisée que deux fois sur chaque échantillon étudié. 

Les mesures sur les microparticules de plastique après contact avec l’hémoglobine sont réalisées dans 

la solution de protéine. Les filtres en PP ayant brûlé sous le laser lors de nos tentatives de mesures 

Raman, même en déposant de la solution d’hémoglobine sur ces derniers lors des mesures, les 

spectres obtenus n’étaient pas exploitables, seules les expériences réalisées sur les microparticules de 

plastiques sont donc présentées ici. 

Lors d’une acquisition d’imagerie Raman, le spectre de chaque point de l’image est mesuré. Après 

traitement, nous utilisons les spectres de références mesurés pour réaliser un ajustement de chaque 

spectre de l’image et produire ainsi une image pour chaque référence, pour laquelle l’intensité en 

chaque point est proportionnelle au coefficient appliqué à cette composante lors de l’ajustement. 

Nous savons que nos systèmes contiennent du tampon phosphate, des microplastiques et de 

l’hémoglobine, nous avons donc mesuré séparément les spectres de ces composantes afin de les 

utiliser comme spectres de référence lors des expériences d’imagerie Raman. 

Le premier signal de référence, représenté Figure 3.35, est celui du tampon phosphate. 
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Figure 3.35 : Spectre Raman du tampon phosphate 100 mM pH 7,0 utilisé comme référence. 

 

Nous remarquons que ce spectre est principalement composé du signal de l’eau à 1648 cm-1 et autour 

de 3300 cm-1, avec le signal du groupement phosphate38 visible autour de 1000 cm-1. Nous avons 

attribué les pics de ce spectre Tableau 3.8. 

 

Nombre d’onde (cm-1) Signal 

874 ν P-(OH) 

989 νs PO3 

1078 νas PO3 

1648 δ H-O-H 

3280 νs O-H 

3410 νa O-H 

Tableau 3.8 : Attribution des pics du spectre Raman du tampon phopshate. 

Les spectres de référence utilisés pour le PE et le PP sont ceux qui ont été présentés Figure 3.9 et Figure 

3.10 respectivement. Un seul spectre est utilisé pour le PE afin de simplifier l’analyse des résultats, et 

parce que l’ajout de composantes de PE supplémentaires ne modifie pas les résultats d’analyse par 

imagerie Raman. 

Afin de pouvoir repérer l’hémoglobine lors de l’imagerie Raman nous avons également besoin de 

spectres de référence pour la protéine. Puisque le spectre de l’hémoglobine dépend de son état, nous 

avons utilisé deux spectres de référence, le premier correspondant à l’hémoglobine native oxygénée 

et le second correspondant à de l’hémoglobine dénaturée par chauffage à 85°C. Ceci nous permettra 

lors de nos mesures d’imagerie Raman de déterminer si de l’hémoglobine dénaturée se trouve sur les 

microparticules de plastique. Nous pouvons noter ici que la dénaturation conduit à l’oxydation de 

l’hémoglobine en methémoglobine. Il s’agit donc du spectre de référence de la methémoglobine 

dénaturée. Le spectre de la methémoglobine a également été mesuré après oxydation par le nitrite de 

sodium. Les deux spectres présentant peu de différence, le logiciel ne permet pas de distinguer dans 

les images Raman la methémoglobine et la methémoglobine dénaturée. A cause de cela, les zones 

correspondant à de la methémoglobine sont réparties de façon aléatoire à la methémoglobine et à la 

methémoglobine dénaturée par le logiciel. Nous avons donc utilisé le spectre de l’hémoglobine 

dénaturée thermiquement comme unique spectre de référence de la methémoglobine. 
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1) Pour l’hémoglobine oxygénée nous avons mesuré le spectre d’une solution d’hémoglobine fraiche 

en 10 endroits différents. Une fois les spectres moyennés nous avons soustrait le spectre du tampon 

phosphate présenté précédemment afin d’obtenir le spectre de l’hémoglobine oxygénée seule, 

représenté Figure 3.36. 

 

 

Figure 3.36 : Spectres Raman de l’hémoglobine oxygénée,  
à gauche, spectre tiré de Detection of methemoglobin in whole blood based on confocal micro-raman spectroscopy and 

multivariate statistical techniques39 
et à droite, celui que nous avons acquis et utilisé comme référence. 

 

Les pics de ce spectre Raman ont été attribués dans l’article dont il est tiré39, nous permettant 

d’attribuer les pics de notre spectre comme présenté Tableau 3.9. 

 

Nombre d’onde (cm-1) Signal 

673 δ(pyr deform)sym 

752 ν(pyr breathing) 

1174 ν(pyr half-ring)asym 

1212 δasym(CmH) 

1359 ν(pyr half-ring)sym 

1383 ν(pyr half-ring)sym 

1395 ν(pyr quater-ring) 

1427 ν(CαCm)sym 

1547 ν(CβCβ) 

1583 ν(CαCm)asym 

1607 ν(CαCm)asym 

1638 ν(CαCm)asym 

Tableau 3.9 : Attribution des pics du spectre Raman de l’hémoglobine oxygénée. 

La soustraction du spectre du tampon phosphate est nécessaire pour qu’il nous soit possible lors de 

l’analyse automatique des images de repérer d’éventuelles traces d’hémoglobine oxygénée dans des 

zones ne comportant pas ou peu de signal de l’eau. Par rapport au spectre trouvé dans la littérature 

nous observons des différences de rapport d’intensités relatives des pics. La plupart de ces écarts sont 
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faibles, et peuvent s’expliquer par la différence de longueur d’onde d’excitation utilisée, 514 nm pour 

l’article de la littérature et 533 nm pour nos mesures, ou par la différence de protéine, notre 

hémoglobine étant porcine tandis que celle de l’article est de l’hémoglobine humaine. Une différence 

notable est le pic à 1640 cm-1, qui est le pic le plus intense dans l’article mais est à peine visible dans 

nos mesures. Une explication possible pourrait être la présence de 2,3-diphosphoglycérate (DPG) dans 

la solution étudiée en littérature, DPG que nous avons retiré de nos solutions (voir le chapitre Matériel 

et Méthodes). Le DPG étant un effecteur allostérique de l’hémoglobine (une molécule se liant à la 

protéine, changeant sa configuration et diminuant son activité), il influence sa conformation et donc 

possiblement son spectre Raman, ce qui pourrait être à l’origine de la différence observée. 

Afin de vérifier que le laser utilisé lors des mesures de spectroscopie Raman n’altère pas la protéine 

nous avons réalisé 10 spectres successifs en un même point de l’échantillon. Chaque spectre était 

identique et correspondait à celui de l’hémoglobine oxygénée, confirmant que l’hémoglobine n’était 

pas oxydée par la mesure. 

2) Pour l’hémoglobine dénaturée, l’échantillon a été obtenu en chauffant de l’hémoglobine fraiche 

pendant 60 minutes à 85°C, température à laquelle l’hémoglobine est déstructurée et s’agglomère40. 

Des agrégats d’hémoglobine vieillie thermiquement ont alors été observés en solution, ce qui nous a 

permis d’obtenir un spectre peu bruité en moyennant le spectre d’un grand nombre d’agrégats par 

imagerie Raman. Le spectre obtenu ne contenait pas de signal d’eau, indiquant que l’intérieur de 

l’agrégat est déshydraté, et n’a donc pas nécessité de traitement supplémentaire. Ce spectre est 

présenté Figure 3.37 à droite. 

 

 

Figure 3.37 : Spectres Raman d’hémoglobine, 
à gauche, le spectre de methémoglobine adapté de Detection of methemoglobin in whole blood based on confocal micro-

raman spectroscopy and multivariate statistical techniques39 
et à droite, le spectre d’hémoglobine dénaturée thermiquement que nous avons utilisé comme référence. 

 

Le spectre le plus proche, trouvé dans la littérature, est celui de la methémoglobine. Les observations 

de spectres présentés dans cette partie confirment que le spectre de la methémoglobine dénaturée 

est le choix adapté pour les systèmes que nous allons observer. Les pics présents sur ce spectre ont les 

mêmes attributions que ceux du spectre de l’hémoglobine oxygénée. 

Nous avons donc réalisé des acquisitions sur des particules de PP et de PE, puis utilisé les 4 spectres de 

références présentés précédemment (Tampon phosphate, HbO2, metHb obtenue par vieillissement 

thermique et PP ou PE en fonction du plastique observé) pour obtenir les composantes d’imagerie 

Raman représentées Figure 3.38. 
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Figure 3.38 : Images Raman des composantes après 72 h de mise en contact des microplastiques avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 5 µm pour chaque image. 
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Pour chaque plastique, nous avons réalisé des mesures d’imagerie sur deux particules. Globalement, 

nous avons observé les mêmes comportements pour les deux particules de PE et pour les deux 

particules de PP. Pour simplifier la présentation des résultats, nous montrerons donc les images 

obtenues pour une particule de chaque système dans cette partie, les images des secondes particules 

se trouvant en Annexe Figure A.2A. 

Pour confirmer les attributions des différentes composantes, nous avons comparé les spectres Raman 

mesurés en un point aux spectres de référence. Pour simplifier la comparaison visuelle des spectres, 

dans chaque cas le spectre de référence est normalisé au niveau du pic le plus proche sur le spectre 

mesuré. Ainsi, les premières observations donnent l’impression que le polypropylène est couvert 

d’hémoglobine oxygénée, et que le polyéthylène présente des agrégats d’hémoglobine dénaturée. 

Nous avons donc cherché à vérifier si le polypropylène est couvert d’hémoglobine oxygénée en 

comparant manuellement le spectre mesuré en un point du plastique et le spectre de référence de 

l’hémoglobine oxygénée, Figure 3.39. 

 

 

Figure 3.39 : Spectre Raman, en gris, mesuré en un point sur le PP 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘HbO2’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée (en vert). 
Les étoiles indiquent les pics majoritaires de PP. 

 

Le spectre mesuré ne correspond pas à celui de l’hémoglobine oxygénée, en particulier aucun signal 

n’est observé entre 1500 cm-1 et 1600 cm-1, là où se trouvent les pics les plus intenses du signal de 

l’hémoglobine. L’image correspondant au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée n’est donc 

pas causée par la présence d’hémoglobine sur le PP à un niveau significatif mais par des artéfacts lors 

de l’ajustement, probablement parce que les signaux du PP et de l’hémoglobine oxygénée 

comprennent des pics proches entre 1000 cm-1 et 1500 cm-1. Afin d’éviter toute confusion, l’image 

correspondant au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée sur le PP sera retirée des figures à 

venir. 

De la même façon nous avons comparé manuellement le spectre mesuré sur ce qui semblait être un 

agrégat de Hb sur PE, et le spectre de référence de l’hémoglobine dénaturée thermiquement, que nous 

avons représenté Figure 3.40. 
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Figure 3.40 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Cette fois, le spectre mesuré correspond au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie 

thermiquement, nous avons donc bien des agrégats d’hémoglobine dénaturée sur les particules de PE.  

Nous observons également la présence d’hémoglobine dont le signal correspond à celui de 

l’hémoglobine dénaturée sur le reste du plastique, confirmée par l’analyse des spectres, bien qu’avec 

une plus faible intensité en dehors des agrégats. Ceci suggère la présence d’une « fine » couche 

d’hémoglobine sur la microparticule, qui pourrait correspondre à la corona. 

 

5.1.2. Analyse des images Raman 

Afin d’analyser les résultats de l’imagerie Raman nous avons superposé les images des différentes 

composantes représentées Figure 3.38 pour le PE après 72 heures de mise en contact avec 

l’hémoglobine. L’image obtenue est représentée Figure 3.41. 

 

 

Figure 3.41 : Superposition des composantes d’imagerie Raman, 
PE en gris, tampon phosphate en bleu, HbO2 en vert, Hb vieillie thermiquement en rouge. 
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Cette représentation confirme que l’agrégat de Hb se trouve bien sur le plastique, et permet aussi de 

remarquer ce qui semble être un agrégat d’hémoglobine oxygénée sur la droite du microplastique. 

Une fois de plus, afin de vérifier cette conclusion, nous avons comparé manuellement le spectre Raman 

mesuré en ce point au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée. Ces spectres sont représentés 

Figure 3.42.  

 

 

Figure 3.42 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE 
(position indiquée en haut à gauche sur la superposition des composantes d’imagerie Raman), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée (en vert). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Comme dans le cas du polypropylène nous n’observons aucun signal entre 1500 cm-1 et 1750 cm-1, où 

se trouve le pic le plus intense du signal de l’hémoglobine oxygénée. Nous pouvons donc en déduire 

qu’il n’y a pas d’agrégat d’hémoglobine oxygénée sur le plastique, et que le signal observé sur la 

composante correspondante est un artéfact causé par l’ajustement effectué par le logiciel. 

Nos mesures de DLS sur l’hémoglobine ayant été réalisées sur des solutions de methémoglobine à 

250 mg/L, tandis que les mesures de Raman ont été réalisées sur des solutions d’hémoglobine 

oxygénée à 1 g/L, nous ne pouvons pas directement comparer les résultats de ces expériences. Or, 

nous voulons déterminer si la formation des agrégats d’hémoglobine observés en imagerie Raman est 

causée par la présence de microparticules de plastique ou si le stress mécanique causé par le passage 

sur roue suffit à causer cette agrégation. Pour cela, nous avons donc réalisé des mesures de DLS 

supplémentaires sur des solutions d’hémoglobine oxygénée à 1 g/L laissées sur roue tournant à 

3 tours/minute pendant 72 heures à 4°C. Nous avons réalisé des mesures de DLS des solutions avant 

filtration et après filtration avec un seuil de coupure de 1,2 µm et avons ainsi obtenu les 

corrélogrammes représentés Figure 3.43. 
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Figure 3.43 : Corrélogrammes de methémoglobine après 72 h statique (en rouge)  
et après 72 h sur roue à 3 tours/minute (en bleu)  

pour des solutions à 1 g/L non-filtrées (à gauche) et filtrées (à droite). 

 

Le passage sur roue modifie fortement le corrélogramme des solutions non filtrées, le palier du 

corrélogramme diminuant à un temps plus court pour la solution maintenue statique que pour celle 

passée sur roue, indiquant la formation d’objets de grande taille en solution lors de l’agitation. Lorsque 

les solutions d’hémoglobine sont filtrées nous obtenons le même signal que la solution soit passée sur 

la roue ou non, indiquant que les agrégats formés ont une taille supérieure à 1,2 µm. D’après ces 

mesures, le mouvement de la solution d’hémoglobine concentrée suffit à causer l’agrégation de 

l’hémoglobine sans présence de microparticules de plastique, comme présenté Figure 3.44. 

 

 

Figure 3.44 : Représentation schématique de l’effet du mouvement sur roue sur l’hémoglobine en solution. 

 

Dans le but d’analyser directement ces agrégats nous avons observé par spectroscopie Raman des 

échantillons d’hémoglobine oxygénée à 1 g/L passés sur une roue tournant à 3 tours/minute pendant 

72 heures à 4°C. Toutefois, nous n’avons pas détecté d’agrégat d’hémoglobine par cette méthode, 

ceux-ci n’étant pas visibles lors des observations directes et les spectres mesurés dans la solution 

correspondant uniquement au spectre de l’hémoglobine oxygénée, sans trace de methémoglobine ou 

d’hémoglobine dénaturée. 

D’après ces observations, les agrégats adsorbés sur les microparticules de plastique peuvent résulter 

du stress mécanique dû au mouvement des solutions sur la roue. La taille des agrégats observés par 

imagerie Raman est de l’ordre de 5 µm, nous ne pouvons donc pas comparer leur taille à celle des 

agrégats formés en solution sans présence de plastique, dont nous savons uniquement que leur 

diamètre est supérieur à 1,2 µm. 

Pour compléter ces expériences nous avons réalisé une étude cinétique via des mesures d’imagerie 

Raman de microplastiques après 24 heures et 48 heures de contact avec l’hémoglobine pour PE (Figure 

3.45) et pour PP (Figure 3.49). De nouveau, les images obtenues sur les secondes particules de ces 

systèmes sont présentées en annexe (Figure A.3 pour le PE et Figure A.4 pour le PP).  
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Figure 3.45 : Images Raman des composantes après 24 h et 48 h de mise en contact des microparticules de PE avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 6 µm pour chaque image. 
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L’image de PE après 24 heures de mise en contact donne l’impression que le plastique est recouvert 

d’hémoglobine dénaturée, ce que nous avons vérifié en comparant le spectre mesuré dans la zone 

correspondante au spectre de référence de l’hémoglobine dénaturée Figure 3.46. 

 

 

Figure 3.46 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Le signal du plastique est prédominant mais nous observons tout de même des pics correspondants 

au spectre de l’hémoglobine, en particulier autour de 1700 cm-1 et 2700 cm-1, ce qui confirme la 

présence d’hémoglobine dénaturée sur l’ensemble de la surface des microparticules de PE après 

24 heures de mise en contact. 

Afin de vérifier l’homogénéité du signal, le logiciel Fiji a été utilisé pour analyser la répartition de 

l’intensité du signal sur l’image. L’histogramme correspondant est représenté Figure 3.47. 

 

 

Figure 3.47 : Histogramme de l’intensité du signal de l’hémoglobine dénaturée sur l’image, 
les traits rouges délimitent les intensités mesurées sur le plastique, 

le pic correspond à l’intensité du signal dans la solution. 

 

Cet histogramme montre que le signal mesuré au niveau des microparticules de PE est très 

hétérogène. Ceci peut indiquer que nous observons une corona fortement hétérogène ou que le signal 

observé est dû à un début d’agrégation d’hémoglobine en différents points de la microparticule. 
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L’observation d’agrégats d’hémoglobine sur les échantillons de PE après 48 heures et 72 heures de 

mise en contact, ainsi que l’absence d’hémoglobine dénaturée observable sur les microparticules de 

PP, confirme la possibilité de cette seconde hypothèse. Une méthode d’imagerie plus sensible à la 

présence d’hémoglobine oxygénée pourrait permettre de confirmer si la corona est composée 

d’hémoglobine oxygénée ou dénaturée, et donc si la couche d’hémoglobine dénaturée observée 

correspond uniquement à un début d’agrégation. 

Après 48 heures de mise en contact les images semblent indiquer la présence d’agrégats 

d’hémoglobine oxygénée et d’hémoglobine dénaturée regroupés dans les mêmes zones. Nous avons 

donc comparé le spectre mesuré dans l’une de ces zones aux spectres de référence de l’hémoglobine 

oxygénée et de l’hémoglobine dénaturée (Figure 3.48). 

 

 

Figure 3.48 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE 
(position indiquée en haut à gauche sur la superposition des composantes d’imagerie Raman)), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée (en vert) 
et de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 

Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Nous observons que le spectre mesuré correspond à celui de l’hémoglobine dénaturée, et non à celui 

de l’hémoglobine oxygénée. Nos mesures d’imagerie Raman indiquent donc la présence d’agrégats 

d’hémoglobine dénaturée sur le plastique. 

L’ensemble de nos mesures d’imagerie Raman sur les microparticules de PE après mise en contact avec 

l’hémoglobine semblent donc indiquer que le plastique se couvre dans les premières 24 heures d’une 

couche d’hémoglobine dénaturée, sans qu’il nous soit possible de déterminer si l’adsorption de 

l’hémoglobine par le plastique est ce qui cause sa dénaturation ou si le plastique adsorbe 

l’hémoglobine déjà dénaturée en solution. Entre 24 heures et 48 heures de mise en contact nous 

observons ensuite la présence d’agrégats d’hémoglobine dénaturée sur le plastique. Ceci peut indiquer 

que l’hémoglobine s’agrège après adsorption par les microparticules, que les agrégats d’hémoglobine 

se forment en solution avec une cinétique lente avant de s’adsorber sur les microparticules, ou que 

l’adsorption des agrégats d’hémoglobine présents en solution se fait avec une cinétique lente. 

Lors de la présentation des résultats des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PP 

après 24 heures et 48 heures de mise en contact avec l’hémoglobine (Figure 3.49) nous avons retiré 

les images obtenues pour le spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée puisque nous avons à 

nouveau eu des artéfacts lors de l’ajustement.  
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Figure 3.49 : Images Raman des composantes après 24 h et 48 h de mise en contact des microparticules de PE avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 6 µm pour les images à 24 h et 5 µm pour les images à 48 h. 
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Dans le cas des microparticules de PP, les observations et conclusions effectuées sur les échantillons 

après 72 heures de mise en contact restent vérifiées sur les échantillons après 24 heures de mise en 

contact et après 48 heures de mise en contact. Une fois de plus nous n’observons pas d’agrégat 

d’hémoglobine dénaturée sur le PP, malgré la présence de celle-ci sur l’une des particules après 

48 heures de mise en contact. Nous avons vérifié que le signal observé correspond bien à de 

l’hémoglobine Figure 3.50, il s’agit donc bien d’un agrégat d’hémoglobine, mais aux limites de 

sensibilité et de résolution de l’appareil. 

 

 

Figure 3.50 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PP 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PP. 

 

Nous savons grâce à nos isothermes que l’hémoglobine a une forte affinité pour les microparticules de 

PP et de PE. Nous n’observons pas d’hémoglobine oxygénée, et nous n’observons de l’hémoglobine 

dénaturée que sur les microparticules de PE et uniquement dans le cadre de formation d’agrégats sur 

le plastique, ce qui indique que la spectroscopie Raman n’est pas assez sensible pour observer la 

corona. Cependant, cette méthode a une performance unique car elle permet d’observer et de 

localiser, à notre connaissance pour la première fois, des agrégats à l’échelle du micron sur des surfaces 

de microparticules. 

Puisque l’analyse de nos isothermes d’adsorption nous a indiqué la formation d’une monocouche de 

protéine à la surface des microparticules de plastique lors de la mise en contact, il est possible que les 

agrégats soient relargués en solution lors de la centrifugation des échantillons. 

 

5.2. Oxygénation de l’hémoglobine adsorbée sur filtre en polypropylène 
 

Des modifications des propriétés de l’hémoglobine ont déjà été observées au laboratoire lorsque celle-

ci est adsorbée sur des nanoparticules de silice25, qui restent de façon stable en solution. Comme 

montré par les mesures de turbiscan les suspensions obtenues lors de la mise en contact des 

microplastiques avec l’hémoglobine sont instables, et ne sont donc pas adaptées à la mesure de 

courbes d’oxygénation. Pour ces solutions nous avons tout de même mesuré les courbes 
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d’oxygénation du sous-nageant après séparation, qui seront présentées dans la partie 6.3 de ce 

chapitre. Afin d’observer l’activité de l’hémoglobine adsorbée sur du plastique microstructuré nous 

avons réalisé des mesures sur des filtres en polypropylène après mise en contact avec de 

l’hémoglobine. La mise en contact est réalisée de la même façon qu’avec les microparticules de 

plastique, en remplaçant ces microparticules par un morceau de filtre en polypropylène de 2,5 cm par 

1 cm. Après la mise en contact de 72 heures sur roue, le morceau de filtre est passé sur du papier 

absorbant pour éliminer la solution d’hémoglobine restant en surface pour ne garder que 

l’hémoglobine adsorbée. Le filtre est ensuite introduit dans un tonomètre avec 100 µL de tampon 

phosphate 100 mM à pH 7,4 pour maintenir son humidité sans faire passer l’hémoglobine en solution, 

puisque l’hémoglobine perd son activité si elle est séchée41. La quantité d’eau ajoutée immerge 

seulement la base du filtre, comme nous pouvons le voir sur la photo Figure 3.51, et ne va donc pas 

interférer avec les mesures de spectres sur le filtre (voir le chapitre Matériel et Méthodes). 

 

 

Figure 3.51 : Photographie d'un filtre ayant adsorbé de l’hémoglobine dans un tonomètre 
avec 100 µL de tampon phosphate 100 mM à pH 7,4. 

 

Afin de maximiser la quantité d’hémoglobine pouvant être adsorbée nous avons réalisé cette 

expérience avec une solution d’hémoglobine à 10 g/L, mais même dans ces conditions nous ne 

remarquons pas de coloration du filtre à l’œil nu, ce qui suggère que la quantité d’hémoglobine sur le 

filtre est faible. Le fait que la quantité d’hémoglobine adsorbée par le filtre soit aussi faible confirme 

que des mesures d’isothermes d’adsorption sur les filtres nécessiterait soit de travailler à des 

concentrations en protéine très faible, et donc difficilement mesurables, soit avec une quantité 

importante de filtre, au point que la surface du tube serait couverte de filtres, confirmant notre 

décision de ne pas réaliser d’isothermes d’adsorption des protéines sur les filtres en PP. Lors de nos 

prochaines mesures de spectroscopie UV-visible, nous allons donc inclure la zone de 400 nm à 450 nm, 

où se trouve le pic de Soret. Ce pic étant une dizaine de fois plus intense que la bande de l’hème, nous 

allons privilégier son observation si nos échantillons contiennent de l’hémoglobine en faible quantité. 

Puisque nous ne pouvons pas mesurer directement le spectre d’adsorption UV-visible du filtre en PP, 

qui est opaque, nous avons utilisé une sphère d’intégration pour en mesurer le spectre de réflexion 

diffuse. Nous avons suivi le protocole décrit (voir chapitre 2) en réalisant un spectre en réflexion diffuse 

après chaque ajout d’oxygène et avons ainsi obtenu les courbes présentées Figure 3.52. 
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Figure 3.52 : Spectres de réflexion diffuse de l'hémoglobine adsorbée sur le filtre en PP après ajouts successifs d'oxygène. 

 

Il est possible de convertir les résultats mesurés en réflexion pour obtenir une grandeur 

proportionnelle à l’absorbance de la protéine se trouvant à la surface du filtre en appliquant 

l’approximation de Kubelka-Munk42,43. La formule correspondante est eq. 5. 

 

𝐾𝑀 =  
(1 − 𝑅) × (1 − 𝑅)

2 × 𝑅
 (𝑒𝑞. 5) 

 

Dans cette équation, KM est une grandeur proportionnelle à l’absorbance au niveau de la surface de 

l’échantillon et R est la réflectance de l’échantillon. 

En appliquant cette formule nous obtenons une série de spectres cohérents avec des spectres 

d’absorbance UV-visible de l’hémoglobine. En ne connaissant pas le facteur de proportionnalité entre 

la grandeur de Kubelka-Munk et l’absorbance de la solution cette grandeur ne peut être utilisée pour 

déterminer la quantité d’hémoglobine présente, mais il nous est possible de déterminer la proportion 

d’hémoglobine oxygénée dans un échantillon en appliquant le protocole décrit (voir chapitre 2) aux 

spectres représentés Figure 3.53. 

 

 

Figure 3.53 : Transformation de Kubelka-Munk des spectres de réflexion diffuse de l'hémoglobine 
adsorbée sur le filtre en PP après ajouts successifs d'oxygène. 
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Nous remarquons que le pic de Soret est moins intense par rapport au signal de l’hème que dans le 

cas d’hémoglobine en solution, le rapport d’intensité entre ces signaux étant ici égal à 6 et la valeur 

obtenue pour de l’hémoglobine en solution étant de 10. Cette réduction de l’intensité du pic de Soret 

indique que la conformation de l’hémoglobine a été modifiée, et donc que l’hémoglobine a bien été 

adsorbée. 

En utilisant ces courbes, nous avons tracé la courbe d’oxygénation de l’hémoglobine sur le filtre. Cette 

courbe a été comparée à celle obtenue pour une solution d’hémoglobine témoin qui a été laissée sur 

roue à 3 tours/minute pendant 72 heures à 4°C sans présence de plastique, et pour laquelle les 

mesures de spectres ont été réalisées par spectroscopie d’adsorption UV-visible. Ces courbes sont 

présentées Figure 3.54. 

 

 

Figure 3.54 : Courbes d'oxygénation obtenues 
par traitement des données de réflexion diffuse de l'hémoglobine après 72 h sur filtre en PP 

(points de mesure en rouge, ajustement avec la formule de Hill en gris), 
et par traitement des données d’adsorption d’une solution d’hémoglobine après 72 h sur roue 

(points de mesure du témoin en bleu). 

 

Nous observons une différence nette entre la courbe d’oxygénation de l’hémoglobine en solution et 

celle de l’hémoglobine adsorbée sur le filtre. Afin de comparer quantitativement ces courbes nous les 

avons ajustées en utilisant l’équation de Hill (eq. 6), applicable pour les réactions consistant en la 

fixation d’un ligand sur une protéine oligomérique comme l’hémoglobine44. 

𝜃 =  
𝑃𝑂2

𝑛

𝑃50
𝑛 +  𝑃𝑂2

𝑛  (𝑒𝑞. 6) 

Dans cette équation, θ est la proportion d’hémoglobine oxygénée, PO2 est la pression partielle en 

dioxygène dans le système, P50 est la pression partielle en dioxygène pour laquelle la moitié de 

l’hémoglobine est oxygénée et n est le coefficient de Hill, qui est un indicateur de la coopérativité lors 

de la fixation du ligand. Cette équation peut être linéarisée pour donner (eq. 7) 

log (
𝜃

1 − 𝜃
) = 𝑛 × log(𝑃𝑂2

) − 𝑛 × log(𝑃50) (𝑒𝑞. 7) 
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En traçant la courbe représentative de log (
𝜃

1−𝜃
) en fonction de log(𝑃𝑂2

) nous obtenons donc une 

droite de pente n et d’ordonnée à l’origine −𝑛 × log(𝑃50). Nous avons ainsi obtenu les valeurs de n et 

de P50 pour le témoin et pour l’hémoglobine sur le filtre Tableau 3.10. 

 

 Hb après 72 h sur filtre Hb témoin 

n 2,6 ± 0,1 2,3 ± 0,2 

P50 (mmHg) 9,4 ± 0,5 6,9 ± 0,5 

Tableau 3.10 : Valeur de n et de P50 pour Hb adsorbée sur un filtre en PP et pour le témoin correspondant. 

Nous observons que la valeur de n n’est pas modifiée de façon significative après adsorption, mais la 

valeur de P50 est plus importante pour l’hémoglobine sur le filtre. Une valeur de P50 plus élevée signifie 

que, pour qu’une même quantité de dioxygène se fixe à l’hémoglobine, il est nécessaire d’avoir une 

plus forte pression partielle en dioxygène. En d’autres termes, l’affinité de l’hémoglobine pour le 

dioxygène est diminuée lorsque celle-ci est adsorbée. Le fait que la valeur de n n’a pas été modifiée 

significativement indique que la coopérativité de l’hémoglobine lors de la fixation de l’oxygène reste 

la même que la protéine soit en solution ou sur le filtre. 

L’évolution de l’activité de l’hémoglobine adsorbée sur des nanoparticules de silice a déjà été étudiée 

au laboratoire45. L’effet de l’adsorption de l’hémoglobine sur des nanoparticules de silice est différent 

de ce que nous avons observé sur les microparticules de plastique, résultant en une diminution de la 

valeur de P50 (donc une augmentation de l’affinité de l’hémoglobine pour l’oxygène) et de la valeur de 

n (donc une diminution de la coopérativité de l’hémoglobine lors de la fixation de l’oxygène). Ceci 

suggère que les mécanismes d’adsorption de l’hémoglobine diffèrent en fonction de si la protéine est 

adsorbée par des particules hydrophobes comme les plastiques, ou hydrophiles comme la silice, et que 

ces particules influencent donc les protéines de façons différentes.  

 

5.3. Imagerie de fluorescence de la BSA adsorbée sur les plastiques 
 

Avec l’aide de Marion Schvartz, nous avons réalisé des mesures d’imagerie fluorimétrique sur la ligne 

DISCO du synchrotron SOLEIL. Ces mesures ont été réalisées avant que nous ayons accès à                        

l’α-synucléine. De plus le signal d’émission de fluorescence de l’hémoglobine est éteint par le pic de 

Soret, sa mesure requiert donc d’utiliser des appareils qui ne sont pas adaptés à nos mesures46. Pour 

cette raison, seule la BSA a donc été étudiée lors de ces expériences. Pour cela des images de 

microscopie ont été prises, puis une excitation à 265 nm a été effectuée et le signal de fluorescence 

émis a été intégré de 329 nm à 351 nm, l’hétérogénéité du faisceau étant corrigée lors du traitement 

des données. Des mesures préalables ont confirmé que, à ces longueurs d’onde, nous observons la 

protéine sans signal des plastiques. Nous avons ainsi obtenu les images Figure 3.55. Les solutions n’ont 

ici pas été centrifugées avant les mesures. 
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Figure 3.55 : Image des microparticules de plastique après 72 h de mise en contact sur roue avec la BSA. 
En bleu signal de fluorescence de 329 nm à 351 nm pour une excitation à 265 nm, correspondant à la protéine. 

 

Ces images confirment que les protéines sont adsorbées par les microparticules de plastique. Afin de 

déterminer le taux de couverture des microparticules par les protéines, nous avons calculé pour 

chaque protéine le rapport de la surface correspondant au signal de la protéine sur la surface de 

plastique observée. Ce rapport a été calculé pour plusieurs particules et les résultats obtenus sont 

représentés Figure 3.56. 

 

 

Figure 3.56 : Taux de couverture des microparticules de plastique par la BSA 
(rapport de la surface du signal de la BSA sur celle des microparticules). 

38 particules de PP (à gauche) ont été analysées et 129 particules de PE (à droite). 

 

Pour le PP comme pour le PE nous observons des taux de couverture du même ordre de grandeur, 

généralement supérieur à 1. Ceci suggère que nous pouvons observer le liseret de protéines autour 

des particules bien que la résolution optique de la technique (de 108 nm) ne permet pas de déterminer 

l’épaisseur de la corona. Afin de déterminer si les protéines adsorbées sont plus proches de former 

une monocouche ou des agrégats nous avons également évalué leur hétérogénéité en calculant l’écart 

type de l’intensité du signal de fluorescence de la protéine sur le plastique. Les résultats ainsi obtenus 

sont présentés Figure 3.57. 
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Figure 3.57 : Hétérogénéité de la couche de BSA sur les microparticules de plastique 
(écart type de l’intensité du signal de fluorescence de la BSA). 

42 particules de PP (à gauche) ont été analysées et 133 particules de PE (à droite). 

 

La répartition de la BSA est plus homogène sur les microparticules de PE que sur celles de PP. De plus, 

l’hétérogénéité de la BSA est moins variable d’une particule à l’autre dans le cas du PE. Ceci indique 

que la BSA forme des couches homogènes sur les microparticules de PE et hétérogènes sur les 

microparticules de PP. Ceci est cohérent avec les isothermes d’adsorption présentées Figure 3.32, 

puisqu’une plus grande quantité de BSA est adsorbée par les microparticules de PP, ceci indique une 

corona plus dense sur ces particules. Comme expliqué en introduction, une corona plus dense indique 

une cinétique d’adsorption plus rapide, ce qui résulte en une corona moins homogène, comme nous 

l’observons ici. 

 

6. Etat des protéines en solution après mise en contact avec les 

plastiques 
 

Même si elles ne font pas partie de la corona il est important de s’intéresser aux protéines se trouvant 

en solution après avoir été mises en contact avec les microplastiques. En effet ces protéines peuvent 

avoir été influencées par les MPs, par exemple si elles ont fait partie de la soft corona avant de 

retourner en solution, ou si elles ont interagi avec des protéines faisant partie de la corona. 

Nous avons donc réalisé des mesures de dichroïsme circulaire sur la BSA et l’hémoglobine, afin de voir 

si la mise en contact a eu un effet sur la structure secondaire de ces protéines, et des mesures de 

tonométrie sur l’hémoglobine, afin de vérifier l’impact de la mise en contact sur sa fonction. 

 

6.1. Suivi de l’agrégation des protéines après la mise en contact 
 

Afin de déterminer le potentiel impact de la présence des microparticules de plastique en solution, 

nous avons réalisé des mesures de DLS sur les solutions de protéine après mise en contact avec les 

plastiques, et comparé les corrélogrammes à ceux obtenus pour les solutions de protéine après 
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72 heures sur roue à 3 tours/minute sans plastique. Les microparticules de plastique sont extraites des 

solutions avant les mesures en suivant le même protocole que lors des mesures des isothermes 

d’adsorption. Toutes les solutions sont filtrées avec un seuil de coupure à 1,2 µm afin de garantir 

l’absence de microparticules de plastique en solution, les signaux mesurés correspondent donc bien 

aux protéines. Pour la BSA, les corrélogrammes mesurés après la mise en contact avec les 

microparticules de plastique sont représentés Figure 3.58. 

 

 

Figure 3.58 : Corrélogrammes des solutions filtrées de BSA initialement à 50 mg/L, après 72 h sur roue à 3 tours/minute, 
 sans plastique (en bleu clair) et en contact avec des microparticules de PE (en vert) et de PP (en violet). 

 

La présence de PP ne semble pas modifier l’impact du passage sur roue sur l’agrégation de la protéine, 

mais le PE a un effet notable à la même concentration. Dans le cas du PE nous observons un coefficient 

de corrélation aux longues durées beaucoup plus important, ce qui indique la présence d’objets de 

taille plus importantes. Ce résultat suggère que la présence de PE favorise l’agrégation de la BSA, tandis 

que la présence de PP n’a pas d’effet mesurable. La présence de microparticules peut favoriser 

l’agrégation de la protéine en servant de noyaux de nucléation à cette dernière, amorçant ainsi le 

phénomène d’agrégation. Puisque ces agrégats sont en solution après la centrifugation de 

l’échantillon, et que nous ne les avons pas observés lors des mesures d’imagerie de fluorescence, nous 

pouvons en déduire qu’ils se trouvent dans la soft corona. Pour le moment, nous n’avons pas trouvé 

d’explications pour la différence de comportement observée entre la BSA en présence de 

microparticules de PP et la BSA en présence de microparticules de PE. 

Les corrélogrammes de l’α-synucléine ont également été mesurés après 72 heures de mise en contact 

sur roue avec PP et PE pour des concentrations en microplastiques de 10 g/L, nous donnant les courbes 

représentées Figure 3.59. 
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Figure 3.59 : Corrélogrammes des solution filtrées d'α-synucléine initialement à 50 mg/L, 
après 72 h sur roue à 3 tours/minute, 

sans plastique (en vert clair) et en contact avec des microparticules de PE (en vert foncé) et de PP (en violet). 

 

Nous observons une modification importante du signal après la mise en contact avec les 

microplastiques sous la forme d’une augmentation du coefficient de corrélation mais aussi d’une 

réduction du bruit. Le fait que le signal soit moins bruité après la mise en contact peut s’expliquer par 

une augmentation de la taille des objets en solution ou par une homogénéisation de leur taille. Puisque 

les coefficients de corrélation des corrélogrammes sont plus élevés, et en particulier puisque leur 

valeur reste stable pour des durées plus longues, cette diminution du bruit correspond 

vraisemblablement à la formation d’objets de plus grande taille en solution. Autrement dit la présence 

de microparticules de plastique en solution favorise l’agrégation de l’α-synucléine, probablement en 

servant de noyaux de nucléation à la protéine. Ceci est cohérent puisque L’α-synucléine est une 

protéine susceptible de s’agréger en solution47, et cette agrégation peut être modifiée par la présence 

de nanoparticules48. Comme dans le cas de la BSA, le fait que ces agrégats soient observés dans la 

solution indique qu’ils se forment dans la soft corona. 

Dans le cas de l’hémoglobine, pour les mêmes raisons que lors des mesures de DLS sur les solutions 

sans microparticules de plastique, nous avons utilisé des solutions de methémoglobine à une 

concentration de 250 mg/L et filtré avec un seuil de coupure à 0,8 µm. Les corrélogrammes ainsi 

obtenus sont représentés Figure 3.60. 
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Figure 3.60 : Corrélogrammes des solutions filtrées de metHb initialement à 250 mg/L sans plastique (en rouge) 
et en contact avec des microparticules de PE (en vert) et de PP (en violet) 

après 72 h sur roue à 3 tours/minute. 

 

La principale différence observée entre les corrélogrammes en présence et en l’absence de 

microparticules de plastique est une intensité plus faible du signal aux longues durées après la mise en 

contact. Ceci indique une plus faible concentration d’agrégats en solution. Il est possible que cette 

diminution de la quantité d’agrégats en solution soit causée par l’adsorption de ces derniers par les 

microparticules de plastique, comme observé en imagerie Raman. Le fait que ces agrégats ne soient 

pas passés en solution lors de la centrifugation des échantillons indiquerait donc qu’ils font partie de 

la hard corona. Comme pour les mesures de DLS sur les solutions de methémoglobine sans 

microparticules de plastiques, ces expériences mériteraient d’être répétées avec des solutions 

d’hémoglobine oxygénée et des filtres avec un seuil de coupure à 1,2 µm. 

 

6.2. Etude de la structure secondaire des protéines dans la dispersion 
 

Des expériences de dichroïsme circulaire ont été réalisées sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL 

afin d’observer les éventuelles modifications structurales des protéines. Lors de notre session au 

synchrotron nous n’avions pas encore accès à l’α-synucléine, seules la BSA et l’hémoglobine sont donc 

traitées dans cette partie. 

Nous avons commencé par vérifier les conditions dans lesquelles cette méthode est utilisable. Nous 

avons préparé deux solutions d’hémoglobine, une contenant uniquement de la protéine et une 

contenant de la protéine en contact avec du PE. Après avoir laissé ces solutions sur roue pendant 

72 heures nous avons mesuré le spectre de l’hémoglobine seule, puis celui de l’hémoglobine en 

contact avec le PE pendant que la solution est encore homogène (l’échantillon mesuré a donc une 

faible concentration en MP). Après avoir laissé crémer la solution d’hémoglobine avec PE, un 

échantillon est prélevé dans la partie claire de la solution (sous-nageant, pas de MP) et un autre dans 

le surnageant (surnageant, forte concentration en MP), et leurs spectres sont mesurés. Ces 3 spectres 

sont rassemblés et comparés au spectre de l’hémoglobine avant la mise en contact avec le PE Figure 

3.61. 
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Figure 3.61 : Spectres de dichroïsme circulaire de l’hémoglobine dans les différentes phases 
après 72 h de contact avec les microparticules de PE à 20 g/L. 

 

Ces tests nous indiquent qu’il est possible de mesurer les spectres de l’hémoglobine dans la dispersion 

des microplastiques et dans le sous-nageant, et que ceux-ci ne présentent pas de différences majeures 

par rapport au spectre de la protéine seule en dehors de leur intensité. Cette modification de l’intensité 

s’explique par la diminution de la concentration d’hémoglobine de la solution, une partie de la protéine 

étant adsorbée par les microparticules et par les parois du tube. Le spectre du surnageant est 

fortement bruité par rapport aux autres spectres mesurés, probablement à cause de la taille 

relativement importante des microplastiques. 

Le signal obtenu pour le surnageant est trop bruité pour permettre une analyse des résultats, et la 

composition de la dispersion comprend un mélange de protéines adsorbées et de protéines libres, 

dont les proportions sont mal connues. Nous avons donc choisi d’analyser le sous-nageant obtenu 

après séparation, dont le signal est peu bruité et dont nous savons qu’il correspond spécifiquement 

aux protéines non-adsorbées après contact avec le plastique, afin de savoir précisément à quelle phase 

pourront s’appliquer nos conclusions. 

Pour chacune des protéines nous avons suivi sur 72 heures des échantillons laissés sur roue tournant 

à 3 tours/minute à 4°C sans microplastique, avec PP et avec PE. Les spectres de dichroïsme circulaire 

de ces solutions ont été mesurés avant le passage sur roue, après 24 heures sur roue, après 48 heures 

sur roue et après 72 heures sur roue. Les spectres obtenus pour la BSA à 66 mg/L sans microplastique 

sont représentés Figure 3.62. 
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Figure 3.62 : Spectres de dichroïsme circulaire de la BSA après 24 h, 48 h et 72 h de mouvement sur roue à 3 tours/minutes. 

 

L’analyse de spectre de la BSA par le logiciel CDToolX nous indique que la structure secondaire de la 

BSA est composée de 56% d’hélices, 14% de coudes et 30% de structures autres, sans changements 

après 72 heures de mouvement sur roue à 3 tours/minute. Cette quantité d’hélices est cohérente avec 

ce qui est trouvé dans la littérature49,50. L’intensité est légèrement différente entre les spectres, mais 

ces variations sont faibles et probablement dues aux imprécisions lors de la calibration, pouvant par 

exemple être causées par l’incertitude sur l’épaisseur de la cellule dans laquelle se trouve l’échantillon 

lors de la mesure. Ceci indique que les agrégats observés en DLS sont en concentration trop faible pour 

les observer en dichroïsme circulaire, ou que les propriétés optiques de la BSA ne sont pas modifiées 

par son agrégation. 

Nous avons ensuite mesuré ces spectres pour la BSA en contact avec les microplastiques, présentés 

Figure 3.63. 

 

 

Figure 3.63 : Suivis en dichroïsme circulaire de la BSA en contact avec les microplastiques dans le sous-nageant, 
après 24 h, 48 h et 72 h sur roue, à gauche PP et à droite PE. 

 

Les spectres ne sont pas modifiés au cours de la mise en contact, la structure secondaire de la BSA se 

trouvant dans le sous-nageant reste donc inchangée. 
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Nous avons eu des problèmes de calibration du trajet optique pour les spectres de l’hémoglobine à 

16 mg/L, ces derniers sont donc représentés en unité arbitraire et normalisés à 194 nm. Les spectres 

obtenus pour l’hémoglobine sans microplastique sont représentés Figure 3.64. 

 

 

Figure 3.64 : Spectres de dichroïsme circulaire de Hb après 24 h, 48 h et 72 h de mouvement sur roue à 3 tours/minutes. 

 

L’analyse de ces spectres par CDToolX nous permet de déterminer que la structure secondaire de notre 

hémoglobine est composée de 70% d’hélices, 5% de coudes et 25% de structures autres. Ceci est 

cohérent avec la structure décrite dans la littérature51. Malgré l’observation d’agrégation en DLS, le 

passage sur roue sans microplastique ne semble pas modifier la structure secondaire de 

l’hémoglobine. Ceci peut être expliqué parce que les agrégats sont en trop faible concentration ou 

parce que les propriétés optiques de l’hémoglobine ne sont pas modifiées par son agrégation. 

Les spectres obtenus pour l’hémoglobine sur roue avec microplastiques sont représentés Figure 3.65. 

 

 

Figure 3.65 : Suivis en dichroïsme circulaire de l’hémoglobine en contact avec les microplastiques dans le sous-nageant, 
après 24 h, 48 h et 72 h sur roue, à gauche PP et à droite PE. 

 

Comme pour l’hémoglobine sans microplastique, aucune modification significative du spectre n’est 

observée lors de la mise en contact. 
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Une étude supplémentaire effectuée en dichroïsme circulaire est le suivi de la structure de la BSA lors 

de son chauffage. Nous avons mis en contact sur roue de la BSA à 700 mg/L avec des microparticules 

de PE à 10 g/L, laissé crémer la suspension pendant 24 heures, puis prélevé un échantillon dans le 

surnageant pour observer la protéine adsorbée sur le plastique. L’échantillon est chauffé de 21°C à 

96°C par paliers de 3°C, en mesurant le spectre de l’échantillon à chaque température. Le système est 

maintenu à chaque température pendant 11 minutes afin que les spectres mesurés correspondent au 

système à l’équilibre, et 3 spectres sont acquis puis moyennés. Les spectres ainsi obtenus sont 

regroupés Figure 3.66. 

 

 

Figure 3.66 : Spectres de la BSA en contact avec les microparticules de PE dans le surnageant et chauffée. 
Un spectre est acquis tous les 3°C de 21°C à 96°C. 

 

Nous remarquons que les spectres sont très bruités même avant chauffage en raison de la faible 

concentration en BSA utilisée ici pour la mise en contact avec les microplastiques. Afin de visualiser 

directement la dégradation de la protéine nous avons suivi l’évolution de l’intensité du signal à 194 nm, 

qui dépend directement de la quantité d’hélices dans la protéine52, en fonction de la température. 

Frank Wien a réalisé des mesures de référence sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL sur de la BSA 

à 10 g/L dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,0, en chauffant l’échantillon de 25°C à 95°C par 

paliers de 5°C. Une fois de plus, le système est maintenu 11 minutes à chaque palier de température 

et 3 spectres de dichroïsme circulaire sont mesurés puis moyennés. Les courbes ainsi obtenues sont 

présentées Figure 3.67. 
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Figure 3.67 : Comparaison de l’évolution de l’intensité du signal de dichroïsme circulaire à 194 nm 
en fonction de la température de 21°C à 96°C,  

de la BSA en contact avec les microparticules de PE dans le surnageant (en vert) et de la BSA sans plastique (en bleu). 

 

La présence de microparticules de plastique dans le surnageant empêche de connaître exactement le 

trajet optique, et donc de normaliser le signal en delta epsilon. Chaque série de spectre a donc été 

normalisée sur l’intensité du pic à 194 nm, qui correspond au maximum des hélices, à la plus faible 

température.  

Dans le cas de la BSA sans plastique, le signal reste stable jusqu’à 45°C puis diminue linéairement. Ceci 

signifie que la protéine commence à se dénaturer à partir de 45°C, cette dénaturation étant 

accompagnée d’un débobinage des hélices53. Dans le cas de la BSA adsorbée sur les microparticules de 

PE, l’intensité décroit dès 21°C et continue de décroitre avec la température, indiquant que la protéine 

est dénaturée par le chauffage. Puisque nous restons en excès de BSA dans le surnageant, l’absence 

de changement du rythme de décroissance du signal pour cet échantillon montre que, en plus de la 

BSA adsorbée sur le plastique, la BSA en solution est également déstabilisée par la présence de 

microparticules de PE à cette concentration. 

Pour la BSA sans plastique 50% de la structure est perdue à 70°C, mais en présence de microplastiques 

50% de la structure est perdue dès 36°C, ce qui correspond à une température corporelle. Ceci indique 

que la présence de microplastiques en forte concentration cause une dénaturation de la BSA à 

température corporelle, signifiant que les microparticules de plastique, même sans toxicité chimique, 

ont une toxicité moléculaire. Ce type de déplacement d’équilibre a déjà été observé au laboratoire 

dans le cas de solutions d’hémoglobine contenant des nanoparticules de silice34. Dans ces expériences, 

il a été observé que la protéine à pH 7,0 est moins structurée en présence des nanoparticules à 

température ambiante (65% d’hélices sans nanoparticules, 50% d’hélices avec) et présente un point 

de fusion plus faible (76°C sans nanoparticules, 57°C avec). 

Des sessions supplémentaires au synchrotron seraient nécessaires pour étudier l’effet de ces 

microparticules de plastique sur l’hémoglobine et l’α-synucléine, ainsi que pour étudier l’effet des 

microparticules de PP. 
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6.3. Oxygénation de l’hémoglobine après mise en contact avec les microplastiques 
 

Nous avons réalisé des expériences de tonométrie sur l’hémoglobine se trouvant dans le sous-nageant 

après mise en contact avec les microplastiques puis séparation de ces derniers. Nous savons déjà que 

l’hémoglobine en solution reste oxygénée après la mise en contact avec les microplastiques grâce aux 

mesures de spectroscopie Raman Figure 3.38. Puisque nous travaillons ici en solution, contrairement 

aux dernières expériences de tonométrie, nous réalisons directement l’acquisition des spectres 

d’adsorption UV-visibles, représentés Figure 3.68. 

 

 

 

Figure 3.68 : Spectres d’absorbance visibles de l'hémoglobine du sous-nageant 
séparée des microplastiques après ajouts successifs d'oxygène. 

 

Le signal à 630 nm nous indique la présence de methémoglobine (environ 5%) mais la présence des 

points isobestiques montre que cela n’a pas nui aux mesures d’oxygénation. Les valeurs de P50 et de n 

peuvent varier en fonction de ‘l’âge’ de l’hémoglobine, une mesure sur un échantillon témoin a donc 

été réalisée simultanément à chaque expérience de tonométrie afin d’assurer que le témoin soit 

comparable à l’échantillon étudié. Les deux tonomètres ayant des volumes différents, les valeurs de 

P(O2) sont donc légèrement différentes entre les courbes pour des volumes identiques d’oxygène 
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ajouté, ce qui explique le léger décalage des points entre la solution étudiée et le témoin dans chaque 

étude présentée. 

Nous observons que les courbes d’oxygénation, avec et sans microparticules de PP, représentées 

Figure 3.69, sont proches. 

 

 

Figure 3.69 : Courbe d'oxygénation de l'hémoglobine dans le sous-nageant 
après 72 h en contact avec les microparticules de PP puis séparation 

(points de mesure en rouge, ajustement par la formule de Hill en gris, points de mesure du témoin en bleu). 

 

En suivant la même méthode décrite dans le paragraphe 5.3 de ce chapitre, nous avons ajusté la courbe 

d’oxygénation en utilisant la formule de Hill. Nous avons ainsi obtenu les valeurs de P50, qui correspond 

à la pression partielle en dioxygène pour laquelle la moitié de l’hémoglobine est oxygénée, et de n, qui 

correspond à la coopérativité de l’hémoglobine lors de la fixation du dioxygène. La détermination de 

ces paramètres, rassemblés dans le Tableau 3.11, confirme que les différences sont négligeables. 

 

 Hb après 72 h avec PP Hb témoin 

n 2,3 ± 0,2 2,3 ± 0,2 

P50 (mmHg) 6,6 ± 0,5 6,9 ± 0,5 

Tableau 3.11 : Valeur de n et de P50 pour Hb après contact avec PP et pour le témoin correspondant. 

Nous n’observons donc pas de changement de l’activité de l’hémoglobine en solution après mise en 

contact avec les microparticules de PP. 

Nous observons que les courbes d’oxygénation, avec et sans microparticules de PE, représentées 

Figure 3.70Figure 3.69, sont proches. 
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Figure 3.70 : Courbe d'oxygénation de l'hémoglobine dans le sous-nageant 
après 72 h en contact avec les microparticules de PE puis séparation 

(points de mesure en rouge, ajustement par la formule de Hill en gris, points de mesure du témoin en bleu). 

 

Une fois de plus la courbe d’oxygénation de l’hémoglobine en solution est ajustée en utilisant la 

formule de Hill. La détermination des paramètres correspondants, rassemblés dans le Tableau 3.12, 

confirme que les différences sont négligeables. 

 

  

 Hb après 72 h avec PE Hb témoin 

n 2,2 ± 0,2 2,3 ± 0,2 

P50 (mmHg) 6,4 ± 0,5 6,4 ± 0,5 

Tableau 3.12 : Valeur de n et de P50 pour Hb après contact avec PE et pour le témoin correspondant. 

Nous n’observons donc pas de changement de l’activité de l’hémoglobine en solution après mise en 

contact avec les microparticules de PP. 

Pour l’hémoglobine ayant été en contact avec PP, nous observons une fois de plus que les courbes 

d’oxygénation, représentées Figure 3.71Figure 3.69, sont proches. 
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Figure 3.71 : Courbe d'oxygénation de l'hémoglobine de la solution 
après 72 h de mise en contact avec le filtre en PP 

(points de mesure en rouge, ajustement par la formule de Hill en gris, points de mesure du témoin en bleu). 

 

Une fois de plus la courbe d’oxygénation de l’hémoglobine en solution est ajustée en utilisant la 

formule de Hill. La détermination des paramètres correspondants, rassemblés dans le Tableau 3.13, 

confirme que les différences sont négligeables. 

 

 Hb après 72 h avec filtre Hb témoin 

n 3,0 ± 0,2 3,2 ± 0,3 

P50 (mmHg) 7,8 ± 0,5 7,8 ± 0,5 

Tableau 3.13 : Valeur de n et de P50 pour Hb après contact avec un filtre en PP et pour le témoin correspondant. 

Nous n’observons donc pas de modification de l’activité de l’hémoglobine en solution après mise en 

contact avec un filtre en PP. 

 

7. La méthode de mise en contact a-t-elle une influence sur les 

interactions plastique/protéines ? 
 

Lorsque de la mise en contact des microparticules de plastique avec des solutions de protéine sur roue, 

les protéines et le plastique sont en mouvement, et il n’y a pas d’interface air/liquide/solide. En 

modifiant le mouvement des espèces considérées et les interfaces présentes, il est possible de changer 

les mécanismes mis en jeux, et ainsi les interactions entre protéines et plastiques. 

Nous avons réalisé des expériences exploratoires pour tester deux méthodes de mise en contact 

supplémentaires. La première est une mise en contact par dip coating, pour laquelle la solution de 

protéine reste immobile et la surface de plastique est en mouvement, et qui fait intervenir une 

interface air-liquide-solide. La seconde méthode consiste à faire circuler de la solution de protéine 
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dans un tube en plastique, la solution de protéine est donc en mouvement pendant que la surface en 

plastique reste immobile et il n’y a pas d’interface air-liquide-solide. 

 

7.1. Déplacement du plastique dans une solution protéique avec une interface air/liquide 
 

Nous avons également travaillé avec des filtres en PP que nous avons mis en contact avec les solutions 

de protéines de deux façons, en mettant sur roue des tubes contenant une solution de protéine et des 

morceaux de filtre ou par dip coating. 

Le dip coating consiste à tremper un objet de façon répétée dans un fluide. Ici, il s’agit de tremper un 

morceau de filtre de façon répétée dans une solution de protéine. Cette méthode de mise en contact 

implique des interactions différentes par rapport à la mise en contact sur roue, en particulier au niveau 

des interfaces mises en jeux représentées Figure 3.72. 

 

 

Figure 3.72 : Schémas des interfaces lors d’une mise en contact de plastiques microstructurés avec les protéines 
dans le cas d’une suspension de microparticules de plastique en solution (en haut) 

et dans le cas d’un dip coating de filtre en plastique (en bas). 

 

Lors des mises en contact par dip coating nous introduisons une interface plastique/air/liquide, en 

mouvement au cours du temps, là où la mise en contact avec les microparticules se fait uniquement 

sur une interface plastique/liquide. Nous avons cherché à comprendre si cette nouvelle interface 

provoque de nouvelles interactions. 

Pour cela nous avons commencé par analyser la solution de protéine avant et après dip coating afin de 

voir l’influence de la mise en contact sur les protéines. Nous avons ensuite réalisé des mesures de 

spectres ATR-FTIR du filtre après le dip coating dans le but d’observer directement les protéines 

adsorbées. 

 

7.1.1. Effet du dip coating sur la solution 

 

L’appareil utilisé pour le dip coating ne pouvant pas être placé en chambre froide à cause de l’humidité, 

ces expériences sont réalisées à température ambiante. 
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La couleur du filtre après dip coating visible sur la photo Figure 3.73, montre que nous retirons de la 

protéine, mais la quantité retirée est négligeable par rapport à la quantité présente en solution, qui 

est de 2,5 mg pour 5 mL de solution à 500 mg/L.  

 

 

Figure 3.73 : Photographie d’un filtre en PP après 24 h de dip coating dans une solution d'hémoglobine à 500 mg/L. 

 

Le fait que nous observons un changement de couleur net ici, tandis que nous n’observions pas de 

changement de couleur lors de la mise en contact des morceaux de filtres sur roue lors des expériences 

de tonométrie Figure 3.51, montre que la quantité d’hémoglobine sur le filtre est plus importante 

après une mise en contact par dip coating qu’après une mise en contact sur roue. La méthode de mise 

en contact a donc un impact sur la quantité de protéine adsorbée dans le cas d’une solution 

d’hémoglobine sur un filtre en PP. 

Nous remarquons que l’hémoglobine se trouve principalement sur une bande. Ceci est parce que 

l’hémoglobine s’est principalement déposée au niveau de l’interface air-liquide-solide à chaque 

trempage, et que la position de cette interface a changé au cours de l’expérience à cause de 

l’évaporation de la solution (comme nous pouvons l’observer sur les parois du creuset). Afin d’éviter 

l’influence de l’évaporation sur nos expériences suivantes, les creusets ont été déposés dans des boîtes 

fermées contenant un fond d’eau lors de celles-ci, comme présenté Figure 3.74. 

 

 

Figure 3.74 : Montage utilisé pour les expériences de dip coating. 
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Lors de nos premières expériences, réalisées avant que nous ayons accès à l’α-synucléine, nous avons 

mesuré les spectres d’adsorption UV-visible des solutions avant et après dip coating. Nous avons 

commencé avec des solutions contenant 500 mg/L de protéines, et les spectres ainsi obtenu pour la 

BSA sont représentés Figure 3.75. 

 

 

Figure 3.75 : Spectres UV-visibles de la BSA après 24 h 
de dip coating d'un filtre en PP (en bleu) et sans dip coating (en gris). 

 

La valeur d’absorbance mesurée est plus élevée après le dip coating, et la différence entre le spectre 

de la solution sans dip coating et les spectres après dip coating est plus élevée aux faibles longueurs 

d’onde. Ceci peut être causé par de la diffusion, ce qui indiquerait une légère agrégation ou 

dénaturation de la protéine. 

La même expérience a été réalisée pour la metHb (ces expériences ont été réalisées peu après les 

périodes de confinement, il nous était donc impossible de nous procurer du sang en abattoir pour 

préparer de l’hémoglobine fraiche), nous donnant les spectres représentés Figure 3.76. 

 

 

Figure 3.76 : Spectres visibles de methémoglobine après 24 h 
de dip coating d'un filtre en PP (en rouge) et sans dip coating (en gris). 
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Nous n’observons cette fois pas de diffusion, ce qui n’indique pas forcément une absence d’agrégation 

et peut simplement être causé par le fait que ces spectres sont mesurés à de plus grandes longueurs 

d’ondes, auxquelles les effets potentiels de la diffusion sont moindres. Nous remarquons également 

que le spectre de l’hémoglobine n’ayant pas subi de dip coating a des pics plus intenses que les autres 

spectres à 541 nm et à 577 nm, mais moins intense à 633 nm. Cette modification du spectre peut être 

causée par une légère modification du pH, puisqu’une partie de la solution peut s’évaporer au cours 

de l’expérience et ainsi modifier la concentration du tampon. 

Nous avons donc réalisé des expériences de dip coating avec une plus faible concentration en protéine, 

afin d’essayer de quantifier cette perte. Pour cela nous avons utilisé une solution d’hémoglobine à 

25 mg/L, et avons observé le pic de Soret représenté Figure 3.77. 

 

 

Figure 3.77 : Spectres UV-visibles de methémoglobine à 25 mg/L 
après 24 h de dip coating d'un filtre en PP (en rouge) et sans dip coating (en gris). 

 

Malgré les faibles concentrations nous n’observons pas de perte notable de protéine. Nous 

remarquons toutefois un shift du pic de Soret vers les faibles longueurs d’onde après le dip coating, ce 

qui peut une fois de plus indiquer un léger changement du pH au cours de la mise en contact. 

 

7.1.2. Effet du dip coating sur le filtre 

N’ayant pas observé les pertes de protéines en suivant la concentration en solution, nous avons 

cherché à observer les protéines perdues sur le filtre, en travaillant à forte concentration puis en 

mesurant le spectre ATR-FTIR du filtre après dip coating. Afin de reconnaitre le spectre des protéines 

si elles sont visibles, nous avons commencé par mesurer les spectres ATR-FTIR des protéines sèches, 

que nous avons représentés Figure 3.78. Ces protéines sèches ont été obtenues en laissant quelques 

gouttes de solution de protéine sécher dans une boîte de Petri, puis en grattant les protéines collées 

à la boîte après séchage. 
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Figure 3.78 : Spectres ATR-FTIR des protéines sèches, normalisés à 1640 cm-1. 
Le spectre de la BSA est représenté en bleu, le spectre de l’hémoglobine en rouge et le spectre de l’α-synucléine en vert. 

 

La bande entre 3000 cm-1 et 3500 cm-1 peut correspondre au signal de l’eau, les protéines n’étant pas 

parfaitement sèches, ou au signal des liaisons O-H dans les protéines. Le signal que nous allons donc 

rechercher sur les filtres après dip coating est l’ensemble de pics allant de 1000 cm-1 à 1750 cm-1, le 

polypropylène n’ayant que peu de pics dans cette zone et en particulier aucun entre 1500 cm-1 et 

1750 cm-1. 

Des expériences ont été réalisées avec de l’α-synucléine à 25 mg/L et à 500 mg/L afin de déterminer 

l’influence de la concentration en protéine, les spectres des filtres en PP après le dip coating étant 

représentés Figure 3.79. La spectroscopie IR a été choisie puisque les trois protéines étudiées peuvent 

être détectées par cette technique. 

 

 

Figure 3.79 : Spectres ATR-FTIR de filtres en PP sans dip coating (en violet), 
après 24 h de dip coating dans de l’α-synucléine à 25 mg/L (en vert clair) 

et après 24 h de dip coating dans de l’α-synucléine à 500 mg/L (en vert foncé). 
Spectre complet à gauche et zoom dans la zone du signal des protéines à droite. 

 

Nous n’observons pas le signal caractéristique des protéines sur le filtre, même après dip coating dans 

la solution la plus concentrée. Nous remarquons toutefois un signal entre 3000 cm-1 et 3500 cm-1 qui 

correspond à de l’eau. Ce signal est uniquement visible sur le filtre après dip coating dans une solution 
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concentrée en protéine, ce qui indique que le filtre est devenu hydrophile. Des protéines ont donc bien 

été adsorbées par le filtre, mais en quantité trop faibles pour être visibles par spectroscopie. 

Nous avons ensuite réalisé la même expérience de dip coating pour la BSA, l’hémoglobine et l’α-

synucléine à 500 mg/L afin de déterminer l’importance de la nature de la protéine, et obtenu les 

spectres représentés Figure 3.80. 

 

 

Figure 3.80 : Spectres ATR-FTIR de filtres en PP sans dip coating (en violet), 
après 24 h de dip coating dans un solution de BSA à 500 mg/L (en bleu), 

après 24 h de dip coating dans une solution d’hémoglobine à 500 mg/L (en rouge) 
et après 24 h de dip coating dans une solution d’α-synucléine à 500 mg/L (en vert).  

Spectre complet à gauche et zoom dans la zone du signal des protéines à droite. 

 

Nous faisons les mêmes observations que pour l’α-synucléine, nous n’observons pas de signal de 

protéines mais le signal de l’eau est visible, indiquant une fois de plus que le dip coating a réduit 

l’hydrophobicité des filtres en PP. Dans le cas de l’hémoglobine nous avons observé visuellement la 

présence de protéine sur le filtre, le fait qu’elle ne soit pas visible par spectroscopie montre donc que 

la sensibilité de cette technique est relativement faible. 

Afin de comparer les différentes méthodes de mise en contact nous avons également mesuré le 

spectre ATR-FTIR d’un filtre en PP mis en contact avec l’hémoglobine en le laissant dans une solution 

d’hémoglobine à 1 g/L sur roue tournant à 3 tours/minute pendant 72 heures à 4°C. Ce spectre est 

comparé à celui d’un filtre après dip coating dans l’hémoglobine Figure 3.81. 

 

 

Figure 3.81 : Spectres ATR-FTIR de filtres en PP sans dip coating (en violet), 
après 24 h de dip coating dans un solution d’hémoglobine à 500 mg/L (en rouge), 

après 24 h de mise en contact sur roue dans une solution d’hémoglobine à 1 g/L (en orange).  
Spectre complet à gauche et zoom dans la zone du signal des protéines à droite. 
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Le spectre de la protéine n’est toujours pas visible sur le filtre, mais dans le cas du filtre mis en contact 

sur roue nous n’observons pas le signal de l’eau. Ceci peut indiquer que l’adsorption de protéine sur le 

filtre est moins efficace lors d’une mise en contact sur roue qu’en réalisant une expérience de dip 

coating, ce qui est en accord avec les observations visuelles des filtres après mise en contact sur roue 

et par dip coating. 

 

7.2. Circulation d’une solution protéique sur une surface de plastique sans interface 

air/liquide 
 

Dans le cadre d’une expérience visant à tester une troisième méthode de mise en contact avec les 

plastiques, en faisant circuler une solution de protéine dans un circuit de tubes Tygon Chemical 

comprenant des filtres en polypropylène, une désoxygénation de l’hémoglobine a été observée. Le 

montage, visible sur la photo Figure 3.82, consistait à avoir un bécher contenant une solution 

d’hémoglobine et une pompe péristaltique faisant circuler la solution dans des tubes en plastique, 

traversant des filtres en polypropylène et une cuve dans un spectromètre UV-visible. 

 

 

Figure 3.82 : Montage utilisé pour l'étude de solutions de protéines en circulation. 

 

Lors de cette observation l’hémoglobine était maintenue immobile en circuit fermé, et un spectre était 

mesuré toutes le heures, donnant l’ensemble des spectres représenté Figure 3.83. 

 

152



 

 

Figure 3.83 : Suivi du spectre UV-visible de Hb en circuit fermé (1 spectre par heure). 

 

Malgré la forte proportion de metHb dans la solution initiale (environ 35%), la présence de points 

isobestiques nous montre que nous avons un équilibre entre deux formes de l’hémoglobine. Plus 

précisément, nous observons que l’hémoglobine oxygénée est convertie en hémoglobine désoxygénée 

au cours de l’expérience. 

En suivant l’évolution de l’absorbance à 576 nm et 552 nm, qui correspondent respectivement au pic 

d’adsorption de l’hémoglobine oxygénée et au pic d’adsorption de l’hémoglobine désoxygénée, nous 

voyons que la solution reste stable pendant environ 10 heures avant de complètement se désoxygéner 

en 5 heures (Figure 3.84). 

 

 

Figure 3.84 : Suivi de l'intensité des pics principaux de l'hémoglobine oxygénée (576 nm, en bleu) 
et désoxygénée (552 nm, en orange) en circuit fermé. 

 

Cette expérience a été répétée un total de 3 fois et les observations sont restées similaires. 

Afin de vérifier que cet effet est dû à la présence du tube, plusieurs morceaux ont été découpés et 

laissés dans une cuve hermétiquement fermée remplie complètement par une solution d’hémoglobine 
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de sorte à ne pas laisser d’air. Cette cuve a ensuite été laissée dans un spectrophotomètre pendant 

60 heures à température ambiante. Nous avons après cette durée observé un fort changement de 

couleur de la solution, comme nous pouvons le voir Figure 3.85. 

 

 

Figure 3.85 : Hémoglobine contenant des morceaux de tube dans une cuve fermée en début de mise en contact 
et après 60 h à température ambiante. 

 

Dans ces conditions, aucune désoxygénation n’a été observée mais l’observation des points 

isobestiques indique un équilibre entre deux formes, et la methémoglobine a été formée de façon 

constante pour la durée de la mesure, comme nous pouvons le voir aux courbes représentées         

Figure 3.86. 

 

 

Figure 3.86 : Evolution du spectre UV-visible de l'hémoglobine en 60h dans une cuve fermée 
avec des morceaux de tubes à 20°C, 1 spectre par heure. 

 

Nous observons que l’hémoglobine, pourtant en contact avec les mêmes tubes que lors de l’acquisition 

des spectres Figure 3.83, évolue de façon très différente que dans ce cas. Ceci confirme l’importance 

des conditions de mise en contact entre plastique et protéine. 

L’oxydation de l’hémoglobine laissée à température ambiante est attendue, mais l’hémoglobine 

laissée en contact avec les morceaux de tube a formé de la metHb beaucoup plus rapidement que de 

l’hémoglobine laissée 24 heures à température ambiante.  
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Synthèse du chapitre 

 

L’analyse des plastiques microstructurés que nous avons utilisée nous a permis de déterminer leurs 

dimensions, rassemblées Tableau 3.14. 

 

 PP (microparticules) PE (microparticules) PP (filtre) 

Rayon médian (µm) 5,0 2,1 X 

Surface spécifique (m²/g) 1,1 2,5 0,7 

Tableau 3.14 : Dimensions des plastiques microstructurés utilisés. 

Les analyses par spectroscopie Raman, ATR-FTIR et XPS nous ont permis de déterminer que les 

plastiques ne présentaient pas d’additifs en quantités notable, mais ont indiqué que les 

microparticules de PE sont partiellement oxydées, avec une présence d’environ 0,9% d’atomes 

d’oxygène par rapport à la quantité d’atomes de carbone. 

Nous avons tracé les isothermes d’adsorption de nos protéines modèles sur chacun des plastiques 

étudiés, ce qui nous a permis d’estimer les masses de protéines adsorbées sur chaque plastique et leur 

affinité. Les isothermes ont pu être ajustées en utilisant le modèle de Langmuir pour déterminer les 

paramètres rassemblés Tableau 3.15. 

 

 PP PE 

 mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

BSA 2,6 ± 0,2 1,0 ± 0,2 1,4 ± 0,1 0,7 ± 0,2 

Hb 2,2 ± 0,2 92 ± 8 1,0 ± 0,1 26 ± 3 

αsyn 1,1 ± 0,1 4,6 ± 0,5 0,7 ± 0,1 0,6 ± 0,1 

Tableau 3.15 : Paramètres obtenus après ajustement suivant le modèle de Langmuir des isothermes d’adsorption 
Des protéines étudiées sur les microparticules de PP et de PE dans du tampon phosphate 100 mM à pH 7,0. 

Ces valeurs indiquent que les trois protéines étudiées s’adsorbent en plus grande quantité sur les 

microparticules de PP, et ont une plus forte affinité pour ces dernières que pour les microparticules de 

PE. Nous observons également que l’hémoglobine a une plus forte affinité pour les microparticules de 

plastique de la BSA et l’α-synucléine, ce qui peut s’expliquer par le fait que l’hémoglobine est plus 

faiblement chargée au pH auquel nous avons travaillé. 

Les mesures turbiscan ont montré que les microparticules de PP ne sont stabilisées en solution par les 

protéines que pendant quelques heures, les microparticules de PE pouvant rester en solution pendant 

plus d’une journée, ce qui peut être dû à la plus grande taille des microparticules de PP. Pour les deux 

plastiques, l’hémoglobine est la protéine qui les stabilise en solution le moins efficacement. 

Les mesures des courbes d’oxygénation d’hémoglobine après différentes méthodes de mise en contact 

avec les plastiques nous a indiqué que l’activité de l’hémoglobine adsorbée sur les filtres en PP était 

diminuée. Pour l’hémoglobine restant en solution après la mise en contact, quel que soit le type de 

plastique impliqué, l’activité de la protéine n’est pas modifiée. 
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L’imagerie Raman nous a permis d’observer l’hémoglobine adsorbée sur les microparticules de 

plastique. Sur les microparticules de PE nous avons observé la présence d’agrégats d’hémoglobine 

dénaturée, comme nous pouvons le voir Figure 3.87, et d’une couche d’hémoglobine dénaturée sur 

l’ensemble de la microparticule qui pourrait correspondre à la corona. Sur les microparticules de PP, 

nous n’avons pas observé de quantité notable d’hémoglobine. 

 

 

Figure 3.87 : A gauche, image de microparticules de PE ; 
au milieu, composantes obtenues par imagerie pour un ensemble de spectres de référence ; 

à droite, image obtenue en superposant ces composantes 
(PE en gris, tampon phosphate en bleu, HbO2 en vert et hémoglobine vieillie thermiquement en rouge). 
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Chapitre 4 
Effets du vieillissement des plastiques 
sur les interactions avec les protéines 

 

 

Les plastiques se trouvant dans la nature peuvent y rester pendant plusieurs siècles, durée pendant 

laquelle ils vont vieillir et leurs propriétés vont être modifiées1–3, en particulier lorsqu’ils sont en 

présence de matière organique4. Ces modifications peuvent influencer les propriétés des 

microparticules de plastique, et en particulier leurs interactions avec les protéines. Dans le cas de 

nanoparticules de polystyrène, il a déjà été montré que la présence de groupements carbonyle 

influence ses propriétés de surface et a un impact notable sur la corona de protéines5. Généralement, 

les microparticules de plastique vieillies adsorbent plus facilement les espèces, qu’elles soient polaires 

ou non-polaires6.  

Puisque le vieillissement des plastiques entraîne la formation de groupements carbonyle, qui sont 

facilement observables en spectroscopie ATR-FTIR, nous avons utilisé la détermination de la quantité 

de groupements carbonyle via le calcul de l’indice carbonyle (IC) pour suivre le vieillissement des 

plastiques. Nous avons alors testé plusieurs méthodes de vieillissement, incluant un vieillissement par 

irradiation UV, vieillissement thermique et vieillissement par irradiation par un accélérateur linéaire 

(rayonnement beta LINAC), afin de déterminer la méthode la plus adaptée pour obtenir des 

microparticules de polypropylène (PP) et de polyéthylène (PE) vieillies. 

Une fois les microparticules de plastique vieillies obtenues, puis analysées de la même façon que les 

microparticules de plastique non vieillies, nous les avons mis en contact avec les protéines en suivant 

le même protocole que pour les microparticules de plastique non vieillies. Suite à ces mises en contact 

nous avons mesuré les isothermes d’adsorption des protéines, observé l’hémoglobine adsorbée sur 

les microparticules par spectroscopie Raman et observé la stabilité des microparticules de plastique 

vieillies en solution par mesures turbiscan. Pour chaque expérience, les résultats ont été comparés 

avec ce qui a été observé dans le cas des plastiques vieillis. 

Nous avons également observé la corona de protéine sur des microparticules de plastique vieillies par 

imagerie de fluorescence. L’analyse de ces mesures n’a toutefois pas été possible puisque, après 

vieillissement, les microparticules de plastique émettent un signal de fluorescence nous empêchant 

de les distinguer des protéines. 

 

1. Préparation et caractérisation des microplastiques vieillis 
 

Une méthode couramment utilisée pour faire vieillir des plastiques consiste à utiliser des irradiations 

UV-visible, mais cette méthode requiert des longues durées (de l’ordre de plusieurs mois) et est peu 

transférable7. 

Nous avons testé différentes méthodes de vieillissement pour les microparticules de PP et de PE. Après 

chaque test, le spectre ATR-FTIR des microparticules a été mesuré pour calculer leur indice carbonyle, 

qui a été utilisé comme critère d’évaluation du vieillissement du plastique. Nous avons utilisé ce critère 
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pour déterminer quelles méthodes sont efficaces, et pour évaluer la quantité de groupements 

carbonyle présents dans le plastique. 

Les microparticules de plastique vieillies ont ensuite été caractérisées de la même façon que les 

microparticules de plastique non vieillies. Leur morphologie a été déterminée par spectroscopie SAXS, 

la modification de leur structure chimique a été observée par spectroscopie UV-visible, leur 

homogénéité a été examinée par spectroscopie Raman et leur chimie de surface a été étudiée par XPS. 

 

1.1. Caractérisations du vieillissement des plastiques 
 

Dans la nature les microparticules de plastique peuvent être oxydées par différentes réactions, l’une 

d’entre elles étant décrite Figure 4.18 résultant en la formation de groupements carbonyle. 

 

 

Figure 4.1 : Principaux mécanismes de vieillissements des microplastiques, 
tiré de The Mechanism of Biodegradation of Polyethylene8. 

 

D’autres réactions peuvent avoir lieu et causer la formation de différents groupements, en particulier 

des groupements alcène ou des groupements carboxyle9,10. Nous allons toutefois nous concentrer sur 

les groupements carbonyle, dont l’observation par spectroscopie ATR-FTIR est souvent utilisée pour 

suivre et caractériser le vieillissement des plastiques10. Dans cette partie, nous allons estimer la 

quantité de groupements carbonyle présents dans les échantillons étudiés en calculant leur indice 

carbonyle. 

L’indice carbonyle est défini par le rapport d’intensité du signal des groupements carbonyle par rapport 

à celui des groupements méthyle et méthylène. Plus précisément, nous prenons le rapport entre l’aire 

du signal de 1850 cm-1 à 1650 cm -1, qui correspond à la bande d’absorbance des carbonyle, et l’aire 

du signal de 1500 cm-1 à 1420 cm-1, qui correspond au pic de cisaillement des ponts méthylène11. 

Afin d’obtenir une approximation de la proportion de groupements carbonyle dans nos plastiques 

vieillis, nous avons mesuré le spectre ATR-FTIR de l’octan-3-one, pour lequel ce rapport est connu. Ce 
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spectre est représenté Figure 4.2. L’octan-3-one a été sélectionné parce qu’il s’agit d’une molécule 

accessible et relativement simple d’utilisation, composé d’une chaîne carbonée relativement longue 

comprenant un groupement carbonyle. Ceci permet donc d’approcher la situation d’un polymère 

comprenant des groupements carbonyle tout en gardant une molécule de structure connue 

exactement. 

 

 

Figure 4.2 : Spectre ATR-FTIR de l’octan-3-one. 
Le pic du groupement carbonyle est indiqué par un astérisque noir, 

et celui des groupements méthyle par un astérisque rouge. 

 
Les pics d’intérêt pour le spectre de l’octan-3-one sont le pic à 1715 cm-1, qui correspond au 

groupement carbonyle, et le pic à 1458 cm-1, qui correspond aux groupements méthyle. En prenant le 

rapport des airs de ces pics, nous obtenons donc l’indice carbonyle de l’octan-3-one (Tableau 4.1). 

 

Aire 1850-1650 cm-1 11,9 ± 0,1 

Aire 1500-1420 cm-1 3,9 ± 0,1 

Indice carbonyle 3,0 ± 0,1 
 

Tableau 4.1 : Calcul de l'indice carbonyle de l’octan-3-one. 

 

Connaissant la proportion d’atomes de carbone appartenant à un groupement carbonyle dans l’octan-

3-one, nous en déduisons qu’un indice carbonyle de 3,0 correspond à 12,5% de groupements 

carbonyle. Nous pouvons donc effectuer une règle de trois pour en déduire la proportion de 

groupements carbonyle dans nos plastiques vieillis. Cette méthode sera utilisée pour donner un point 

de départ à nos simulations, qui seront présentées dans le chapitre suivant. 

 

1.2. Méthodes de vieillissement testées 
 

Pour chacun de nos plastiques nous avons testé plusieurs méthodes de vieillissement. La première 

consiste à laisser les plastiques en mouvement dans de l’eau de mer artificielle pendant une longue 

durée (deux ans), la deuxième consiste à irradier les plastiques avec des UV, la troisième consiste à 

chauffer les plastiques et la dernière consiste à irradier les plastiques avec un accélérateur d’électron 

(LINAC). Nous pouvons noter que d’autres méthodes de vieillissement peuvent être trouvées dans la 

littérature, par exemple en faisant buller de l’ozone dans une suspension de microplastique6. 
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Seuls les résultats sur les microparticules de plastique sont présentés dans ce chapitre, aucune des 

méthodes essayées n’ayant modifié de façon notable les filtres en PP. Ceci montre que les filtres, étant 

des produits industriels, contiennent probablement des stabilisants, en faible quantité puisque nous 

ne les avons pas détectés lors de la caractérisation (FTIR, XPS) des filtres (voir chapitre précédent). 

Inversement, le fait que nous ayons réussi à faire vieillir les microparticules de PP et de PE confirme 

que celles-ci ne contiennent pas d’antioxydants. 

 

1.2.1. Vieillissement dans l’eau de mer artificielle 

Nous avons préparé de l’eau de mer artificielle (ASW) en dissolvant dans 1 L d’eau distillée 26,4 g de 

NaCl, 745 mg de KCl, 1,32 g de CaCl2·2H2O, 6,08 g de MgCl2·6H2O et 3,94 g de MgSO4·7H2O, puis en 

ajoutant de la soude jusqu’à atteindre un pH de 8,3. 

Dans 25 tubes en polypropylène, nous avons introduit 10 mL d’ASW et 200 mg de PP, puis ces tubes 

sont mis sur roue à 4°C, 3 tours/minute. Le même protocole est suivi pour PE. Ces tubes sont laissés 

sur roue pendant 2 ans, en les ouvrant une fois toutes les deux semaines pour apporter de l’air, avant 

de mesurer les spectres ATR-FTIR des plastiques présentés Figure 4.3. 

 

 

Figure 4.3 : Spectres ATR-FTIR des microparticules de PE avant vieillissement (en vert) et après vieillissement (en bleu) 
et des microparticules de PP avant vieillissement (en violet) et après vieillissement (en rouge). 

 
Dans ces conditions, le vieillissement des plastiques n’a pas été assez avancé pour que le signal des 

groupements carbonyle soit observables, comme nous l’indiquent les paramètres rassemblés    

Tableau 4.2. 

 

Echantillon PE natif PE vieilli 2 ans dans ASW PP natif PP vieilli 2 ans dans ASW 

Aire 1850-1650 cm-1 0,0 ± 0,1 0,4 ± 0,1 0,1 ± 0,1 0,6 ± 0,1 

Aire 1500-1420 cm-1 5,5 ± 0,1 5,1 ± 0,1 5,3 ± 0,1 5,1 ± 0,1 

Indice carbonyle 0,00 ± 0,02 0,08 ± 0,02 0,02 ± 0,02 0,12 ± 0,02 

Ratio O/C 0,0 % 0,3 % 0,08 % 0,5 % 

Tableau 4.2 : Détermination de l'indice carbonyle et estimation du rapport O/C pour les microparticules de plastique 
avant et après vieillissement dans ASW à 4°C, 3 tours/minute pendant 2 ans. 
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Laisser les microparticules de plastique en mouvement dans une solution d’eau de mer artificielle n’est 

donc pas une méthode efficace pour les faire vieillir. Bien qu’un léger signal soit observé autour de 

1700 cm-1 pour les microparticules de PP celui-ci reste de faible intensité bien que la durée de 

vieillissement des microparticules ait dépassé 2 ans, il s’agit donc d’une méthode trop lente pour être 

exploitable en laboratoire. Des échantillons ont tout de même été laissés à vieillir à l’issu de cette 

thèse, ce qui permettra d’observer l’effet de cette méthode à très long terme. 

 

1.2.2. Vieillissement thermique 

Après avoir laissé les microplastiques dans une étuve à 80°C pendant 2 mois, nous avons obtenu les 

spectres représentés Figure 4.4. 

 

 

Figure 4.4 : Spectres ATR-FTIR des microparticules de PE avant vieillissement (en vert) et après vieillissement (en bleu) 
et des microparticules de PP avant vieillissement (en violet) et après vieillissement (en rouge). 

Le pic correspondant aux groupements carbonyle est indiqué par un astérisque. 

 

Comme nous pouvons le voir au calcul des IC Tableau 4.3, cette méthode n’a pas augmenté de façon 

significative l’IC de PE, mais a causé un vieillissement de PP. 

 

Echantillon PE vieilli 2 mois 80°C PP vieilli 2 mois 80°C 

Aire 1850-1650 cm-1 0,4 ± 0,1 6,0 ± 0,1 

Aire 1500-1420 cm-1 4,3 ± 0,1 5,2 ± 0,1 

Indice carbonyle 0,09 ± 0,03 1,15 ± 0,04 

Ratio O/C 0,3% 4,8% 

 
Tableau 4.3 : Détermination de l'indice carbonyle et estimation du rapport O/C pour les microparticules de plastique 

après vieillissement thermique à 80°C pendant 2 mois. 

 

Nous avons également utilisé cette méthode sur les filtres en PP mais ces derniers n’ont pas été vieillis 

par cette méthode, les filtres n’étaient pas jaunis après 2 mois à 80°C et nous n’avons pas observé de 

signal correspondant à des groupements carbonyle sur les spectres ATR-FTIR. 
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Cette méthode a donc été utilisée pour faire vieillir les microparticules de PP dans le cadre de cette 

thèse. 

Le vieillissement thermique des plastiques a également déjà été étudié12,13. Ces études confirment le 

vieillissement du polypropylène à des températures de 50°C à 100°C, et la formation de groupements 

carboxyle sur plusieurs dizaines de jours, ce qui est en accord avec nos résultats. 

 

1.2.3. Vieillissement par irradiation 

Afin d’avoir une irradiation homogène sur l’ensemble de l’échantillon, nous avons fait 4 irradiations 

successives de 500 kGy en mélangeant l’échantillon entre chaque irradiation (voir le chapitre Matériel 

et Méthodes). Après une irradiation de 2 MGy, seul le spectre ATR-FTIR de PE est représenté Figure 

4.5 puisque le PP devient collant et s’agrège indiquant qu’il ne s’agit plus de microparticules de 

plastique. 

 

 

Figure 4.5 : Spectres ATR-FTIR des microparticules de PE 
avant vieillissement (en vert) et après vieillissement avec une irradiation de 2 MGy (en bleu). 

Le pic correspondant aux groupements carbonyle est indiqué par un astérisque. 

 

Pour PE, les microplastiques ne changent pas de consistance, et comme nous pouvons le voir à l’indice 

carbonyle indiqué Tableau 4.4, l’irradiation permet de vieillir les microparticules de PE. 
 

 

Echantillon PE 2MGy 

Aire 1850-1650 cm-1 3,18 ± 0,1 

Aire 1500-1420 cm-1 4,38 ± 0,1 

Indice carbonyle 0,73 ± 0,04 

Ratio O/C 3,0% 

 
Tableau 4.4 : Détermination de l'indice carbonyle et estimation du rapport O/C pour les microparticules de PE 

après vieillissement avec une irradiation de 2 MGy. 
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Le PE ne jaunit pas aussi fortement que le PP après vieillissement, mais nous observons tout de même 

un changement de couleur. 

Cette méthode a été utilisée pour produire des microparticules de PE vieillies dans le cadre de cette 

thèse. 

Pour conclure cette partie consacrée au vieillissement des plastiques, nous avons déterminé pour 

chaque plastique une méthode permettant d’oxyder une proportion des atomes de carbone de l’ordre 

de 4%, ce qui est cohérent avec ce qui est observé sur des microplastiques vieillis dans la nature2. 

Bien que nos microparticules de plastiques vieillies semblent cohérentes avec les microparticules de 

plastique trouvées dans la nature, il resterait intéressant pour de futures expériences d’utiliser des 

plastiques vieillis naturellement. En effet, ceux-ci étant vieillis par différents processus (irradiations par 

la lumière du soleil, mouvements pour les microparticules dans l’eau, chauffage à des températures 

dépendant des saisons et de l’heure…) et en contact avec d’autres espèces, ils peuvent présenter des 

propriétés différentes des plastiques vieillis en laboratoire. Il peut toutefois être difficile de se procurer 

des microparticules de plastique vieillies de cette façon, et surtout de les utiliser dans le cadre 

d’expériences reproductibles, puisque des échantillons prélevés dans des lieux différents ou à des 

moments différents pourront ne pas partager les mêmes caractéristiques. Dans le cadre de cette thèse, 

nous utiliserons donc les microparticules de plastique vieillies au laboratoire. 

 

1.3. Caractérisation des plastiques vieillis 
 

1.3.1. Morphologie 

Les spectres SAXS des microparticules de plastique ont été mesurés par Marion Schvartz après 

vieillissement afin de déterminer si le vieillissement avait modifié la surface spécifique des 

microparticules de façon significative. 

Les spectres SAXS des microparticules de PE avant et après vieillissement sont représentées Figure 4.6. 

 

 

Figure 4.6 : Spectres SAXS des microparticules de PE 
avant vieillissement (en vert) et après vieillissement avec une irradiation de 2MGy (en bleu). 
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Les spectres obtenus sont proches. En utilisant la loi de Porod comme décrit dans le chapitre 

précédent, nous avons déterminé que la surface spécifique des microparticules de PE vieillies est de 

2,4 m²/g, celle des microparticules de PE non vieillies étant de 2,5 m²/g. La morphologie des 

microparticules de PE ne semble donc pas avoir été modifiée de façon notable lors de leur 

vieillissement. 

Les spectres SAXS des microparticules de PP avant et après vieillissement sont représentés Figure 4.7. 

 

 

Figure 4.7 : Spectres SAXS des microparticules de PP 
avant vieillissement (en violet) et après vieillissement thermique à 80°C pendant 2 mois (en rouge). 

 

Les spectres ont des allures fortement différentes, en particulier le spectre du PP vieilli ne présente 

pas de signal particulier autour de 0,1 A-1. Il semble donc que les particules de PP aient été 

homogénéisées lors de leur vieillissement.  

En utilisant la loi de Porod nous avons déterminé que la surface spécifique des microparticules de PP 

vieillies est de 1,2 m²/g, celle des microparticules de PP non vieillies étant de 1,1 m²/g. La surface 

spécifique des microparticules de PP n’est donc que peu modifiée par le changement de morphologie 

causé par leur vieillissement. 

Ces mesures indiquent donc que la structure des microparticules de PP a été modifiée après leur 

vieillissement, mais que les deux plastiques gardent des surfaces spécifiques proches de ce qu’elles 

étaient avant vieillissement. Ceci est cohérent puisque le chauffage des microparticules de 

polypropylène suivi par leur retour à température ambiante est analogue à un recuit, qui tendrait donc 

à homogénéiser ces particules. Ce type de comportement a déjà été observé dans la littérature14. 

Des mesures de cristallographie aux rayons X ont également été réalisées en collaboration avec 

Guillaume Brotons sur les microparticules de plastique vieillies. Les comparaisons des 

diffractogrammes obtenus pour les microparticules de plastique vieillies et non vieillies sont 

présentées Figure 4.8 pour les microparticules de PE et Figure 4.9 pour les microparticules de PP. 
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Figure 4.8 : Diffractogrammes des microparticules de PE  

avant vieillissement (en vert) et après vieillissement avec une irradiation de 2MGy (en bleu), 
signal du substrat (en gris) et attribution des pics principaux(M = monoclinique, O = orthorhombique). 

 

Comme avec les microparticules non vieillies, nous observons pour les microparticules de PE vieillies 

un mélange de structure orthorhombique et de structure monoclinique15, dont les proportions ne 

semblent pas avoir changé suite au vieillissement. Ceci est cohérent avec l’absence de différences 

observées sur les spectres SAXS avant et après vieillissement. 

 

 

Figure 4.9 : Diffractogrammes des microparticules de PP  
avant vieillissement (en violet) et après vieillissement avec une irradiation de 2MGy (en rouge), 

signal du substrat (en gris) et attribution des pics principaux(M = monoclinique). 

 

Comme pour les microparticules de PE, nous n’observons pas de modifications significatives du 

diffractogramme des microparticules de PP suite à leur vieillissement. Une fois de plus nous observons 
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une phase cristalline correspondant purement à une structure monoclinique et isotactique, et aucune 

phase amorphe. 

Dans les deux cas, nous observons donc que la structure cristalline des microparticules de plastique 

n’est pas modifiée de façon significative par leur vieillissement. Ceci est cohérent avec ce que nous 

trouvons dans la littérature, qui indique que le PP peut être chauffé à des températures allant jusqu’à 

110°C sans modifications de sa structure16 et que le PE peut recevoir de fortes doses d’irradiations sans 

modifications importantes de sa structure17. 

Les microparticules de plastique vieillies ont également été observées par microscopie optique, les 

images obtenues ayant été analysées en utilisant Fiji pour déterminer leur rayon moyen. Le diamètre 

médian (mesuré sur 250 particules) des microparticules de PE vieillies est de 5,8 µm, contre 4,2 µm 

pour les microparticules de PE non vieillies, et celui des microparticules de PP vieillies est de 9,9 µm, 

contre 10,0 µm pour les microparticules de PP non vieillies. Le vieillissement des microparticules de PE 

a donc augmenté leur diamètre de façon notable, ce qui peut être causé par l’agrégation des plus 

petites microparticules. Puisque l’irradiation des microparticules de PP a causé leur agrégation, cette 

hypothèse semble cohérente. Le diamètre médian des microparticules de PP n’a pas été affecté par le 

vieillissement. 

 

1.3.2. Structure chimique 

Les spectres ATR-FTIR ont déjà été présentés lors de l’étude des différentes méthodes de 

vieillissement, nous avons observé que le seul pic notable apparu lors du vieillissement est celui 

correspondant aux groupements carbonyle. 

Pour obtenir l’équivalent des spectres d’adsorption UV-visible des microplastiques, nous avons utilisé 

une sphère d’intégration pour mesurer les spectres par réflexion diffuse avant d’appliquer la 

transformation de Kubelka-Munk, en appliquant l’équation 1. 

 

𝐾𝑀 =  
(1 − 𝑅) × (1 − 𝑅)

2 × 𝑅
 (𝑒𝑞. 1) 

 

Dans cette équation, KM est une grandeur proportionnelle à l’absorbance au niveau de la surface de 

l’échantillon et R est la réflectance de l’échantillon. 

Les spectres ainsi obtenus pour les microparticules de plastiques vieillis sont comparés aux spectres 

des microparticules de plastiques non-vieillis Figure 4.10. 
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Figure 4.10 : Spectres de réflexion diffuse des microplastiques après transformation de Kubelka-Munk 
pour les microparticules de PP (à gauche) non vieillies (en violet) et vieillies (en rouge) 
et pour les microparticules de PE (à droite) non vieillies (en vert) et vieillies (en bleu). 

 

Nous observons dans les deux cas une forte absorbance aux faibles longueurs d’onde, ce qui est en 

accord avec le jaunissement observé des plastiques. La présence de ce pic d’adsorption indique la 

formation de doubles liaisons C=C. L’appareil utilisé ne permettant pas de mesurer l’absorbance des 

microparticules de plastique par réflexion diffuse à des longueurs d’onde inférieures à 320 nm, nous 

ne pouvons pas déterminer précisément la longueur d’onde correspondant au pic d’adsorption afin 

d’en tirer des informations supplémentaires. 

 

1.3.3. Homogénéité 

Nous avons réalisé en collaboration avec Stéphanie Devineau des expériences d’imagerie Raman sur 

les microparticules de PE et de PP après vieillissement. Dans les deux cas, les images obtenues avaient 

des allures identiques à celles des microparticules de plastiques non-vieillis. 

Pour le PE vieillis nous avons obtenu 3 composantes différentes, représentées Figure 4.11. 
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Figure 4.11 : A gauche, spectres Raman des trois composantes observées 

lors des expériences d’imagerie sur les microparticules de PE vieillies. 
Spectre complet au-dessus et zoom sur le spectre Raman de 750 cm-1 à 1750 cm-1 en dessous. 

A droite, résultat des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PE vieillies, 
chaque composante est représentée de la même couleur dans l’image et dans le spectre. 

 

Nous n’avons pas observé de différences notables entre les spectres Raman du PE vieilli et du PE non-

vieilli (voir chapitre 3, paragraphe 1.3). L’absence de pic correspondant aux groupements carbonyle 

n’est pas étonnante, celui-ci étant moins intense en spectroscopie Raman qu’en spectroscopie IR. 

Pour le PP vieilli nous avons observé une unique composante, représentée Figure 4.12. 

 

 
Figure 4.12 : A gauche, spectres Raman observé 

lors des expériences d’imagerie sur les microparticules de PP vieillies. 
Spectre complet au-dessus et zoom sur le spectre Raman de 750 cm-1 à 1750 cm-1 en dessous. 

A droite, résultat des expériences d’imagerie Raman sur les microparticules de PP vieillies. 
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Nous n’observons pas de différences entre les spectres Raman du PP avant et après vieillissement (voir 

chapitre 3, paragraphe 1.3). Le fait que le spectre Raman des microparticules de PP ne soit pas affecté 

malgré la modification notable du spectre SAXS confirme que ces techniques n’observent pas les 

mêmes caractéristiques texturales. 

Que ce soit pour le PE ou pour le PP, le vieillissement ne semble donc pas affecter l’homogénéité des 

microparticules de plastique. 

 

1.3.4. Surface 

Le spectre XPS des microparticules de PE vieilli a été mesuré par Jocelyne Leroy, comparé à celui du PE 

non vieilli Figure 4.13. 

 

 

Figure 4.13 : Spectre XPS global des microparticules de PE, 
avant vieillissement (en vert) et après vieillissement avec une irradiation de 2MGy (en bleu). 

 

Que ce soit pour les microparticules de PE vieillies ou non vieillies nous observons le pic du carbone 

autour de 285 eV et celui de l’oxygène autour de 533 eV, le pic de l’oxygène étant significativement 

plus prononcé dans le cas du PE vieilli. 

Nous avons réalisé un spectre haute résolution du pic du carbone, que nous comparons à celui obtenu 

pour les microparticules de PE non vieillies Figure 4.14. 
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Figure 4.14 : Spectres XPS haute résolution du pic du carbone 
des microparticules de PE vieillies (en bleu) et non vieillies (en vert), 

normalisés à leur maximum avec ligne de base corrigée. 

 

Comme pour les microparticules de PE non vieillies nous observons un unique pic centré à 285,0 eV, 

ce qui correspond à ce qui est attendu pour les atomes de carbone de la chaîne carbonée18. Nous 

n’observons donc pas de modification significative de l’environnement des atomes de carbone par XPS, 

possiblement parce que seule une faible portion de ceux-ci sont oxydés lors du vieillissement. 

Nous avons également réalisé un spectre XPS haute résolution du pic de l’oxygène que nous avons 

décomposé Figure 4.15. 

 

 

Figure 4.15 : Spectre XPS haute résolution du pic de l’oxygène des microparticules de PE vieillies (en bleu) 
avec ligne de base corrigée et composantes utilisées pour l’ajustement (en noir et en rouge). 

 

La meilleure résolution de ce spectre permet de remarquer que, comme dans le cas des 

microparticules de PE non vieillies, le signal de l’oxygène est constitué de 2 composantes, la premier à 

534 eV pouvant correspondre à des groupements ester et la seconde à 532 eV pouvant correspondre 

à des groupements carbonyle18. Par rapport au signal mesuré pour les microparticules de PE non 

vieillies, présenté Figure 3.13, les composantes correspondent aux mêmes énergies de liaison mais 
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leurs intensités relatives sont différentes. D’après les aires des pics, dans le cas des microparticules 

non vieillies le pic à 534 eV correspond à 55% des atomes d’oxygène et celui à 532 eV correspond à 

45% des atomes d’oxygène. Pour les microparticules de PE vieillies, le pic à 534 eV correspond à 26% 

des atomes d’oxygène et celui à 532 eV correspond à 74% des atomes d’oxygène. 

Nous avons calculé que la quantité d’atomes d’oxygène est égale à 2,6% de la quantité d’atomes de 

carbone, ce qui correspond à une forte augmentation comparée aux 0,9% mesurés sur les 

microparticules de PE avant vieillissement. Connaissant les proportions relatives d’atomes d’oxygène 

correspondants à chaque pic nous pouvons en déduire les quantités de groupements carbonyle et 

ester par rapport au nombre d’atomes de carbone. Les microparticules de PE non vieillies contiennent 

0,4% de groupements carbonyle et 0,5% de groupements ester, tandis que les microparticules de PE 

vieillies contiennent 1,9% de groupements 0,7% de groupements ester. Nous observons donc 

principalement une augmentation de la quantité de groupements carbonyle. 

De plus, la quantité d’atomes d’oxygène calculée par XPS est du même ordre de grandeur que la 

quantité estimée à partir de l’indice carbonyle (3,0%). Les spectres FTIR portent sur une profondeur de 

l’ordre de 10 µm (correspondant à des microparticules entières) et les spectres XPS sur une profondeur 

de 10 nm (correspondant uniquement à la surface). Nous pouvons en déduire que l’oxydation des 

microparticules de PE par notre méthode se fait de façon uniforme. Ceci est cohérent avec les profils 

d’oxydation trouvés dans la littérature, qui indiquent que la quantité relative de groupements 

carbonyles dans du polyéthylène vieilli par irradiation est stable sur une épaisseur de l’ordre de 

100 µm19, bien supérieur au diamètre des microparticules de 4,2 µm. 

Le spectre XPS des microparticules de PP vieillies a également été mesuré, comparé à celui du PP non 

vieilli Figure 4.16. 

 

 

Figure 4.16 : Spectre XPS global des microparticules de PP, 
avant vieillissement (en violet) et après vieillissement thermique à 80°C pendant 2 mois (en rouge). 

 

Pour les microparticules de PP vieillies et les microparticules de PP non vieillies nous observons le pic 

du carbone autour de 285 eV. Un pic autour 533 eV, correspondant à l’oxygène, est observé 

uniquement dans le cas des microparticules de PP vieillies. 

Nous avons réalisé un spectre haute résolution du pic du carbone, que nous comparons à celui obtenu 

pour les microparticules de PP non vieillies Figure 4.17. 
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Figure 4.17 : Spectre XPS haute résolution du pic du carbone 
des microparticules de PP vieillies (en rouge) et non vieillies (en violet), 

normalisés à leur maximum avec ligne de base corrigée. 

 

Comme pour les microparticules de PP non vieillies nous observons un unique pic centré à 285,0 eV, 

soit à une énergie légèrement plus élevée que le 284,8 eV. Cette légère augmentation de l’énergie de 

liaison peut s’expliquer par la présence de groupements carbonyle à proximité des atomes de 

carbone18. La largeur importante du pic pour les microparticules de PP vieillies peut être causée par 

une hétérogénéité importante de l’environnement des atomes de carbone.  

Nous avons également réalisé un spectre XPS haute résolution du pic de l’oxygène Figure 4.18. 

 

 

Figure 4.18 : Spectre XPS haute résolution du pic de l’oxygène des microparticules de PP vieillies 
avec ligne de base corrigée. 

 

Nous n’observons cette fois qu’une seule composante dans le pic de l’oxygène à 533,0 eV. Ce signal 

peut correspondre à des groupements carbonyle, des alcools ou des liaisons C-O-C18. Puisque nous 

avons observé la présence de groupements carbonyle par spectroscopie ATR-FTIR, nous en déduisons 

que ce pic correspondant aux groupements carbonyle. 
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Nous avons calculé que la quantité d’atomes d’oxygène est égale à 2,6% de la quantité d’atomes de 

carbone. Cette quantité est inférieure à ce que nous avons estimé à partir de l’indice carbonyle des 

microparticules de PP vieillies (4,8%). Cette différence indiquerait une plus forte oxydation au cœur 

des microparticules de plastique qu’à leur surface. Ceci est incohérent puisqu’il a été mesuré dans la 

littérature que, pour du PP vieilli thermiquement, la quantité relative de groupements carbonyle 

diminue linéairement sur une épaisseur de l’ordre de 10 µm20. Ce résultat montre donc probablement 

une limite de l’estimation par l’indice carbonyle, et en particulier de la référence utilisée. En effet, 

l’octan-3-one ne comprenant pas de groupements CH3, le groupement carbonyle de cette molécule 

peut ne pas être représentatif des groupements carbonyle dans le polypropylène. 

 

2. Isothermes d’adsorption des protéines modèles sur des 

microparticules de plastique vieillies 
 

Nous avons initialement cherché à mesurer les isothermes d’adsorption des protéines sur les 

microparticules de plastique vieillies en suivant le même protocole que sur les microparticules de 

plastique non vieillies, décrit dans le chapitre 3. 

Après la mise en contact des microplastiques avec la protéine nous remarquons que la crème est moins 

stable qu’avec les plastiques natifs, les microplastiques retournent plus facilement en solution en cas 

de mouvement du tube. En particulier, il nous a été impossible d’extraire les microparticules à la 

surface des solutions après centrifugation sans qu’une quantité importante de plastique ne retourne 

en solution. Pour cette raison nous n’avons pas pu déterminer les concentrations en protéine par 

spectroscopie UV-visible, la présence de microparticules en solution rendant ces spectres 

inexploitables. Nous avons donc utilisé des méthodes différentes pour déterminer ces concentrations. 

Dans le cas de la BSA et de l’α-synucléine nous avons mesuré, par fluorescence, les spectres d’émission 

des résidus tryptophane contenus dans les protéines. Dans le cas de l’hémoglobine, l’émission de 

fluorescence des résidus tryptophane n’est pas mesurable (voir chapitre 3 paragraphe 5.2), et nous 

avons donc mesuré le spectre de réflexion diffuse en utilisant une sphère d’intégration. 

Nous avons commencé par utiliser les mêmes gammes de concentrations en protéine que dans le cas 

des plastiques non vieillis mais, pour toutes les protéines, les isothermes mesurées ainsi n’ont pas 

atteint de plateau. Afin de vérifier si cela était dû à une faible affinité des protéines pour les 

microparticules de plastique vieillies nous avons répété les expériences en continuant d’utiliser 10 g/L 

de plastique mais en multipliant par 10 les concentrations initiales de protéines, résultant en des 

gammes de concentration initiales allant de 50 mg/L à 1 g/L. Les isothermes d’adsorption ainsi 

obtenues sont réunies Figure 4.19.  
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Figure 4.19 : Isothermes d'adsorption de chaque protéine sur chaque microplastique vieilli (en bleu), 
et comparaison avec les isothermes d’adsorption sur les microplastiques non vieillis (en rouge). 

Les astérisques indiquent des sauts des isothermes pour les solutions d’hémoglobine. 
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Pour l’α-synucléine et la BSA nous observons une très forte différence entre les courbes obtenues pour 

les microparticules de plastique vieillies et non vieillies. Dans le cas des plastiques vieillis nous 

n’observons pas de plateau, la quantité de protéine perdue augmentant linéairement avec la 

concentration de protéine en solution. 

Afin de vérifier si le spectre de fluorescence des microparticules de plastique vieillies pouvait influer 

nos calculs de concentration, nous avons mesuré les spectres d’émission des microparticules de 

plastique vieillies avec une longueur d’onde d’excitation de 276 nm, et les avons comparés aux spectres 

d’émission des protéines pour la même longueur d’onde d’excitation. Ces spectres sont rassemblés 

Figure 4.20. 

 

 

Figure 4.20 : Courbes d’émission de fluorescence (excitation à 276 nm) normalisées à leur maximum 
pour les microparticules de PP vieillies (en rouge), les microparticules de PE vieillies (en bleu clair), 

l’α-synucléine (en vert) et la BSA (en bleu foncé). 

 

Notons que le tracé en bleu clair des microparticules de PE vieillies et celui en rouge des 

microparticules de PP vieillies sont parfaitement superposés et contenus dans le pic à 276 nm. Ce pic 

correspond au faisceau d’excitation, les microparticules de plastique vieillies n’émettent donc aucun 

signal de fluorescence aux longueurs d’ondes mesurées. L’allure des isothermes obtenues pour la BSA 

et l’α-synucléine n’est donc pas causée par un éventuel signal de fluorescence de microparticules de 

plastique vieillies en solution. Il est toutefois possible que ces particules relarguent d’autres composés 

en solution, certains pouvant être fluorescents ou causer une extinction (quenching) du signal de 

fluorescence des protéines21–23. 

L’α-synucléine est de plus susceptible de s’agréger dans certaines conditions, ce qui modifie son signal 

de fluorescence24,25. Certaines études ont en effet prouvé que la présence de microparticules de 

plastique peut influer l’agrégation de l’α-synucléine26. L’allure obtenue pour l’isotherme d’adsorption 

pourrait donc être due à une perturbation du signal de fluorescence de la protéine causée par son 

agrégation. 

Pour l’hémoglobine, le signal de fluorescence n’étant pas observable, une sphère d’intégration a été 

utilisée pour mesurer le signal de transmission diffuse. Les isothermes ainsi obtenues ont des allures 

proches de ce qui est attendu avec le modèle de Langmuir, mais présentent un saut (repéré par un 

astérisque sur la Figure 4.19) pour une concentration en hémoglobine libre d’environ 130 mg/L en 

présence de PP vieilli et 160 mg/L en présence de PE vieilli. Ceci pourrait indiquer la formation d’une 

seconde couche à partir d’une concentration critique, ou être le résultat d’un relargage par les 
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microplastiques, il est donc difficile de tirer une conclusion de ces observations sans effectuer de 

mesures complémentaires. 

Dans le cas des isothermes d’adsorption de l’hémoglobine nous observons que la quantité de protéine 

adsorbée augmente lentement avec la concentration de protéine libre comparé à ce que nous avons 

observé pour les microparticules de plastique vieillies, et que le plateau est atteint pour une plus forte 

concentration en protéine. En considérant uniquement les points avant le saut observé sur les courbes 

(donc jusqu’à 100 mg/L pour les microparticules de PP vieillies et jusqu’à 130 mg/L pour les 

microparticules de PE vieillies), nous pouvons ajuster ces isothermes avec le modèle de Langmuir pour 

comparer les paramètres obtenus avec ceux correspondant aux microparticules de plastique non 

vieillies. Ces paramètres sont regroupés Tableau 4.5. 

 

 PP PE 

 mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

Hb + plastique 
non vieilli 

2,2 ± 0,2 92 ± 8 1,0 ± 0,1 26 ± 3 

Hb + plastique 
vieilli 

4,1 ± 0,2 0,014 ± 0,002 2,2 ± 0,2 0,021 ± 0,005 

Tableau 4.5 : Paramètres obtenus après ajustement suivant le modèle de Langmuir 
des isothermes d'adsorption de l’hémoglobine sur les microparticules de PP et de PE vieillies et non vieillies 

dans un tampon phopshate 100 mM à pH 7,0. 

 

Ces paramètres confirment que, dans le cas de l’hémoglobine, la protéine a une plus faible affinité 

pour les microparticules de plastique vieillies mais peut être adsorbée en plus forte quantité. La 

variation de Kads est particulièrement importante, avec un facteur entre la valeur estimée pour les 

microparticules vieillies et non-vieillies de 1000 pour les microparticules de PE et 10000 pour les 

microparticules de PP. La principale différence entre les microparticules de plastique avant et après 

vieillissement étant la présence d’atomes d’oxygène, nous pouvons en déduire que ces derniers sont 

la cause de cette variation. Comme lors de l’analyse des isothermes d’adsorption sur les 

microparticules de plastique vieillies, nous pouvons expliquer nos observations par la théorie DLVO27, 

et en particulier par l’influence des charges. En effet, les atomes d’oxygène peuvent causer la présence 

de charge de surface, favorisant donc les forces répulsives entre les protéines et les microparticules de 

plastique vieillies. Un impact aussi important de la charge de surface serait cohérent avec ce qui a été 

observé au laboratoire pour l’adsorption d’hémoglobine sur des microparticules de silice. Pour ces 

systèmes, il a été démontré que mettre les microparticules en contact avec l’hémoglobine à pH 9,0 au 

lieu de 7,0 peut entièrement empêcher l’adsorption de la protéine, à cause de l’apparition de charge 

sur cette dernière28. Mesurer précisément l’impact des charges de surface des microparticules de 

plastique serait difficile, leur hydrophobicité empêchant d’obtenir une dispersion de microparticules 

en solution sans protéines pour mesurer leur potentiel zêta par zétamétrie. 

Cette diminution de l’affinité rend l’augmentation des valeurs de mꚙ inattendue, puisqu’une 

adsorption plus lente devrait laisser plus de temps aux protéines de se déformer une fois adsorbées, 

rendant la corona plus fine. Une explication possible de cette observation serait que les atomes 

d’oxygène à la surface des microparticules limitent la déformation de l’hémoglobine, la forçant à 

prendre une conformation plus compacte. Puisqu’il a déjà été démontré que le caractère hydrophobe 

ou hydrophile d’une surface affecte les changements de conformation des protéines adsorbée29, cette 

explication semble probable. Une autre hypothèse serait que la présence d’atomes d’oxygène 

empêche les interactions entre protéines d’hémoglobine adsorbée, qui influe également la 

déformation des protéines adsorbées30. Il est également envisageable que les microparticules de 
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plastique vieillies favorisent l’adsorption d’agrégats d’hémoglobine observée en spectroscopie Raman, 

qui pourrait permettre d’adsorber une plus grande quantité de protéine tout en maintenant une plus 

faible surface de contact. 

 

3. Dispersion des plastiques vieillis en solution par les protéines 
 

Nous avons suivi l’évolution de solutions de BSA au turbiscan après mise en contact avec des plastiques 

vieillis. 

Pour chaque plastique la mesure a été effectuée pour une solution de BSA à 100 mg/L et pour une 

solution à 700 mg/L. Les courbes obtenues en suivant l’évolution de la transmission des solutions sont 

présentées Figure 4.21. 

 

 

Figure 4.21 : Suivi de la transmission des solutions de protéine après 72 h de mise en contact 
des microparticules de plastique vieillies dans des solutions de BSA (en bleu) et d’hémoglobine (en rouge) 

de concentration 100 mg/L (en clair) et 700 mg/L (en foncé) 
pour le PP (à gauche) et pour le PE (à droite). 

Les courbes obtenues pour les microparticules de plastique non vieillies sont indiquées en pointillés (mêmes couleurs). 

 

Comme dans le cas des microparticules de plastique non vieillies, nous pouvons interpréter ces vitesses 

de crémage à partir de la loi de Stokes (voir chapitre 3, paragraphe 4). L’augmentation plus rapide de 

la transmission pour les microparticules de PP vieillies que pour les microparticules de PE vieillies 

s’explique donc une fois de plus par la plus faible taille de ces dernières. 

Dans le cas du polypropylène nous observons une légère augmentation de la vitesse de crémage pour 

les microparticules de plastique vieillies, en particulier aux temps longs. Puisque la taille des 

microparticules n’a pas été modifiée au cours de leur vieillissement, ceci peut indiquer une corona de 

plus grande taille sur les microparticules de polypropylène vieillies. Une plus grande taille de la corona 

serait également en accord avec la plus grande valeur de mꚙ calculée à partir des isothermes 

d’adsorption de l’hémoglobine sur les microparticules de plastique vieillies. Il s’agit donc d’un 

argument supplémentaire pour suggérer que la présence d’atomes d’oxygène à la surface des 
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microparticules de plastique influence la conformation des protéines adsorbées. Comme pour les 

isothermes d’adsorption, cette observation peut également s’expliquer par l’adsorption d’agrégats de 

protéine qui résulterait en la formation d’objets de plus grande taille. 

Inversement, dans le cas des microparticules de polyéthylène vieillies, nous observons une plus faible 

vitesse de crémage pour les microparticules de plastique vieillies que pour les microparticules de 

plastique non vieillies. Cette observation est d’autant plus inattendue que nous avons observé une 

augmentation du diamètre des microparticules de polyéthylène lors de leur vieillissement, de 4,2 µm 

à 5,8 µm. La diminution de la vitesse de crémage malgré l’augmentation du rayon des microparticules 

pourrait s’expliquer par une augmentation de leur densité, diminuant la valeur de ∆𝜌 dans l’équation 

de Stokes. Il a été montré que le vieillissement du polyéthylène peut augmenter la cristallinité du 

polymère31,32, et donc sa densité, ce qui expliquerait nous résultats. 

Pour chaque protéine et chaque plastique étudié, l’influence de la concentration en protéine sur la 

vitesse de sédimentation est minime. 

L’évolution de la rétrodiffusion a également été suivie, et les courbes ainsi obtenues sont représentées 

Figure 4.22. 

 

 

Figure 4.22 : Suivi de la rétrodiffusion des solutions de protéine après 72 h de mise en contact 
des microparticules de plastique vieillies dans des solutions de BSA (en bleu) et d’hémoglobine (en rouge) 

de concentration 100 mg/L (en clair) et 700 mg/L (en foncé) 
pour le PP (à gauche) et pour le PE (à droite). 

Les courbes obtenues pour les microparticules de plastique non vieillies sont indiquées en pointillés (mêmes couleurs). 

 

Les courbes d’évolution de la rétrodiffusion des solutions sont similaires à celles observées avec les 

microparticules de plastique non vieillies. En particulier, comme expliqué dans le paragraphe 4 du 

chapitre 3, nous observons une agrégation actuellement inexpliquée des protéines en présence de 

microparticules de polypropylène vieilli et de l’hémoglobine en présence de microparticules de 

polyéthylène vieilli après le début du crémage. 

D’une façon générale, nous observons que les différences de comportement observées lors du passage 

d’un plastique non vieilli à un plastique vieilli sont moins importantes que celles observées lors du 
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changement de la protéine en solution. Ceci montre que la couronne protéique a un rôle plus 

important que le caractère vieilli des plastiques pour leur stabilisation en solution. 

Nous observons également que l’influence du vieillissement des microparticules de plastique sur les 

courbes mesurées au turbiscan est beaucoup moins importante que l’influence sur les isothermes 

d’adsorption. Ceci indique que le vieillissement des microparticules de plastique a une plus forte 

influence sur l’affinité des protéines pour le plastique que sur la stabilisation des microparticules en 

solution par les protéines. Cette conclusion est cohérente puisque l’affinité des protéines pour les 

microparticules est liée aux charges de surface, tandis que la vitesse de crémage des microparticules 

dépend principalement de leurs dimensions. 

 

4. Etat des protéines dans la corona 
 

Afin d’étudier l’effet éventuel du vieillissement des microparticules de plastique sur les protéines 

adsorbées, nous avons réalisé des mesures d’imagerie Raman sur des microparticules de plastique 

vieillies après 72 heures de mise en contact dans des solutions d’hémoglobine à 1 g/L dans du tampon 

phosphate 100 mM à pH 7,0. 

La méthodologie suivie est la même que celle décrite dans le chapitre précédent, les acquisitions ont 

été réalisées sur les microparticules de plastique vieillies après mise en contact puis des spectres de 

référence ont été utilisés pour obtenir des composantes d’imagerie Raman. Nous avons utilisé les 

mêmes spectres de référence que lors des mesures sur les microparticules de plastique non vieillies 

(voir paragraphe 5 chapitre 3), puisque les microparticules de plastiques vieillies ont les mêmes 

spectres que celles-ci. Les images obtenues à partir de ces composantes sont rassemblées Figure 4.23. 

Une fois de plus, nous avons réalisé des mesures sur deux particules pour chaque plastique. Les images 

qui ne sont pas présentées ici, le sont en Annexe (Figure A.5). 

Pour chaque composante d’intérêt, des spectres ont été analysés manuellement pour vérifier si la 

composante de l’image correspond bien à la présence de l’espèce associée ou à des artéfacts lors de 

l’ajustement par le logiciel.  

183



 

 

 

 

 

Figure 4.23 : Imagerie des composantes observées en spectroscopie Raman après 72 heures de mise en contact 
des microparticules de polypropylène vieillies (PPV) et des microparticules de polyéthylène vieillies (PEV) 

avec l’hémoglobine. 
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Comme dans le cas des microparticules de PP non vieillies, les résultats d’imagerie Raman suggèrent 

de plus la présence d’hémoglobine oxygénée sur l’ensemble de la surface des microparticules de PP 

vieillies. Nous avons donc observé les spectres mesurés au niveau des microparticules de PP, comme 

présenté Figure 4.24. 

 

 
Figure 4.24 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PP vieilli 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb oxygénée’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée (en vert). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PP. 

 

Nous n’observons pas de signal correspondant à l’hémoglobine oxygénée sur les microparticules de PP 

vieillies, comme dans le cas des microparticules de PP non vieillies, il s’agit donc à nouveau d’un 

artéfact lors de l’ajustement. 

Sur les microparticules de PP vieillies nous observons globalement très peu d’hémoglobine, mais nous 

semblons avoir des traces d’hémoglobine dénaturée dans le coin inférieur droit de la microparticule, 

comme présenté Figure 4.25. 

 

 
Figure 4.25 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PP vieilli 

(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 
et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 

Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PP. 
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Cette zone correspond bien à de l’hémoglobine dénaturée, mais elle est de petite taille et d’une 

intensité relativement faible par rapport aux agrégats observés sur les microparticules de PE. Ceci est 

semblable à l’hémoglobine observée sur le PP après 48 heures de mise en contact (Figure 3.50). 

Sur la microparticule de polyéthylène vieillis nous semblons avoir un agrégat d’hémoglobine 

dénaturée, visible Figure 4.26. 

 

 
Figure 4.26 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE vieilli 

(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 
et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 

Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Une comparaison des spectres confirme la présence d’un agrégat d’hémoglobine dénaturée. Ce type 

d’agrégat est donc observé à la surface des microparticules de PE qu’elles soient vieillies ou non. 

En plus de cet agrégat, la composante obtenue indique la présence d’hémoglobine dénaturée sur 

l’ensemble de la microparticule. Afin de vérifier cela nous avons donc comparé le spectre mesuré sur 

la microparticule au spectre de référence de l’hémoglobine dénaturée, comme représenté Figure 4.27.  

 

 
Figure 4.27 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE vieilli 

(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 
et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 

Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 
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L’observation du spectre confirme la présence d’hémoglobine dénaturée, en particulier par la 

présence de signal à 1600 cm-1. Comme dans le cas des microparticules de PE non vieillies, nous 

observons donc une couche d’hémoglobine dénaturée sur l’ensemble du plastique, qui peut 

correspondre à la corona ou à des débuts d’agrégation. 

Sur la microparticule de PE vieillie nous semblons également observer la présence d’hémoglobine 

oxygénée, ce que nous avons cherché à confirmer en observant le spectre présenté Figure 4.28. 

 

 
Figure 4.28 : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PE vieilli 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb oxygénée’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine oxygénée (en vert). 
Les étoiles distinguent les pics majoritaires du PE. 

 

Bien que le signal soit faible, nous observons la forme caractéristique du spectre de l’hémoglobine 

oxygénée autour de 1600 cm-1, malgré l’absence du signal de l’eau confirmant que l’hémoglobine 

observée se trouve bien sur le plastique. Toutefois, l’intensité du signal de l’hémoglobine étant faible 

il est difficile de confirmer s’il s’agit d’hémoglobine oxygénée ou dénaturée. Cette composante se 

trouve spécifiquement sur les zones de la microparticule sur lesquelles nous n’observons pas la 

composante correspondant à la référence de l’hémoglobine dénaturée. Ceci peut indiquer que de 

l’hémoglobine est restée oxygénée après son adsorption sur certaines parties de la surface ou que 

l’intensité du signal est trop faible pour permettre au logiciel de différencier l’hémoglobine dénaturée 

et l’hémoglobine oxygénée. Pour confirmer cette observation, il serait intéressant de réaliser des 

mesures d’imagerie Raman à plus haute résolution centrées autour de 1600 cm-1. Réaliser des mesures 

de tonométrie sur l’hémoglobine adsorbée pourrait aussi permettre de différencier l’oxyhémoglobine 

et la methémoglobine. Pour cela il serait nécessaire de mettre en place un protocole permettant de 

mesurer l’activité de l’hémoglobine adsorbée en dehors de la solution, sans sécher cette hémoglobine 

puisque cela causerait son oxydation et donc la formation de methémoglobine. 

En imagerie Raman, nous observons globalement le même comportement de l’hémoglobine à la 

surface des microparticules de plastique vieillies qu’à la surface des microparticules de plastique non 

vieillies, que l’on considère les microparticules de PE ou de PP. L’exception est la présence éventuelle 

d’hémoglobine oxygénée sur les microparticules de PE vieillies, qui reste à confirmer par des mesures 

complémentaires. 
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Synthèse du chapitre 

 

Les microparticules de PP ont été vieillies en étant laissées pendant 2 mois à 80°C. 

Les microparticules de PE ont été vieillies en étant irradiées par 4 irradiations électroniques successives 

de 500 kGy chacune. 

Le vieillissement n’a pas causé de modifications notables de la surface spécifique des microparticules 

de plastique. Dans le cas des microparticules de PP, le vieillissement a causé une homogénéisation des 

microparticules, observable par analyse du spectre SAXS. Dans le cas des microparticules de PE, le 

vieillissement a causé une augmentation du diamètre des microparticules, indiquant une possible 

agrégation de celles-ci. 

Les comparaisons des résultats obtenus suite aux expériences sur les microparticules de plastique 

vieillies sont regroupées Tableau 4.6. 

  

188



 

 

Méthode PPV/PEV PPV/PP PEV/PE 

SAXS 

La surface spécifique des 
microparticules de PPV (1,2 
m²/g) est inférieure à celle 
des microparticules de PEV 

(2,4 m²/g). 

Les microparticules de 
PP sont plus homogènes 

après vieillissement. 

Nous n’observons pas de 
différences notables. 

Spectres 
Raman 

Le spectre Raman de PPV 
est plus complexe que celui 

de PEV. 

Nous n’observons pas de 
différences notables. 

Nous n’observons pas de 
différences notables. 

XPS 

La quantité d’atomes 
d’oxygène en surface est la 

même pour les deux 
plastiques (2,6% de la 
quantité d’atomes de 

carbone). 
Seuls des groupements 

carbonyle sont observés sur 
les microparticules de PPV, 

tandis que les 
microparticules de PEV 

contiennent des 
groupements carbonyle et 

ester. 

Le signal du carbone est 
légèrement déplacé vers 

les hautes énergies de 
liaison, et le pic est 
fortement élargie. 

La quantité de 
groupements ester est 
légèrement augmentée 
par le vieillissement (de 

0,5% de la quantité 
d’atomes de carbone à 

0,7%), tandis que la 
quantité de 

groupements carbonyle 
est fortement 

augmentée (de 0,4% à 
1,9%). 

Isothermes 
d’adsorption 

Nous observons une plus 
forte affinité des protéines, 
et une plus grande quantité 

adsorbée, pour les 
microparticules de PPV. 

Seule l’isotherme de 
l’hémoglobine est 

exploitable pour PPV, 
montrant une 

augmentation de la 
quantité de protéine 

adsorbée et une 
diminution très 

importante de l’affinité. 

Seule l’isotherme de 
l’hémoglobine est 

exploitable pour PEV, 
montrant une 

augmentation de la 
quantité de protéine 

adsorbée et une 
diminution très 

importante de l’affinité. 

Turbiscan 

La vitesse de crémage est 
plus importante pour les 
microparticules de PPV, 

dont le diamètre est plus 
important. 

La vitesse de crémage 
est légèrement plus 

faible pour les 
microparticules de PPV, 
pouvant indiquer une 

diminution de la densité 
des microparticules 
après vieillissement. 

La vitesse de crémage 
est légèrement plus 
importante pour les 

microparticules de PEV, 
pouvant indiquer une 
corona de plus grande 

taille. 

Imagerie 
Raman avec 

HbO2 

De l’hémoglobine 
dénaturée (agrégats + 
couche) est observée 
uniquement sur les 

microparticules de PEV. 

Nous n’observons pas de 
différences notables. 

Nous observons une 
présence possible 

d’hémoglobine oxygénée 
à la surface des 

microparticules vieillies, 
qui reste à confirmer. 

Tableau 4.6 : Comparaison des résultats obtenus suite aux expériences sur les microparticules de plastique vieillies. 
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Chapitre 5 

Etude par simulation des interactions 

de peptides modèles avec des nanoplastiques  
 

Afin de compléter nos résultats expérimentaux nous avons réalisé des simulations. L’objectif final de 

celles-ci est de caractériser les interactions entre protéines et nanoplastiques, et nous avons pour cela 

procédé par étapes. Nous avons commencé par générer des acides aminés puis des peptides variés, 

que nous avons mis en contact avec une même nanoparticule de polyéthylène (PE) pour estimer 

l’impact des différents acides aminés sur les interactions. Nous avons travaillé sur une nanoparticule, 

et non sur une microparticule, afin de garder des temps de calcul raisonnables mais également parce 

que, dans le cas d’un peptide, la taille d’une microparticule par rapport à celui-ci serait suffisamment 

grande pour être considérée comme une surface plane. Lors de ces simulations nous avons de plus 

testé deux modèles d’eau différents. 

Ensuite, avec l’aide d’une stagiaire de master 2, nous avons généré des nanoparticules de PE 

différentes que nous avons mises en présence de peptides, en travaillant sur un nombre limité de 

peptides pour permettre la réalisation de triplicatas et ainsi estimer la répétabilité des simulations. La 

réalisation de ces simulations exploratoires nous a apporté une compréhension nécessaire pour 

commencer des simulations plus complexes. Celles-ci comprennent la mise en contact d’un plus grand 

nombre de peptides avec une nanoparticule de plastique pour former une corona, et la réalisation 

d’une plus grande nanoparticule de plastique suivie de sa mise en contact avec une protéine. 

Comme pour les expériences, les simulations sur les peptides ont été réalisées avec des nanoparticules 

de plastique non vieillies et avec des nanoparticules vieillies, le vieillissement correspondant ici à 

l’ajout de groupements carbonyle dans le polymère. Toutefois seules des nanoparticules de 

polyéthylène (PE) ont été générées. Générer du PP pour des simulations nécessite de savoir si le 

polymère est isotactique, syndiotactique ou atactique (Figure 5.1), les propriétés du polymère 

dépendant de sa tacticité1.  

 

 

Figure 5.1 : Représentation des différentes formes de tacticité du polypropylène. 

 

Nos mesures de DRX, présentées dans le paragraphe 1.3 du chapitre 3, montrent que le polypropylène 

que nous avons utilisé est isotactique. Pour faire des simulations portant sur des nanoparticules de PP 

comparables aux particules utilisées pour nos expériences, il faudrait donc générer du PP isotactique. 

De telles simulations pourront être réalisées à l’avenir au CEA, mais dans le cadre de cette thèse nous 
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avons fait le choix de travailler sur des nanoparticules de PE. Les simulations que nous avons réalisées 

ont nécessité l’utilisation de 70 000 heures GPU et 500 000 heures CPU sur Topaze (voir chapitre 2 

paragraphe 7.3.). 

Une séquence peptidique, générée in silico, a été sélectionnée pour les simulations. La séquence a 

pour but de maximiser les degrés de liberté de l’acide aminé étudié en limitant la gêne stérique autour 

de cet acide aminé. 

Une fois les nanoparticules de plastique et les peptides générés, l’eau est ajoutée avec si nécessaire 

des ions Na+ ou Cl- pour neutraliser le système, puis nous avons suivi l’évolution de plusieurs grandeurs 

pour caractériser les mises en contact. En particulier, nous avons observé l’évolution du rayon de 

giration du peptide avant et après contact pour déterminer l’effet de l’adsorption sur la forme des 

différents peptides, et nous avons également estimé le déplacement du peptide à la surface du 

plastique. Nous avons aussi comptabilisé le nombre de contact avec les différents acides aminés pour 

déterminer lesquels ont la plus forte affinité pour le plastique. 

En plus des calculs, nous avons réalisé des expériences avec deux des peptides testés en simulation. 

La quantité de peptides à notre disposition étant très limitée (20 mg de chaque peptide) nous avons 

uniquement mesuré des isothermes d’adsorption sur les microparticules de plastique non vieillies. 

 

1. Calculs de dynamique moléculaire sur un système nanoparticule-

peptide 
 

1.1. Premières simulations, systèmes explorés et paramètres utilisés 
 

Les premières simulations ont été réalisées avec un calculateur local. Les simulations permettent 

d’étudier les interactions entre particules à l’échelle atomique, nous allons donc utiliser cette méthode 

pour analyser les interactions de nanoparticules de plastique avec différents acides aminés. Puisque 

ces premières simulations sont exploratoires, nous avons dans un premier temps utilisé des peptides 

simples et de petite taille, afin d’obtenir des systèmes nécessitant moins de temps de calcul et des 

résultats plus simples à analyser. Nous avons tout de même privilégié l’étude de peptides à celle 

d’acides aminés seuls pour avoir des systèmes plus représentatifs des systèmes biologiques réels. 

La séquence peptidique a été choisie afin de pouvoir comparer l’influence d’un acide aminé particulier. 

Cette séquence est : 

SGGXGGXGGXGGS, où X est l’acide aminé étudié. 

G est le plus petit acide aminé, et S est le plus petit acide aminé polaire, cette formule permet donc à 

l’acide aminé étudié (X) d’interagir au maximum avec le nanoplastique, en limitant la gêne stérique et 

la limitation de ses degrés de liberté par le reste du peptide. Cette séquence a de plus un intérêt 

biologique, la répétition XGG étant retrouvée dans des domaines de liaison d’ARN, et des séquences 

similaires ont déjà été étudiées au laboratoire2. 

Nous avons généré un peptide suivant cette formule pour chacun des 20 acides aminés naturels afin 

d’observer comment leurs différentes propriétés, résumées Figure 5.2, affectent leurs interactions 

avec la nanoparticule de PE. 
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Figure 5.2 : Diagramme de Venn des 20 acides aminés naturels, tiré de 
Structural studies of new therapeutic targets of HVMV revealed by bensimidazoles derivatives ribonucleoside3. 

 

Pour les simulations nous générons une nanoparticule de polyéthylène, la taille des microplastiques 

étant trop importante pour pouvoir simuler des systèmes en une durée raisonnable. Il est donc 

important de considérer que les propriétés de ces nanoplastiques pourraient différer de celles des 

microplastiques lors de l’analyse de nos résultats. Nous n’avons pas eu accès à des nanoparticules de 

PE ou de PP pour nos expériences, mais de futurs travaux pourraient être réalisés sur des nanoparticule 

pour permettre une comparaison plus directe des résultats de simulation. 

 

1.1.1. Champs de force et modèles d’eau 

Dans la littérature, ce type de système n’a commencé à être simulé que récemment, et plusieurs 

champs de force sont actuellement utilisés4. Il existe des champs de force très spécifiques utilisés par 

une communauté « matériaux » pour étudier des systèmes tels que des polymères, et d’autres champs 

de force utilisés spécifiquement par une communauté « protéine » pour étudier des systèmes tels que 

des peptides. Puisque notre système réuni ces deux éléments nous utilisons OPLS-AA, qui est un champ 

de force classique très généraliste5–7. Comme nous visons principalement à étudier les interactions 

avec des acides aminés, il n’était pas approprié d’utiliser des champs de force plus spécialisés qui visent 

à maintenir les structures tridimensionnelles des protéines. 

La surface du plastique est hydrophobe tandis que le peptide est hydrophile, le rôle de l’hydratation 

et des interactions hydrophobes est donc central8–11. Pour étudier l’importance du modèle d’eau nous 

avons donc utilisé deux modèles classiques, le modèle SPC/E12 et le modèle TIP3P13. Les paramètres 

correspondants à ces modèles14 sont regroupés Tableau 5.1. 
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Modèle SPC/E TIP3P 

dOH (Å) 1,0 0,9572 

θH-O-H (°) 109,47 104,52 

σ (Å) 3,1656 3,1506 

(ε/k) (K) 78,20 76,54 

qH (e) 0,4238 0,417 

Tableau 5.1 : Paramètres des modèles d’eau SPC/E et TIP3P. 
dOH correspond à la distance moyenne entre l’atome d’oxygène et les atome d’hydrogène, 

θH-O-H correspond à l’angle entre les deux liaisons O-H, σ et ε correspondent aux paramètres du potentiel de Lennard-Jones 
et qH correspond à la charge des atomes d’hydrogène (les atomes d’oxygène sont chargés de sorte à neutraliser le système). 

 

Ces différences entre les paramètres utilisés causent des différences notables entre les propriétés de 

ces modèles d’eau. En particulier l’eau SPC/E reproduit précisément la densité de l’eau tout en sous-

estimant sa constante diélectrique15, tandis que l’eau TIP3P reproduit la constante diélectrique 

précisément tout en sous-estimant la densité du liquide13. Le modèle TIP3P peut également surestimer 

le facteur de diffusion des espèces à cause des plus faibles interactions entre les molécules d’eau16. 

Une différence particulièrement importante dans le cas des systèmes que nous étudions est que des 

interactions hydrophobes plus fortes sont observées dans l’eau SPC/E, ce qui résulte des plus fortes 

interactions entre les molécules d’eau17. 

 

1.1.2. Génération des nanoplastiques et peptides 

Nos premières simulations ont été réalisées sur des nanoparticules de PE non-vieillies. Au cours de 

cette partie, nous avons établi comment préparer des systèmes adaptés pour les simulations et quels 

paramètres analyser pour en tirer les informations importantes.  

Nous avons généré des chaînes de polymères constituées de résidus PE (Figure 5.3) dont le nombre a 

été choisie pour obtenir une nanoparticule d’environ 3 nm de rayon. Au départ, le but était de pouvoir 

utiliser cette même nanoparticule pour les mises en contact avec les protéines, nous avons donc choisi 

ce rayon pour que la taille de la particule soit du même ordre de grandeur que celle d’une protéine. La 

taille relativement grande de la particule lui permet également de présenter différentes morphologies 

qui seront analysées par la suite. 

 

 

Figure 5.3 : Formule topologique du résidu polyéthylène (PE). 

 

Nous avons généré une première nanoparticule de PE non vieillie en utilisant CHARMM-GUI pour 

préparer un melt18 de 9 chaînes de polymères, chacune composée de 576 résidus PE en suivant le 

protocole décrit dans le chapitre Matériel et Méthodes et résumé Figure 5.4. Ce melt correspond à 

une étape de chauffage réalisée en absence d’eau pour replier les chaînes de polymère pour obtenir 

directement une nanoparticule. Nous avons décidé de partir de 9 chaînes pour des raisons techniques, 

196



 

puisque commencer des simulations avec une seule chaîne carbonée de grande taille nécessiterait 

d’établir un système de taille déraisonnable pour le melt ou le recuit simulé initial. 

 

 

Figure 5.4 : Protocole suivi pour préparer une nanoparticule de PE avec CHARMM-GUI. 

 

Après avoir suivi ce protocole le système obtenu n’a pas formé une nanoparticule stable. Comme nous 

pouvons le voir Figure 5.5, les différentes chaînes de PE semblent s’être repliées individuellement mais 

ne pas s’être agrégées entre elles. Pour terminer la préparation de la nanoparticule, un recuit simulé 

supplémentaire a donc été réalisé sur une station local. Pour cela, le système a été hydraté puis 

équilibré en température et pression dans l’eau en utilisant GROMACS19. Il a ensuite été soumise à un 

recuit simulé, dans l’eau SPC/E ou l’eau TIP3P, en utilisant le profil de température représenté        

Figure 5.5. 

 

 
Figure 5.5 : A gauche, nanoparticule de PE obtenue en utilisant CHARMM-GUI, 

au centre, profil de température suivi lors du recuit simulé des nanoparticules de PE, 
à droite, nanoparticule obtenue après recuit simulé. 

Images réalisées sous VMD, nanoparticule en représentation CPK. 
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Ce recuit simulé permet à la nanoparticule d’explorer différentes conformations lors de 

l’augmentation de la température, puis de piéger une structure de plus basse énergie lors de la 

diminution de la température20. Nous obtenons ainsi des nanoparticules de PE avec rayon de giration 

de : 

3,18 ± 0,14 nm dans l’eau SPC/E et de 
3,21 ± 0,14 nm dans l’eau TIP3P. 

Par ailleurs, des peptides sont générés en utilisant PEP-FOLD 2.021, suivant la séquence 

SGGXGGXGGXGGS, où X représente l’acide aminé d’intérêt pour chaque peptide. 

Pour chaque peptide nous générons alors un système comprenant la nanoparticule de plastique 

centrée et le peptide à environ 2 nm du plastique. Une boîte de simulation est ensuite générée autour 

de la nanoparticule et du peptide en maintenant une distance minimale de 3,0 nm entre les parois et 

les atomes. Cette boîte de simulation est alors remplie de molécules d’eau, résultant en un système 

tel que celui présenté Figure 5.6. 

 

 
Figure 5.6 : Etat initial du système pour la mise en contact d’un peptide avec une nanoparticule de PE. 

Image réalisé sous VMD, peptide et nanoparticule en représentation CPK et eau en représentation dots. 

 

Les systèmes ainsi générés contiennent environ 820 000 atomes dans un cube de 18 nm de côté. Des 

conditions périodiques sont appliquées aux bords de la boîte. Lors de nos calculs nous avons simulé 

4 systèmes en parallèle sur la même station, nécessitant un temps de calcul d’environ 10 jours pour 

50 ns de simulation. Ceci nous permet d’observer l’adsorption du peptide, représentée Figure 5.7. 

 

 
Figure 5.7 : Représentation de la mise en contact d'un peptide avec une nanoparticule de PE. 

Image réalisée sous VMD, peptide en représentation CPK 
et nanoparticule en représentation CPK à gauche et en représentation QuickSurf* à droite. 

*Par la suite, la représentation QuickSurf sera privilégié pour mettre en évidence les phénomènes de surface et les contacts. 

 

Le protocole décrit pour la génération de la nanoparticule de plastique et sa mise en contact avec les 

peptides est résumé Figure 5.8.  
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Figure 5.8 : Protocole suivi pour générer la nanoparticule de PE (à gauche) 
puis pour la mettre en contact avec les peptides (à droite). 

  

199



 

Chaque système a été simulé pendant 50 ns, puis la trajectoire a été visualisée en utilisant VMD afin 

d’observer si le peptide a été adsorbé sur le nanoplastique. Si le peptide n’a pas été adsorbé, ou s’il a 

été adsorbé dans les dernières 5 ns de la simulation, une simulation de 50 ns supplémentaire est 

lancée. 

Sur une trajectoire non traitée, des artéfacts visuels sont présents à cause des conditions de bord, 

comme nous pouvons le voir Figure 5.9. Tous les traitements présentés dans cette partie ont donc été 

réalisés après avoir stabilisé la nanoparticule de PE au centre de la boîte d’eau en suivant le protocole 

détaillé dans le chapitre Matériel et Méthodes. 

 

 

Figure 5.9 : Visualisation des effets de bord. 
Image réalisée sous VMD en représentation CPK. 

 

Après ce premier traitement, des artéfacts peuvent persister et influencer les paramètres d’analyse, 

en particulier le calcul du RMSD lorsque le peptide franchit les bords du système. Le calcul du RMSD 

du peptide par rapport à la nanoparticule, qui est défini par l’équation 1, sera utilisé pour évaluer le 

déplacement du peptide adsorbé sur la surface de la particule. 

𝑅𝑀𝑆𝐷(𝑡) = √
1

𝑁
× ∑(𝑟𝑖(𝑡) − 𝑟𝑖

𝑟𝑒𝑓
)

2
𝑁

𝑖=1

 (𝑒𝑞. 1) 

Dans cette équation, RMSD(t) est le RMSD du peptide par rapport à la nanoparticule de PE à l’instant 

t, N est le nombre d’atomes dans le peptide, ri(t) est la position de l’atome i à l’instant t et ri
ref est la 

position de l’atome i à l’instant t = 0. Les positions des atomes sont calculées dans le référentiel de la 

nanoparticule de plastique. En suivant la valeur de RMSD(t) à partir de l’adsorption du peptide sur la 

nanoparticule, une grande valeur de l’écart-type indique un fort déplacement du peptide à la surface 

du plastique et une petite valeur de l’écart-type indique un faible déplacement du peptide à la surface 

du plastique. 

Les courbes de RMSD(t) sont donc tracées pour chaque système afin d’éliminer manuellement ces 

perturbations. Après avoir centré la trajectoire sur la nanoparticule, le nanoplastique ne peut plus 

traverser les bords mais le peptide le peut encore. Ceci ne perturbe pas le calcul du rayon de giration 
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mais peut poser problème pour le calcul du RMSD, causant l’apparition de sauts ou de pics. Lorsque 

nous travaillons sur le RMSD, nous commençons donc par visualiser le RMSD pour retirer ces sauts 

manuellement Figure 5.10. 

 

 

Figure 5.10 : Exemples de correction sur des courbes de suivi du RMSD d’un peptide au cours d’une simulation :  
retrait de pics pour le peptide D dans l’eau SPC/E, en haut 

et élimination d’un saut pour le peptide P dans l’eau TIP3P, en bas. 

 

Dans le cas des pics, nous éliminons les points correspondants aux pics. Dans le cas des sauts, une 

valeur constante égale à l’écart avant et après le saut est soustraie aux valeurs suivant le saut. 

La durée de simulation pendant laquelle le peptide est adsorbé sur le nanoplastique diffère entre les 

peptides considérés. Ces durées sont rassemblées dans le Tableau 5.2. Dans ce tableau, ainsi que pour 

le reste de ce chapitre, les peptides de la forme SGGXGGXGGXGGS seront nommés par l’abréviation à 

une lettre correspondant au peptide d’intérêt X.  

Nous observons que, d’une façon générale, tous les peptides finissent par s’adsorber sur la 

nanoparticule. En particulier, nous avons observé une adsorption irréversible de tous les peptides sur 

la nanoparticule avec au moins l’un des modèles d’eau, que le peptide soit chargé positivement, 

négativement ou neutre. Les simulations pour lesquelles nous n’avons pas observé d’adsorption du 

peptide correspondent à celles pour lesquelles nous n’avons observé aucun contact entre le peptide 

et la nanoparticule. Celles-ci sont lors de la rédaction de cette thèse en cours de prolongation dans le 

but d’observer des contacts. 
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 Durée de simulation après adsorption 
dans l’eau TIP3P (ns) 

Durée de simulation après adsorption 
dans l’eau SPC/E (ns) 

Peptide Durée de simulation 
après adsorption 

Durée de 
simulation totale 

Durée de simulation 
après adsorption 

Durée de 
simulation totale 

N 47 50 - 200 

Q 46 300 36 50 

D 31 300 50 500 

E - 400 8 200 

K 33 150 25 50 

R 35 50 - 150 

H 14 50 - 350 

Y 14 100 50 500 

W 16 100 46 100 

F 57 200 50 150 

I 12 150 40 50 

L 9 50 - 150 

V 47 100 50 300 

A 20 50 - 150 

G 47 250 48 250 

M 8 50 9 50 

C 40 200 - 600 

S 12 100 50 100 

T 17 50 26 250 

P 24 150 - 200 

Tableau 5.2 : Durées de simulation totale et à partir de leur adsorption, 
pour les différents peptides et pour chaque modèle d’eau. 

Les traits rouges indiquent les peptides qui ne se sont pas adsorbés sur la nanoparticule de PE. 

 

Nous pouvons remarquer que la durée nécessaire à l’adsorption du peptide sur la nanoparticule est 

très variable et souvent élevée, pouvant être de plusieurs centaines de ns. Une explication possible de 

cette observation serait une taille trop importante de la boîte de simulation, ce que nous vérifierons 

en simulant des systèmes de plus petite taille dans la partie suivante. Une autre explication possible 

est que le contact avec la nanoparticule doit avoir lieu sur des zones particulières du peptide pour 

permettre son adsorption, certaines zones des acides aminés utilisés étant plus hydrophobes que 

d’autres comme représenté Figure 5.11. 
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Figure 5.11 : Représentation schématique des groupes hydrophobes (en bleu) 
et des groupes donneurs/accepteurs de liaisons hydrogène (en rouge), 

présents dans les chaînes latérales des acides aminés.  
Adapté de Introduction to Protein Mass Spectroscopy22. 

 

Nous pouvons noter que tous les peptides peuvent former des liaisons hydrogène au niveau de leurs 

liaisons peptidiques, qui contiennent un atome d’hydrogène lié à un atome d’azote (donneur de 

liaisons hydrogène) et un atome d’oxygène doublement lié à un atome de carbone (accepteur de 

liaisons hydrogène). Cette remarque est également valable pour les groupements chargés O- et H3N+ 

aux extrémités du peptide. Le PE non vieilli ne présente pas de groupements donneurs ou accepteurs 

de liaisons hydrogène, cependant la présence de charges sur le peptide peut influencer son interaction 

avec la surface. La nanoparticule de PE étant hydrophobe, il est attendu que les contacts avec les zones 

hydrophobes des peptides soient favorisés. Dans ce cas, il est cohérent que tous les peptides étudiés 

puissent être adsorbés sur la nanoparticule puisqu’ils contiennent tous des résidus glycine qui 

présentent une zone hydrophobe accessible. 

Dans le cas des peptides A, H, R et W dans l’eau SPC/E, nous avons observé des contacts lors desquels 

le peptide n’a pas été adsorbé (ou, dans le cas du peptide W, a été adsorbé pendant quelques ns avant 

de retourner en solution) suivi d’un éloignement du peptide par rapport la nanoparticule. Dans le cas 

du peptide W, après prolongation de la simulation un second contact a été observé et accompagné de 

l’adsorption irréversible du peptide. Ceci va dans le sens de la seconde explication proposée 

précédemment, il est ainsi possible que la zone de contact avec le peptide n’était pas propice à 

l’adsorption lors du premier contact, mais l’était lors du second. Dans le cas des peptides A, H et R, 

nous n’avons pas encore observé de seconds contacts et les simulations restent en cours de 

prolongation.  

Nous n’avons de plus pas remarqué de tendance d’adsorption des peptides sur des morphologies 

particulières pour la particule étudiée. Comme illustré Figure 5.12, nous avons observé des adsorptions 

sur des faces possédant des morphologies planes, creuses ou bombées, sans liens particuliers entre 

les propriétés des peptides ou le modèle d’eau utilisé et la morphologie de la surface sur laquelle ils 

sont adsorbés. De la même façon, nous n’observons pas toujours de lien entre l’orientation de la 

chaîne peptidique et celle des chaînes carbonées de la nanoparticule. 

 

203



 

 

Figure 5.12 : Peptides adsorbés sur des surfaces de différentes morphologie (modèle d’eau SPC/E). 
A gauche, peptide F adsorbé sur une surface creuse, 

au milieu, peptide G adsorbé sur une surface bombée perpendiculairement aux chaînes carbonées, 
à droite, peptide K adsorbé sur une surface plane parallèlement aux chaînes carbonées. 

Images réalisées sous VMD, peptide en représentation CPK et nanoparticule en représentation QuickSurf. 

 

Pour les peptides pour lesquels nous n’observons aucun contact avec la nanoparticule, cette absence 

de contact peut être due au caractère aléatoire du mouvement du peptide en solution. Pour le 

confirmer nous avons observé l’évolution de la distance entre le centre de masse de la nanoparticule 

de plastique et du peptide pour un peptide adsorbé et pour un peptide non-adsorbé, présenté Figure 

5.13. 

 

 

Figure 5.13 : Evolution de la distance entre les centres de masse de la nanoparticules de PE et du peptide dans l’eau SPC/E, 
pour un peptide dont nous avons observé l’adsorption (peptide Y, en jaune), 

et un peptide pour lequel nous n’avons pas observé de contact (peptide C, en bleu). 

 

Jusqu’au contact du peptide Y avec la nanoparticule de plastique la distance mesurée évolue de façon 

similaire pour les deux peptides, indiquant dans chaque cas une évolution aléatoire résultant d’un 

mouvement brownien. Nous remarquons de plus la présence de ce qui semble être une « distance 

critique » pour l’adsorption du peptide Y. En effet, une fois celui-ci assez proche de la nanoparticule sa 

distance par rapport à cette dernière diminue rapidement jusqu’à son adsorption. Cette observation 

nous conforte dans l’idée que l’adsorption du peptide nécessite que celui-ci s’approche suffisamment 

de la nanoparticule en suivant une trajectoire aléatoire, et donc que son adsorption nécessitera moins 

de temps si la taille de la boîte de simulation est diminuée. 
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Nous avons également suivi la distance entre le centre de masse du peptide et celui de la nanoparticule 

de PE pour un même peptide adsorbé pour les deux modèles d’eau utilisé. Les courbes sont présentées 

Figure 5.14. 

 

 

Figure 5.14 : Evolution de la distance entre les centres de masse de la nanoparticule de PE et du peptide D, 
dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en orange). 

 

Nous n’observons pas de différences notables de comportement du peptide en solution en fonction 

du modèle d’eau à partir de ces deux courbes. En particulier, nous observons une fois de plus un 

comportement suggérant la présence d’une « distance critique » pour l’adsorption du peptide sur la 

nanoparticule, que ce soit dans l’eau SPC/E ou dans l’eau TIP3P. 

 

1.2. Influence du modèle d’eau sur le peptide 
 

Les peptides ont été suivis dans l’eau puis sur la nanoparticule de PE afin de déterminer l’effet de 

l’adsorption ainsi que du modèle d’eau utilisé. Pour cela nous avons mesuré le rayon de giration des 

peptides au cours des simulations ainsi que leur RMSD par rapport à la nanoparticule de plastique. 

Nous avons également suivi le MSD des peptides en solution avant leur adsorption sur la 

nanoparticule. 

Le RMSD du peptide par rapport à la nanoparticule a déjà été présenté paragraphe 1.1.2. de cette 

partie. Le calcul de son écart-type nous donne une information sur le déplacement du peptide à la 

surface de la nanoparticule.  

Le rayon de giration d’un peptide est défini par l’équation 2, et permet de déterminer si le peptide se 

replie sur lui-même (petit rayon de giration) ou est déplié (grand rayon de giration). 

𝑅𝑔 = √
∑ 𝑚𝑖 × (𝑟𝑖 − 𝑟𝐶𝑀)2

𝑖

∑ 𝑚𝑖𝑖
 (𝑒𝑞. 2) 

Dans cette équation, Rg est le rayon de giration, rCM est la position du centre de masse, ri est la position 

de l’atome i est mi est la masse de cet atome. 
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Le MSD du peptide est défini par rapport à l’équation 3, il permet de calculer le coefficient de diffusion 

du peptide en solution. 

𝑀𝑆𝐷(𝑡) =  
1

𝑁
∑(𝑟𝑖(𝑡) −  𝑟𝑖(0))

2
 

𝑁

𝑖=1

 (𝑒𝑞. 3) 

Dans cette équation, MSD(t) est le MSD du peptide à l’instant t, N est le nombre d’atomes dans le 

peptide et ri(t) est la position de l’atome i à l’instant t. Dans un système à 3 dimensions, aux temps 

longs nous avons MSD(t) = 6 × D × t, où D est le coefficient de diffusion du peptide. 

Afin de pouvoir comparer les valeurs des écarts-types calculés entre les différents systèmes, les valeurs 

de rayons de giration, de RMSD sont prises sur 10 ns de simulation en solution et sur 10 ns de 

simulation une fois le peptide adsorbé. Pour les peptides adsorbés moins de 10 ns avant la fin de la 

simulation, ces valeurs sont calculées sur la durée totale de leur adsorption. 

 

1.2.1. Influence du modèle d’eau sur le peptide en solution 

L’évolution du rayon de giration des peptides en solution, c’est-à-dire avant leur adsorption par la 

nanoparticule, a été extrait de la simulation. Les rayons de giration des peptides en solution pour les 

2 types d’eau sont rassemblés Figure 5.15. 

 

 

Figure 5.15 : Rayon de giration de chaque peptide en solution dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en rouge), 
et écart-type sur 10 ns de simulation (barres d’erreur). 

 

Dans cette figure, les acides aminés ont été organisés en fonction de leurs propriétés présentées dans 

le diagramme de Venn Figure 5.2. De gauche à droite, nous trouvons les peptides polaires, en 

particulier les peptides négativement chargés puis les peptides positivement chargés, puis les peptides 

aromatiques, suivis par les peptides hydrophobes. 
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Un rayon de giration moyen plus élevé indique que le peptide est plus étendu, tandis qu’un rayon de 

giration moyen plus faible indique que le peptide est plus replié. L’écart-type augmente lorsque le 

rayon de giration varie plus fortement sur la durée de calcul, donc s’il y a de fortes fluctuations autour 

de la conformation moyenne.  

D’une façon générale le modèle d’eau utilisé ne semble pas influencer de façon notable le rayon de 

giration des peptides, aucun des peptides ne présentant une différence particulièrement importante 

de la moyenne ou de l’écart-type de son rayon de giration en solution entre l’eau SPC/E et l’eau TIP3P. 

En moyenne, nous mesurons un rayon de giration de 0,65 nm pour les peptides dans l’eau SPC/E et de 

0,64 nm pour les peptides dans l’eau TIP3P, ce qui confirme la faible influence de l’eau. La longueur 

maximale d’un peptide étendu est d’environ 4 Å par acides aminés23, ce qui correspondrait à une 

longueur de 5,2 nm. En estimant la longueur des peptides simulés comme étant le double de leur rayon 

de giration, soit environ 1,3 nm en moyenne, nous pouvons donc en déduire que ceux-ci sont 

fortement repliés en solution. 

Les écarts les plus importants observés sont pour les peptides soufrés M et C pour lesquels le rayon de 

giration dans l’eau TIP3P est 18% et 21% plus faibles respectivement que dans l’eau TIP3P. Les acides 

aminés correspondants sont hydrophobes, mais nous n’observons pas de différence importante pour 

les autres peptides associés à des acides aminés hydrophobes. Il pourrait être intéressant de répéter 

ces simulations ou de simuler les peptides seuls dans l’eau pendant de plus longues durées pour 

déterminer si ces différences résultent simplement d’une variabilité de la conformation des peptides 

à l’échelle de la durée d’une mesure.  

De la même façon nous avons suivi l’évolution du MSD du peptide en solution avant son adsorption 

par la nanoparticule. En réalisant une régression linéaire, nous avons ainsi déterminé le coefficient de 

diffusion de chaque peptide dans chacun des deux modèles d’eau, ces résultats étant regroupés Figure 

5.16. 

 

 
Figure 5.16 : Coefficient de diffusion de chaque peptide en solution dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en rouge). 

La valeur moyenne calculée pour chaque modèle d’eau est indiquée par une ligne pointillée de la couleur correspondante. 
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Le calcul du coefficient de diffusion montre une influence du modèle d’eau utilisé, avec une valeur 

moyenne plus élevée dans l’eau TIP3P que dans l’eau SPC/E (8,3×10-6 cm²/s contre 5,2×10-6 cm²/s). 

Dans chaque cas, l’ordre de grandeur des coefficients de diffusion reste cohérent pour des peptides 

dans de l’eau24. Le plus faible coefficient de diffusion des peptides dans l’eau SPC/E peut expliquer 

pourquoi les peptides requièrent généralement un temps de simulation plus long pour être adsorbés 

dans l’eau SPC/E que dans l’eau TIP3P (Tableau 5.2). 

Bien que les rayons de giration des peptides soient peu affectés par le modèle d’eau, la mesure de 

coefficients de diffusion plus élevés dans l’eau TIP3P est cohérente avec ce qui est généralement 

observé pour ce modèle. En effet, les interactions entre molécules d’eau sont plus faibles dans l’eau 

TIP3P, ce qui tend à réduire le rayon hydrodynamique des peptides, et donc à augmenter leur 

coefficient de diffusion, puisque moins de molécules d’eau se lient au peptide16. Cette explication est 

de plus cohérente avec le fait que l’augmentation du facteur de diffusion dans l’eau TIP3P est plus 

importante pour les peptides composés d’acides aminés hydrophobes. 

 

1.2.2. Influence du modèle d’eau sur le peptide adsorbé 

En fonction des interactions entre la nanoparticule de plastique et le peptide, l’adsorption de ce 

dernier peut influencer ou non son rayon de giration, comme nous pouvons le voir Figure 5.17. 

 

 

Figure 5.17 : Evolution du rayon de giration d’un peptide au cours d’une simulation, 
le trait rouge indiquant l’adsorption du peptide. 

La courbe de gauche représente un cas où l’adsorption n’influence pas le rayon de giration (peptide W dans l’eau SPC/E), 
et la courbe de droite représente un cas où l’adsorption stabilise le rayon de giration (peptide I dans l’eau SPC/E). 

 

Le fait que le rayon de giration puisse être stabilisé lors de l’adsorption du peptide indique 

possiblement un changement de la dynamique du peptide causé par les interactions entre le peptide 

et la nanoparticule. 

Une fois les peptides adsorbés, nous avons donc moyenné leur rayon de giration sur le reste de la 

simulation, et calculé l’écart-type sur cette période, afin de déterminer si l’adsorption du peptide a 

modifié sa dynamique. Les résultats obtenus sont rassemblés Figure 5.18. Pour les histogrammes 

comparants des données sur des peptides adsorbés, les données manquantes correspondent aux 

peptides qui ne sont pas entrés en contact avec la nanoparticule. 
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Figure 5.18 : Rayons de giration de chaque peptide en solution dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en rouge), 
puis adsorbé sur la nanoparticule dans l’eau SPC/E (en gris) en dans l’eau TIP3P (en vert), 

et écart-type sur 10 ns de simulation (barres d’erreur). 

 

Nous remarquons que, dans l’eau TIP3P, le rayon de giration est peu affecté par l’adsorption de 

peptide, la différence de rayon avant et après l’adsorption étant au plus de l’ordre de 15% (-16% pour 

le peptide Q, +20% pour le peptide C et -18% pour le peptide V). Dans l’eau SPC/E les rayons de giration 

sont également peu changés par l’adsorption à l’exception des peptides G (+66%), T (+23%) et 

Y (+ 22%). Ces fortes augmentations du rayon de giration sont causées par un accroissement de la 

surface de contact entre la nanoparticule de plastique et le peptide, poussant ce dernier à se déplier. 

Il est cohérent que ce comportement soit favorisé par l’eau SPC/E, puisque les plus fortes interactions 

entre les molécules d’eau favorisent les interactions hydrophobes du soluté. 

Après adsorption, les rayons de giration mesurés sont globalement plus élevés pour les peptides 

adsorbés dans l’eau SPC/E que dans l’eau TIP3P. Le rayon de giration moyen des peptides adsorbés est 

de 0,72 nm dans l’eau SPC/E et de 0,62 nm dans l’eau TIP3P. Ceci indique une forte influence du modèle 

d’eau sur la conformation des peptides adsorbés, ce qui se confirme en observant les systèmes avec 

VMD, comme nous pouvons le voir Figure 5.19.  
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Figure 5.19 : Peptides Q (en haut) et Y (en bas) adsorbés sur une nanoparticule de PE, 
dans l’eau SPC/E (à gauche) et dans l’eau TIP3P (à droite). 

Images réalisées sous VMD, peptide en représentation CPK et nanoparticule en représentation QuickSurf. 

 

De plus, tandis que les écarts-type des rayons de giration des peptides en solution sont proches, de 

0,062 nm dans l’eau SPC/E et 0,059 nm dans l’eau TIP3P, l’écarts-type moyen des rayons de giration 

des peptides adsorbés est de 0,058 nm dans l’eau SPC/E et de 0,039 nm dans l’eau TIP3P. Ces plus 

grandes valeurs du rayon de giration et de son écart-type dans le cas des peptides adsorbés dans l’eau 

SPC/E peut indiquer que l’augmentation de la surface de contact entre la nanoparticule et le peptide 

est favorisée mais ne stabilise pas fortement la conformation du peptide. Dans l’eau TIP3P, 

l’augmentation de la surface de contact semble moins favorisée mais le plus faible écart-type du rayon 

de giration suggère une stabilisation de sa structure. Pour vérifier les liens entre la structure des 

peptides et la modèle d’eau, nous avons tracé des diagrammes de Ramachandran. 

Un diagramme de Ramachandran correspond à la représentation des conformations possibles des 

acides aminés présents dans un peptide ou une protéine à partir des angles dièdres φ et ψ. L’angle φ 

est défini par les atomes successifs C-N-Cα-C, où le premier carbone correspond au groupement 

carbonyle du résidu précédent, et l’angle ψ est défini par les atomes successifs N-Cα-C-N, où le dernier 

azote correspond au groupement amide du résidu suivant. Ces angles sont représentés Figure 5.20. 

 

 

Figure 5.20 : Représentation graphique des angles φ et ψ utilisé pour définir les diagrammes de Ramachandran. 
Tiré de A fresh look at the Ramachandran plot and the occurrence of standard structures in proteins25. 
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Dans le cas des protéines, un diagramme de Ramachandran permet d’observer la présence de 

structures secondaires comme des hélices ou des feuillets. Puisque les peptides étudiés ici sont 

déstructurés les diagrammes ne correspondent pas à ces structures, mais permettre d’observer les 

espaces conformationnels explorés par ces peptides. 

Nous avons tracé les diagrammes de Ramachandran avant et après adsorption des peptides dont le 

rayon de giration présente la plus forte évolution (G, Q et Y dans l’eau SPC/E) et d’un peptide dont le 

rayon de giration présente une évolution négligeable (V dans l’eau SPC/E). Les diagrammes de 

Ramachandran de ces peptides dans l’eau TIP3P, en solution et adsorbés, ont également été tracés. 

Chacun de ces diagrammes a été calculé sur une durée de 10 ns, et est présenté Figure 5.21. 

 

 

Figure 5.21 : Diagrammes de Ramachandran de différents peptides, 
en solution et adsorbé sur la nanoparticule de plastique, dans l’eau SPC/E et dans l’eau TIP3P. 

Les points oranges correspondent aux angles d’un résidu X à un instant donné 
et les points bleus correspondent aux angles d’un résidu G à un instant donné. 

Les points sont transparents, les zones foncées indiquent donc les zones de forte densité. 
Les 3 diagrammes encadrés en vert présentent les espaces conformationnels les plus restreints. 

 

D’après les données trouvées dans la littérature, les diagrammes de Ramachandran en solution 

correspondent à ceux attendus pour ce type de peptides26. En particulier, nous observons pour chaque 

peptide les deux bandes caractéristiques de la glycine, que le peptide soit en solution ou adsorbé. 

D’une façon générale, nous observons que l’espace conformationnel exploré par les peptides adsorbés 

est proche de celui exploré en solution, mais plus restreint. Ceci indique que les interactions entre la 

nanoparticule et le peptide limitent les structures accessibles à ce dernier. 

Pour les peptides en solution nous observons que les espaces conformationnels explorés sont 

similaires dans les deux modèles d’eau, mais généralement plus restreints dans l’eau TIP3P. Dans ces 
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conditions le peptide Y est le plus affecté, son espace conformationnel étant significativement plus 

restreint par rapport aux autres peptides. Le peptide V, qui est le plus hydrophobe des peptides 

considérés, est le moins affecté. Les modèles d’eau ont donc une influence sur les structures 

accessibles aux peptides même lorsque ceux-ci sont en solution. 

Dans le cas des peptides adsorbés, nous observons que les espaces conformationnels des peptides G, 

V et Q sont plus restreints dans l’eau SPC/E que dans l’eau TIP3P. Les cartes de Ramachandran 

correspondantes, encadrées en vert Figure 5.21, présentent d’ailleurs les espaces les plus restreints 

parmi toutes nos mesures, indiquant qu’il s’agit des conformations les plus stabilisées. Ceci est 

cohérent puisque l’eau SPC/E favorise les interactions hydrophobes, qui peuvent stabiliser la 

conformation des peptides adsorbés sur la surface de la nanoparticule. Nous remarquons par ailleurs 

que, pour les peptides V et Q, les espaces conformationnels des peptides adsorbés dans l’eau SPC/E 

sont différents de ceux des peptides adsorbés dans l’eau TIP3P. Ceci indique une fois de plus que ces 

deux modèles d’eau stabilisent des populations différentes. Le peptide Y a un comportement à part, 

avec une zone commune aux deux modèles d’eau et une zone uniquement explorée dans l’eau SPC/E. 

Ceci peut être causé par le fait que l’acide aminé Y est formé d’un cycle aromatique qui lui profère des 

propriétés hydrophobes, sur lequel est greffé un groupe hydroxyle polaire, ce qui peut favoriser des 

interactions spécifiques avec l’eau par formation de liaison hydrogène. Globalement, les différences 

de conformation des peptides en fonction du modèle d’eau sont significativement plus importantes 

pour les peptides adsorbés que pour les peptides en solution. Ceci illustre une fois de plus l’importance 

des interactions avec l’eau dans le phénomène d’adsorption des peptides. 

D’une façon générale, nous observons que l’adsorption des peptides dans l’eau SPC/E restreint leur 

espace conformationnel tout en restant dans des zones explorées par le peptide en solution. Dans l’eu 

TIP3P, les zones explorées par les peptides adsorbés sont généralement séparées des zones explorées 

par ces mêmes peptides en solution. Des études supplémentaires seront nécessaires pour déterminer 

si ce comportement est toujours observé. En particulier, il serait intéressant de réaliser plusieurs 

simulations pour un même système initial puis d’analyser les diagrammes de Ramachandran du 

peptide adsorbé après chaque simulation. Ceci permettrait de déterminer si l’espace conformationnel 

d’un peptide adsorbé dépend de paramètres liés à son adsorption, par exemple de sa zone de contact 

initiale avec la nanoparticule. 

Nous pouvons également noter que l’étude des diagrammes de Ramachandran nous apporte plus 

d’informations que la comparaison des rayons de giration, puisque nous voyons que l’espace 

conformationnel exploré par le peptide V dans l’eau SPC/E est plus restreint lorsque le peptide est 

adsorbé, alors que son rayon de giration n’est pas modifié. D’une façon générale nous observons que 

l’espace conformationnel exploré par les peptides adsorbés est similaire à celui exploré par les 

peptides en solution mais légèrement plus restreints. Ceci indique que les peptides restent plus 

proches de leur conformation moyenne une fois adsorbés. Cette information pouvait être tirée de la 

forte diminution de l’écart type des rayons de giration des peptides lors de leur adsorption dans l’eau 

TIP3P (de 0,059 à 0,039 nm), mais la faible diminution de cet écart-type dans l’eau SPC/E (de 0,062 à 

0,058 nm) n’aurai pas suffi pour tirer cette conclusion. 

De la même façon, deux comportements différents peuvent être observés en suivant le RMSD des 

peptides par rapport à la nanoparticule de plastique. Celui-ci peut continuer à varier une fois adsorbé 

ou devenir stable après adsorption, comme nous pouvons le voir Figure 5.22. 
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Figure 5.22 : Evolution du RMSD d’un peptide au cours d’une simulation, 
le trait rouge indiquant l’adsorption du peptide. 

La courbe de gauche représente un cas où l’adsorption n’influence pas le RMSD (peptide R dans l’eau SPC/E) 
et la courbe de droite représente un cas où l’adsorption stabilise le RMSD (peptide I dans l’eau SPC/E). 

 

Une stabilisation du RMSD lors de l’adsorption indique que le peptide conserve sa position à la surface 

de la nanoparticule une fois adsorbé, tandis qu’un RMSD continuant de varier après adsorption indique 

que le peptide se déplace sur la surface de la nanoparticule. 

L’écart-type du RMSD des peptides par rapport à la nanoparticule de plastique à partir de leur 

adsorption a également été calculé, et les valeurs obtenues sont rassemblées Figure 5.23. Un           

écart-type plus important du RMSD indique un déplacement du peptide à la surface de la particule. 

 

 

Figure 5.23 : Ecart-type du RMSD de chaque peptide adsorbé sur la nanoparticule 
dans l’eau SPC/E (en bleu) en dans l’eau TIP3P (en rouge), calculés sur 10 ns de simulation. 

 

Bien que les valeurs moyennes des écarts-type des RMSD soient très proches (0,246 nm dans l’eau 

SPC/E et 0,248 nm dans l’eau TIP3P), nous observons des comportements très différents en fonction 

du modèle d’eau pour certains peptides. Par exemple la valeur obtenue pour le peptide W est de 

1,06 nm dans l’eau SPC/E et de 0,14 nm dans l’eau TIP3P, tandis que nous obtenons pour le peptide S 
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0,13 nm dans l’eau SPC/E et 0,64 nm dans l’eau TIP3P. Ces différences de comportement se confirment 

en regardant les courbes entières, comme montré Figure 5.24. 

 

 

Figure 5.24 : Evolution du RMSD du peptide W au cours d’une simulation, 
dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en orange), 

le trait vertical bleu indique l’adsorption du peptide dans l’eau SPC/E et le trait vertical orange dans l’eau TIP3P. 

 

Nous ne remarquons pas de points communs particuliers entre les peptides dont l’écart-type du RMSD 

est plus important dans l’eau SPC/E ou dans l’eau TIP3P. Dans la partie suivante des triplicatas de mise 

en contact de peptides avec une nanoparticule seront réalisés, ce qui pourrait nous permettre de 

déterminer si les écarts observés sont attribuables aux différences observées pour un même système 

simulé plusieurs fois. 

Afin d’estimer l’affinité de chaque acide aminé pour la nanoparticule de plastique nous avons 

également calculé pour chaque système la proportion des contacts entre l’acide aminé considéré et le 

plastique. Pour cela nous calculons le nombre de contacts entre le peptide et la nanoparticule (à 

chaque frame, un contact est compté pour chaque résidu du peptide se trouvant à moins de 0,4 nm 

de la surface de la nanoparticule), puis le nombre de contacts entre chacun des 3 résidus 

correspondants à l’acide aminé considéré et la nanoparticule. Nous comptons ici le nombre de contact 

par résidus, et pas par atomes. Nous calculons ensuite le rapport du nombre de contacts de l’acide 

aminé considéré par rapport au nombre de contacts du peptide entier avec la nanoparticule. Les 

proportions obtenues sont rassemblées Figure 5.25. Pour les peptides G et S, les contacts sont 

uniquement comptés sur les acides aminés aux position 4, 7 et 10 de la séquence, et pas pour les acides 

aminés faisant partie de la formule générale de celle-ci. 
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Figure 5.25 : Pourcentage de contact de chaque peptide avec la nanoparticule de PE 
se faisant avec l’acide aminé d’intérêt dans l’eau SPC/E (en bleu) et dans l’eau TIP3P (en rouge). 

La valeur correspondant à un contact uniforme entre le peptide et la nanoparticule (23%) est indiquée en pointillés. 

 

Puisque l’acide aminé d’intérêt constitue 3 des 13 résidus du peptide, si le contact était uniforme entre 

le peptide et le plastique la proportion du contact se faisant avec l’acide aminé d’intérêt serait de 23% 

(3/13 = 0,23). Les proportions que nous avons calculées sont supérieures pour la plupart des peptides, 

et une plus forte proportion des contacts se faisant avec l’acide aminé étudié indique une plus forte 

affinité de ce dernier pour le plastique. En particulier nous observons que, pour tous les acides aminés 

hydrophobes, la proportion de contact est d’au moins 30%, ce qui confirme l’importance des 

interactions hydrophobes entre le plastique et le peptide. D’une façon générale nous observons que 

plus de 23% des contacts entre le peptide et la nanoparticule se font au niveau de l’acide aminé étudié, 

les exceptions étant les peptides D, G et S, et uniquement dans l’eau TIP3P. La séquence du peptide G 

étant uniforme en dehors des acides aminés terminaux, il est cohérent qu’aucun d’entre eux ne soit 

particulièrement favorisé pour interagir avec la nanoparticule, et que nous retrouvons donc une valeur 

proche de 23%. Les peptides S et D sont de petites tailles, en particulier leur chaîne latérale est courte 

ce qui peut limiter l’accessibilité à la surface. Cependant, nous n’observons pas de pourcentage de 

contact inférieur à 23% pour les autres petits acides aminés (N, V, A, G, C, T et P), ceci ne semble donc 

pas être une explication suffisante. Ceux-ci sont également polaires mais nous n’observons pas de 

faibles pourcentages de contact pour les autres acides aminés polaires, il est donc peu probable qu’il 

s’agisse de la cause de ces faibles valeurs. Une autre possibilité est que ces valeurs dépendent 

également de paramètres qui ne sont pas contrôlés dans le cadre de ces simulations, comme la zone 

de contact du peptide lors de son adsorption. Réaliser des duplicatas lors des prochaines simulations 

pourrait nous informer sur la cohérence de cette possibilité, qui semblerait plus probable si nous 

observons de fortes variations du pourcentage de contact avec l’acide aminé d’intérêt entre plusieurs 

simulations réalisées pour un même système initial. 

Les acides aminés aromatiques semblent avoir une affinité particulièrement forte pour la 

nanoparticule, ces acides aminés représentant plus de 50% des contacts entre le peptide associé et la 

nanoparticule à l’exception de l’acide aminé F dans l’eau TIP3P, correspondant à 40% des contacts. 
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Ceci est cohérent puisque le cycle aromatique présent dans ces acides aminés est hydrophobe, et va 

donc réduire ses interactions avec l’eau en se liant à la nanoparticule. 

En comparant les résultats obtenus en calculant les différentes grandeurs nous ne remarquons aucune 

corrélation entre le rayon de giration des peptides adsorbés, l’écart-type de leur RMSD et la proportion 

de contacts ayant lieu avec l’acide aminé étudié. 

En moyenne le pourcentage de contacts se faisant avec l’acide aminé étudié est de 46% dans l’eau 

SPC/E et de 44% dans l’eau TIP3P. Malgré ces moyennes proches nous observons de fortes variations 

entre les deux modèles d’eau pour certains peptides, pour lesquels nous pouvons obtenir une valeur 

plus importante dans l’eau SPC/E (peptides D, F et I) ou dans l’eau TIP3P (peptides Q, K et M). Nous ne 

remarquons pas de propriétés communes entre ces peptides qui permettraient d’expliquer ces 

différences. Dans le paragraphe suivant, nous allons réaliser des triplicatas de simulations sur des 

systèmes qui pourront permettre de déterminer si l’ordre de grandeur de ces différences est 

comparable à celui des différences entre réplicas pour un même système. 

 

1.3. Etude de l’influence de la nanoparticule 
 

Après cette phase exploratoire, qui nous a permis de cerner la problématique, nous avons cherché à 

réaliser des simulations ayant un sens d’un point de vue statistique. Pour cela, 3 trajectoires ont été 

générées par systèmes et chacune d’entre elles a été prolongée pour observer le peptide adsorbé 

pendant au moins 50 ns. Ces études auront par ailleurs l’avantage d’autoriser les comparaisons entre 

systèmes. Cette partie a été développée par Mona Rysak dans le cadre de son master (Ecole Centrale 

Nantes, 2022, Plastiques, peptides et protéines : Approche de leurs interactions par dynamique 

moléculaire) sur des nanoparticules de PE vieillies ou non vieillies, uniquement en utilisant le modèle 

d’eau TIP3P. L’objectif de ces simulations est d’analyser les résultats de mise en contact de peptides 

avec différentes nanoparticules de PE vieillies pour les comparer aux mises en contact avec des 

nanoparticules de PE non vieillies. 

Afin de permettre la réalisation de simulations sur de multiples systèmes, et en particulier de triplicatas 

sur la durée de ce stage, les calculs ont été réalisés sur des supercalculateurs. Le premier 

supercalculateur utilisé est Topaze, installé dans le Très Grand Centre de Calcul du CEA (TGCC), et le 

second est le supercalculateur Jean Zay, installé au centre de calcul du CNRS, l’IDRIS. Sur ces 

calculateurs, la simulation de 50 ns de nos systèmes peut être réalisée en une demi-journée. 

 

1.3.1. Génération et analyse des nanoparticules de plastique vieillies 

La taille des nanoparticules de PE générées dans le cadre de cette partie est plus petite que celle de la 

nanoparticule générée lors de la partie précédente. Ici les nanoparticules sont constituées de 9 chaînes 

de 60 résidus chacune, permettant d’obtenir des nanoparticules d’environ 1,5 nm de rayon. La taille 

des chaînes étant suffisamment faible pour les agencer dans une boîte de simulation de taille 

suffisamment faible pour réaliser un recuit simulé du système. Ce recuit causera l’agrégation des 

chaînes de polymère pour former une nanoparticule, ce qui est une méthode régulièrement utilisée 

dans la littérature27–29. Réaliser le recuit localement plutôt que d’utiliser CHARMM-GUI nous permettra 

de modifier les conditions initiales du système afin d’observer leur impact sur la nanoparticule 

générée. De plus, puisque nous chercherons uniquement à faire interagir ces nanoparticules avec des 
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peptides, une taille inférieure est plus adaptée pour que la surface de contact entre la nanoparticule 

et le peptide ne puisse pas être considérée comme plane à l’échelle de ce dernier. 

Nous avons généré des chaînes de polymère constituées de résidus polyéthylène (PE), et dans le cadre 

des nanoparticules vieillies de résidus polycétone (PK) (Figure 5.26) dont la quantité a été déterminée 

en fonction de l’indice carbonyle mesuré pour nos plastiques vieillis (Voir chapitre 4 paragraphe 1.2). 

Certaines chaines de nanoparticules de PE vieillies ont été générées en espaçant régulièrement les 

groupements carbonyle dans les chaînes carbonées, et d’autres en les plaçant aléatoirement. 

 

 

Figure 5.26 : Formules topologiques du résidu polyéthylène (PE, au dessus) et du résidu polycétone (PK, en dessous). 

 

Les chaînes ont été générées en suivant deux protocoles différents : 

-Pour les groupements carbonyle régulièrement espacés, nous avons généré une chaîne suivant la 

formule H-[PExPK1PE11-x]5-H. 

-Pour les groupements carbonyle espacés de façon aléatoire nous avons pris une chaîne composée de 

55 résidus PE et avons ajouté 5 résidus PK à des positions aléatoires. 

Dans chaque cas nous avons donc généré des chaînes avec 55 résidus PE et 5 résidus PK, afin d’obtenir 

un ratio de 4 atomes d’oxygène pour 100 atomes de carbone, en cohérence avec ce qui est trouvé 

dans la littérature30 et ce que nous avons observé sur les échantillons de microparticules de plastique 

vieillies en laboratoire (voir chapitre 4 paragraphe 1.2). 

Lors de la génération des nanoparticules de plastique nous avons utilisé 9 de ces chaînes (les 9 chaînes 

d’une même nanoparticule sont préparées en suivant le même protocole mais avec des emplacements 

différents pour les groupements PK), pour un total de 540 résidus par nanoplastique. Afin que ces 

chaînes se replient pour former une nanoparticule, elles ont été regroupées puis un recuit simulé a été 

effectué en suivant le profil de température présenté Figure 5.27. Pour garantir que les nanoparticules 

atteignent un état d’équilibre avant les mises en contact, chaque nanoparticule est simulée seule dans 

une boîte d’eau pendant 20 ns et la valeur de son RMSD est suivie afin de vérifier qu’elle atteint un 

plateau. Cette étape est représentée par le plateau de température Figure 5.27. 
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Figure 5.27 : Profil de température suivi lors du recuit simulé des nanoparticules de PE vieillies. 

 

Après un recuit simulé, les chaînes carbonées se sont repliées pour former des nanoparticules de 

plastique, comme ce qui est représenté Figure 5.28. 

 

 

Figure 5.28 : Configuration initiale parallèle des chaînes de PE et nanoparticule de PE vieillie obtenue après recuit. 
Image réalisée sous VMD, nanoparticule en représentation CPK et atomes d’oxygène en représentation de van der Waals. 

 

Les nanoparticules de PE obtenues ont des propriétés différentes, qu’il s’agisse de leur degré de 

cristallinité ou de la proportion d’atomes oxygène se trouvant en surface. Le pourcentage de 

cristallinité est ici défini comme la proportion d’angles dièdres dont la valeur absolue est supérieure à 

160° le long des chaînes carbonées. Un fort pourcentage de cristallinité indique ainsi de plus longues 

portions linéaires et parallèles dans les chaînes, donc des nanoparticules plus structurées. Ces 

propriétés sont regroupées Tableau 5.3. 

Nous observons qu’environ 10% de la surface des nanoparticules est occupée par des atomes 

d’oxygène, alors que les chaînes ne comprennent que 4% d’atomes d’oxygène. Ceci indique que le 

repliement des nanoparticules de PE est affecté par la présence des atomes d’oxygène, ce qui 

s’explique puisque les groupements carbonyle sont plus hydrophiles que le reste du plastique. Cette 

plus forte affinité des atomes d’oxygène pour la surface est confirmée par le fait que plus de 70% des 

atomes d’oxygène se trouvent à la surface pour toutes les nanoparticules. Cette proportion est 

fortement affectée par la répartition initiale des groupements carbonyle, en moyenne 74% des atomes 

d’oxygène se trouvent en surface lorsque les groupements sont répartis uniformément contre 85% 

lorsque ces groupements sont répartis aléatoirement. 
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Particule 

Proportion 
d’atomes 
d’oxygène 

exposés 

Proportion de surface 
occupée par des 

atomes d’oxygène 

Surface 
totale 
(nm²) 

Rayon de 
giration 

(nm) 

Pourcentage 
de 

cristallinité 

NPv1 77,8 % 9,4 % 75,1 1,55 62,1 % 

NPv2 73,3 % 9,2 % 73,0 1,52 58,9 % 

NPv3 75,6 % 8,4 % 76,1 1,57 66,0 % 

NPv4 71,1 % 10,0 % 74,0 1,55 62,5 % 

NPv5 73,3 % 8,3 % 76,6 1,58 65,3 % 

NPv6 73,3 % 9,6 % 72,5 1,52 61,4 % 

NPv7 77,8 % 10,8 % 72,4 1,54 65,8 % 

NPv8 88,9 % 11,3 % 74,4 1,54 62,6 % 

NPv9 84,4 % 10,8 % 72,4 1,52 64,4 % 

NPv10 88,9 % 12,8 % 71,5 1,52 63,8 % 

NPv11 84,4 % 10,4 % 73,8 1,59 66,0 % 

Tableau 5.3 : Données mesurées sur les nanoparticules de PE vieillies. 
Les particules NPv1 à NPv6 (en bleu) correspondent aux groupements carbonyle espacés régulièrement, 

les particules NPv7 à NPv11 (en rouge) correspondent aux groupements carbonyle espacés aléatoirement, 
la particule NPv11 a été obtenue en plaçant initialement les chaînes carbonées en étoile. 

 

Malgré la différence observée sur la proportion d’atomes d’oxygène en surface, la répartition des 

groupements carbonyle dans les chaînes carbonées n’affecte pas significativement la taille de la 

surface, le rayon de giration ou le pourcentage de cristallinité des nanoparticules de plastique. 

Nous avons également testé une position initiale différente pour les chaînes carbonées, en étoile, 

illustrée Figure 5.29. 

 

 

Figure 5.29 : Configuration initiale en étoile des chaînes de PE et nanoparticule NPv11 obtenue après recuit. 
Image réalisée sous VMD, nanoparticule en représentation CPK et atomes d’oxygène en représentation de van der Waals. 

 

La nanoparticule obtenue pour cette configuration initiale, NPv11, n’a pas présenté de différences 

significatives avec les autres nanoparticules générées. Des simulations ont ensuite été réalisées en 
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utilisant les nanoparticules NPv5, NPv10 et NPv11. NPv5 est la nanoparticule avec la surface totale la 

plus importante et la plus faible proportion de sa surface accessible occupée par des atomes 

d’oxygène, NPv10 ayant inversement la plus petite surface totale et la plus grande proportion de 

surface accessible occupée par des atomes d’oxygène. Ceci nous permettra de déterminer si la 

quantité d’atomes d’oxygène en surface influence l’adsorption des peptides. NPv11 a le rayon de 

giration le plus important et le plus grand degré de cristallinité, et nous permettra de déterminer si la 

configuration initiale des chaînes de polymère affecte les interactions de la nanoparticule avec les 

peptides. 

Des nanoparticules de PE non vieillies ont également été générées en suivant le même protocole avec 

60 résidus PE. Comme pour les nanoparticules de PE vieillies, nous avons regroupé les surfaces, rayons 

et pourcentages de cristallinité de ces nanoparticules Tableau 5.4. 

 

Particule Surface totale (nm²) Rayon de giration (nm) Pourcentage de cristallinité 

NPnv1 70,6 1,61 78,4 % 

NPnv2 70,8 1,61 77,3 % 

NPnv3 72,04 1,58 69,9 % 

NPnv4 70,75 1,51 75,3 % 

NPnv5 69,9 1,52 74,4 % 

Tableau 5.4 : Surface totale, rayon de giration et pourcentage de cristallinité 
mesurés sur chaque nanoparticule de PE non vieillie. 

 

Comparés aux nanoparticules de PE vieillies, les surfaces et rayons de giration obtenus sont du même 

ordre de grandeur. En moyenne les nanoparticules de PE vieillies ont une surface totale de 73,8 nm² 

et un rayon de giration de 1,55 nm, tandis que les nanoparticules de PE non vieillies ont une surface 

totale de 70,82 nm² et un rayon de giration de 1,57 nm. Le pourcentage de cristallinité des 

nanoparticules non vieillies est toutefois notablement supérieur à celui des nanoparticules de PE 

vieillies, avec une moyenne de 63,5% pour les nanoparticules vieillies et 75,1% pour les non vieillies. 

Ce résultat diffère de nos observations expérimentales en DRX présentées chapitre 4 paragraphe 1.3, 

où nous n’avons pas observé de modification de la structure des microparticules de PE lors de leur 

vieillissement. Cette différence peut s’expliquer par le fait que nos expériences portent sur du PE qui 

était déjà sous forme de particules lors de leur vieillissement, tandis que les simulations ont été 

réalisées avec des chaînes de PE vieillies avant la formation de la particule. 

Nous avons réalisé les simulations de mise en contact de nanoparticules avec des peptides pour la 

nanoparticule NPnv1, que nous noterons NPnv pour le reste de ce chapitre. Nous pourrons ainsi 

comparer les résultats des simulations avec des nanoparticules vieillies et une nanoparticule non 

vieillie dans les mêmes conditions. 

 

1.3.2. Mise en contact des peptides avec les nanoparticules de PE. 

Notre but étant d’étudier l’impact des propriétés du plastique sur les interactions, nous allons nous 

limiter à 5 peptides afin de pouvoir simuler plusieurs systèmes pour chaque peptide (mise en contact 

de chaque peptide avec 4 nanoparticules différentes, et réalisation de 3 simulations pour chaque 

système). 
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Lors des simulations, nous avons mis dans une boîte d’eau un peptide et un nanoplastique, puis le 

système a été simulé jusqu’à avoir 50 ns de contact, comme représenté Figure 5.30. 

 

 

Figure 5.30 : Représentation de la mise en contact d'un peptide avec une nanoparticule de PE vieillie. 
Images réalisées sous VMD, peptide en représentation CPK, 

nanoparticule en représentation CPK avec les atomes d’oxygène en représentation de van der Waals à gauche 
et en représentation QuickSurf à droite. 

 

Ici, les systèmes obtenus sont composés d’environ 300000 atomes dans une boîte de 13 nm de côté. 

Le protocole suivi pour obtenir ces systèmes est résumé Figure 5.31, la différence la plus notable avec 

le celui présenté Figure 5.8 étant l’ajout d’une étape de stabilisation (20 ns) sur la nanoparticule seule 

avant l’ajout du peptide. 

Afin d’avoir le temps de réaliser des triplicatas pour toutes les simulations sur les nanoparticules de 

plastique vieillies, seuls 5 acides aminés ont été étudiés, les acides aminés W, Y, V, K et E. 

Les peptides correspondant aux acides aminés W et Y ont été choisis parce qu’ils sont fluorescents, ce 

qui permettra de les utiliser pour des expériences à comparer aux résultats des simulations. Les 

peptides correspondants aux acides aminés K et E sont chargés, respectivement positivement et 

négativement, et ont donc été choisis pour observer l’influence de la charge totale du peptide sur ses 

interactions avec le nanoplastique.  Le peptide correspondant à l’acide aminé V ne contient pas de 

cycle aromatique et est hydrophobe, le rendant complémentaire aux autres peptides sélectionnés. 

Chacun de ces peptides a été mis en contact avec chacune des 4 nanoparticules mentionnées à la fin 

de la partie précédente. Chaque système a été simulé jusqu’à ce que le peptide ait été adsorbé par la 

nanoparticule pendant au moins 40 ns, et des triplicatas ont été réalisés pour observer les différences 

pouvant avoir lieu d’une simulation à l’autre pour un même système. 
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Figure 5.31 : Protocole suivi pour générer une nanoparticule de PE (à gauche). 
puis pour la mettre en contact avec les peptides (à droite). 
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1.3.3. Analyse des résultats 

Une première différence de ces simulations comparées à celles présentées dans le paragraphe 

précédent est que, pour tous les systèmes, le peptide a été adsorbé en moins de 50 ns. Ces simulations 

ont donc permis d’obtenir des adsorptions beaucoup plus rapidement que les systèmes précédents, 

où le contact entre le peptide et la nanoparticule ne se faisait parfois qu’après plus de 200 ns simulées. 

Cette différence peut simplement être causée par la différence de taille entre les systèmes simulés. En 

effet, la boîte de simulation générée dans cette partie est 2,7 fois plus petite en volume que celle 

générée dans la partie précédente. Puisque nous utilisons des conditions périodiques, cela revient à 

simuler un système dans lequel la concentration en peptide et en plastique est 2,7 fois plus importante, 

favorisant ainsi les contacts. Le fait que cette diminution de la taille du système diminue fortement la 

durée nécessaire pour observer des adsorptions est cohérent avec notre hypothèse selon laquelle les 

variations de durée avant contact étaient principalement causées par le caractère aléatoire du 

mouvement du peptide en solution. 

Afin d’estimer l’impact de la présence d’atomes d’oxygène sur l’adsorption des peptides, nous avons 

à l’issue de chaque simulation calculé le pourcentage de la surface de contact entre le peptide et la 

nanoparticule correspondant à un contact entre le peptide et un atome d’oxygène. Le nombre de 

contacts est ici compté par atome. En comparant ce pourcentage au pourcentage de la surface de la 

nanoparticule occupée par les atomes d’oxygène, nous pouvons en déduire si le contact avec les 

atomes d’oxygène est favorisé ou non par les peptides. Les résultats obtenus sont regroupés       

Tableau 5.5. 

Nous observons que les variations des résultats entre les nanoparticules sont du même ordre de 

grandeur que les variations entre les tests sur une même nanoparticule. Par exemple, dans le cas du 

test 1, pour le peptide W, nous observons que le pourcentage de contact entre le peptide et les atomes 

d’oxygène de la nanoparticule est de 5,5% sur NPv11 et de l’ordre de 2% sur NPv5 et NPv10. Cet écart 

peut sembler important, mais lors du troisième test il est de de 6% sur NPv5 et NPv10, et de 4,2% sur 

NPv11. 

Nous en déduisons que les différences entre les 3 nanoparticules choisies n’influencent pas de façon 

notable la probabilité pour qu’un peptide soit adsorbé au niveau d’un atome d’oxygène. De la même 

façon nous avons observé que les différences entre ces nanoparticules ne modifient pas le rayon de 

giration, le RMSD des peptides adsorbés, ou la proportion de contact entre le peptide et la 

nanoparticule se faisant au niveau de l’acide aminé étudié (Tableau 5.5). Afin de simplifier la 

comparaison avec la nanoparticule non vieillie NPnv, nous moyennerons les valeurs obtenues avec les 

3 nanoparticules vieillies NPv5, NPv10 et NPv11 (voir Tableau 5.9 et Tableau 5.10). 

 

  

223



 

 

 

 

 Peptide E  

Particule Test 1 Test 2 Test 3 
Surface accessible occupée 
par des atomes d’oxygène 

NPv5 4,9 % 6,3 % 1,9 % 8,30% 

NPv10 4,4 % 4,2 % 5,7 % 12,77% 

NPv11 6,9 % 2,6 % 3,2 % 10,24% 

 Peptide K  

Particule Test 1 Test 2 Test 3 
Surface accessible occupée 
par des atomes d’oxygène 

NPv5 5,5 % 3,6 % 1,3 % 8,30% 

NPv10 4,4 % 6,7 % 3,2 % 12,77% 

NPv11 2,5 % 2,9 % 4,8 % 10,24% 

 Peptide Y  

Particule Test 1 Test 2 Test 3 
Surface accessible occupée 
par des atomes d’oxygène 

NPv5 5,9 % 5,5 % 1,7 % 8,30% 

NPv10 2,7 % 3,6 % 4,5 % 12,77% 

NPv11 6,4 % 8,0 % 4,0 % 10,24% 

 Peptide W  

Particule Test 1 Test 2 Test 3 
Surface accessible occupée 
par des atomes d’oxygène 

NPv5 1,9 % 3,2 % 6,2 % 8,30% 

NPv10 2,2 % 3,7 % 6,0 % 12,77% 

NPv11 5,5 % 7,4 % 4,2 % 10,24% 

 Peptide V  

Particule Test 1 Test 2 Test 3 
Surface accessible occupée 
par des atomes d’oxygène 

NPv5 3,0 % 4,3 % 3,3 % 8,30% 

NPv10 3,8 % 3,0 % 6,3 % 12,77% 

NPv11 5,4 % 4,5 % 4,8 % 10,24% 

Tableau 5.5 : Pourcentage de contact entre le peptide et les nanoparticules de PE vieillies 
se faisant au niveau des atomes d’oxygène 

et comparaison avec la surface accessible de la nanoparticule occupée par les atomes d’oxygène. 
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Pour chaque simulation en présence d’une nanoparticule vieillie, la proportion de contacts entre le 

peptide et les atomes d’oxygène de la nanoparticule est inférieure à la proportion de la surface 

couverte par des atomes d’oxygène. Ceci peut indiquer que les peptides évitent les atomes d’oxygène, 

ou que des parties spécifiques du peptide sont adsorbées au niveau des atomes d’oxygène et 

empêchent le reste du peptide de se lier à l’oxygène par gêne stérique. En observant les trajectoires 

des peptides lors de leur adsorption, nous remarquons la formation de liaisons fortes entre les atomes 

d’oxygène de la nanoparticule et les groupes donneurs de liaisons hydrogène des peptides (présentés 

Figure 5.11). L’importance de ces liaisons se confirme en observant l’évolution de la distance entre un 

atome d’oxygène de la nanoparticule et un groupe donneur de liaison hydrogène d’un peptide, comme 

présenté Figure 5.32. 

 

 

Figure 5.32 : A gauche, suivi de l’évolution au cours du temps 
de la distance entre un atome d’oxygène de la nanoparticule NPv10 et un atome d’hydrogène du peptide K, 

à droite, représentation du peptide adsorbé sur la surface de la nanoparticule, les atomes suivis étant entourés en violet. 
Image réalisée sous VMD, peptide en représentation CPK, 

nanoparticule en représentation QuickSurf et atomes d’oxygène en représentation van der Waals. 

 

Le suivi de cette distance met en évidence la présence d’une interaction entre l’atome d’hydrogène du 

peptide et l’atome d’oxygène de la nanoparticule à partir d’environ 5 ns. La distance entre ces atomes 

est maintenue à 2,0 Å, ce qui est plus petit que les 2,7 à 3 Å attendus pour une liaison hydrogène31. 

Cette faible distance montre qu’il s’agit d’une interaction forte, et que les atomes d’oxygène peuvent 

être des points d’ancrage pour les peptides. De plus, puisque cette liaison entre la nanoparticule et le 

peptide s’est formée au niveau d’une liaison peptidique et non sur une chaîne latérale, ce phénomène 

peut avoir lieu pour tous les peptides. 

Nous avons ensuite comparé le pourcentage de contact d’un acide aminé d’intérêt avec la 

nanoparticule, le rayon de giration du peptide adsorbé et l’écart-type du RMSD du peptide pour 

l’ensemble des trajectoires avec la nanoparticule non vieillie. Une fois de plus, nous comptons le 

nombre de contacts par résidus et pas par atomes. 

Les valeurs du pourcentage de contact entre le peptide et NPnv se faisant sur l’acide aminé lors de 

chaque simulation sur la nanoparticule sont regroupées Tableau 5.6. 
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Pourcentages de contacts 
sur l'acide aminé étudié 

Peptide E Peptide K Peptide Y Peptide W Peptide V 

Simulation 1 40,9 % 35,4 % 51,4 % 79,8 % 50,3 % 

Simulation 2 34,9 % 31,2 % 73,4 % 75,9 % 43,4 % 

Simulation 3 38,3 % 39,0 % 65,1 % 46,9 % 49,0 % 

Moyenne 38 % 35 % 63 % 68 % 48 % 

Tableau 5.6 : Comparaison du pourcentage de contact entre le peptide et la nanoparticule non vieillie 
se faisant au niveau de l’acide aminé étudié lors des 3 simulations de NPnv avec chaque peptide. 

 

Nous observons une forte variabilité des résultats, en particulier pour les peptides aromatiques pour 

lesquels nous pouvons obtenir, pour le même système, une valeur de l’ordre de 50% ou une valeur 

supérieure à 70%. Cette variabilité observée sur plusieurs trajectoires d’un même système peut 

expliquer la variabilité des résultats entre des systèmes proches, par exemple la valeur de 40% obtenue 

pour le peptide F dans l’eau TIP3P contre 73% dans l’eau SPC/E lors de nos premières mesures (Figure 

5.25), ainsi que les valeurs inférieures à 23% obtenues pour certains peptides. De plus, cette variabilité 

nous informe que certains paramètres que nous ne contrôlons pas dans nos simulations, comme la 

zone de contact, peuvent influer sur les interactions entre le peptide et la nanoparticule. Des 

simulations supplémentaires réalisées en bloquant ces paramètres pourraient nous donner des 

informations sur leur influence. 

Les rayons de giration moyens des peptides adsorbés lors de chaque simulation avec la nanoparticule 

non vieillie sont rassemblés Tableau 5.7. 

 

Rayon de giration (nm) Peptide E Peptide K Peptide Y Peptide W Peptide V 

Simulation 1 0,69 0,67 0,63 0,83 0,66 

Simulation 2 0,71 0,73 0,73 0,75 0,65 

Simulation 3 0,69 0,64 0,74 0,65 0,54 

Moyenne 0,70 0,68 0,70 0,74 0,62 

Tableau 5.7 : Comparaison du rayon de giration moyen du peptide adsorbé 
lors des 3 simulations de NPnv avec chaque peptide. 

 

Nous observons une faible variation des rayons de giration entre les différentes simulations. Ceci peut 

être parce que les peptides peuvent diffuser à la surface des nanoparticules de PE non vieillies, sans 

atomes d’oxygène qui pourraient se lier au peptide et stabiliser sa conformation. 

De la même façon, nous avons regroupé les valeurs de l’écart-type du RMSD des peptides adsorbés 

sur la nanoparticule NPnv Tableau 5.8. 
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Ecart-type du RMSD du 
peptide adsorbé (nm) 

Peptide E Peptide K Peptide Y Peptide W Peptide V 

Simulation 1 0,66 0,77 0,78 0,29 0,93 

Simulation 2 1,06 0,49 0,36 0,51 0,27 

Simulation 3 0,81 0,55 0,86 0,58 0,10 

Moyenne 0,84 0,60 0,67 0,46 0,43 

Ecart-type 0,20 0,15 0,27 0,15 0,44 

Tableau 5.8 : Comparaison de l’écart-type du RMSD du peptide adsorbé par rapport à la nanoparticule 
lors des 3 simulations de NPnv avec chaque peptide. 

 

Cette fois, nous observons une forte variabilité des résultats entre simulations pour un même système. 

Ici, pour chaque peptide la valeur la plus importante obtenue est au moins de l’ordre du double de la 

valeur la plus faible. Ceci renforce l’importance de répéter chaque simulation et de réaliser des études 

statistiques pour comparer les résultats entre différents systèmes. Pour nos futures simulations nous 

augmenterons d’ailleurs le nombre de simulations jusqu’à obtenir des valeurs d’écart-type plus 

raisonnables (ici l’écart-type peut aller jusqu’à dépasser la valeur moyenne dans le cas du peptide V). 

Pour le reste de cette partie, afin de comparer les différents systèmes, nous allons moyenner les 

valeurs des trois simulations sur la nanoparticule non vieillie (voir Tableau 5.9 et Tableau 5.10). 

Afin de déterminer l’influence de la présence des atomes d’oxygène sur la structure des peptides 

adsorbés et l’affinité des différents acides aminés pour la nanoparticule nous avons calculé pour 

chaque système le rayon de giration du peptide adsorbé, l’écart-type de son RMSD et le pourcentage 

de contacts entre le peptide et la nanoparticule se faisant au niveau de l’acide aminé étudié. Ces 

données ont été moyennées sur les nanoparticules vieillies (NPv5, NPv10 et NPv11) et comparées à la 

nanoparticule non vieillie NPnv. Les rayons de giration des peptides adsorbés sont rassemblés et 

comparés aux rayons de giration en solution Tableau 5.9. 

 

  Rg du peptide adsorbé (nm) 

 Rg du peptide en 
solution (nm) 

NPnv 
Moyenne 

NP vieillies NPv5-NPv10-NPv11 

Peptide E 0,62 0,70 0,67 

Peptide K 0,72 0,68 0,67 

Peptide Y 0,65 0,70 0,69 

Peptide W 0,67 0,74 0,70 

Peptide V 0,59 0,62 0,64 

Tableau 5.9 : Comparaison du rayon de giration de chaque peptide en solution 
et adsorbé sur une nanoparticule de PE vieillie ou non vieillie. 

 

Le rayon de giration est généralement plus élevé pour les peptides adsorbés que pour les peptides en 

solution, ce qui est cohérent avec une augmentation de la surface d’interaction entre le peptide et la 

nanoparticule. Ces modifications du rayon de giration restent toutefois faibles, ce qui indique que le 
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rayon de giration n’est pas un indicateur idéal pour suivre les changements de conformations 

moyennes des peptides. 

Nous avons également calculé l’écart-type du RMSD des peptides adsorbés par rapport à la 

nanoparticule, ainsi que le pourcentage de contact entre le peptide et la nanoparticule se faisant sur 

l’acide aminé étudié. Ces données sont rassemblées Tableau 5.10. 

 

 Ecart-type du RMSD 
du peptide adsorbé (nm) 

Pourcentages de contacts 
sur l'acide aminé étudié 

 NPnv 
Moyenne NP vieillies 
NPv5-NPv10-NPv11 

NPnv 
Moyenne NP vieillies 
NPv5-NPv10-NPv11 

Peptide E 0,84 0,60 38 % 34 % 

Peptide K 0,60 0,48 35 % 35 % 

Peptide Y 0,67 0,43 60 % 63 % 

Peptide W 0,46 0,32 68 % 67 % 

Peptide V 0,43 0,37 48 % 52 % 

Tableau 5.10 : Comparaison des propriétés des peptides adsorbés 
sur des nanoparticules de PE vieillies et une nanoparticule de PE non vieillie. 

 

Le pourcentage des contacts entre le peptide et la nanoparticule se faisant avec l’acide aminé étudié 

sur les nanoparticules vieillies diffère peu de ce qui est observé sur la nanoparticule NPnv. En 

particulier nous continuons d’observer une plus forte affinité pour les acides aminés aromatiques 

hydrophobes, une faible plus faible affinité pour l’acide aminé hydrophobe mais non aromatique, et 

une affinité encore plus faible pour les acides aminés chargés. 

Les atomes d’oxygène présents dans les nanoparticules de plastique ne semblent donc pas avoir 

d’impact important sur la structure des peptides adsorbés ou sur l’affinité des acides aminés étudiés 

pour le plastique. Il serait toutefois intéressant d’étudier l’impact de ces atomes d’oxygène sur la 

formation d’une corona par adsorptions successives de peptides. En effet, si les portions de surface de 

la nanoparticule ne contenant pas d’atomes d’oxygène sont déjà occupées par des peptides, les 

peptides suivants pourraient être forcés d’interagir avec les atomes d’oxygène, affectant 

potentiellement leurs propriétés de façon différente. Nous avons commencé à réaliser ce type de 

simulations, et nos premiers résultats seront présentés dans le chapitre suivant.  

Nous remarquons que les écarts-types des RMSD des peptides par rapport au plastique sont 

significativement plus petits dans le cas des nanoparticules vieillies que dans celui de la nanoparticule 

non vieillie. Ceci indique que les peptides adsorbés se déplacent moins sur la surface des 

nanoparticules vieillies que sur celle de la nanoparticule non vieilli, ce qui est cohérent avec la présence 

de liaisons hydrogène mise en évidence Figure 5.32. Dans le but d’analyser de façon plus précise le 

déplacement de peptides à la surface de la nanoparticule, nous avons suivi l’évolution des 

coordonnées de leur centre de masse dans le référentiel centré sur la nanoparticule de PE stabilisée. 

L’observation de ces trajectoires met en évidence une très forte modification du comportement des 

peptides lors de leur adsorption, comme nous pouvons le voir Figure 5.33. 
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Figure 5.33 : Coordonnées du centre de masse du peptide K au cours de la simulation 1 avec la nanoparticule NPv5. 

Les axes (x en noir, y en vert et z en rouge) sont définis arbitrairement et l’origine est placée au centre de masse de la NP. 

 

Sur cette trajectoire, ainsi que sur toutes les autres trajectoires observées, nous remarquons que la 

position du peptide en solution par rapport au peptide évolue de façon chaotique. Les mouvements 

du peptide ont une amplitude importante, de l’ordre d’une dizaine de nanomètre, et ne présentent 

pas de comportements spécifiques. Une fois le peptide adsorbé, l’amplitude et la vitesse des 

mouvements du peptide deviennent fortement limité. Afin de présenter en détails les types de 

déplacements des peptides adsorbés, l’ensemble des courbes obtenues pour le peptide K, qui sont 

représentatives des courbes obtenues pour les autres peptides, sont représentées Figure 5.34. 

 

 

Figure 5.34 : Coordonnées du centre de masse du peptide K adsorbé au cours des simulations. 
Les axes (x en noir, y en vert et z en rouge) sont définis arbitrairement et l’origine est placée au centre de masse de la NP. 

A indique un exemple de saut, B un phénomène de diffusion et C un cas d’oscillation. 
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Comme nous l’avaient indiqué les fortes variations de l’écart-type du RMSD entre les simulations, les 

déplacements du peptide à la surface de la nanoparticule diffèrent de façon importante entre plusieurs 

simulations d’un même système. Nous observons principalement 3 types de déplacements du peptide, 

indiqués sur les courbes Figure 5.34 : des sauts, des phénomènes de diffusion et des oscillations autour 

d’une position d’équilibre. 

(A) Les sauts correspondent à des mouvements rapides sur une distance de 1 Å à 3 Å. Ici il est plus 

probable que ces sauts correspondent à des phénomènes physiques, par exemple à un peptide passant 

au-dessus d’une rugosité à la surface de la particule. Une observation du saut montre qu’il peut s’agir 

du passage du peptide d’une arrête à un creux, comme représenté Figure 5.35. 

 

 
Figure 5.35 : Position du peptide K avant et après le saut indiqué sur NPv10. 

Images réalisées sous VMD, peptide en représentation CPK et nanoparticule en représentation QuickSurf. 

 

(B) Les phénomènes de diffusion correspondent à un déplacement continu du peptide dans une 

direction constante. Sur la courbe indiquée Figure 5.34, nous avons réalisé un ajustement de la 

trajectoire par la formule 𝑥(𝑡) = 2 × √𝐷𝑡 afin d’estimer le coefficient de diffusion correspondant. En 

ajustant par minimisation de l’écart des carrés, nous avons calculé D = 6,5×10-9 cm²/s. Le système le 

plus proche que nous avons trouvé dans la littérature correspond à de la BSA sur du PMMA32,  pour 

lequel le coefficient de diffusion est D = 5,6×10-8 cm²/s. L’ordre de grandeur du coefficient que nous 

avons calculé est donc cohérent mais petit, indiquant que la diffusion du peptide à la surface du 

nanoplastique est gênée. Ceci est cohérent avec le fait que nous n’avons observé ce phénomène de 

diffusion que pour un faible nombre de systèmes. 

(C) Les oscillations correspondent à un mouvement aléatoire rapide, d’amplitude d’environ 1 Å. Ce 

mouvement aléatoire résulte principalement de l’agitation thermique, et est essentiellement observé 

sur la nanoparticule non vieillie. Puisque toutes les simulations sont réalisées à la même température, 

la réduction de cette amplitude dans le cas du peptide adsorbé sur une nanoparticule vieillie est due à 

la stabilisation de ce dernier par les liaisons hydrogènes formées avec les atomes d’oxygène du PE 

vieilli. 

 

Globalement, nous observons que les déplacements des peptides se font principalement par sauts sur 

les nanoparticules vieillies et par oscillation sur la nanoparticule non vieillie. Ceci peut indiquer que, 

sur les nanoparticules vieillies, le déplacement des peptides est influencé par la position des atomes 

d’oxygène. L’écart-type moyen des coordonnées sur les nanoparticules vieillies, calculé sur 10 ns, est 

de 0,22 Å, contre 0,40 Å sur la nanoparticule non-vieillie. Ceci confirme la stabilisation de la position 

des peptides par les atomes d’oxygène. Ceci montre aussi les limites de l’étude de l’écart-type du 
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RMSD, puisque pour le peptide K nous avions calculé le même écart-type sur les nanoparticules vieillies 

et non vieillies. 

 

2. Des simulations aux expériences sur deux peptides modèles 
 

Nous avons commandé des peptides avec la même séquence que celle utilisée en simulations afin de 

pouvoir leur comparer des résultats expérimentaux. Pour ce travail nous avons commandé les peptides 

W et Y, correspondant aux séquences SGGWGGWGGWGGS et SGGYGGYGGYGGS, ceux-ci étant 

fluorescents ils permettent de travailler à des gammes de concentrations plus larges, et d’utiliser des 

méthodes expérimentales plus variées. 

Nous avons mesuré les isothermes d’adsorption de ces peptides sur les microparticules de PP et de PE 

et comparé les informations obtenues à partir de ces isothermes aux informations tirées des 

simulations. L’objectif de ces comparaisons est de confirmer la validité de nos simulations, et 

idéalement de déterminer quel modèle d’eau est le plus représentatif du phénomène d’adsorption de 

ces peptides. 

Des mesures d’isothermes ont été tentées avec les microparticules de plastique vieillies mais les 

résultats obtenus ne sont pas présentables. Comme pour les protéines, il semblerait qu’une forte 

concentration en peptide soit nécessaire pour atteindre le plateau de l’isotherme. Nous n’avons pas 

pu travailler à ces concentrations avec les peptides, en partie à cause de la faible quantité de peptides 

à notre disposition (20 mg de chaque au total) mais aussi à cause de la faible solubilité du peptide W 

dans l’eau. 

Puisque les résultats obtenus lors de ces mesures ne sont pas exploitables, ils ne seront pas présentés 

dans cette partie. 

Lors des mises en contact des peptides avec les microplastiques, nous avons utilisé des concentrations 

en peptide de 0,1 mg/L à 5 mg/L. 

Bien que les microplastiques soient passés en solution, à ces concentrations en peptide une quantité 

relativement importante restait en surface des solutions, comme nous pouvons l’observer Figure 5.36. 

 

 

Figure 5.36 : Peptide Y à différentes concentrations, de 0,5 mg/L à 5 mg/L, 
après 72h de mise en contact avec des microparticules de PP (à gauche) et de PE (à droite). 

 

Après avoir centrifugé les solutions pour en extraire les microparticules de plastique, les 

concentrations ont été mesurées par spectroscopie de fluorescence pour déterminer les quantités de 

peptides perdues. Les isothermes d’adsorption correspondantes ont été tracées Figure 5.37. 
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Figure 5.37 : Isothermes d'adsorption du peptide W (en orange) et du peptide Y (en noir) 
sur les microparticules de PP (à gauche) et de PE (à droite) et ajustements par le modèle de Langmuir. 

 

Comparé aux isothermes d’adsorption obtenues avec les protéines, nous observons que les paliers des 

isothermes avec les peptides commencent à de plus faibles concentrations. Ceci est cohérent puisque, 

les peptides étant de plus petite taille que les protéines, la masse d’une monocouche de peptide sera 

inférieure à celle d’une monocouche de protéine. 

Il ne nous a pas été possible de travailler avec des concentrations plus importantes en peptides, en 

partie à cause de la quantité limitée à notre disposition. Nous pouvons tout de même remarquer que 

les isothermes obtenues peuvent une fois de plus être ajustées par le modèle de Langmuir. Nous avons 

donc réalisé un ajustement par minimisation des carrés des écarts en suivant la formule de Langmuir 

(eq. 4). 

𝐶𝑎𝑑𝑠 =  𝑚∞ ×
𝐶 × 𝐾𝑎𝑑𝑠

1 + 𝐶 ×  𝐾𝑎𝑑𝑠
 (𝑒𝑞. 4) 

Dans cette formule, nous rappelons que 𝑚∞ correspond à la masse maximum de peptide pouvant être 

adsorbée par unité de surface des microparticules de plastique, et Kads correspond à l’affinité du 

peptide pour les microparticules. Les paramètres obtenus lors de ces ajustements sont rassemblés 

Tableau 5.11. 

 

 PP PE 

 mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

Peptide W 0,45 ± 0,05 4,43 ± 1,5 0,39 ± 0,02 10,56 ± 2,0 

Peptide Y 0,36 ± 0,03 1,17 ± 0,4 0,33 ± 0,02 10,0 ± 3,0 

Tableau 5.11 : Paramètres obtenus par l’ajustement des isothermes d'adsorption des peptides avec le modèle de Langmuir. 

 

Sur les microparticules de polypropylène, nous observons que le peptide W a une plus forte affinité 

pour le plastique que le peptide Y. Cette plus forte affinité semble accompagnée d’une plus grande 

valeur de 𝑚∞, contrairement à ce que nous avons observé pour les protéines pour lesquelles une plus 

forte affinité était corrélée avec une diminution de la valeur de 𝑚∞. Pour les protéines, cet effet résulte 

de la cinétique d’adsorption qui, pour les protéines ayant une forte affinité, devenait importante 

devant la cinétique de réarrangement des protéines adsorbées. Il est cohérent que cet effet ne soit 

pas observé pour les peptides, leur faible taille réduisant l’impact d’un possible réarrangement sur la 

surface occupée sur la particule. Inversement, il est possible que la plus grande affinité cause une 
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augmentation de la surface de contact du peptide avec le plastique, et donc une plus faible quantité 

de peptide adsorbé par quantité de surface. 

Sur les microparticules de polyéthylène, nous observons à nouveau une plus grande quantité de 

peptide adsorbé par unité de surface pour le peptide W que pour le peptide Y, mais nous observons 

une affinité presque égale pour les deux peptides. Une explication possible de cette observation est 

que la surface des microparticules est saturée en peptide dans chaque cas, et que la différence de 𝑚∞ 

résulte simplement d’une différence de surface entre les peptides. Afin de vérifier cette hypothèse, 

tout en aidant à déterminer quel modèle d’eau est le plus adapté pour simuler ces interactions, nous 

avons calculé la valeur de mꚙ qui correspondrait à une monocouche de peptide si la surface de contact 

entre le peptide et la microparticule est maximisée (cas observé en simulation dans l’eau SPC/E, 

comme illustré Figure 5.19). Pour cela nous avons calculé la surface d’une face du peptide, considéré 

comme étant la moitié de la surface accessible au solvant lorsque le peptide est en solution. Nous 

calculons ainsi une surface de 6,95 nm² pour le peptide W et 6,40 nm² pour le peptide Y. Pour cela, 

nous avons simulé ces peptides seuls pendant 50 ns en utilisant les mêmes paramètres de simulation 

que lors des mises en contact avec les nanoparticules de PE. La fonction sasa de Gromacs a ensuite été 

utilisée pour calculer la surface totale du peptide. Nous avons alors moyenné cette valeur sur les 50 ns 

de la simulation, puis l’avons divisée par 2 pour obtenir la surface d’une face du peptide. Sachant que 

le peptide W a une masse molaire de 1207 g/mol et le peptide Y a une masse molaire de 1138 g/mol, 

nous en déduisons une valeur de mꚙ de 0,29 mg/m² pour le peptide W et 0,30 mg/m² pour le peptide 

Y. Ces valeurs sont rassemblées et comparées aux valeurs déterminées à partir des isothermes 

d’adsorption Tableau 5.12. 

 

Peptide W Y 

mꚙ calculée (mg/m²) 0,29 0,30 

mꚙ mesurée expérimentalement (mg/m²) 0,39 ± 0,02 0,33 ± 0,02 

Tableau 5.12 : Comparaison des valeurs de mꚙ des peptides sur les microparticules de PE 
calculées à partir des simulations et déterminées expérimentalement à partir des isothermes d’adsorption. 

 

Nous observons que les valeurs calculées sont très proches des valeurs expérimentales, en particulier 

pour le peptide Y, ce qui indique que les peptides adsorbés maximisent leur surface de contact avec le 

PE. Ceci suggère que, pour simuler ces systèmes, le modèle d’eau SPC/E est plus adapté puisque nous 

observons de plus grandes surfaces de contact entre les peptides et les particules de PE en utilisant ce 

modèle (comme illustré Figure 5.19). 

Pour le peptide W, nous observons une plus grande affinité et une plus faible quantité de peptide 

adsorbé par unité de surface sur les microparticules de PE que sur les microparticules de PP. Les mêmes 

tendances sont observées pour le peptide Y. Dans chaque cas, les différences de 𝑚∞ sont du même 

ordre de grandeur que les incertitudes de calcul, les différences de quantité de peptide adsorbé ne 

sont donc pas significatives. Pour commenter sur la cohérence de ces observations, il serait nécessaire 

de réaliser des simulations des peptides avec des nanoparticules de PP. 

Afin de comparer les résultats obtenus pour les peptides à ceux obtenus pour les protéines, nous avons 

rassemblé les paramètres obtenus en ajustant chaque isothermes d’adsorption Tableau 5.13. 
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 PP PE 

 mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

Peptide W 0,5 ± 0,05 4,4 ± 1,5 0,4 ± 0,02 10,6 ± 2,0 

Peptide Y 0,4 ± 0,03 1,2 ± 0,4 0,3 ± 0,02 10,0 ± 3,0 

BSA 2,6 ± 0,2 1,0 ± 0,2 1,4 ± 0,1 0,7 ± 0,2 

Hémoglobine 2,2 ± 0,2 92 ± 8 1,0 ± 0,1 26 ± 3 

α-synucléine 1,1 ± 0,1 4,6 ± 0,5 0,7 ± 0,1 0,6 ± 0,1 

Tableau 5.13 : Comparaison des paramètres obtenus après ajustement suivant le modèle de Langmuir 
des isothermes d’adsorption des peptides et des protéines sur les microparticules de PP et de PE. 

 

Par rapport aux isothermes d’adsorption des protéines, nous observons des affinités pour les peptides 

du même ordre de grandeur que pour la BSA et l’α-synucléine. Ceci est cohérent avec notre hypothèse 

sur l’importance de la charge des protéines et peptides puisque la valeur du pI des peptides W et Y, 

calculée en utilisant ProtParam, est de 5,2. Il est donc attendu d’obtenir pour ces peptides des valeurs 

de Kads plus proches de celles la BSA et de l’α-synucléine, dont le pI est de l’ordre de 4,733,34, que de 

celles de l’hémoglobine dont le pI est de 7,035. Nous observons également pour les peptides des valeurs 

de mꚙ plus faibles que pour n’importe quelle protéine. Ceci est cohérent puisque les peptides sont de 

plus faible taille que les protéines, une monocouche de peptide a donc une masse plus petite qu’une 

monocouche de protéine. 

Nous n’avons pas trouvé dans la littérature de mesures d’isothermes d’adsorption de peptides sur des 

microparticules de plastique, mais nous avons comparé nos résultats avec ceux obtenus lors de la 

mesure d’isothermes d’adsorption de peptides sur des nanoparticules de silice2. Les paramètres 

obtenus lors des ajustements des isothermes par le modèle de Langmuir sont rassemblés Tableau 5.14. 

 

Peptide mꚙ (mg/m²) Kads (L/mg) 

SRGGSRGGSRGGWGGRGGSRGGARG 0,38 ± 0,02 0,36 ± 0,06 

SKGGSKGGSKGGWGGKGGSKGGAKG 0,24 ± 0,01 0,24 ± 0,05 

WGGRGGSRGGARG 0,10 ± 0,05 0,11 ± 0,05 

WGGKGGSKGGAKG 0,09 ± 0,02 0,10 ± 0,04 

Tableau 5.14 : Paramètres obtenus par ajustement suivant le modèle de Langmuir 
Des isothermes d’adsorption de peptides sur des nanoparticules de silice. 

Tiré de Importance of Post-translational Modifications in the Interaction of Proteins with Mineral Surfaces:  
The Case of Arginine Methylation and Silica surfaces2. 

 
Nous observons que les valeurs de 𝑚∞ obtenues sont du même ordre de grandeur, ce qui est cohérent 

puisque les peptides sont de tailles similaires et semblent former des monocouches dans chaque cas, 

puisque toutes les isothermes ont pu être ajustées par le modèle de Langmuir. 

Les valeurs de Kads déterminées indiquent que l’affinité des peptides pour les microparticules de PP est 

de 3 à 44 fois plus élevée que pour les nanoparticules de silice, et leur affinité pour les microparticules 

de PE est de 27 à 106 fois plus élevée que pour les nanoparticules de silice. Ceci semble indiquer une 

plus grande affinité de ces peptides pour les particules hydrophobes, comme les microparticules de 

plastique. Ce résultat pourrait être confirmé par des expériences de titration calorimétrique 
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isotherme36, mais la mise en place de celles-ci serait complexe puisque les microparticules de plastique 

ne sont pas stables en solution.  

Un autre outil pour comparer les résultats des différentes simulations serait la méthode MM/PBSA37,38, 

applicable aux simulations réalisées avec GROMACS. Cette méthode consiste à calculer la différence 

entre l’énergie libre du système contenant le peptide adsorbé par la nanoparticule, et la somme des 

énergies libres du peptide seul en solution et de la nanoparticule seule en solution pour déterminer 

l’énergie de liaison du peptide sur la nanoparticule. Ceci permettrait de comparer les valeurs pour 

différents peptides et d’observer l’influence éventuelle du modèle d’eau. 

Pour compléter ces expériences il serait intéressant de réaliser des mesures turbiscan pour comparer 

la stabilisation des microparticules de plastique par les peptides à celle par les protéines. Ces 

expériences requièrent des quantités plus importantes de peptides, que nous n’avions pas à notre 

disposition pour cette thèse. 

Ainsi, malgré les limites de cette étude, nous pouvons conclure que les simulations de dynamique 

moléculaire peuvent être une bonne façon de comprendre les interactions fondamentales de 

nanoparticules de plastique avec des peptides, et quels éléments peuvent favoriser ces interactions. 

En particulier, nos résultats indiquent une plus forte affinité des peptides hydrophobes et aromatiques 

pour les particules de plastique. Nous avons également montré que l’adsorption des peptides stabilise 

leur conformation en réduisant l’espace conformationnel qui leur est accessible. Les méthodes que 

nous avons établies dans ce chapitre pourront par la suite être utilisées sur des systèmes plus 

complexes, comportant des protéines et de plus grosses nanoparticules, pour déterminer l’affinité de 

protéines pour les particules de plastique et l’influence de leur adsorption sur leur structure.  
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Synthèse du chapitre 

 

Pour simuler l’adsorption de peptides avec des nanoparticules de plastique, le choix d’un modèle d’eau 

approprié est particulièrement important, celui-ci pouvant fortement influencer les interactions 

observées. 

Nos simulations ont montré que les acides aminés hydrophobes, et en particulier les acides aminés 

aromatiques ont une forte affinité pour les nanoparticules de plastique, confirmant l’importance des 

interactions hydrophobes pour le phénomène d’adsorption des peptides. 

Les simulations de peptides en présence de nanoparticules de PE vieillies nous ont également permis 

de renforcer l’hypothèse émise dans le chapitre précédent concernant le comportement des protéines 

en présence de microparticules de plastique vieillies. Nous avons pu observer que des liaisons se 

forment entre les peptides et les atomes d’oxygène présents dans les nanoparticules. L’étude de 

l’influence de ces liaisons sur la formation d’une corona, en simulant l’adsorption de plusieurs peptides 

sur une même nanoparticule vieillie, pourrait nous permettre de mieux comprendre les fortes 

différences des valeurs de 𝑚∞ et de Kads déterminées à partir des isothermes d’adsorption de 

l’hémoglobine sur les microparticules de plastique vieillies. 

En nous basant sur ces résultats nous avons commencé à simuler l’adsorption de plusieurs peptides 

sur une nanoparticule. Les premiers résultats de ces simulations seront présentés dans les 

perspectives. 

Nous avons également obtenu des pistes pour simuler l’adsorption de protéines sur des nanoparticules 

de plastique. En particulier, nous avons établi l’importance de répéter chaque simulation en mettant 

en évidence la variabilité des résultats entre simulations pour un même système initial. Nous avons 

pour le moment choisi d’utiliser le champ de force OPLS-AA avec le modèle d’eau TIP3P, mais d’autres 

champs de force seront testés lors des simulations de systèmes comprenant des protéines. 
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Chapitre 6 : Conclusions et perspectives 
 

Des méthodes expérimentales pour l’étude de protéines adsorbées sur des MNPs 

 

Nous avons utilisé plusieurs méthodes expérimentales pour observer directement l’impact des 

interactions entre des protéines et des MNPs. En particulier nous avons (i) déterminé l’affinité des 

protéines pour des microparticules de plastique et les quantités adsorbées par mesures d’isothermes 

d’adsorption, (ii) réalisé des mesures de tonométrie pour observer l’impact des plastiques sur l’activité 

de l’hémoglobine et (iii) observé directement les protéines adsorbées par imagerie. 

(i) Les mesures d’isothermes d’adsorption nous ont permis de déterminer l’affinité des différentes 

protéines étudiées avec des microparticules de plastique. Nous avons ainsi montré que, à pH 7, 

l’hémoglobine a une affinité pour les microparticules de plastique beaucoup plus forte que celles de la 

BSA et de l’α-synucléine. De plus, la BSA et l’α-synucléine ont des affinités proches pour les 

microparticules de plastique. Nous en avons déduit que le paramètre important pour expliquer 

l’affinité des protéines est leur charge globale, le point isoélectrique de l’hémoglobine étant de 7,0 et 

ceux de la BSA et de l’α-synucléine d’environ 4,8. L’impact de la charge globale des protéines sur leur 

adsorption sur des surfaces hydrophobes a déjà été observée dans la littérature1, ce qui conforte notre 

déduction dans le cas du plastique. 

(ii) La tonométrie nous a permis de suivre l’activité de l’hémoglobine, et nous avons en particulier 

établi un protocole pour suivre l’oxygénation d’hémoglobine adsorbée sur du plastique microstructuré 

en utilisant une sphère d’intégration. Grâce à ces expériences, nous avons mis en évidence une 

diminution de l’activité de l’hémoglobine adsorbée mais pas de celle en solution après mise en contact 

avec des MNPs. Ceci peut indiquer que l’effet du plastique sur l’hémoglobine est réversible, ou que 

seule l’hémoglobine adsorbée est affectée. A notre connaissance, les travaux les plus proches de cette 

étude sont le suivi de la fonction de l’hémoglobine adsorbée par les particules de silice réalisée au 

laboratoire2. Les résultats de ces études seront comparés plus tard dans ce chapitre. 

(iii) Des méthodes d’imagerie ont été utilisées pour observer directement les protéines adsorbées sur 

les particules de plastique. Les méthodes adaptées diffèrent en fonction des propriétés des protéines 

étudiées, ici nous avons observé l’hémoglobine par imagerie Raman de résonance et la BSA par 

imagerie de fluorescence. L’imagerie de fluorescence serait également une méthode adaptée pour 

observer l’α-synucléine, mais nécessiterait d’obtenir du temps de faisceau sur synchrotron. En 

observant les microparticules de plastique après leur mise en contact avec la BSA, nous avons pu 

visualiser la corona et n’avons pas remarqué d’agrégats de protéine. Dans le cas de l’hémoglobine, 

nous avons remarqué la présence d’agrégats uniquement sur ces particules, et avons de plus montré 

que l’hémoglobine présente dans ces agrégats est dénaturée. Ceci peut indiquer que les particules de 

PE causent la dénaturation et l’agrégation de l’hémoglobine ou qu’elles ont une affinité 

particulièrement grande pour les agrégats d’hémoglobine déjà présents en solution. L’agrégation des 

protéines adsorbées sur des microparticules est un comportement connu, en particulier de 

nombreuses études observent l’agrégation de MNPs recouvertes d’une corona de protéines. Il s’agit 

toutefois, à notre connaissance, de la première observation directe d’agrégats de protéines adsorbés 

sur des microparticules de plastique. De plus, seule de l’hémoglobine dénaturée a été observée sur les 

microparticules de PE, ce qui suggère que la corona est composée principalement d’hémoglobine 

dénaturée. 
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Par la suite, il serait intéressant de répéter ces expériences avec des nanoparticules de plastiques. 

L’utilisation de nanoparticules pourrait impacter les protéines de façon différente en les mettant en 

contact avec des particules du même ordre de grandeur qu’elles. De plus, ces nouvelles conditions 

expérimentales nous permettraient d’utiliser des techniques expérimentales qui n’étaient pas 

exploitables en travaillant avec des microparticules. En effet, l’utilisation de nanoparticules 

permettrait de limiter la diffusion de la lumière par le milieu et ainsi d’améliorer la précision de 

techniques spectroscopiques comme le dichroïsme circulaire sur les solutions contenant des 

particules. Leur petite taille diminuerait leur vitesse de crémage (d’après l’équation de Stokes 

présentée dans le paragraphe 4 du chapitre 3), rendant ainsi les suspensions stables pour de plus 

longues durées. Ceci permettrait de réaliser des expériences comme des mesures de tonométrie, sur 

les solutions contenant des particules de plastique sans que celles-ci aient le temps de passer en 

surface. Les nanoparticules faciliteraient également l’utilisation de spectroscopies vibrationnelles en 

augmentant la masse de protéine adsorbée par une masse donnée de plastique. En effet, ce rapport 

peut être considéré comme la masse d’une corona de protéine divisée par la masse d’une particule, 

exprimé par l’équation 1. 

 

𝜃 =  
𝑁𝑇 × 𝑚𝑝𝑟𝑜𝑡

𝑚𝑝𝑎𝑟𝑡
 (𝑒𝑞. 1) 

 

Dans cette équation, θ correspond au rapport de la masse de la corona de protéine sur la masse de la 

particule couverte, NT correspond au nombre de protéines adsorbées sur une particule, mprot 

correspond à la masse d’une protéine et mpart à la masse d’une particule. En considérant la corona 

comme une monocouche de protéine nous pouvons reprendre l’expression de NT présentée dans le 

paragraphe 3 du chapitre 3. En exprimant la masse d’une protéine en fonction de sa masse molaire et 

la masse d’une particule en fonction de sa densité, nous obtenons ainsi l’équation 2. 

 

𝜃 =  

4𝜋

2√3
(

𝑅
𝑟

)
2

×
𝑀
𝑁𝐴

𝑑 ×
4
3 𝜋𝑅3

 =
√3

2
×

𝑀

𝑁𝐴𝑟2𝑑𝑅
 (𝑒𝑞. 2) 

 

Dans cette équation, R est la rayon d’une particule, r est le rayon de giration d’une protéine, M est la 

masse molaire de la protéine, NA est le nombre d’Avogadro et d est la densité des particules. D’après 

cette expression, le rapport entre la masse de protéine et la masse de plastique est inversement 

proportionnel au rayon des particules de plastique. En particulier, en appliquant cette formule à la BSA 

et aux particules de plastique, nous pouvons estimer que la masse des protéines qui composent la 

corona correspond à environ 0,4% de la masse du plastique dans le cas des microparticules de PE de 

2,1 µm de rayon que nous avons utilisé dans ce travail, et à 8% dans le cas de nanoparticules de PE de 

100 nm de rayon. Ceci confirme que les coronas de protéines seraient plus faciles à analyser par des 

méthodes de spectroscopies vibrationnelles dans le cas de nanoparticules. 

 

Comparaison de l’adsorption de protéines sur les microparticules de PE et de PP avec des 

nanoparticules de silice (SiO2) et de polystyrène (PS) 

 

Afin de déterminer les effets spécifiques des plastiques hydrophobes comme le PE et le PP, nous avons 

comparé nos résultats expérimentaux à des résultats obtenus lors de la formation de coronas de 
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protéines sur des particules hydrophiles. En particulier, nous nous sommes intéressés aux isothermes 

d’adsorption obtenues pour des protéines sur des nanoparticules de SiO2 et sur des nanoparticules de 

PS fonctionnalisées. 

Pour les nanoparticules de silice, nous avons utilisé les résultats obtenus au laboratoire lors de la mise 

en contact de ces particules avec de la BSA et de l’hémoglobine par Devineau et al.3 et avec des 

peptides par Marichal et al.4. Dans cette première étude, les mises en contact de BSA et d’hémoglobine 

avec des nanoparticules de silice ont eu lieu à pH 6, la BSA était donc chargée négativement et 

l’hémoglobine était chargée positivement. La seconde étude a été réalisée sur plusieurs peptides, et 

nous en avons extrait les résultats portant sur les 4 peptides dont les séquences sont les plus proches 

de celles que nous avons utilisé. Dans chaque cas, la taille des nanoparticules utilisées est de 20 nm. 

Nous noterons les peptides étudiés de la façon suivante : 

R1 : SRGGSRGGSRGGWGGRGGSRGGARG 

K1 : SKGGSKGGSKGGWGGKGGSKGGAKG 

R2 : WGGRGGSRGGARG 

K2 : WGGKGGSKGGAKG 

Pour les nanoparticules de PS (200 nm), nous montrerons ici les résultats obtenus par Baier et al.5 en 

mettant en contact à différents pH de la BSA avec des nanoparticules de PS fonctionnalisées et non-

fonctionnalisées. Plus précisément, les mises en contact ont été réalisées à pH 3, auquel la charge 

globale de la BSA est positive, et à pH 6, auquel la charge globale de la BSA est négative (le point 

isoélectrique de la BSA étant d’environ 4,86). 4 types de nanoparticules de PS ont été utilisées, en 

comptant les nanoparticules non fonctionnalisées (notées PS). Des nanoparticules chargées 

positivement ont été obtenues en ajoutant au PS du chlorhydrate de méthacrylate de 2-aminoéthyle 

(AEMH, pKa = 8,8). Deux types de nanoparticules de PS chargées négativement ont été utilisées, les 

premières fonctionnalisées avec du méthacrylate de 2-sulfoéthyle (SEMA, pKa = 1,1), et les secondes 

avec de l’acide 4-vinylbenzophosphonique (VBPA, pKa = 2,2 ; pKa = 7,3). Pour la suite, les nanoparticules 

de PS_AEMH seront notées PS+, les nanoparticules de PS_SEMA seront notées PS-A et les 

nanoparticules de PS_VBPA seront notées PS-B. Toutes ces nanoparticules ont une taille d’environ 

200 nm. 

Toutes ces études ont mesuré les isothermes d’adsorption des protéines étudiées sur les particules 

correspondantes et en ont tiré les valeurs de m∞, rassemblées Figure 6.1, et de Kads telles que 

présentées avec l’équation de Langmuir dans le paragraphe 3 du chapitre 3. Les résultats obtenus pour 

des microparticules de plastique vieillies sont également présentés sur cette figure mais seront 

discutés dans une partie suivante. 

Les résultats obtenus sur les microparticules de plastique semblent indiquer que les quantités de 

protéines adsorbées dépendent principalement de la taille des protéines adsorbées et des particules. 

Nous observons en effet de plus grandes valeurs de m∞ pour la BSA et l’hémoglobine, qui sont les plus 

grosses protéines que nous avons étudiées, et de plus petites valeurs pour les peptides. De la même 

façon nous avons déterminé de plus grandes valeurs sur les microparticules de PP, dont le rayon est 

d’environ 5 µm, que sur les microparticules de PE, dont le rayon est d’environ 2 µm. Dans chacun de 

ces cas, les valeurs obtenues sont cohérentes avec la formation d’une monocouche complète de 

protéines sur les particules. 
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Figure 6.1 : Valeurs de m∞ obtenues dans ce travail sur les microparticules de PP et de PE 
et comparaison avec des valeurs trouvées dans la littérature pour des nanoparticules de silice (SiO2), 

de polystyrène (PS) et de polystyrène fonctionnalisé (PS+, PS-A et PS-B). 
Les résultats sur les nanoparticules de SiO2 sont tirés de Importance of Post-translational Modifications 

in the Interaction of Proteins with Mineral Surfaces: The Case of Arginine Methylation and Silica surfaces4 et de 
Adsorption des protéines sur les nanomatériaux, Biochimie et physico-chimie d’un nouveau stress3. 

Les résultats sur les nanoparticules de PS et de PS fonctionnalisé sont tirés de 
BSA Adsorption on Differently Charged Polystyrene Nanoparticles 

using Isothermal Titration Calorimetry and the Influence on Cellular Uptake5. 

 

Globalement nous observons que de plus grandes quantités de protéines sont adsorbées sur les 

microparticules de PE et PP hydrophobes que sur les nanoparticules SiO2, PS+, PS-A et PS-B hydrophiles, 

mais cet effet peut être causé par la plus grande taille des microparticules que nous avons utilisées. 

Les études sur les nanoparticules de PS indiquent aussi que le pH peut avoir une influence sur les 

résultats. Cette étude détermine que les variations de m∞ peuvent être causées par la répulsion entre 

la protéine et les groupements fonctionnels présents sur le PS lorsque ceux-ci sont de même charge. 

Ces variations peuvent aussi être causées par des répulsions entre les molécules de BSA, dont la 

structure change de façon réversible lorsque le pH est inférieur à 47. 

Au vu de ces résultats, il serait intéressant de répéter nos expériences à différents pH pour déterminer 

si nous observons le même type d’effets sur des microparticules de plastique hydrophobes. 

Les ordres de grandeur des valeurs de Kads obtenues variant fortement en fonction des études nous 

avons calculé ΔG° = -RT×ln(Kads), pour Kads exprimé en M-1, et avons rassemblé les valeurs obtenues 

Figure 6.2. Une fois de plus les résultats obtenus avec les microparticules de plastique vieillies sont 

inclus dans cette figure et seront discutés dans une partie suivante. 
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Figure 6.2 : Valeurs de –ΔG° obtenues dans ce travail sur les microparticules de PP et de PE 
et comparaison avec des valeurs trouvées dans la littérature pour des nanoparticules de silice (SiO2) 3,4, 

de polystyrène (PS) et de polystyrène fonctionnalisé (PS+, PS-A et PS-B) 5. 
Les résultats sont tirés des mêmes sources citées Figure 6.3. 

 

Lors de l’analyse de ces histogrammes il est important de prendre en compte le fait que, puisque ΔG° 

est proportionnel au logarithme de Kads, un écart relativement faible de sa valeur peut correspondre à 

des Kads significativement différents.  Par exemple, l’écart de 1,1×104 J/mol entre les valeurs de ΔG° de 

la BSA et de l’hémoglobine sur les microparticules de PP correspond à un facteur proche de 100 entre 

les Kads correspondants (92 L/mg pour l’hémoglobine et 1,0 L/mg pour la BSA, voir tableau 3.6). 

Les résultats obtenus sur les microparticules de plastique semblent montrer l’influence de la charge 

des protéines sur leur affinité pour les microparticules de PP et de PE bien que ces dernières ne 

présentent pas de charge. L’hémoglobine, dont la charge globale est neutre au pH auquel nous avons 

travaillé (7,0) a une affinité significativement plus élevée que la BSA, de l’alpha-synucléine et des 

peptides, dont la charge globale est négative à ce pH. 

Il est généralement considéré que l’affinité des protéines pour une surface augmente avec 

l’hydrophobicité de celle-ci, ce qui est cohérent avec la plupart des résultats ici. En effet, les protéines 

étudiées présentent dans presque tous les cas une plus forte affinité pour les microparticules de 

plastique hydrophobes que pour les nanoparticules hydrophiles. La seule exception notable est la BSA 

adsorbée sur PS-B, dont l’affinité pour la surface à pH 3 est fortement supérieure à l’affinité que nous 

avons mesurée pour les microparticules de PE et de PP. Cette forte affinité peut s’expliquer par le fait 

que, à pH 3, la BSA est chargée positivement tandis que les nanoparticules PS-B sont chargées 

négativement, favorisant les interactions électrostatiques entre la protéine et la particule. Cet effet 

n’est toutefois pas observé avec les nanoparticules PS+ et PS-A, ce que l’étude interprète comme étant 

dû à la plus grande densité de groupements fonctionnels à la surface des particules PS-B. Les 

interactions hydrophobes semblent donc généralement avoir un impact plus important sur les 
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interactions entre protéines et particules, mais les interactions électrostatiques peuvent avoir un effet 

plus important si les charges présentes sur les particules sont suffisamment denses. Nos expériences 

sur les microparticules de PP et de PE n’ayant été menées qu’à un seul pH, suscitent l’intérêt de les 

répéter à différents pH pour étudier son impact sur ces systèmes. 

Comme mentionné an début de ce chapitre, en plus des isothermes d’adsorption, les courbes 

d’oxygénation de l’hémoglobine adsorbée sur des nanoparticules de silice ont également été 

mesurées2. Ces études ont montré que l’hémoglobine adsorbée sur des nanoparticules de silice 

possède une plus forte affinité pour l’oxygène que l’hémoglobine en solution. L’effet observé est donc 

très différent que dans le cas du plastique, où l’affinité de l’hémoglobine pour l’oxygène est diminuée 

lorsque celle-ci est adsorbée. Ceci montre que l’hémoglobine n’est pas affectée de la même façon par 

les surfaces hydrophiles et hydrophobes. Cette différence peut s’expliquer par les différences 

d’interactions entre la protéine et la particule lors de son adsorption sur une surface hydrophile ou 

hydrophobe, qui modifieraient sa structure et donc son affinité de façons différentes. Pour confirmer 

cette hypothèse, nous pourrons essayer de réaliser de mesures de dichroïsme circulaire sur de 

l’hémoglobine adsorbée sur des nanoparticules de PP et de PE. Une autre méthode serait de réaliser 

des simulations de dynamique moléculaire pour observer directement les modifications de structure 

de l’hémoglobine lors de son adsorption sur des nanoparticules de PP, de PE et de silice. 

Une étude intéressante serait de travailler directement sur le site actif de l’hémoglobine par 

spectroscopie d’absorption X (XANES et EXAFS). Cette méthode permettrait de mesurer les éventuelles 

modifications de structure de l’hème (porphyrine-fer) quand l’hémoglobine est adsorbée sur des 

nanoparticules de plastique. Cette méthode a déjà été utilisée pour observer des modifications 

structurales du site actif dans le cas de l’hémoglobine adsorbée sur des nanoparticules de silice8. 

 

Des méthodes de vieillissement des MNPs et effet du vieillissement sur leurs interactions avec les 

protéines 

 

Nous avons mis au point des protocoles de vieillissement des microparticules de plastique. La méthode 

la plus adaptée dépend de la nature du plastique, le PE ne pouvant pas être vieilli thermiquement à 

85°C sur une durée de quelques mois tandis que le PP s’agrège quand il est vieilli par irradiation. Ces 

observations indiquent une plus forte stabilité du PE que du PP. Ceci est cohérent avec la structure 

chimique de ces polymères, les groupements méthyle du PP pouvant être des points d’amorçages de 

réactions d’oxydation des plastiques. Cette plus grande stabilité du PE a également été observée dans 

la littérature9. Les microparticules de plastique que nous utilisons ont été vieillies en suivant des 

protocoles permettant dans chaque cas un suivi précis de l’énergie apportée au système, ce qui 

permettra de les répéter de façon consistante. 

L’introduction de MNPs vieillis rendent les mesures sur les solutions plus difficiles, en particulier nous 

n’avons pas pu exploiter les signaux d’émission par fluorescence de ces solutions même après avoir 

extrait les MNPs. Malgré cela, nous avons réussi à observer des effets, principalement sur 

l’hémoglobine. 

En effet, en utilisant une sphère d’intégration nous avons mesuré les isothermes d’adsorption de 

l’hémoglobine sur les microparticules de plastique vieillies. En ajustant ces isothermes avec la formule 

de Langmuir, nous avons obtenu les paramètres représentés Figure 6.1 et Figure 6.2. Comparé aux 

résultats obtenus sur les microparticules non vieillies, nous observons que l’affinité de l’hémoglobine 

est significativement plus faible mais qu’une plus grande quantité est adsorbée. La plus faible affinité 

peut s’expliquer par la présence d’atomes d’oxygène à la surface des particules, qui peuvent empêcher 
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les interactions hydrophobes entre celles-ci et l’hémoglobine. La plus grande valeur de m∞ peut être 

causée par une restriction de la conformation des protéines adsorbées ou des interactions entre 

protéines adsorbées causées par les atomes d’oxygène. Ces effets pourraient forcer l’hémoglobine 

adsorbée à maintenir des conformations plus compactes, permettant d’adsorber un plus grand 

nombre de protéines par unité de surface. Une autre explication serait une contribution favorable à 

l’adsorption d’agrégats d’hémoglobine, ou une plus forte tendance à provoquer l’agrégation de 

l’hémoglobine adsorbée. 

Nous avons également analysé des microparticules de plastique vieillies par imagerie Raman après 

mise en contact avec de l’hémoglobine. Nous observons généralement les mêmes comportements que 

pour les microparticules de plastique non vieillies, mais les images obtenues suggèrent la présence 

d’hémoglobine oxygénée à la surface des microparticules de PE vieillies, ce que nous n’avons pas 

observé sur les autres particules étudiées. Ce point reste toutefois à confirmer, par exemple en 

réalisant des mesures de spectroscopie Raman à plus haute résolution. 

Des expériences supplémentaires seront nécessaires pour établir des protocoles d’observation des 

effets de MNPs vieillis sur BSA et α-synucléine. 

Des protocoles basés sur l’étude des microparticules de plastique vieillies nous ont permis de 

modéliser des nanoparticules de PE vieillies pour des simulations de dynamique moléculaire. Ces 

simulations nous ont permis de mieux comprendre l’impact de l’oxydation des particules de PE sur 

leurs interactions avec les peptides à l’échelle moléculaire. En particulier, nous avons observé la 

formation de liaisons hydrogène entre les peptides et les atomes d’oxygène de la particule. Ces atomes 

d’oxygène deviennent alors des « points d’ancrage » pour les peptides, restreignant leur diffusion à la 

surface de la particule. Des analyses complémentaires, ainsi que des simulations sur des systèmes plus 

complexes, permettront également de mieux comprendre l’impact de ces atomes d’oxygène sur la 

structure des peptides adsorbés. 

A l’avenir, pour travailler sur des microparticules de plastique vieillies plus représentatives de celles 

trouvées dans la nature, nous pourrons essayer d’utiliser des microparticules de plastique vieillies en 

conditions naturelles. A cette fin, nous avons laissé des microparticules de plastique en extérieur 

depuis 2 ans. Le vieillissement de ces microplastiques est toujours en cours (Figure 6.3). 

 

 

Figure 6.3 : Photographie d’échantillons de microparticules de PP et de microparticules de PE laissés vieillir en extérieur. 

 

Une fois l’oxydation de ces particules observée, nous pourrons répéter nos expériences en les utilisant 

pour observer les éventuelles différences avec les particules que nous avons utilisées. 
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Etude des peptides et comparaisons aux protéines 

 

La petite taille des peptides nous a permis de réaliser des simulations de dynamique moléculaire sur 

des systèmes comprenant un peptide et une nanoparticule de PE ou un peptide et une nanoparticule 

de PE vieillie. La simulation de nanoparticules complètes, et pas seulement d’une surface modèle, lors 

d’une simulation d’adsorption de biomolécules est plutôt récente. Nous avons réussi à établir un 

protocole permettant d’observer les effets des nanoparticules de PE sur plusieurs peptides, chacun 

permettant de favoriser les interactions avec un acide aminé différent. Nous avons de plus montré la 

forte influence du modèle d’eau utilisé sur les résultats obtenus. 

Nous avons observé l’adsorption de tous les peptides simulés sur la nanoparticule de PE, y compris les 

peptides chargés, que ce soit sur les nanoparticules non vieillies ou vieillies. Nous avons tout de même 

observé que certains acides aminés semblent favoriser les interactions avec la particule, notamment 

les acides aminés contenant des cycles aromatiques hydrophobes. Ceci est cohérent, puisque 

l’adsorption de biomolécules sur les MNPs s’explique en grande partie par les interactions 

hydrophobes. Ces simulations nous ont également permis d’observer que, même dans le cas de 

peptides déstructurés, l’adsorption d’un peptide sur une surface cause une modification notable de 

son espace conformationnel. 

Nous avons également obtenu deux peptides pour réaliser des expériences afin de pouvoir comparer 

des résultats expérimentaux aux simulations. Nous avons mesuré leurs isothermes d’adsorption, les 

paramètres déterminés en ajustant ces isothermes avec la formule de Langmuir étant présentés Figure 

6.1 et Figure 6.2. Ces peptides présentent une affinité pour les microparticules de PP et de PE 

légèrement inférieure à ce qui est observé pour les protéines. Ceci est cohérent avec le modèle de 

Norde, puisque ces peptides ne sont pas structurés leur adsorption n’est pas favorisée par un gain 

d’entropie conformationnelle que pourrait apporter la perte d’une structure. Nous remarquons 

toutefois que, comme les protéines, les peptides présentent une affinité significativement plus forte 

pour les microparticules de plastique que pour les nanoparticules de silice. Ceci montre que 

l’importance des interactions hydrophobes dans l’adsorption des peptides sur les particules. 

Afin de compléter nos analyses par dynamique moléculaire, nous pourront générer des nanoparticules 

de PP et des nanoparticules de PP vieillies avec lesquelles répéter nos simulations de mise en contact. 

Sur le plan expérimental, des études supplémentaires pourraient permettre d’étudier leur stabilité en 

suspension dans des solutions de protéines ou leurs interactions avec des MNPs vieillies. Toutefois, 

ces expériences nécessiteraient de se procurer de plus grandes quantités de peptides ou d’établir des 

protocoles permettant d’effectuer ces mesures sur des échantillons plus petits ou moins concentrés. 

 

Perspectives des études par simulation de dynamique moléculaire 

 

Les simulations de dynamique moléculaire sont encore en cours au laboratoire, et nous avons en 

particulier commencé à générer de nouveaux systèmes. Dans un premier temps, afin de pouvoir 

étudier les interactions de protéines avec des nanoparticules de plastique, nous avons établi un 

protocole permettant de générer une nanoparticule de plus grande taille. Pour cela, nous avons mis 

en contact 3 nanoparticules de PE identiques puis avons effectué un recuit simulé du système pour 

cause leur agrégation. Cette étape est réitérée pour obtenir des particules de plus en plus grandes, 

comme représenté Figure 6.4. 
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Figure 6.4 : Représentation de la formation d’une nanoparticule de PE de 10 nm à partir d’une nanoparticule de 1,5 nm.. 
Image réalisée sous VMD en représentation CPK. 

 

En utilisant cette méthode, nous avons généré une nanoparticule d’environ 10 nm de rayon après 5 

itérations. La taille de cette particule étant supérieure à celle d’une protéine, nous avons commencé 

la simulation de systèmes composés initialement d’une nanoparticule de PE et d’une protéine, comme 

illustré Figure 6.5 dans le cas de l’α-synucléine. 

 

 

Figure 6.5 : α-synucléine à proximité d’une nanoparticule de PE de 10 nm. 
Image réalisée sous VMD en représentation CPK. 

 

Actuellement, nous n’avons observé de contact entre la protéine et la nanoparticule qu’en appliquant 

des contraintes sur la distance entre le centre de masse de la protéine et celui de la particule. Le fait 

de forcer l’adsorption de la protéine sur la nanoparticule pourrait permettre d’obtenir des 

informations thermodynamiques sur cette interaction. 

L’analyse des résultats obtenus et les paramètres à prendre en compte lors de la mise en place du 

système et des protocoles de simulation devront aussi possiblement être modifiés pour ces systèmes. 

Par exemple, l’angle d’approche de la protéine pourra être un paramètre important, et de nouvelles 

séries de simulations pourront permettre de déterminer son influence. Les durées de simulation seront 

aussi plus importantes que pour les systèmes contenant des peptides, puisqu’il a été montré que 

l’adsorption d’une protéine sur une surface de PE est précédé d’une longue phase de déshydratation, 

dont la durée peut être de l’ordre de 70 ns10. 

En plus de ces calculs nous avons également commencé à étudier la formation d’une corona en 

simulant l’adsorption de plusieurs peptides sur une même nanoparticule. Pour cela nous mettons la 

nanoparticule en présence de 3 peptides, le système est ensuite simulé jusqu’à leur adsorption. Une 

fois les 3 peptides adsorbés, un nouveau système est généré comprenant la nanoparticule, les peptides 

adsorbés, et 3 nouveaux peptides en solution. Maintenir le système avec 3 peptides en solution, plutôt 

que de mettre tous les peptides dans le système en même temps, permet d’éviter leur agrégation en 
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solution. En suivant ce protocole, nous avons commencé à observer la formation d’une corona de 

peptides, comme illustré Figure 6.6. 

 

 

Figure 6.6 : Représentation du principe de formation d’une corona de peptide sur une nanoparticule de PE de 1,5 nm. 
Image réalisée sous VMD, peptides en représentation CPK et nanoparticule en représentation QuickSurf. 

 

- Quand la corona sera entièrement formée autour de la nanoparticule, nous pourrons observer si 

celle-ci consiste en une monocouche ou présente des agrégats. Nous pourrons également observer les 

espaces conformationnels des peptides dans la corona et les comparer à ceux de peptides adsorbés 

seuls sur une nanoparticule. 

- Après avoir établi les protocoles pour générer et analyser la corona de peptides, et avoir mis en 

contact une nanoparticule de PE avec une protéine, nous pourrons chercher à combiner ces protocoles 

pour simuler et analyser la formation d’une corona de protéines sur une nanoparticule de PE. Ces 

protocoles pourront ensuite être appliqués à des nanoparticules de PP, et ces simulations pourront 

être comparées à nos résultats expérimentaux. 

- Une fois ces systèmes maîtrisés, il pourrait de plus être possible de modéliser la présence d’additifs 

à la surface des particules de plastique pour observer leurs effets sur les interactions avec les 

nanoparticules de plastique. Ces additifs ayant un impact important sur la toxicité du plastique, il serait 

intéressant de voir si cet effet est observable par simulation. 

 

La complémentarité de cette thèse avec celle de Marion Schvartz nous a permis de rédiger deux 

articles. Le premier, publié dans Scientific Reports, porte sur la déstabilisation des protéines en contact 

avec des surfaces plastiques macroscopiques11. Le second, resoumis -à ce jour- à Langmuir après 

révisions, porte sur l’impact de la corona protéique sur le comportement colloïdal des 

microplastiques12. Ce second article apporte en particulier des informations sur la capacité des 

protéines à stabiliser les microplastiques en solution. Ce comportement peut avoir une application 

environnementale puisqu’il facilite l’extraction de microplastiques dans une solution et pourrait donc 

être utilisé pour réduire la pollution des microplastiques.  
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Annexes 
 

La Figure A.1 correspond au spectre ATR-FTIR des filtres en polypropylène (PP) que nous avons utilisé. 

Celui-ci est identique au spectre mesuré sur les microparticules de PP (voir chapitre 3 Figure 3.8). 

 

Figure A.1 : Spectre ATR-FTIR d’un filtre en polypropylène. 
Le bruit entre 2000 cm-1 et 2500 cm-1 correspond au signal du CO2. 

 

Les annexes suivantes correspondent aux images Raman qui n’ont pas encore été présentées dans ce 

manuscrit. Plus précisément, la Figure A.2A correspond aux images obtenues sur les microparticules 

de PE et de PP non-vieillies après 72 heures de mise en contact avec l’hémoglobine (voir chapitre 3 

paragraphe 5.1). La Figure A. correspond aux images obtenues sur les microparticules de PE non-

vieillies après 24 et 48 heures de mise en contact (voir chapitre 3 paragraphe 5.1). La Figure A. 

correspond aux images obtenues sur les microparticules de PP non-vieillies après 24 et 48 heures de 

mise en contact (voir chapitre 3 paragraphe 5.1). La Figure A. correspond aux images obtenues pour 

les microparticules de PE et de PP vieillies après 72 heures de mise en contact (voir chapitre 4 

paragraphe 4). 

La seule différence notable observée entre ces images et celles que nous avons présentées dans les 

chapitres 3 et 4, est la présence d’un agrégat d’hémoglobine dénaturée sur la microparticule de PP 

non-vieillie après 72 heures de mise en contact avec l’hémoglobine (Figure A.2). La composition de cet 

agrégat est vérifiée Figure A.. 
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Figure A.2A : Images Raman des composantes après 72 h de mise en contact des microplastiques avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 5 µm pour les image de PP et 6 µm pour les images de PE. 
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Figure A.2B : Spectres Raman, en gris, mesuré en un point sur le PP 
(position indiquée en haut à gauche sur la composante ‘Hb vieillie thermiquement’), 

et comparaison au spectre de référence de l’hémoglobine vieillie thermiquement (en rouge). 

 

Le signal mesuré sur cette zone correspond précisément au signal de l’hémoglobine dénaturée 

thermiquement, qui n’est par ailleurs pas observé sur le reste de la particule. Nous ne remarquons pas 

de contribution du signal du PP en ce point. Dans le cas de tous les autres agrégats d’hémoglobine 

observés, le signal du plastique est très visible. Ce comportement unique ne semble donc pas être 

représentatif des systèmes étudiés, et n’a pas été analysé dans le cadre de ce travail. 
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Figure A.3 : Images Raman des composantes après 24 h et 48 h de mise en contact des microparticules de PE avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 6 µm pour chaque image. 
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Figure A.4 : Images Raman des composantes après 24 h et 48 h de mise en contact des microparticules de PE avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 5 µm pour chaque image. 
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Figure A.5 : Images Raman des composantes après 72 h de mise en contact des microplastiques vieillis avec Hb. 
La barre d’échelle mesure 6 µm pour les image de PPV et 5 µm pour les images de PEV. 
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Titre : Physico-chimie des interactions de plastiques microstructurés avec des protéines ou des peptides 

modèles par des approches expérimentales et in silico. 

Mots clés : Plastiques ; Micro-nanoparticules ; Protéines ; Peptides ; Adsorption ; Corona  

Résumé : Les micro- et nanoparticules, et en 

particulier celles de plastique, constituent un sujet 

d'actualité important. L'augmentation toujours 

croissante des quantités de plastiques utilisées dans 

des domaines très variés est à l’origine d’une forte 

augmentation de la pollution associée. Lorsque ces 

particules entrent dans un milieu biologique, elles 

s'entourent d'une corona dont l'impact sur les 

organismes peut être complexe. Elle donne à la 

particule une "identité biologique" influençant ses 

interactions dans le milieu vivant. 

Cette thèse étudie les interactions de microparticules 

(MP) de polyéthylène et de polypropylène, et de 

filtres microstructurés en polypropylène avec des 

protéines et des peptides modèles. Nous avons 

caractérisés les MP par différentes méthodes 

spectroscopiques.  

Des MP non-vieillies et vieillies par différentes 

méthodes ont été mises en contact avec des 

protéines et peptides modèles. Nous avons mesuré 

les isothermes d’adsorption des protéines sur les 

MP vieillis et non vieillies. Des mesures d’imagerie 

Raman et de fluorescence nous ont permis de 

visualiser directement la corona de l’hémoglobine 

et de l’albumine du sérum bovin sur les MP. La 

fonction de l’hémoglobine, en solution et 

adsorbée, a été évaluée par tonométrie. 

Pour comprendre les interactions entre peptides et 

nanoparticules de polyéthylène à l’échelle 

atomique, nous avons utilisé une approche in silico 

de dynamique moléculaire. En parallèle, nous 

avons mesuré les isothermes d’adsorption de 

peptides fluorescents pour pour valider les 

résultats de simulation. 

 

 

Title : Physico-chemistry of interactions between microstructured plastics and proteins or model peptides by 

experimental and in silico approaches. 

Keywords : Plastics, Micro-nanoparticles ; Proteins ; Peptides ; Adsorption ; Corona 

Abstract : Micro- and nanoparticles, and especially 

plastic particles, are an important current topic. The 

ever-growing increase of the amount of plastic used 

in a wide variety of fields causes a sharp increase in 

the associated pollution. When these particles enter 

a biological medium they surround themselves with 

a corona, which can have a complex impact on 

organisms. It can give the particle a “biological 

identity” influencing its interactions in the living 

medium. 

This thesis studies the interactions of polyethylene 

and polypropylene microparticles (MP) and 

microstructured polypropylene filters with proteins 

and model peptides. We characterized the MPs with 

several spectroscopic methods. 

Unaged and aged MPs were brought into contact 

with proteins and model peptides. 

We measured protein adsorption isotherms on 

aged and unaged MPs. Raman imaging and 

fluorescence measurements allowed us to directly 

visualize the hemoglobin and bovine serum 

albumin corona on the MPs. The hemoglobin 

function, in solution and adsorbed, was assessed by 

tonometry. 

To understand the interactions between peptides 

and nanoparticles at the atomic scale, we used an 

in silico molecular dynamics approach. Meanwhile, 

we have measured adsorption isotherms of 

fluorescent peptides to validate the simulation 

results. 

 


