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INTRODUCTION GENERALE 

 

La pollution plastique est un problème environnemental, sociétal, économique et toxicologique. 

Le contact de ces matériaux avec le vivant pose de plus en plus de questions puisqu’ils sont 

présents massivement en environnement aquatique et chez l’Homme sous forme de particules 

(dans le sang1 et le placenta2 par exemple). La recherche s’accélère donc pour comprendre les 

mécanismes et les conséquences de ces interactions. 

 

 

Figure 1.1. Illustration d’une bouteille en plastique se fractionnant en 
particules au cours de sa dégradation dans un environnement aquatique.3 

 

Ce travail a été mené dans le cadre d’un projet co-financé par le CEA, la région Pays de la Loire 

et l’ANSES (Agence nationale de sécurité sanitaire de l’alimentation, de l’environnement et du 

travail), via le projet PROMPT (2018/1/194) dont l’objectif global était de comprendre comment 

une famille de biomolécules, les protéines, s’adsorbent sur des particules de plastique et en quoi 

cela modifie leur fin de vie dans l’environnement. Deux autres doctorants ont réalisé leur thèse 

dans le cadre de ce projet : 

• Florent Saudrais (CEA) a étudié les interactions entre des microplastiques et des protéines 

modèles (travail expérimental et simulations). Les particules utilisées sont les mêmes que dans 

mon travail de thèse, nous avons donc mutualisé leur caractérisation. Les expériences présentées 

ici et exécutées par F. Saudrais seront explicitement indiquées.  

• Thomas Perrault (Université du Mans) a mis au point un système permettant le suivi 

dynamique et individuel de nanoplastiques. 
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CHAPITRE 1. LE PLASTIQUE EN 

INTERACTION AVEC LES BIOMOLECULES 

 

 

 

 

 

  

Ce chapitre présente le rôle ambivalent du plastique dans son contact avec les 

biomolécules : ses aspects pratiques, permettant de comprendre pourquoi la 

plupart des objets de notre quotidien en sont constitués et pourquoi il nous semble 

impossible de nous en affranchir totalement ; et ses aspects problématiques, 

principalement dus à une production excessive et à une faible biodégradabilité. 

Un état de l’art portant sur les interactions entre des matériaux plastiques et des 

biomolécules est exposé afin de mettre en lumière des points encore mal compris.  
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1.1. LE PLASTIQUE, UN MATERIAU PRATIQUE MAIS 

PROBLEMATIQUE 

1.1.1. Généralités 

1.1.1.1. Définitions et structures 

La matière plastique peut être définie comme « un polymère auquel des additifs ou d’autres 

substances ont pu être ajoutés, capable de servir de principal composant structurel de matériaux 

et d’objets finaux ».1 Cette définition rend compte de la diversité chimique de ces matériaux. Les 

possibilités de formulations sont infinies et les propriétés physiques (optiques, mécaniques…) le 

sont tout autant. Les polymères sont des macromolécules pouvant se structurer et être décrits à 

cinq échelles de tailles (Figure 1.2).2 

 

Figure 1.2. Représentation des différentes échelles structurelles d’un 
matériau polymère.2 

• Échelle I. Un polymère est une macromolécule constituée d’unités répétitives appelées 

monomères.  

• Échelle II. L’orientation des groupes latéraux de la chaîne du polymère a un impact sur la 

conformation globale de la molécule, tenant compte des interactions entre atomes et de 

l’encombrement stérique. 

• Échelle III. Lorsque les chaînes sont organisées de manière périodique, la phase est 

cristalline ; lorsque les chaînes ne sont pas organisées, la phase est amorphe. Souvent les 

polymères sont semi-cristallins, c’est-à-dire qu’ils sont constitués à la fois de phases amorphes et 

de phases cristallines. 

• Échelle IV. Les arrangements des phases amorphes et cristallines peuvent donner lieu à 

des structures particulières. La plus couramment observée est la sphérulite, constituée d’une 

alternance de phases amorphes et cristallines croissant de manière sphérique. 

• Échelle V. A l’échelle macroscopique, les plastiques tels que nous les utilisons au quotidien 

peuvent prendre des formes très variées. 
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1.1.1.2. Histoire du plastique 

Historiquement, les premiers matériaux plastiques étaient constitués de polymères naturels tels 

que la cellulose ou encore du latex issu de la sève d’hévéa. C’est au cours du XIXème siècle qu’ont 

été développés les premiers polymères synthétiques. L’un des objectifs était de remplacer des 

matières naturelles qui étaient jusqu’alors très coûteuses. La possibilité de production à grande 

échelle et le faible coût ont joué un rôle majeur dans le développement de ces matériaux.3 Le 

celluloïd,4 la viscose5 et le caoutchouc synthétique6 ont par exemple été développés pour 

remplacer respectivement l’ivoire, la soie et le latex naturel.  

Peu à peu, ces matériaux synthétiques, à l’origine imitateurs, sont devenus source d’innovation. 

De nombreux polymères ont été développés par les industriels, permettant la création d’objets 

ayant des propriétés jusqu’alors inaccessibles. Au cours du XXème siècle, ils ont été introduits dans 

la plupart des objets du quotidien en raison de leur prix attractif et de la simplicité de production 

(Figure 1.3). 

 

Figure 1.3. Chronologie (de 1830 à 1955) du développement des matériaux 
plastiques et illustrations de leurs utilisations.4 
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Aujourd’hui, la nature des polymères constituant les plastiques est variée afin de répondre aux 

exigences des diverses applications pour lesquelles ils sont destinés. Ils peuvent être classés en 

deux catégories7 :  

• Les thermoplastiques (tableau 1.1) : la chaleur permet de les ramollir, voir les fondre, pour 

les mettre en forme, une fois refroidis ils vont conserver cette forme. Cette opération est 

réversible.  

• Les plastiques thermodurcissables (tableau 1.2) : à l’inverse, ils ne peuvent pas être fondus 

pour modifier leur forme.  

Famille Exemple de polymères Exemples d’application 

Polyoléfines 

-Polyéthylène basse densité (PEBD) 

-Polyéthylène haute densité (PEHD) 

-Polypropylène (PP) 

-Emballages, jouets, sacs 

-Emballages, isolation électrique 

-Automobile, films alimentaires  

Polyesters linéaires -Polyéthylène téréphtalate (PET) -Bouteilles, composants électroniques 

Styréniques 
-Polystyrène (PS) 

-Polystyrène expansé (PSE) 

-Emballages, isolation 

-Emballages, isolation 

Vinyliques -Polychlorure de Vinyle (PVC) -Maroquinerie, gouttières 

Polyamides (PA) -Nylon -Textile, prises électriques 

Polyacryliques et 
polyméthacryliques  

-Polyméthacrylate de méthyle (PMMA) 

-Polyacrylonitrile (PAN) 

-Fibres textiles, verres de lunettes 

-Fibres textiles 

Polycarbonates (PC)  -Casque protection, vitrages sécurisé 

Tableau 1.1. Principales familles de thermoplastiques, exemples de 
polymères et d’applications.7,8 

 

Famille Exemples d’application 

Polyuréthanes (PU) Mousses, peintures, cuirs synthétiques 

Phénoplastes Encres, peintures, abrasifs 

Polyépoxydes Revêtements, peintures, adhésifs 

Élastomères Caoutchouc, néoprènes, silicones 

Tableau 1.2. Principales familles de plastiques thermodurcissables et 
exemples d’applications.7,8 
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1.1.2. Expositions volontaires 
Les plastiques sont fabriqués pour être utilisés dans de nombreux secteurs, notamment pour des 

applications où ils sont en contact avec des biomolécules. Celles-ci se classent en différentes 

catégories : acides nucléiques, acides aminés (AA), peptides (quelques AA), protéines 

(macromolécules d’AA), lipides et glucides (monosaccharides, oligosaccharides et 

polysaccharides).9  

1.1.2.1. En agroalimentaire 

Les emballages alimentaires industriels sont généralement constitués de plastique. Ils assurent 

une protection physique des denrées contre les contaminations tout en préservant leurs qualités 

gustatives et nutritionnelles.10 Ils permettent, entre autres, d’accéder à une alimentation variée 

dans des régions non productrices et de lutter contre le gaspillage alimentaire. Des matériaux 

composites à base de résines et de bois ont été très largement utilisés dès la première moitié du 

XXème siècle pour leurs propriétés isolantes, protégeant le contenu des variations brutales de 

température (Figure 1.4). Cependant, ils ont été abandonnés rapidement et remplacés par des 

matériaux permettant de fabriquer des contenants plus légers. 

 

Figure 1.4. Affiche publicitaire pour des fûts de bière constitués d’un 
matériau composite de bois et de résines.11 

Bien que de nouveaux matériaux biosourcés, biodégradables ou comestibles arrivent sur le 

marché,12,13 les plus couramment utilisés pour les emballages alimentaires restent des polyoléfines 

et plus particulièrement le polyéthylène (haute et basse densité : PEHD et PEBD) et le 

polypropylène (PP).13,14 D’autres plastiques synthétiques sont également utilisés, en fonction des 

besoins spécifiques : le polyéthylène téréphtalate (PET), le polychlorure de vinyle (PVC), et le 

polystyrène (PS).  
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L’utilisation domestique du plastique pour les aliments concerne principalement la conservation 

avec, entre autres le PVC (film étirable15), le polycarbonate (boîtes de marque Tupperware®16), le 

PE ou le PP (sacs congélation). C’est grâce à leur praticité qu’ils sont entrés dans les cuisines. En 

effet, ces matériaux peuvent parfois être chauffés au micro-ondes (température inférieure à 100°C) 

ou stockés au réfrigérateur (4°C), voire au congélateur (-20°C).  

Les tétines et les biberons pour les nouveaux nés constituent une autre utilisation fréquente du 

plastique alimentaire en usage domestique. Au cours de l’histoire, différents matériaux ont été 

utilisés pour les tétines (corne, buis, liège, ivoire enveloppés dans un linge) et ont été remplacés 

dès 1845 par du caoutchouc, plus hygiénique et pratique.17 Aujourd’hui, elles sont 

majoritairement en silicone et les biberons sont généralement en polyéthylsulfone, 

polyphénylsulfone, PE ou PP.18 

Le principal problème lié à l’utilisation des plastiques dans le domaine de l’agroalimentaire ne 

vient pas des matériaux en eux-mêmes mais des additifs qu’ils contiennent, notamment lorsqu’ils 

migrent dans les aliments et sont ingérés. Les additifs sont de nature chimique variée et sont 

incorporés en tant que plastifiants, charges, colorants/pigments, catalyseurs, solvants ou pour des 

besoins plus spécifiques.19 Des études ont montré que des additifs tels que les 

polybromodiphényléthers, le bisphenol A, les phtalates ou les nonylphénols sont toxiques.20–23 

1.1.2.2. En médecine 

Dans le domaine médical, de nombreux progrès, en termes de confort, de rapidité de 

diagnostique ou d’efficacité thérapeutique, ont pu être réalisés grâce à l’utilisation du plastique.  

Élaboration des biothérapies 

Les biothérapies sont définies comme l’utilisation de produits issus d’organismes vivants dans le 

cadre d’un diagnostic ou d’un traitement thérapeutique.24 Il peut s’agir de cellules, de tissus ou 

de biomolécules.25 Les médicaments à base de protéines ou de peptides sont d’un intérêt 

croissant pour leur forte activité à faible concentration en tant que substances régulatoires, 

inhibiteurs enzymatiques ou anticorps.26 La plupart des biothérapies immunomodulatrices 

(régulation du système immunitaire en bloquant certaines fonctions) sont réalisées à partir 

d’anticorps monoclonaux ou de protéines de fusion.27 L’intérêt pour les anticorps monoclonaux 

est croissant puisqu’ils se sont révélés efficaces pour de nombreuses pathologies (Figure 1.5).28,29 
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Figure 1.5. Illustration des différentes pathologies dans lesquelles les 
anticorps monoclonaux se sont révélés efficaces thérapeutiquement.29  

 

Les procédés de production, de purification puis de mise en œuvre de ces anticorps nécessitent 

de nombreuses étapes, pouvant inclure le contact avec des surfaces plastiques comme celles des 

contenant pour l’agitation ou la centrifugation, des systèmes de filtration, de prélèvement ou 

encore de stockage des solutions.30,31 L’avantage principal du matériel à usage unique est la 

garantie de stérilité, indispensable pour la production de biomolécules. Des technologies de 

purification utilisant des polymères sont également à l’étude pour la production à grande 

échelle.30  

Cependant, les anticorps et plus généralement les protéines, sont sensibles aux procédés de 

mélanges (agitation, pompage, congélation/décongélation ou encore lyophilisation)32,33 et aux 

surfaces polymériques.34–36 Cette sensibilité se manifeste par l’agrégation des protéines ou leur 

adsorption, engendrant une perte en solution. Pour limiter ces pertes, les médicaments à base de 

protéines sont généralement administrés par injection.26 Des étapes de mélange sont néanmoins 

nécessaires et l’optimisation des protocoles de formulation est essentielle pour la préservation 

d’un maximum de protéines en solution.32,37–39 De nombreuses stratégies ont été développées 

pour éviter les agrégats protéiques dans les médicaments à base de protéines, en contrôlant 

l’environnement local, les procédés de production, le stockage ou encore en retirant les agrégats 

avant l’échantillonnage.40 En effet, dans un état agrégé, l’activité et l’efficacité de ces protéines 

est réduite. Il s’agit d’un problème économique puisque les anticorps sont coûteux à produire 

mais il s’agit surtout d’un problème de santé publique : si les agrégats sont administrés, cela peut 

causer de sévères réactions secondaires telle qu’une allergie pouvant aller jusqu’à 

l’anaphylaxie.41,42 
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Systèmes d’administration thérapeutique 

Les solutions de médicaments à base de protéines sont généralement stockées dans des 

seringues pour être injectées.26,43 Ces dispositifs, originellement en verre, sont remplacés peu à 

peu par des matériaux en plastique (polymères ou copolymères d’oléfines cycliques, suffisamment 

transparents pour contrôler l’aspect visuel de la solution).44 De la même manière, avec le 

développement des matériaux plastiques, les cathéters ont successivement été fabriqués en PVC 

puis en téflon (plus flexible, biocompatible, non toxique).45  

Les biomolécules contenues et transportées via ces dispositifs peuvent s’adsorber sur les parois 

en plastique. Tout comme pour les biothérapies, la perte des biomolécules est un problème 

économique et l’agrégation de protéines peut avoir de lourdes conséquences. 

Biomatériaux 

Un biomatériau peut être défini comme « un matériau non vivant d’origine naturelle ou 

synthétique utilisé dans un dispositif médical destiné à interagir avec les systèmes biologiques ».46  

Les champs d’application des biomatériaux sont très larges : ophtalmologie, odontologie, 

stomatologie, chirurgie orthopédique, cardiovasculaire, urologie, néphrologie, endocrinologie, 

chronothérapie, chirurgie esthétique, chirurgie générale, etc.47 La biocompatibilité de ces 

matériaux est primordiale et passe par leurs propriétés de surface : rugosité, mouillabilité, chimie 

de surface.48 Les matériaux plastiques, par leurs propriétés modulables répondent au cahier des 

charges strict du secteur médical. Nous pouvons citer quelques exemples concrets : 

• Les biomatériaux cutanés sont destinés à couvrir une plaie, la protégeant et aidant la 

cicatrisation. Des matrices à base de copolymères sont parfois utilisées pour remplacer les 

matrices naturelles d’origine cadavérique ou le collagène. Il peut s’agir de mélanges d’acide 

polyglycolique/acide polylactique ou d’oxyde de polyéthylène/téréphtalate de polybutylène. 

D’autres voies biosourcées sont à l’étude.49 

• Les biomatériaux utilisés dans le secteur odontologique étaient initialement constitués de 

métal. Aujourd’hui, ils sont le plus souvent fabriqués en céramique ou en composites synthétiques 

(généralement à base de diméthacrylates),50,51 photopolymérisables dans l’UV pour un 

durcissement rapide. Ces matériaux doivent répondre à des exigences strictes : conservation de 

leur aspect visuel et de leurs propriétés physiques alors qu’ils sont soumis à un environnement 

défavorable (milieu humide, contraintes mécaniques).   

• Les polymères synthétiques peuvent être utilisés pour la fabrication de prothèses osseuses 

grâce à leurs propriétés biomécaniques contrôlables.52,53 Avec le développement de l’impression 

3D, l‘accessibilité à ce type de traitement augmente grâce au faible coût et à la facilité de 

fabrication.54 Les plastiques les plus couramment utilisés en impression 3D sont les suivants : acide 

polylactique (PLA), acrylonitrile butadiène styrène (ABS), polyméthacrylate de méthyle (PMMA).55 
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Les prothèses de genoux, d’épaules et de hanches sont le plus souvent à base de polyéthylène 

ultra haute densité (propriétés mécaniques similaires aux os naturels, faible coefficient de friction, 

biocompatibilité).52,56,57 Une recherche importante a été effectuée pour le développement de ces 

prothèses à base de polyéthylène. La réticulation des chaîne ou la formulation de matériaux 

composites a permis d’augmenter leur résistance à l’usure et ainsi de minimiser le relargage de 

débris plastiques dans le corps. Cependant, l’un des problèmes majeurs est le fait que ces 

matériaux interagissent avec des biomolécules du corps humain. Des protéines présentes dans le 

sang peuvent ainsi s’adsorber sur des prothèses en polyéthylène et former une couche protéique. 

Une fois adsorbées, cela va initier l’agrégation des protéines, pouvant mener à leur coagulation 

et éventuellement déclencher une thrombose.58 La couche de protéines adsorbée sur les 

biomatériaux polymériques peut également être à l’origine d’une réponse inflammatoire qui, si 

elle perdure, va engendrer la formation d’un tissu de granulation. A terme, les fibroblastes 

peuvent former une matrice, entraînant une fibrose.59,60 Pour diminuer les phénomènes 

d’adsorption des protéines sur les plastiques, une voie est d’hydrophiliser les surfaces, par 

exemple par greffage de polymères hydrophiles.61 

1.1.2.3. Au laboratoire 

Quel que soit le sujet d’étude, nous sommes amenés, en laboratoire, à travailler avec du plastique. 

Les principaux avantages sont le gain de temps de l’utilisation d’objets à usage unique, évitant 

les étapes de nettoyage et garantissant la propreté voire la stérilité des consommables. L’absence 

de contamination est essentielle pour la manipulation de biomolécules puisque des bactéries 

peuvent très rapidement se développer. L’utilisation du plastique est donc généralisée lors 

d’expériences impliquant des biomolécules, qui vont alors se trouver en contact avec ces 

matériaux.  

Les solutions sont placées dans des tubes qui peuvent être constitués de différents matériaux : 

PP, PS, PEBD, PEHD, PC, Téflon (PTFE), PET, FEP, PFA, PETG, polyméthylpentène, PETG.62 Ces 

mêmes solutions seront prélevées à l’aide de consommables en plastique (cônes, pipettes, 

seringues), pouvant également être constitués de différents matériaux : PP, PS, PEBD, PEHD, PC.62 

Elles peuvent être dialysées (membrane en cellulose) ou filtrées (membranes en PTFE, nylon, PC, 

PVDF, PP, PES, PET). 



Chapitre 1. Le plastique en interaction avec les biomolécules 

 23 

 
Figure 1.6. Photographie de consommables en plastique souvent utilisés au 
laboratoire. 

Au-delà de la praticité de ces contenants, des problèmes sont également associés à leur 

utilisation. En effet, lors de la manipulation de biomolécules dans des tubes en plastique ou 

simplement au cours de leur stockage, des pertes sont couramment observées, qu’il s’agisse de 

protéines, de lipides ou d’ADN. 63–65 En revanche, il n’y a pas de données dans la littérature 

concernant les pertes de sucres dans des tubes. Pour diminuer l’adsorption des biomolécules sur 

les parois des tubes (ADN et protéines), des matériaux ont été développés (gamme LoBind, 

Eppendorf).  
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1.1.3. Expositions involontaires 
Dans la partie précédente, certains avantages liés à l’utilisation de matériaux plastiques ont été 

exposés ainsi que des exemples concrets d’amélioration de la qualité ou de l’espérance de vie. 

Cette liste n’est pas exhaustive et de nombreux autres aspects bénéfiques n’ont pas été abordés. 

Cependant, le plastique est principalement produit pour la fabrication d’objets à usage unique : 

plus de 80% des plastiques mis en circulation deviennent des déchets à l’issue d’une année.7 Cela 

s’explique par une production à grande échelle simple et peu coûteuse. La conséquence directe 

est une production de plastique qui ne cesse d’augmenter (Figure 1.7). 

 

Figure 1.7. Production mondiale de matière plastique de 1950 à 2018, avec 
une projection jusqu’à 2030 (en millions de tonnes).4  

Leur mauvaise gestion en tant que déchets et le fait qu’ils soient peu biodégradables font qu’ils 

s’accumulent dans les écosystèmes, principalement sous forme de microparticules.66,67 Bien qu’il 

y ait des systèmes de collecte et de filtration, de grandes quantités de plastiques se trouvent 

actuellement dans les océans. La notion de microplastique est basée sur la taille des particules : 

selon les études la taille limite est de 20 µm (petits microplastiques) ou 5 mm (grands 

microplastiques). 

D’après de récentes considérations, il y aurait au moins vingt-cinq mille milliards de 

microplastiques dans les océans.68 Ils sont divisés en deux catégories selon leur taille initiale. 

• Les microplastiques primaires correspondent aux plastiques produits volontairement sous 

forme micronique. Il peut s’agir, par exemple, de billes de gommage dans des produits 

cosmétiques69  (aujourd’hui interdits) ou de charges dans des peintures.  

• Les microplastiques secondaires, quant à eux, correspondent au fractionnement d’objets 

en plastique initialement de taille macroscopique. Par exemple, jusqu’à 1 500 000 particules 

peuvent être formées par kilogramme de linge au cours d’un cycle de lavage.70 Les microfibres 

plastiques vont alors être évacuées et rejoindre le réseau des eaux usées. Celles de petites tailles 
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ne seront pas collectées par les différents systèmes de filtration et se trouveront alors dans les 

boues d’épuration, épandues dans les champs.4 Les pluies les entraîneront alors dans les mers et 

les océans. Par leur érosion les pneus sont également une source importante de 

microplastiques secondaires. Un pneu usé peut peser deux kilogrammes de moins qu’un pneu 

neuf.7  

Enfin, des macroplastiques peuvent rejoindre les océans et devenir des microplastiques en 

réponse aux contraintes qu’ils subissent : réactions de photodégradation induites par les UV 

(Figure 1.8), réactions thermiques, hydrolyse des polymères ou encore dégradation par des 

microorganismes.71 Ces altérations chimiques fragilisent les matériaux et peuvent mener à des 

modifications physiques comme la fissuration puis la fragmentation.72 Les macroplastiques 

deviennent alors des microplastiques voire des nanoplastiques. 

 

Figure 1.8. Exemple de mécanisme de fragmentation de polyéthylène (PE) 
semi-cristallin en microplastique par ruptures de chaînes (croix bleues) suite 
à une exposition à des conditions environnementales.73  

Généralement, les problèmes toxicologiques sont accrus lorsque la taille des objets décroits. C’est 

le cas de nombreux matériaux qui sont inertes à l’état macroscopique et toxiques sous forme de 

solides divisés, notamment certaines nanoparticules.74,75 Cela est dû au fait que plus les objets 

sont petits, plus leur surface spécifique et donc leur réactivité augmentent. Par ailleurs, ils peuvent 

être transportées dans les organismes, traverser les membranes et s’accumuler. Des études 

toxicologiques ont montré tout le potentiel de risques que constituent les microplastiques.76,77  
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1.2. MECANISMES D’INTERACTIONS 

1.2.1. Focus sur une famille de biomolécules : les protéines 
Nous avons observé dans la première partie de ce chapitre que les applications des matériaux 

plastiques dans le domaine du vivant sont nombreuses et que toutes les familles de biomolécules 

sont amenées à les rencontrer. Les systèmes biologiques sont très complexes, nous avons donc 

choisi de nous concentrer sur une famille de biomolécules afin de comprendre la nature et les 

impacts de leurs interactions avec des matériaux plastiques.  

Depuis le début du XXème siècle, il est connu que les protéines interagissent avec des surfaces.78 

Les nanosciences ont complètement renouvelé notre vision puisqu’il a été identifié que, lorsque 

des nanoparticules entrent dans un milieu biologique, elles sont rapidement recouvertes de 

biomolécules, formant la corona.79 Il est communément admis que les composants majoritaires 

de cette couronne sont des protéines adsorbées à la surface des particules.80–82 La notion de 

corona protéique est récente mais la recherche est conséquente dans ce domaine, notamment 

pour des applications médicales ou des études toxicologiques.83 

D’autre part, les protéines sont des molécules dont l’activité dépend de la structure. Certaines 

sont fragiles et le fait qu’elles soient dans un état adsorbé ou agrégé peut avoir des conséquences 

importantes pour l’organisme.42,84,85 Les conséquences peuvent également être économiques pour 

les biothérapies. 

La propension des protéines à l’adsorption, leur fragilité et leur utilisation de plus en plus 

importante dans le domaine médical nous ont conduit à les sélectionner comme famille de 

biomolécules d’intérêt dans le cadre de ce travail. 

Les matériaux plastiques et les protéines peuvent avoir des effets réciproques suite à leurs 

interactions. Nous considèrerons tout d’abord les effets que les plastiques peuvent avoir sur les 

protéines. Dans un second temps, nous présenterons les effets, souvent moins pris en compte, 

des protéines sur les plastiques, 
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1.2.2. Effets des plastiques sur les protéines 
Pour la fabrication de biothérapies à base de protéines ou au laboratoire, nous avons montré que 

les matériaux plastiques sont couramment utilisés et qu’ils peuvent mener à des pertes de 

biomolécules en solution et notamment de protéines. Cette partie présente un état de l’art des 

mécanismes liés à la perte des protéines suite à un contact avec des surfaces plastiques. 

1.2.2.1. Effets des interfaces sur l’agrégation des protéines 

Les facteurs physiques et chimiques déterminant la stabilité des protéines en solution ou 

déclenchant leur agrégation ont longtemps été le sujet de recherches dans les domaines 

pharmaceutique et biochimique. 

Les agrégats peuvent résulter de l’association physique de protéines, principalement par 

interactions électrostatiques. Dans ce cas, elles conservent leur état natif, sans modification de 

structure et donc sans conséquence majeure sur leur activité.86 Par ailleurs, ces agrégats physiques 

peuvent être dissociés dans certaines conditions. Il a été montré que la formation de gels de 

protéines turbides peut s’initier en variant la force ionique (écrantage des interactions 

électrostatiques) ou le pH (changements des densités de charges des protéines et écrantage) avec 

des structures de gels différentes et contrôlables allant de particules de protéines agrégées 

(particulate gels) à des gels de protéines débobinées et enchevêtrées (finely stranded gels).87 Dans 

ce dernier cas, les modifications sont chimiques et les protéines sont agrégées de manière 

irréversible, dans un état dénaturé. La dénaturation consiste en une perte de structure des 

protéines, qui passent d’un état natif et ordonné à un état dénaturé et désordonné. Il s’agit d’un 

réarrangement des liaisons hydrogènes, sans modifications des liaisons covalentes.88 Les clusters 

hydrophobes des protéines, initialement dans leur structure interne, sont davantage exposés à la 

solution aqueuse. Elles sont alors plus sujettes à s’assembler, par interactions hydrophobes, pour 

former des agrégats.89,90 Les acides aminés ayant une chaîne hydrophobe sont les suivants : 

alanine, valine, isoleucine, leucine, méthionine, phénylalanine, tyrosine, tryptophane. Les 

protéines peuvent se dénaturer une fois qu’elles sont associées mais la dénaturation est 

également une étape pouvant mener à l’agrégation (Figure 1.9).  

Les agrégats physiques sont généralement solubles, tout comme les agrégats de protéines 

partiellement dénaturées. En revanche, des agrégats insolubles sont formés lorsque les protéines 

ont un fort degré d’agrégation, associé à une perte de structure. Ces agrégats sont compacts par 

l’action de nombreuses interactions hydrophobes, excluant l’eau de leur structure, une séparation 

de phase est observée.91,92 



Chapitre 1. Le plastique en interaction avec les biomolécules 

 28 

 

Figure 1.9. Représentation schématique des étapes menant à l’agrégation de 
protéines (adapté de 93) 

Les stress externes, identifiés comme à l’origine de l’agrégation des protéines (en les dénaturant 

ou en modifiant les interactions protéine/protéine), peuvent être les suivants :41,42,86,94,95  

• La température. D’un point de vue thermodynamique, la dénaturation peut être 

considérée comme le résultat d’un transfert suffisant d’énergie à une protéine native. La barrière 

énergétique à franchir détermine la température de dénaturation des protéines, elle dépend de 

leur stabilité conformationnelle.88  

• La composition de la solution.96,97 Le pH de la solution régit la distribution des charges au 

sein d’une protéine. Par exemple, si le pH correspond au point isoélectrique (pI) d’une protéine, 

sa charge globale est nulle. En fonction de la répartition des charges, les interactions 

protéine/protéine sont différentes. Par ailleurs, selon la force ionique de la solution, des ions 

peuvent venir écranter les charges des protéines, modifiant ici encore les interactions possibles 

entre protéines. D’autres composés peuvent également être présents dans la solution et avoir une 

action sur les protéines.  

• La concentration en protéines. Différents comportements ont été observés quant à l’effet 

d’une augmentation de concentration :86 i) cela peut mener à une augmentation de l’agrégation 

causée par une probabilité de rencontre plus élevée ; ii) cela peut mener à des conformations 

protéiques plus denses et donc plus stables, ayant pour conséquence la diminution de 

l’agrégation.  

• Les forces. Lors du mélange des solutions, des contraintes peuvent être appliquées sur les 

protéines. Le cisaillement induit des déformations menant à la dénaturation.42 Les protéines sont 

généralement résistantes à la pression mais finissent par être dénaturées à des pressions de l’ordre 

de la centaine de MPa.86  

La résistance des protéines à ces stress dépend très fortement de leur nature. Leur point 

isoélectrique et leur structure ont des rôles prédominants dans leur stabilité, donc dans leur 

réponse aux stress.33 Par ailleurs, ces stress sont rarement isolés mais plus souvent combinés et 

leurs effets sont synergiques. Par exemple, des variations de pH peuvent modifier la température 

de dénaturation d’une protéine.95 Des méthodes prédictives sont à l’étude dans le but d’anticiper 
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l’agrégation des protéines mais le nombre de paramètres à contrôler ainsi que leur synergie rend 

l’analyse des mécanismes très complexe.98 La figure 1.10 résume les principaux éléments 

impactant l’état d’agrégation des protéines en solution. 

 

Figure 1.10. Schéma représentatif les principaux éléments ayant un impact 
sur l’agrégation des protéines en solution. 

Si de nombreux mécanismes sont maintenant compris, l’effet des interfaces et plus 

particulièrement des matériaux sur la stabilité des protéines au cours des procédés 

biothérapeutiques a été beaucoup moins étudié. Cela s’explique par le fait qu’il a longtemps été 

considéré que les interactions entre les protéines et le matériau résultait uniquement en la 

passivation des surfaces, n’affectant pas les protéines en solution. Dans les années 1970, Léo 

Vroman a démontré l’existence d’effets dynamiques des protéines aux interfaces liquide/solide, 

dépendant de la concentration et de l’affinité pour la surface.99,100 Ce modèle peut maintenant 

être complété par une dénaturation partielle de protéines après une interaction faible avec la 

surface et une libération en solution.101 Aux interfaces, les protéines exposent leurs parties 

hydrophobes pour maximiser le contact avec la surface, induisant une modification de leur 

structure. Puisque la dénaturation est une étape vers l’agrégation, il s’agit d’un premier pas vers 

la compréhension des effets des interfaces sur l’agrégation des protéines. 

De récentes études ont démontré que les effets déstabilisants des interfaces sur les protéines sont 

plus complexes qu’il n’y parait et qu’ils peuvent être accrus lors du mélange des échantillons car 

ces interfaces sont dynamiques. Des effets synergiques du flux et des surfaces solides sur 

l’agrégation de protéines ont par exemple été décrits.36,102 Il a été mis en avant que des surfaces 

polymériques hydrophobes (nanoparticules de PMMA en présence de tensioactif) sont 

particulièrement efficaces pour initier l’agrégation de l’insuline et la formation de nombreuses 



Chapitre 1. Le plastique en interaction avec les biomolécules 

 30 

fibres amyloïdes par rapport à des particules hydrophiles. Cependant, il n’existe pas d’étude 

comparant les effets de différentes surfaces plastiques hydrophobes. 

D’autres études ont souligné le rôle déstabilisant d’une interface air/liquide mobile par des 

expériences avec des bulles d’air menant à des agrégats de protéines dénaturées103 ou conservant 

leur structure.104 Certaines études ont également soulevé le rôle majeur de la ligne triple de 

contact (interface air/liquide/solide) en mouvement.65,105,106 

Ces observations suggèrent que les interfaces air/liquide et solide/liquide ainsi que l’agitation 

sont des paramètres à considérer et à contrôler lors de la production d’une biothérapie avec une 

nouvelle protéine, un changement de procédé ou de matériau. Cependant, il n’existe pas à ce 

jour de description mécanistique pouvant expliquer les processus impliqués ni les liens entre les 

différentes interfaces et l’agitation. Par ailleurs, la plupart des études expérimentales ont été 

conduites avec des protéines purifiées. Elles ne peuvent donc pas prendre en compte le rôle des 

interactions entre protéines de nature différente ni la possibilité d’association et de dissociation 

de complexes protéiques aux interfaces107 ou encore, les différences de sensibilité aux stress 

imposés.  
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1.2.2.2. Effets des interfaces et de l’adsorption des protéines  

L’adsorption de protéines à l’interface liquide/solide a été largement étudiée puisqu’elle intervient 

spontanément dans la plupart des situations où des protéines sont en solution, à proximité de 

surfaces solides.108–110 Les phénomènes biologiques et physico-chimiques intervenant dans les 

mécanismes d’adsorption sont complexes et dépendent de la nature des protéines, de la surface 

et de la solution.109  

Les protéines sont des polymères biologiques (constitués d’acides aminés). Leur adsorption sur 

des surfaces peut donc être comparée à celle des polymères classiques. En effet, il s’agit 

d’interactions entre une surface et différents points d’ancrage sur une macromolécule (Figure 

1.11). Le phénomène de désorption est alors complexe et rarement observé puisqu’il nécessite 

que toutes les interactions soient rompues.111 

 

Figure 1.11. Représentation schématique d’un polymère adsorbé sur une 
surface par différents points d’ancrage.110 

Une technique courante pour quantifier l’adsorption de protéines est la méthode par 

déplétion.112,113 La concentration est mesurée avant et après contact avec une surface et la 

différence est attribuée à la quantité adsorbée. Connaissant la surface solide disponible, il est 

possible de déterminer la quantité de protéines adsorbées par unité de surface. Cette grandeur 

peut être tracée en fonction de la concentration en protéines libres : il s’agit d’un isotherme 

d’adsorption. Bien qu’initialement développé pour l’adsorption de gaz, le modèle de Langmuir114 

est rapidement adopté pour caractériser l’adsorption de protéines.78,115 

Différents paramètres sont connus pour agir sur l’adsorption des protéines aux interfaces 

liquide/solide : 

• La concentration en protéines. La figure 1.12 représente un isotherme d’adsorption pour 

une protéines purifiée (et non pour un mélange de protéines), avec l’atteinte d’un plateau aux 

fortes concentrations, indiquant une saturation de la surface. Les protéines ont un comportement 

différent selon la position sur l’isotherme : elles s’étalent aux faibles concentrations puisqu’il y a 

davantage d’espace disponible alors qu’elles conservent leur structure, voire se compriment, aux 

fortes concentrations. 
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Figure 1.12. Représentation schématique d’un isotherme d’adsorption. La 
quantité de protéines adsorbée par unité de surface solide est représentée 
en fonction de la concentration en protéines en solution. Les protéines 
constituant une monocouche s’organisent en fonction de la quantité 
adsorbée.109 

• La nature de la protéine, selon la classification de Norde, est déterminante dans les 

phénomènes d’adsorption.110 Les protéines « molles » subissent une perte de leur structure 

secondaire lors de l’adsorption. Ce réarrangement est favorable thermodynamiquement, ce qui 

explique qu’elles s’adsorbent sur la quasi-totalité des surfaces. Les protéines « dures » au 

contraire, n’ont pas cette capacité à se déstructurer, elles vont donc « rebondir » au contact de 

surfaces avec lesquelles elles n’ont pas d’interactions fortes (Figure 1.13). 

 

Figure 1.13. La perte de leur structure secondaires (hélice α	ou feuillets β) 
peut conduire les protéines à s’adsorber sur des surfaces hydrophiles et 
électrostatiquement repoussantes.110 

• L’état de la protéine. Comme expliqué précédemment, lorsque les protéines sont 

dénaturées, leurs parties hydrophobes sont plus exposées au solvant.116,117 De nouvelles 

interactions deviennent alors possibles : interactions protéine/protéine mais également 

interactions protéine/surface. 
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• La nature de la surface. La plupart des protéines s’adsorbent sur des surfaces, qu’elles 

soient hydrophiles ou hydrophobes.108–110 Toutefois, encore d’après Norde, une surface 

hydrophobe serait plus favorable à l’adsorption car mène à un état plus stable 

thermodynamiquement. Tout comme lors de leur dénaturation, à proximité d’une surface 

apolaire, les protéines remplacent des molécules d’eau et se réarrangent pour favoriser les 

interactions entre leurs groupements hydrophobes et la surface (Figure 1.14). Pour ces raisons, 

l’étalement des protéines sur des surfaces hydrophobes est nettement plus efficace et rapide que 

sur des surfaces hydrophiles. Par microscopie de fluorescence par réflexion totale interne (TIRFM), 

il a été montré que le fibrogène s’étale sur une surface trois fois plus importante lorsque celle-ci 

est hydrophobe et que l’équilibre est atteint presque quatre fois plus rapidement.118  

 

Figure 1.14. Représentation schématique de l’adsorption d’une protéine sur 
une surface hydrophobe dans un milieu aqueux.109 

Une spécifié des matériaux plastiques est liée à leurs propriétés de surface car beaucoup d’entre 

eux sont fortement hydrophobes. Il est donc attendu qu’ils soient particulièrement favorables à 

l’adsorption. Expérimentalement, les tendances observées correspondent bien à celles attendues 

puisque les quantités de protéines adsorbées augmentent généralement avec l’hydrophobie du 

matériau analysé.58,119,120 Au sein d’une série de matériaux plastiques, les plus hydrophobes 

peuvent fixer jusqu’à six fois plus de protéines.120 Ainsi, sur du Téflon, l’immunoglobuline G peut 

être adsorbée à hauteur de 6 mg.m-2 alors que sur du Nylon-6,6, moins hydrophobe, il ne peut se 

fixer qu’environ 1 mg.m-2. Par ailleurs, les protéines se fixant préférentiellement sur ces matériaux 

hydrophobes sont elles-mêmes les plus hydrophobes : sur le Téflon, le fibrogène peut atteindre 

12 mg.m2. Sur des particules de silice hydrophiles les quantités de protéines adsorbées sont 

généralement inférieures. Elles sont par exemple comprises entre 0,5 et 4 mg.m2 pour le 

lysozyme121 ou un extrait protéique de levure.122 Il s’agit également d’une conclusion obtenue par 

Andrade et al., indiquant que l’adsorption la plus forte a lieu lorsque les protéines s’adsorbent sur 

des polymères hydrophobes via leur parties hydrophobes, plutôt que via des acides aminés 

hydrophiles ou chargés.123 Au-delà des quantité de protéines adsorbées, les constantes d’affinité 

évoluent également avec l’hydrophobie des matériaux polymériques : l’immunoglobuline G a une 

constante d’affinité qui est multiplié par 5 pour un matériau dont la tension de surface est divisée 

par 1,5.58  
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Cependant, tout comme pour l’agrégation, les études d’adsorption de protéines sur des 

plastiques portent généralement sur des protéines purifiées. Elles présentent l’avantage de 

permettre un suivi avec précision et la compréhension des mécanismes. En milieu biologique, les 

protéines sont rarement isolées mais plutôt dans un mélange complexe. Des phénomènes de 

compétition interviennent alors, se caractérisant par une dynamique dans l’adsorption : des 

protéines sont adsorbées, puis remplacées par d’autres (effet Vroman décrit dans le paragraphe 

précédent).99 Sur des nanoparticules, la « hard corona » est caractérisée par des temps d’échange 

longs : les protéines restent adsorbées sur les nanoparticules car les interactions sont fortes. A 

l’inverse, la « soft corona » est caractérisée par des temps d’échange courts : les protéines 

s’adsorbent et se désorbent rapidement car les interactions sont plus faibles (Figure 1.15).124,125 

Un équilibre est atteint lorsque les protéines les plus affines recouvrent la surface. La corona 

protéique a été étudiée dans le cas de protéines modèles, de mélanges de protéines issues du 

plasma sanguin et dans le cas de mélanges plus complexes.79,126–128 Les nanoparticules les plus 

étudiées sont celles de silice mais les polymères et plus particulièrement le polystyrène sont 

également fréquemment considérés.129 

Les extraits protéiques complexes permettent la mise en compétition des protéines et ainsi 

l’identification, par analyse protéomique, des déterminants structuraux et physico-chimiques à 

l’origine de l’adsorption.122 Cela n’a pas encore été effectué dans le cas microplastiques. 

 

Figure 1.15. Comparaison schématique des principales différences entre la 
« hard » et la « soft » corona.125 



Chapitre 1. Le plastique en interaction avec les biomolécules 

 35 

1.2.3. Effet des protéines sur les plastiques 
Une fois entrés dans un milieu aqueux, les microplastiques, qu’ils soient d’origine primaire ou 

secondaire, vont subir de multiples agressions pouvant modifier leur chimie et leurs propriétés 

physiques. Leur devenir dans l’environnement est conditionné par leur vieillissement mais 

également par leur comportement colloïdal, c’est-à-dire, leur tendance à crémer, sédimenter, 

s’agréger ou au contraire se disperser dans le milieu. Les biomolécules et en particulier les 

protéines jouent un rôle à la fois dans leur processus de vieillissement et dans la modification de 

leur comportement colloïdal. 

1.2.3.1. Vieillissement des plastiques 

De nombreux microorganismes ont été identifiés comme dégradant les matériaux plastiques suite 

à leur adsorption et à leur colonisation.130–133 La dégradation se fait généralement par hydrolyse, 

opérée par des enzymes produites par les microorganismes au contact des particules. Les 

principales enzymes identifiées comme efficaces sont les estérases, cutinases, lipases et 

PETases.132,134 Certaines enzymes sont particulièrement efficaces dans le processus de conversion 

des plastiques et peuvent, en quelques heures ou quelques jours, initier une dégradation 

importante.134 Pour augmenter encore l’efficacité, différentes voie sont considérées, dont 

l’augmentation de l’hydrophobie à proximité du site actif de l’enzyme pour améliorer l’ancrage 

sur les plastiques hydrophobes135 (Figure 1.16). 

 
Figure 1.16. Mécanisme de dégradation enzymatique des plastiques.134 

La recherche est de plus en plus active dans ce domaine et les industriels misent également sur 

cette technologie pour le traitement des déchets. L’entreprise Carbios a lancé en 2021 une usine 

pilote pour traiter jusqu’à 40 000 tonnes de PET par an.136 Une autre voie, également exploitée 

par l’entreprise est l’introduction d’enzymes lors du procédé de production de matériaux en PLA, 

les rendant biodégradable et compostable en compost domestique. 

En milieu naturel cependant, les conditions sont généralement moins favorables et les plastiques 

peuvent alors rester des décennies dans l’environnement malgré une colonisation par des 

microorganismes.137 Sur ces surfaces, les biomolécules sont en compétition, il est possible que les 
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enzymes efficaces pour la biodégradation ne soient pas les molécules les plus affines pour les 

plastiques ou encore que leur adsorption engendre une modification structurale les rendant 

inefficaces. Ces questions ne sont pas abordées dans la littérature. Les polyoléfines telles que le 

polyéthylène (PE) et le polypropylène (PP), ne se dégradent que très peu dans 

l’environnement.138,139 Ce sont également les plastiques les plus produits, ils constituent donc la 

principale source de pollution des océans.4,140 

1.2.3.2. Transport des microplastiques (MP) 

L’éco-corona 

D’après de récentes études, plus de 90% des MP en environnement aquatique seraient localisés 

dans les sédiments.141,142 Cela est contre intuitif au vu de la nature hydrophobe et peu dense des 

microplastiques de PE et PP, constituants majoritaires de la pollution des microplastiques. Cela 

peut s’expliquer par la formation d’une éco-corona à la surface des microplastiques. Il s’agit d’un 

biofilm formé par des microorganismes, ou par des biomolécules si les plastiques ont été ingérés 

ou en contact avec des organismes vivants. La création d’une biointerface sur une particule va lui 

apporter une identité biologique, modifiant alors son devenir dans l’environnement mais 

également au sein des organismes vivants.81,143 Ainsi, les propriétés de mouillage des particules 

sont modifiées, en général suite à une diminution des énergies interfaciales (Figure 1.17, 

paragraphe A.1.2.1). Cela permet alors aux microplastiques hydrophobes de passer en solution 

plutôt que de rester en surface, à l’interface air/liquide.144,145 

 
Figure 1.17. Représentation schématique de l’effet d’un biofilm sur le 
transport vertical des microplastiques. 144 

Cependant, il a été observé que la présence d’une éco-corona ne permet pas toujours le passage 

en solution et que sa composition joue un rôle prédominant dans le comportement colloïdal des 

MP. La production de biosurfactants est nécessaire pour diminuer les énergies de surface et 

permettre l’entrée des particules dans la solution (Figure 1.18).146 

La densité des MP est également clef dans leur transport vertical. Il est souvent observé que le 

biofilm, en apportant de la matière, augmente la densité des objets en solution.146,147 L’effet 

dépend également de la taille des particules : lorsque celles-ci sont de taille importante (de l’ordre 

du millimètre), un biofilm microscopique ne suffit pas à modifier significativement la densité des 
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MP. Pour ce type de particules, il est nécessaire que des macro-organismes s’attachent pour 

observer un passage en solution.147 

 
Figure 1.18. Représentation schématique du comportement de 
microplastiques en fonction de la nature du biofilm.146 

Les effets de biofilms sur le comportement colloïdal de différents types de particules de plastique 

ont été étudiés (polystyrène, polyoléfines, dont du PE et du PP), à la fois expérimentalement et 

par simulation. L’impact de certaines caractéristiques des particules a été mis en lumière, par 

exemple leur morphologie,145  leurs fonctions de surface,148 ou encore leur densité.147 Ces études 

apportent une base de connaissances mais elles portent généralement soit sur des 

nanoplastiques, soit sur de grands microplastiques (diamètre supérieur à 20 µm). Peu d’études 

portent sur des plastiques de taille intermédiaire (entre 1 et 20 µm). 

Un cas particulier de l’éco-corona : la corona protéique 

La corona protéique est un cas particulier de l’éco-corona. Les concepts connus portant sur la 

corona dans le domaine des nanosciences peuvent être appliqués dans le cas des microplastiques 

en milieu biologique afin de mieux comprendre les phénomènes d’adsorption, de transport et de 

toxicité de ces particules.149  

Des recherches récentes rapportent des effets de l’adsorption de protéines sur le comportement 

colloïdal de nanoplastique.150–153 Quelques protéines purifiées ont été étudiées : albumine de 

sérum (bovin et humain), lysozyme et papaïne. Deux cas distincts ont été observés : les protéines 

peuvent assurer la stabilité de particules en suspension ou au contraire, initier leur agrégation par 

l’apport de charges, écrantant celles des particules. Différentes tailles de particules ont été 

comparées, toutefois, le cas des nanoplastiques de polystyrène est exclusivement traité. Cela 

s’explique par le fait que ces particules peuvent être fonctionnalisées en surface, ce qui permet 

de les disperser et de les étudier en solution aqueuse. Malgré leur présence majoritaire dans 

l’environnement, le comportement colloïdal des MP de PE et de PP, en présence de protéines, 

n’a pas été étudié principalement parce que ces MP hydrophobes se dispersent mal dans l’eau. 

La non maîtrise du comportement colloïdal de ces MP explique également pourquoi ils sont exclus 

des études de toxicité in vivo. Ces études se concentrent sur du polystyrène fonctionnalisé154–156 

ou introduisent des tensioactifs pour permettre leur passage en solution aqueuse.157 Cependant, 

les tensioactifs modifient la chimie de surface des particules et peuvent biaiser les résultats. 
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1.3. OBJECTIFS DE LA THESE 

Devant le problème écologique majeur relevant de la pollution plastique, de plus en plus d’études 

se focalisent sur leurs effets au cours d’une utilisation « normale » et sur leur devenir en 

environnement biologique. Cependant, de nombreuses inconnues persistent. 

Nous avons souhaité, à travers ce travail de thèse, répondre aux questions suivantes :  

 

Si certains de ces éléments sont connus, ils le sont généralement pour des protéines purifiées et 

non pour des systèmes plus complexes. Cela ne permet donc pas d’identifier les paramètres 

physico-chimiques des protéines intervenant dans les interactions ni de considérer les 

phénomènes de compétition. Pour cette raison, nous avons choisi de travailler avec un extrait 

protéique de levure (Saccharomyces cerevisiae), contenant un grand nombre de protéines, 

environ 6000, et constituant un système de référence bien connu dans l’équipe. 

Pour répondre à la première série de questions, et partant du constat que peu d’éléments sont 

compris sur les MP de PE et de PP ayant des tailles inférieures à 20 µm, nous nous sommes en 

premier lieu focalisés sur leur étude. Au cours de ces expériences, les MP ont été introduits dans 

des solutions de protéines dans des tubes en plastique et ont été agités. Une référence sans 

particules a systématiquement été réalisée. Cela nous a permis d’observer que, dans nos 

conditions d’études, une partie importante des protéines étaient perdues lors de l’agitation, avant 

même l’introduction des particules. Cette observation a donné lieu à une étude systématique, 

présentée dans le chapitre 3, visant à comprendre les mécanismes de déstabilisation des 

protéines en solution, au contact de surfaces plastiques et sous agitation. Un article relatif à ce 

travail a été publié dans la revue Scientific Reports en janvier 2023 (« A proteome scale study 

reveals how plastic surfaces and agitation promote protein aggregation »).158 L’étude des MP est 

exposée dans le chapitre 4. Les analyses des interactions des protéines avec les MP ont été 

réalisées de manière systématique à partir de PE et de PP, dans leur état natif mais également 

• Quelles protéines interagissent avec les plastiques ? Quelle est leur nature ? 

Quelles sont leurs propriétés physico-chimiques ? Interagissent-elles toutes de la 

même façon ou y a-t-il différents types d’interactions ? 

A l’issue de ces interactions :  

• Quels sont les effets des plastiques sur les protéines ? Est-ce que ces surfaces sont 

particulièrement déstabilisantes ? Les protéines sont-elles dans un état agrégé ? 

Dans un état adsorbé ? Le cas échéant, sont-elles-réparties de manière homogène 

sur les surfaces ? 

• Quels sont les effets des protéines sur le comportement colloïdal de 

microplastiques ? 
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dans un état vieilli pour rendre compte des effets des modifications chimiques et structurelles des 

plastiques.  

Pour répondre à la dernière question, le chapitre 5 présente une étude du comportement colloïdal 

des MP avec une corona protéique en solution aqueuse. A partir du comportement des MP de PE 

et PP natifs et vieillis, des paramètres physico-chimiques régissant le transport des particules ont 

été identifiés. Un article relatif à ces travaux est en cours de révision pour publication dans la revue 

Langmuir (« The role of the protein corona in the colloidal behavior of microplastics »). Nous avons 

alors pu mettre à profit les propriétés interfaciales de la corona protéique pour disperser et étudier 

ces particules fortement hydrophobes en solution aqueuse. Quelques applications envisageables 

grâce au contrôle des particules en solution ou en dehors sont également présentées à la fin du 

chapitre 5.  
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Ce chapitre est dédié à la description des protocoles techniques et conditions 

d’analyses. 

Dans le cas des méthodes classiques, uniquement les détails techniques et une brève 

explication du traitement des données permettant l’obtention des informations 

souhaitées sont exposés. 

Les techniques moins classiques sont expliquées plus en détails. 

Les stratégies expérimentales ou analytiques ayant été développées dans le cadre de 

ce travail sont détaillées dans les chapitres de résultats. 
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2.1. LES PROTEINES 

2.1.1. Préparation des solutions de protéines 

2.1.1.1. Eaux et tampons 

Une eau purifiée ayant une résistivité de 18,2 MΩ.cm à 25 °C, a été utilisée (purification par 

système Milli-Q, Millipore). Le pH et la force ionique ont été contrôlés à l’aide d’un tampon 

phosphate (pH7 à 100 mM) ayant été obtenu par dissolution de NaH2PO4 (VWR Chemicals, 

référence 28015.294) et de Na2HPO4 (VWR Chemicals, référence 28029.292) dans de l’eau pure 

et ajustement du pH par ajout d’HCl. 

Une eau de mer a également été utilisée dans le cadre de ce travail. Elle a été prélevée dans la 

rade de Brest, stérilisée par autoclave et filtrée à 0,2 µm par le Laboratoire des Sciences de 

l’Environnement Marin (LEMAR). Un tampon Tris à un pH de 8 à 6°C et 50 mM a aussi été utilisé 

pour assurer un pouvoir tampon dans la gamme de concentration protéique étudiée (paragraphe 

3.1.4.2). Ce tampon a été réalisé par dissolution de Trizma Base (Sigma-Aldrich, référence T6066) 

et ajouts progressifs de HCl. 

2.1.1.2. Albumine de sérum bovin 

L’Albumine de Sérum Bovin (BSA) a été préparée à partir de la protéine lyophilisée provenant de 

Sigma-Aldrich (référence A7030). Elle a été dissoute dans l’eau sous agitation douce jusqu’à une 

concentration d’environ 30 g.L-1. Après dialyse avec un seuil de 3,5 kDa et centrifugation 

(15 000 g, 5 min), la solution est stockée à 4°C. Le coefficient d’extinction molaire de la BSA à 

278 nm est connu (ελ278	nm	= 43 824 L.cm-1.mol-1).1 La loi de Beer-Lambert permet donc de calculer 

directement la concentration à partir de l’absorbance déterminée en spectroscopie UV. La masse 

molaire est utilisée pour déterminer la concentration en g.L-1 (MBSA = 69 324 g.mol-1). Un spectre 

d’absorbance de la BSA est présenté sur la figure 2.1. 
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Figure 2.1. Spectre d’absorbance d’une solution de BSA à 0,9 g.L-1 
(concentration déterminée à partir de l’absorbance à 278 nm), diluée dans un 
tampon phosphate pH7, 100 mM. 

 

2.1.1.3. Extrait protéique de levure Saccharomyces cerevisiae 

Un Extrait Protéique de Levure (EPL) a été préparé à partir de la souche Saccharomyces cerevisiae 

BY4742 (Euroscarf). Les cellules ont été incubées sous agitation à 30°C dans un milieu synthétique 

contenant 10 g.L-1 de BactoTM Yeast Extract, 20 g.L-1 de Bacto TM Peptone (GibcoTM) et 20 g.L-1 de 

glucose. Elles ont ensuite été recueillies en phase stationnaire afin d’obtenir des quantités 

importantes. Elles sont stockées à -80°C dans différents tubes pour réaliser les cassages au fur et 

à mesure des besoins. Les cellules sont alors décongelées et suspendues dans un tampon de 

cassage contenant du PBS 1X (Phosphate Buffer Saline, Sigma-Aldrich, référence D1408), 5% de 

glycérol (VWR Chemical, référence 24388.320) et un cocktail d’inhibiteur de protéases 

(Thermofischer Scientific, référence 78429). Elles sont ensuite cassées à l’aide d’une presse de 

French. Les protéines hydrosolubles de l’extrait sont obtenues après centrifugations 

(4 000 trs.min-1, 15 min, 4°C puis 14 000 trs.min-1, 40 min, 4°C) puis aliquotées et stockées à -80°C. 

La quantification d’un extrait protéique est complexe car la nature des protéines est variée et 

l’extrait peut contenir des traces d’autres biomolécules telles que des lipides, des polysaccharides 

ou encore des acides nucléiques, impactant la signature spectrale. Plusieurs méthodes de 

quantification de protéines nécessitent la valeur de l’absorbance à 280 nm (absorbance des cycles 

aromatiques).2–4 Dans le cas de l’EPL, ces méthodes ne peuvent pas être appliquées du fait de la 

forte quantité d’acides nucléiques absorbant à 260 nm,5 masquant la contribution des protéines 

(Figure 2.2). Deux méthodes de quantification ont été appliquées : une méthode classique 

(Bradford) et une méthode par mesure d’absorbance à 205 nm.  
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Figure 2.2. Spectre d’absorbance de l’EPL à 2,5 g.L-1 (concentration 
déterminée à partir de l’absorbance à 205 nm) dilué dans un tampon 
phosphate pH7, 100 mM. Le spectre a été mesuré à l’aide d’un NanoDrop. 
Ce sont les liaisons peptidiques qui absorbent à 205 nm. 

• La méthode de Bradford.6 Le réactif (Sigma-Aldrich, référence C6916) contient du bleu de 

Coomassie qui complexe les acides aminés aromatiques et basiques. L’absorbance est relevée à 

595 nm entre 5 et 10 min après l’ajout du réactif. Une gamme d’étalonnage est réalisée au 

préalable (Figure 2.3), avec une solution de BSA de concentration connue (concentration 

déterminée en spectroscopie UV-Visible, voir paragraphe 2.1.1.2). Il s’agit d’une estimation, en 

« équivalents BSA » car toutes les protéines ne complexent pas le réactif de Bradford de la même 

manière. La gamme est réalisée pour chaque série de mesures car la solution de Bradford évolue 

dans le temps. 

 

Figure 2.3. Exemple d’une gamme d’étalonnage réalisée par la méthode de 
Bradford à partir de BSA de concentration connue. L’absorbance à 595 nm 
est représentée en fonction de la concentration de BSA en µg.mL-1 et permet 
d’estimer la concentration de solutions d’EPL. La zone grisée correspond à 
l’intervalle de confiance à 95%. 
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• La mesure de l’absorbance à 205 nm. Cette longueur d’onde correspond à l’absorbance 

de la liaison peptidique (figure 2.2). Le maximum d’absorption des protéines est situé vers 190 nm 

mais l’absorbance à 205 nm est préférentiellement utilisée car permet de s’affranchir d’une partie 

des contributions du solvant.7 A 205 nm, un coefficient d’extinction molaire est approximé dans 

la littérature à 31 mL.mg-1.cm-1.7,8 La concentration peut alors être déterminée à partir de la loi de 

Beer-Lambert. Un NanoDrop One (Thermo ScientificTM) a été utilisé car présente l’avantage d’être 

linéaire sur une gamme d’absorbance nettement plus importante qu’un spectromètre UV-visible 

classique. Cela permet d’analyser des concentrations importantes sans avoir recours à une dilution 

préalable. Par ailleurs, seulement quelques microlitres de solution sont nécessaires à la mesure. 

La méthode de quantification par l’absorbance à 205 nm à l’aide de cet appareil a été éprouvée 

par Thermo ScientificTM et a montré des valeurs cohérentes ainsi qu’une bonne reproductibilité.9  

Puisque cette méthode n’est pas couramment utilisée, nous avons tout de même contrôlé la 

reproductibilité des mesures ainsi que la linéarité dans nos gammes de concentration pour l’extrait 

protéique de levure. La figure 2.4 indique que la réponse de l’appareil est bien linéaire à la dilution 

et que la variabilité des mesures (trois mesures par concentration) est au maximum de 10%. Nous 

considérons donc que cette méthode est fiable et nous l’avons appliquée avec le protocole 

suivant : une goutte de 5 µL est déposée sur le support, trois répliquas techniques sont 

systématiquement réalisés. 

 

Figure 2.4. Concentration en extrait protéique de levure, déterminée à partir 
de l’absorbance à 205 nm, en fonction de l’inverse du facteur de dilution. La 
zone grisée correspond à l’intervalle de confiance à 95%. 
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2.1.1.4. Phosphoglucose isomérase 

La Phosphoglucose Isomérase (PGI) est une protéine présente dans l’extrait protéique de levure 

étudié. Il s’agit d’une enzyme dont le rôle est de catalyser la réaction de transformation du 

glucose-6-phosphate en fructose-6-phosphate.10 La PGI est conditionnée sous forme liquide, à 

une concentration de 10 mg.mL-1 d’après le fournisseur (Roche, référence 10128139001). Le 

spectre UV-visible de la protéine est représenté sur la figure 2.5.  

 

Figure 2.5. Spectre d’absorbance de la phosphoglucose isomérase. 

La concentration a été contrôlée à différents taux de dilution à partir des deux méthodes de 

dosage (Bradford Figure 2.6-A et absorbance à 205 nm Figure 2.6-B). Dans les deux cas, les 

valeurs de concentrations évoluent linéairement au taux de dilution et correspondent aux données 

indiquées par le fournisseur à 10% près, ce qui est tout à fait acceptable pour un dosage 

protéique. Dans un souci d’homogénéité, la méthode de Bradford a été sélectionnée pour doser 

la PGI. 

 

Figure 2.6. Concentration en PGI déterminée par la méthode de Bradford (A) 
ou à partir de l’absorbance de la liaison peptidique à 205 nm (B), représentée 
en fonction de la concentration attendue d’après les informations du 
fournisseur. Les dilutions ont été réalisées en tampon phosphate 100 mM, 
pH 7. Les points correspondent aux données expérimentales, le trait continu 
à un ajustement linéaire et la zone grisée à l’intervalle de confiance à 95%.  
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2.1.2. Propriétés des solutions de protéines 

2.1.2.1. Mesures de tension superficielles et d’angles de contact 

Les expériences ont été réalisées à l’aide d’un analyseur de forme de goutte (KRÜSS, DSA 25) 

utilisant le logiciel Advance Surface.  

Tensions superficielles 

La tension superficielle, généralement exprimée en mN.m-1, est une force à l’interface air/liquide 

causée par l’attraction des molécules à l’intérieur du liquide.11 Une faible tension superficielle est 

favorable à l’étalement de gouttes (phénomène de mouillage) ou à leur dispersion dans un liquide 

(émulsion).  

Les tensions superficielles des solutions d’extrait protéique de levure à 0,1 et à 25 g.L-1 ont été 

mesurées sur des gouttes pendantes (Figure 2.7) de 20 µL à l’aide d’une aiguille en téflon de 

2 mm et après 180 s d’équilibre dans l’air à humidité et température ambiantes. Les résultats 

correspondent à une moyenne de trois mesures, obtenues sur des gouttes différentes, suivant un 

modèle d’Young-Laplace, généralement utilisé pour des analyses de gouttes.12 

 

Figure 2.7. Image d’une goutte pendante permettant la détermination de la 
tension superficielle d’un liquide dans l’air (adapté de 13). 

Angles de contact 

La technique de la goutte sessile permet d’apporter des informations sur l’affinité d’une solution 

pour un substrat.14,15 Une goutte, posée sur une surface solide, est à l’équilibre dans un milieu 

gazeux. La loi d’Young fait le lien entre les tensions superficielles et l’angle de contact de la goutte 

sur le solide (équation 2.1).14 

𝐜𝐨𝐬(𝛉) =
𝛄𝐒𝐕 −	𝛄𝐒𝐋

𝛄𝐋𝐕
 Eq. 2.1 

Avec θ l’angle de contact et 𝛄SV 𝛄SL et 𝛄LV respectivement les tensions superficielles des interfaces 

solide/vapeur, solide/liquide et liquide/vapeur. 
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A partir de l’angle de contact entre le liquide et le solide (dans une phase vapeur, dans notre cas, 

l’air), le liquide peut être considéré comme mouillant ou non (Figure 2.8). Un faible angle de 

contact signifie que les énergies sont minimisées et donc que le liquide a une certaine affinité 

pour le solide. Ainsi, à partir des angles de contact, il est possible d’établir des classements relatifs 

à l’affinité liquide/solide.  

 

Figure 2.8. Représentations schématiques de gouttes posées sur des 
substrats solides en fonction du mouillage. Dans le cas d’un mouillage partiel 
ou total, la solution est affine pour le substrat.  

• Pour caractériser l’affinité des solutions de protéines pour les matériaux constituants les 

tubes, des gouttes de 5 µL ont été déposées sur des substrats constitués des différents matériaux 

(polypropylène, verre, Téflon et matériau LoBind). Les données ont été traitées après 60 s 

d’équilibre dans l’air à humidité et température ambiantes. Les angles de contact de solutions 

d’extrait protéique de levure à 0,1 et 25 g.L-1 ainsi que du tampon phosphate à 100 mM, pH7 ont 

été comparés. 

• La caractérisation de l’hydrophobie des microplastiques est nettement plus complexe 

puisqu’il s’agit de poudres. Pour accéder à l’information de l’hydrophobie de particules, une 

méthode originale est basée sur la mesure d’angles de contact directement sur les lits de 

poudres.16,17 Des difficultés sont à noter pour ce type d’expériences : 

-La reproductibilité du tassage des poudres, 

-Les irrégularités de la surface, 

-Une diminution du volume de la goutte dans le temps par entrée dans le lit de poudres et/ou par 

évaporation, 

-La présence de charges électrostatiques rendant le dépôt de goutte complexe, 

-La très forte hydrophobie de certaines poudres : au contact, les gouttes peuvent rouler sur la 

poudre jusqu’à trouver une surface pour laquelle elles ont davantage d’affinité. 

Au-delà de ces difficultés, il s’agit d’une méthode permettant d’accéder rapidement à des 

informations qualitatives. Cette technique est adaptée dans notre cas puisque nous souhaitons 

simplement comparer les microplastiques entre eux. 

Les poudres ont été déposées dans une rondelle en métal et légèrement pressées. Des gouttes 

d’eau purifiée de 7,5 µL ont été déposées et les angles de contact ont été mesurés après 30 min 

d’équilibre. Ce temps d’équilibre est plus long à atteindre sur des surfaces irrégulières, comme 

des poudres, que pour des surfaces planes. 

Absence de mouillage
𝜃 > 90°

Mouillage partiel
𝜃 < 90°

Mouillage total
𝜃 < 1°
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2.1.2.2. Diffusion dynamique de la lumière 

Les expériences de diffusion de la lumière (DLS) ont été réalisées à 173° avec un Zetasizer Nano 

ZS (Malvern) pour estimer la taille des objets en solution.  

Les corrélogrammes (Figure 2.9-A) peuvent être analysés à l’aide d’un algorithme REPES fourni 

par le logiciel GENDIST18 (discuté dans la thèse de Thomas Perrault19) pour obtenir les 

distributions en intensité en fonction des temps caractéristiques (Figure 2.9-B). Les rayons 

hydrodynamiques peuvent alors être calculés à partir de la loi de Stokes-Einstein (équation 2.2),20 

permettant la représentation des distributions en tailles (Figure 2.9-C).  

 

Figure 2.9. Étapes réalisées au cours du traitement des données de DLS et 
comparaison avec le traitement automatique de l’appareil. Exemple sur un 
échantillon d’extrait protéique de levure à 0,1 g.L-1 dans un tampon 
phosphate 100 mM, pH7. 
(A) Données brutes (croix) et corrélogramme (trait continu) ajusté par la 
distribution des temps caractéristiques présentée en (B). (C) distribution en 
intensité tracée en fonction du rayon hydrodynamique, calculé à partir de la 
loi de Stokes Einstein. (D) Distribution obtenue par la méthode des 
cumulants (analyse réalisée par le logiciel de l’appareil). 

𝐃 =
𝐤𝐁𝐓

𝟔𝛑𝛈𝐑𝐇
 Eq. 2.2 

Avec RH le rayon hydrodynamique (m), kB la constante de Bolzmann (1,38.10-23 J.K-1), T la 

température (298 K), 𝜂	la viscosité dynamique (eau à 298 k = 8,9.10-4 Pa.s) et D le coefficient de 

diffusion (en m2.s-1), déterminé à partir des équations 2.3 et 2.4. 

A B

C D
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𝐃 =
𝟏
𝐪²𝛕

 Eq. 2.3 

𝐪 =
𝟒𝛑𝐧
𝛌 𝐬𝐢𝐧 ;

𝛉
𝟐= 

Eq. 2.4 

Avec 𝜏 le temps de relaxation (s), q le vecteur de diffusion (m-1), n l’indice de réfraction (eau = 

1,33), λ la longueur d’onde du laser (633.10-9 m) et θ l’angle de diffusion (173 °). 

Les distributions obtenues par la méthode utilisant l’algorithme REPES sont plus larges que celles 

obtenues par la méthode des cumulants21 (Figure 2.9-D), réalisée directement par le logiciel de 

l’appareil. Ce résultat semble plus probable dans le cas de l’échantillon analysé (solution 

contenant plusieurs milliers de protéines différentes). Par ailleurs, la méthode REPES présente 

l’avantage d’être adaptée pour des échantillons polydisperses et permet de caractériser des 

distributions asymétriques.22 Pour ces raisons, nous l’avons choisie pour l’analyse des données de 

DLS des solutions de protéines. 

Le protocole expérimental est le suivant : après une filtration à 1,2 µm, 400 µL sont introduits dans 

une cellule et, suite à un équilibre de 200 s à 25°C, trois mesures sont réalisées sur trois répliquas 

biologiques. 

 

2.1.2.3. Spectroscopie de fluorescence 

Un fluorimètre (Horiba, Fluoromax-4) a été utilisé dans le but de connaître la gamme de 

fluorescence des extraits protéiques de levure. Pour cela, des spectres de fluorescence 3D ont 

été réalisés. 1 mL de solution à 25 g.L-1 a été introduit dans une cuve en quartz ayant un trajet 

optique de 1 cm. En excitation, une gamme de 225 à 325 nm a été balayée. En émission, une 

gamme de 250 à 450 nm avec un pas de 2 nm. Les spectres 3D représentent l’intensité émise en 

fonction des longueurs d’onde d’émission et d’excitation. 
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2.1.3. Composition des solutions de protéines 

2.1.3.1. Imagerie Raman 

L’imagerie Raman a été réalisée dans le but de comparer des solutions d’EPL avant et après 

agitation ainsi que d’observer les agrégats formés au cours de l’agitation. Cela permet d’identifier, 

à l’échelle globale de l’échantillon, si la représentation d’une population est modifiée dans les 

conditions expérimentales. 

Les agrégats de protéines ont été imagés en solution par microscopie confocale Raman à l’aide 

d’un appareil WITec alpha300 RA instrument (Oxford Instruments). Une solution d’EPL à 0,1 g.L-1 

a été agitée durant 24 h à 30 trs.min-1, condition ayant été identifiée comme favorable à 

l’agrégation (voir paragraphe 3.1.3). L’analyse a été effectuée sur deux répliquas biologiques et 

sur au moins deux agrégats de chaque répliqua. 10 µL de solution ont été déposés entre deux 

fenêtres de silice fondue (Esco Optics) en utilisant un espaceur en Parafilm. Le système est placé 

dans une chambre cellulaire Attofluor (ThermoFisher). Les images Raman (30 x 30 µm) centrées 

sur les agrégats ont été acquises avec une excitation à 532 nm, un objectif à immersion d’huile 

100x (NA 1,3), une grille de 600 lignes.mm-1, une puissance du laser de 10 mW, un temps 

d’exposition de 0,2 s et un pas de 0,3 µm. Les images en champ clair correspondantes ont été 

prises en mode réflexion avec le même objectif.  

Les spectres Raman des solutions d’EPL à 0,1 et 25 g.L-1 ont été mesurés avant et après agitation 

avec un laser de 10 mW, 5 s d’exposition et 10 accumulations. Au minimum, 5 spectres ont été 

mesurés et moyennées pour chaque échantillon. Il n’a pas été observé de modification spectrale 

suite à l’accumulation de mesures sur une même zone, il n’y a donc pas de dégradation de 

l’échantillon sous faisceau dans nos conditions d’analyse. 

Les données ont été traitées à l’aide du logiciel WITec Project Five et les rayons cosmiques ont 

été supprimés manuellement. Le fond a été soustrait avec la fonction Shape. Les images ont été 

obtenues en générant automatiquement les composantes spectrales à l’aide de la fonction True 

Component Analysis et la moyenne des spectres Raman de chaque composante a été extraite. 

Les images Raman et en champ clair ont été exportées sur le logiciel Fiji.  

Les images et spectres ont été acquis par Florent Saudrais en collaboration avec Stéphanie 

Devineau. 
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2.1.3.2. Protéomique 

La protéomique permet de connaître la composition protéique d’un échantillon pouvant être 

complexe. Les techniques récentes permettent d’identifier plusieurs milliers de protéines dans un 

mélange. 

Deux séries d’expériences ont été réalisées avec l’extrait protéique de levure pour identifier les 

protéines impactées (i) par l’agitation dans différents types de tubes et, (ii) par le contact avec des 

microplastiques (MP). Les expériences de protéomique ont été réalisées sur la Plateforme 

d’Analyse Protéomique de Paris Sud-Ouest (PAPPSO) à l’INRAE. Elles ont permis d’identifier les 

protéines en solution et d’estimer leur quantité. Les échantillons d’extraits protéiques de levure 

ont été déposés sur gels de polyacrylamide 1D SDS-PAGE à volume ou à masse identique selon 

l’expérience. Les protéines ont ensuite été séparées par migration courte. Un protocole classique 

de digestion a été appliqué.23 Les échantillons ont été analysés par LC-MS/MS (chromatographie 

liquide couplée à de la spectrométrie de masse) avec un spectromètre de masse Orbitrap Fusion 

Lumos Tibrid (Thermo Scientific). L’identification des protéines a été effectuée à partir de la base 

de données correspondant à la souche S288c de la levure Saccharomyces cerevisiae (6750 

entrées, version 2020).24 

Protéines perdues sous agitation dans des tubes 

Dans les différents types de tubes (présentés dans le paragraphe 2.1.4 : polypropylène, verre, 

Téflon et LoBind) une solution d’EPL a été introduite à 0,25 g.L-1 en tampon phosphate 100 mM, 

pH7 avec un taux de remplissage du tube de 60%. La concentration a été choisie pour être dans 

des conditions optimales de détection et de quantification des protéines.25 Les échantillons ont 

été agités durant 24 h à 3 trs.min-1 et 6°C. 

Pour cette série d’expériences, une quantification semi-absolue a pu être obtenue à partir d’une 

méthode adaptée de Millán-Oropeza et al.25 Les quantifications en dessous de 5 fmol ne sont pas 

considérées comme fiables. Les variations d’abondance de protéines ont été obtenues en 

comparaison avec un échantillon de référence exposé à un tube en polypropylène mais non agité 

(perte négligeable de protéines après 24 h au repos). Les données ont été déposées sur la 

plateforme ProteomeXchange via le partenaire de dépôt PRIDE, sous l’identifiant PXD038266.26 

Protéines perdues suite au contact avec des microplastiques 

Dans les tubes en polypropylène, des solutions d’EPL à 0,5 g.L-1 ont été introduites en tampon 

phosphate 100 mM, pH7 avec quatre types différents de microplastiques à 10 g.L-1 : 

polypropylène, polyéthylène, polypropylène vieilli et polyéthylène vieilli (protocole de 

vieillissement artificiel expliqué dans le paragraphe 2.2). Ces échantillons ont été agités durant 

4 h sur roue à 3 trs.min-1 et à 6°C (stratégie expérimentale détaillée dans le paragraphe 4.2.1). 

Après centrifugation, les microplastiques, moins denses que l’eau, remontent en surface et la 
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partie sous-nageante de l’échantillon est récoltée pour être analysée, directement via le fond du 

tube. 

Pour cette série d’expériences, nous avons raisonné à partir de comptages de spectres : le nombre 

total de spectres de peptides associés à une protéine donnée est calculé.27 Cette méthode ne 

permet pas de générer des données quantitatives mais elle est suffisante pour comparer des 

abondances au sein d’un échantillon. 

Analyse bio-informatique 

L’analyse bio-informatique a été réalisée en collaboration avec Jean-Christophe Aude. Les 

conditions d’analyse spécifiques sont détaillées respectivement dans les paragraphes 3.4 et 4.4. 

Tests statistiques 

De nombreuses protéines ont été détectées et, pour ne sélectionner que celles dont l’abondance 

varie de manière significative entre les échantillons et le contrôle, des filtres ont été appliqués. 

Parmi ces filtres, le facteur bayésien (BF) a été utilisé. Ce facteur permet d’établir une préférence, 

à priori, entre l’hypothèse nulle ou une alternative définie.28 En fonction de la valeur du BF, la 

preuve est anecdotique (BF > 1) modérée (BF > 3) ou forte (BF > 10). Contrairement aux tests 

statistiques généralement appliqués, le facteur bayésien présente l’avantage de pouvoir apporter 

une preuve que l’hypothèse nulle est vérifiée.28 

Puisque les données semi-quantitatives sont plus fiables que les données utilisant les comptages 

de spectres, nous avons choisi d’utiliser des facteurs bayésiens différents. Pour l’étude des 

protéines perdues sous agitation dans des tubes, nous avons sélectionné les protéines ayant un 

BF > 1 et pour l’étude portant sur les microplastiques, celles dont le BF est supérieur à 10. 

Analyse des paramètres physico-chimiques 

Des analyses bio-informatiques ont également été réalisées dans le but de comprendre comment 

les protéines s’adsorbent sur des matériaux plastiques. Les structures secondaires et paramètres 

physico-chimiques associés aux protéines déplétées suite au contact avec des MP ont été 

déterminés à partir de la séquence primaire des protéines. La liste des paramètres est présentée 

en annexe A.3.3. 

2.1.3.3. Gels de polyacrylamide dénaturants 

Nous avons également réalisé des gels dénaturants d’acrylamide (SDS page) plus simples à mettre 

en œuvre et à analyser. Cette méthode a été développée par Laemmli.29 Deux gels sont coulés 

l’un au-dessus de l’autre. Les protéines traversent d’abord un gel de concentration (« stacking 

gel ») ayant un maillage large permettant de les concentrer sur un front de migration, puis un gel 

de séparation (« running gel »), où elles sont séparées en fonction de leur taille.  

La composition du gel est déterminée en fonction de l’échantillon à analyser. Les protéines de 

levure sont pour la majorité comprises entre 40 et 70 kDa, nous avons donc choisi de faire le gel 
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à 10% d’acrylamide et 0,265% de bis acrylamide (10 à 170 kDa avec une bonne résolution de 10 

à 70 kDa).30  

Deux cultures cellulaires ont été nécessaires à la réalisation de l’ensemble des expériences. Des 

gels ont été effectués afin d’identifier si, globalement, la composition protéique varie de manière 

significative entre les deux cultures. La figure 2.10 présente ces gels à deux volumes de dépôt (10 

et 20 µg). L’absence de variation en termes d’intensité ou de position des bandes indique que les 

protéines les plus abondantes sont représentées de manière similaire dans les deux cultures.  

Les protéines issues de la seconde culture ont été utilisées pour les expériences avec les 

nanoparticules de polyéthylène (voir paragraphe 2.3.2). L’ensemble des autres expériences ont 

été menées avec les protéines de la première culture. 

 

Figure 2.10. Gel de polyacrylamide dénaturant réalisé à partir de deux 
extraits protéiques issus de cultures différentes (C1 et C2) à deux quantités 
de dépôt différentes (10 et 20 µg par puits). L’échantillon pré-coloré (à 
gauche) est utilisé comme référence pour connaître la masse des protéines 
(les valeurs à gauche sont en kDa). 

Une autre série de gels a été réalisée afin pour un suivi dynamique de la composition protéique 

d’un échantillon au cours de son agitation dans des tubes en polypropylène. Les différents 

échantillons et les résultats sont présentés dans le paragraphe 3.5. 
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2.1.4. Évaluation des pertes de protéines 

Nous avons mis au point une méthode visant à évaluer les quantités de protéines impactées 

(adsorption/agrégation) par les matériaux étudiés. Toutes les expériences ont été réalisées en 

tampon phosphate (100 mM, pH7) et en chambre froide (6°C). Trois répliquas biologiques et trois 

répliquas techniques ont été préparés, soit un total de 9 échantillons. La concentration de chaque 

échantillon a été mesurée 3 fois. Au total, 27 mesures ont été effectuées par condition. Les 

solutions de protéines ont été agitées sur une roue ayant un diamètre de 25 cm à une vitesse 

contrôlée. Des échantillons de référence ont été préparés dans les même conditions mais n’ont 

pas été soumis à l’agitation. Le pourcentage de perte de protéines est calculé à partir de la 

concentration avant et après agitation. 

• L’effet de la nature du tube a été étudié à 0,1 g.L-1 de protéines. Le volume de liquide 

correspond à 60% du volume total des tubes. Quatre matériaux ont été comparés : polypropylène 

(PP), verre, Téflon et LoBind (Tableau 2.1). Ils possèdent un bouchon dans le même matériau, sauf 

pour le verre dont le bouchon a un revêtement en Téflon. Les solutions de protéines ont été 

agitées à 3 trs.min-1 durant 24 h. 

 

Matériau Polypropylène Verre TéflonTM LoBindTM 

Photographie 

    

Marque Fisherbrand Pyrex Thermo Scientific Eppendorf 

Référence 11849650 10044604 3114-0050 0030108302 

Volume total (mL) 16,4 9 43 6,2 

Surface interne (cm2) 50 23 85 34 

Tableau 2.1. Caractéristiques des différents types de tubes utilisés pour les 
expériences. 
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• L’effet de la vitesse a été étudié avec une solution d’EPL de 10 mL à 0,1 g.L-1 dans des 

tubes en PP agités à une vitesse constante de 0, 3 et 30 trs.min-1 durant 24 h. 

• L’effet de la concentration protéique a été étudié avec une solution d’EPL de 10 mL dans 

des tubes en PP agités 4 h. Ces échantillons correspondent aux références sans microplastiques 

pour l’étude de l’adsorption des protéines sur les microplastiques avec mise en contact de 4 h 

(voir paragraphe 4.2.1.2). La concentration initiale varie entre 0,01 et 0,5 g.L-1. 

• L’effet du volume de solution/d’air a été étudié avec une solution d’EPL à 0,1 g.L-1 dans 

des tubes en PP agités 24 h. Cinq volumes de solution ont été comparés : 1, 3, 10, 12,5 et 15 mL, 

correspondant respectivement à 6, 18, 61, 76 et 91% du volume total des tubes. Les interfaces 

nécessaires à l’interprétation ont été mesurées de différentes manières. Des calculs de segments 

circulaires ont été réalisés pour les interfaces air/liquide et solide/liquide des échantillons 

contenant 1 et 15 mL de solution. Des mesures, directement sur les tubes, par analyses d’images, 

ont été effectuées dans le cas de la triple interface air/liquide/solide et des interfaces air/liquide 

et solide/liquide pour les autres volumes (le ménisque peut être négligé). Les valeurs minimales 

et maximales ont été calculées et correspondent aux différentes positions du tube au cours du 

mélange (vertical ou horizontal). 

• L’effet du séchage a été étudié par des expériences de dip-coating. Une membrane 

poreuse en polypropylène tissé de 1 cm x 1 cm, préparée à partir d’un filtre pour seringue 

(0,45 µm, Puradisc 25 PP, référence 6788-2504, Whatman), a été immergée puis retirée 

périodiquement d’une solution de 5 mL d’EPL à 0,1 g.L-1 à l’aide d’un dip-coater (DC, KSV). Les 

solutions sont contenues dans des creusets en céramique. La vitesse est de 170 cm.mm-1 (régime 

de drainage)31 avec une pause de 20 s entre chaque immersion et retrait pour avoir la même 

périodicité que pour les expériences sur roue (trois cycles par minute). La concentration de 

protéines en solution a été déterminée à partir de l’absorbance à 205 nm avant et après 24 h 

d’expérience. Ces études ont nécessité de travailler à température ambiante puisqu’il est 

impossible de placer le dip-coater en chambre froide. 

 

Figure 2.11. Système de dip-coating permettant de réaliser trois expériences 
simultanées à fort taux d’humidité (les flacons contiennent 10 mL d’eau). 
Dispositif mis au point par Florent Saudrais.  
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De nombreux essais ont été réalisés et ont mené à une optimisation des conditions. Sur la durée 

de l’expérience et à température ambiante, une évaporation de la solution de protéines a été 

observée. Pour pallier à cela, les creusets ont été placés en atmosphère humide : dans des flacons 

contenant 10 mL d’eau (Figure 2.11). Malgré ces conditions, il persiste une légère évaporation. 

Des pesées avant et après expérience ont donc été réalisées afin de corriger la concentration. 

Aucune différence n’a été observée entre ces conditions et les références sans dip-coating. Notre 

hypothèse a alors été la suivante : l’absence d’agitation de la solution, contrairement aux 

échantillons sur roue, induit une faible probabilité de rencontre avec la membrane. Nous avons 

alors placé les échantillons sous agitation douce à l’aide d’un barreau aimanté afin de créer un 

flux dans les solutions. 

• L’effet de la mobilité de la surface plastique. Nous nous sommes demandés s’il y avait une 

différence entre une surface de plastique libre (mobile) dans la solution et une surface fixe. Pour 

répondre à cette question, nous avons utilisé une membrane en polypropylène (présentée dans 

l’effet du séchage ci-dessus). Dans une solution d’EPL de 10 mL à 0,1 g.L-1 contenue dans un tube 

en polypropylène, deux conditions ont été comparées : dans un cas la membrane est laissée libre 

dans la solution et dans l’autre cas, elle a été fixée au niveau du bouchon. La surface en contact 

avec la solution protéique est de 1 cm x 1 cm. 

D’autres essais ont été réalisés avec une surface plastique mobile en découpant la membrane en 

deux et trois morceaux (même quantité de surface au total). Ces résultats ne sont pas présentés 

car il n’y a pas eu de différences en termes de pertes de protéines par rapport à une surface non 

découpée. 

2.1.5. Désorption des protéines 

Un protocole de désorption a été développé pour quantifier les protéines ayant été adsorbées 

aux parois des tubes. Ce protocole, résumé sur la figure 2.12., consiste à immerger 

successivement les tubes contenant les solutions de protéines dans deux béchers contenant de 

grands volumes d’eau (2,5 et 1 L) durant 120 s. La dilution totale de la solution est de 4.10-6. Les 

protéines sont alors désorbées dans un volume total de 1 mL à 0,1% de dodécylsulfate de sodium 

(SDS), sous agitation à 3 trs.min-1 durant 1 h à température ambiante. La détermination de la 

concentration est réalisée à partir de l’absorbance à 205 nm. Une correction est appliquée à partir 

d’une gamme de calibration car le SDS a pour effet de diminuer légèrement l’absorbance à 

205 nm (Figure 2.13). 
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Figure 2.12. Représentation schématique des étapes du protocole de 
désorption des protéines aux parois des tubes à l’aide de dodécylsulfate de 
sodium (SDS) à 0,1%. 

 

 

Figure 2.13. Gamme étalon de solutions d’EPL contenant 0,1% de SDS pour 
la détermination de l’absorbance équivalente sans SDS. Les solutions sont 
réalisées en tampon phosphate 100 mM, pH7. 

La concentration en SDS a été choisie pour être inférieure à la concentration micellaire critique 

(CMCSDS de l’ordre de 8.10-3 mol.L-1 à température ambiante soit 0,2% en masse)32. De plus, 

l’efficacité de désorption a été contrôlée lors d’une étude dynamique de l’adsorption et de la 

désorption (voir Chapitre 6, figure 6.6). 

Ces expériences de désorption ont été réalisées dans le cas des tubes en polypropylène 

contenant 10 mL d’extrait protéique à 0,1 g.L-1. Trois conditions ont été comparées : i) la solution 

est introduite et le protocole de désorption est directement appliqué ; ii) la solution est conservée 

à 6°C durant 24 h au repos ; iii) la solution est agitée doucement à 3 trs.min-1 durant 24 h à 6°C.  
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2.2. LES MICROPLASTIQUES 

Les microplastiques (MP) natifs sont du polyéthylène (PE) et du polypropylène (PP) ayant été 

donnés par Clariant (références 3610 et 6050M). Pour tenir compte des effets du vieillissement, 

une étude d’oxydation accélérée a été réalisée par F. Saudrais.33 Il a été observé que les deux 

types de MP ne se comportent pas de la même façon, le PE étant nettement plus robuste que le 

PP. La méthode de vieillissement a donc été adaptée en fonction de la nature des particules. Il 

s’agit, pour le PP d’un traitement thermique à 80°C durant 60 jours et pour le PE, d’une irradiation 

de 2 MGy avec un faisceau d’électrons. Ces procédés de vieillissement ont permis d’augmenter 

la quantité de fonctions carbonyle (rapport des intensités du signal des fonctions carbonyle et du 

signal des ponts méthylène) présentes dans les particules : PE passage de 0,00 à 0,08 ; PP passage 

de 0,02 à 0,12. Le suivi a été réalisé par spectroscopie infrarouge (caractérisation des MP 

paragraphe 4.1). 

Un ensemble de caractéristiques ont un impact sur le comportement des particules. Nous avons 

donc caractérisé les MP natifs et vieillis par différentes techniques dans le but d’obtenir des 

informations sur leurs propriétés macroscopiques et microscopiques. Les méthodologies 

appliquées pour chaque technique sont exposées ci-dessous. 

2.2.1. Distribution en tailles par microscopie 

Les images de microscopie ont été obtenues sur un microscope inversé (Zeiss Observer Z1, ligne 

DISCO, synchrotron SOLEIL). Les poudres de microplastiques ont été déposées entre deux 

lamelles de quartz. Une méthode de binarisation des images a été appliquée à l’aide du logiciel 

Fiji34 pour dissocier les particules du fond. Elle est décrite en détails dans le paragraphe 4.3.2. Les 

résultats représentent les distributions des diamètres de Féret de 250 particules. 

2.2.2. Surface spécifique par diffusion des rayons X aux petits 

angles 

La surface spécifique d’un matériau correspond à sa surface par rapport à une quantité de matière. 

Elle est généralement exprimée en m2.g-1 et indique la quantité de surface susceptible d’interagir 

avec le milieu. Les surfaces spécifiques de matériaux pulvérulents peuvent être déterminées à 

partir de la diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS). 

L’appareil utilisé est un Xeuss 2.0 (Xenocs) dans la configuration suivante : source des rayons X en 

cuivre, sous vide, distance échantillon/détecteur de 2,5 m, durée d’acquisition de 3 600 s. Les 

données présentées correspondent à une moyenne de trois mesures sur des poudres sèches. Les 

poudres sont placées dans une rondelle, entre deux morceaux de scotch Kapton, sans 
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compression particulière. Les courbes ont été corrigées par l’épaisseur équivalente e des 

échantillons, calculée à partir de la transmission des rayons X vers l’avant et l’équation 2.5. 

𝐞 =
−𝐥𝐧(𝐓)
𝛍  Eq. 2.5 

Avec T la transmission (flux transmis par l’échantillon/flux transmis de la référence sans poudre, 

dans une cellule ayant des fenêtres en Kapton) et µ le coefficient d’absorption linéique du 

matériau, calculé par le logiciel PySAXS à partir de la composition chimique du monomère et de 

la masse volumique de la poudre (information donnée par le fournisseur). Les surfaces poreuses 

en polypropylène, présentées dans le paragraphe 2.1.4, ont également été étudiées. Les données 

des poudres de polypropylène ont été utilisées pour la détermination de la surface spécifique. 

En représentant les données avec Iq4 en fonction de q, un plateau est obtenu pour les faibles 

valeurs de q. Ce plateau est représentatif de l’enveloppe des grains. A partir de l’intensité au 

niveau du plateau (notée lim
&→(

(Iq))), la valeur de la surface spécifique (σ*) peut être déterminée à 

partir de l’équation 2.6. 

σ𝐦 =
𝐥𝐢𝐦
𝒒→𝟎

(𝐈𝐪𝟒)

𝟐𝛑	𝛒𝐦(𝚫𝛒𝐛)²
 

Eq. 2.6 

Avec Δρb la densité de longueur de diffusion respectivement 9,4.1010 et 8,7.1010 cm-2 pour le PE 

et le PP, déterminés à partir de la densité et de la formule chimique du monomère par le logiciel 

PySAXS, calculant la densité volumique d’électrons interagissant avec les rayons X) et 𝜌/ la masse 

volumique (respectivement 0,97 et 0,90 g.cm-3 pour le PE et le PP) 

 

2.2.3. Chimie de surface par spectroscopie de photoélectrons 

induits par rayons X 

La spectroscopie de photoélectrons induits par rayons X (XPS) donne des informations sur la 

composition chimique en surface des matériaux (jusqu’à 10 nm de profondeur35). Les mesures 

d’XPS ont été réalisées à l’aide d’un spectromètre Kratos Axis Ultra DLD avec une excitation 

monochromatique Al Kα (1486,7 eV) et un système de compensation de charge. Les spectres 

rapides ont été acquis à une énergie de passage de 160 eV et les spectres de haute résolution à 

une énergie de passage de 40 eV. L’échelle des énergies de liaison a été calibrée sur le carbone 

1s à 284,8 eV. Les données ont été traitées avec le logiciel CasaXPS pour calculer les densités 

surfaciques en pourcentages atomiques. Les spectres ont été traités comme dans 36. Les 

expériences ont été réalisées par Jocelyne Leroy. 
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2.2.4. Composition 

2.2.4.1. Spectroscopie infrarouge 

La spectroscopie infrarouge a permis d’obtenir des informations sur la composition des 

microplastiques natifs et vieillis. Ces mesures ont été réalisées à l’aide d’un spectromètre Bruker 

Tensor 27 IR et un accessoire ATR (Réflectance Totale Atténuée) Specac Golden Gate permettant 

de presser les poudres avec un cône diamant. 128 scans ont été mesurés de 500 à 5000 cm-1 avec 

une résolution de 1 cm-1 et une vitesse de balayage de 10 kHz. Une correction de la ligne de base 

a été effectuée (correction élastique concave du logiciel OPUS, 20 itérations, 20 points). Ces 

expériences ont été réalisées par Florent Saudrais.  

2.2.4.2. Calorimétrie différentielle à balayage 

La calorimétrie différentielle à balayage (DSC) apporte des informations sur la composition et la 

structure des polymères. L’appareil utilisé est une DSC25 (série Discovery, TA Instruments). Ces 

mesures ont été réalisées par Guillaume Brotons. 

Les poudres de microplastiques ont été placées dans des creusets en aluminium inerte fin (fermés 

par une capsule), contenant une masse d'environ 8 mg (valeur précise au dixième de milligramme 

utilisées pour le traitement des données de chaque mesure). Deux cycles comprenant une montée 

et une descente en température ont été réalisés, de -50 à 180°C. Lors de la première montée, la 

réponse du système correspond à celle d’un état microparticulaire. A 180°C, les particules ont 

dépassé leur point de fusion, le second cycle correspond donc à l’étude du plastique à l’état de 

bulk. 

Différentes vitesses de chauffe ont été comparées : 1, 5 et 20 °C.min-1. Les données présentées 

correspondent à la vitesse intermédiaire de 5 °C.min-1. La vitesse de refroidissement est de 

20 °C.min-1  

2.2.4.3. Imagerie Raman multispectrale 

L’imagerie par spectroscopie Raman permet d’obtenir des informations sur la composition et la 

structure de composés. A l’échelle d’une particule, il est possible de savoir s’il y a des domaines 

ayant des structures cristallines légèrement différentes ou ayant des orientations significativement 

différentes. 

Les microplastiques ont été imagés par microscopie confocale Raman à l’aide d’un appareil WITec 

alpha300 RA instrument (Oxford Instruments). Ils ont été déposés sur des substrats en CaF2 (ESCO 

Optics). Les images de 30 x 30 µm ont été acquises avec une excitation à 532 nm, un objectif à 

immersion d’huile 100x (NA 0,9), une grille de 600 g.mm-2, une puissance du laser de 10 mW, un 

temps d’exposition de 0,2 s et un pas de 0,3 µm. Les images en champ clair correspondantes ont 

été prises en mode réflexion avec le même objectif. L’absence de dégradation de l’échantillon 
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sous faisceau a été contrôlée en accumulant des spectres sur la même zone durant 50 s à la même 

puissance. Les rayons cosmiques ont été retirés automatiquement et manuellement. Le fond a été 

soustrait avec la fonction Shape. Les images ont été obtenues en générant automatiquement les 

composantes spectrales à l’aide de la fonction True Component Analysis et la moyenne des 

spectres Raman de chaque composante a été extraite. Les images Raman et en champ clair ont 

été exportées sur le logiciel Fiji. Les images ont été acquises par Florent Saudrais en collaboration 

avec Stéphanie Devineau.  

2.2.4.4. Diffraction des rayons X 

Les spectres de diffraction des rayons X des poudres de microplastiques ont été réalisés à l’aide 

d’un diffractomètre Empyrean DY1534 (Panalytical). Cette technique permet d’obtenir des 

informations sur la structure cristalline et/ou amorphe des polymères. 

Les mesures ont été réalisées à 40 kV et 30 mV (mode détecteur linéaire PIXcel intégrant en 

mouvement continu) par Guillaume Brotons sur la plateforme « Diffraction et Diffusion des Rayons 

X » de l’IMMM (Le Mans) suivant les protocoles de mesures classiques à la géométrie sur poudre 

« Bragg-Brentano » (faisceau émergent en collimation divergente et convergences au détecteur 

par diffraction des cristallites, double jeu de fentes de Soller et filtre Kβ sur la source). 

2.2.4.5. Spectroscopie de fluorescence 

Le PE et le PP, constitués uniquement de liaisons C-C et C-H, n’ont théoriquement pas de 

propriétés de fluorescence. Lors du vieillissement et de l’oxydation, la structure chimique des 

polymères peut être modifiée et éventuellement induire un signal en fluorescence. Des 

modifications de fluorescence apportent donc des informations sur la chimie des particules.  

Un fluorimètre (Horiba, Fluoromax-4) a été utilisé pour la réalisation des spectres de fluorescence 

3D des microplastiques. Les poudres ont été placées dans une cuve en quartz. En excitation, une 

gamme de 200 à 400 nm a été balayée et en émission, une gamme de 200 à 800 nm, avec un pas 

de 2 nm.  
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2.3. LES PARTICULES DE PLASTIQUES RECOUVERTES 

DE PROTEINES 

2.3.1. Microplastiques 

2.3.1.1. Isothermes d’adsorption 

L’adsorption est définie comme l’augmentation en concentration d’une substance à l’interface 

entre une phase condensée et une phase liquide par des forces de surface.37 A l’origine, les 

isothermes d’adsorption ont été mis au point dans le cas de l’adsorption de gaz.38 Ils permettent 

de représenter la quantité de molécules adsorbées par unité de surface solide disponible en 

fonction de la concentration en molécules libres. Ils sont maintenant couramment utilisés pour 

tous les types de molécules, y compris les protéines.39 

De nombreux modèles existent pour tenir compte de l’adsorption de composés sur des surfaces 

(Figure 2.14). Ajusté aux données, le modèle peut apporter des informations précises sur 

l’organisation des protéines (monocouche, multicouche), sur la surface (homogénéité, rugosité) et 

sur les paramètres de l’adsorption (pour les plus simples il s’agit de la constante d’adsorption et 

de la masse maximale adsorbée).40 

 

Figure 2.14. Différents modèles d’isothermes d’adsorption (Adapté de 40). 

Dans le modèle de Langmuir (équation 2.7), les hypothèses sont les suivantes : la surface est 

uniforme, il y a un équilibre entre les molécules adsorbées et les molécules libres (l’adsorption est 

réversible), il n’y a pas d’interactions latérales entre les molécules adsorbées et les protéines 

s’organisent en monocouche.41 Un plateau est attendu aux fortes concentrations protéiques, 

caractérisant la saturation de la surface. (Figure 2.15). Ce modèle est fréquemment utilisé dans le 

cas des protéines car il donne une bonne qualité d’ajustement et les valeurs des constantes sont 

réalistes.39  
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𝐦𝐚𝐝𝐬 =
𝐦3𝐊𝐚𝐝𝐬	𝐂	
𝟏 + 𝐊𝐚𝐝𝐬	𝐂

 Eq. 2.7 

Avec mads la masse de protéines adsorbée (g.m-2) à la concentration C de protéines libres (g.L-1), 

m∞ la quantité maximale de protéines adsorbées (g.m-2) et Kads la constante d’adsorption, 

proportionnelle à l’affinité des protéines pour le substrat (L.g-1). m∞ et Kads sont les grandeurs 

obtenues suite à l’ajustement par le modèle. 

 

Figure 2.15. Schéma représentant l’allure d’un isotherme d’adsorption de 
type Langmuir. 

Nous avons choisi d’utiliser le modèle de Langmuir pour comparer nos données avec la littérature 

et parce qu’il est relativement simple (deux paramètres). En effet, compte tenu de la variabilité 

biologique de l’extrait protéique étudié, nos données sont trop bruitées pour une analyse plus 

fine qu’apporterait un modèle d’adsorption plus complexe. 

Une méthode par déplétion a été appliquée et consiste à calculer la quantité de protéines 

adsorbées sur les particules. Il s’agit de la différence entre la concentration de protéines en 

solution d’une référence sans microplastiques et d’un échantillon contenant des microplastiques. 

Un minimum de six points par isotherme a été réalisé avec une concentration de particules fixée 

à 10 g.L-1. 

Les valeurs de mads et Kads ont été estimées à partir du modèle, ainsi que l’écart-type et la t-value. 

Ce dernier paramètre correspond au rapport de la valeur estimée sur l’écart-type associé. Pour 

évaluer la qualité de l’ajustement, nous utiliserons la p-value qui lui est associée : au-delà de 0,05 

le modèle n’est pas adapté, en dessous, le modèle est adapté, avec une qualité d’ajustement qui 

augmente lorsque la p-value diminue. Sur les figures, les symboles utilisés sont les suivants :  

• p-value > 0,05 : X 

• 0,01 < p-value < 0,05 : * 

• 0,001 < p-value < 0,01 : ** 

• p-value < 0,001 : *** 



Chapitre 2. Matériels et méthodes 

 76 

2.3.1.2. Charges de surface 

En solution, la charge des particules est un paramètre important pour la stabilité colloïdale (voir 

Annexe A.1). Le potentiel zêta correspond à la charge d’une particule au niveau de la double 

couche ionique (couche de Stern). La mobilité électrophorétique μe peut être calculée avec 

l’équation 2.8 en mesurant la vitesse de déplacement des particules vU⃗  suite à l’application d’un 

champ électrique EUU⃗ .42,43 Dans le cas de particules sphériques, le potentiel zêta (ζ) peut alors être 

déterminé à partir de l’équation de Henry (équation 2.9).44 

𝐯U⃗ = µ𝐞	𝐄U⃗ 	 Eq. 2.8 

𝛇 = 	
𝟑
𝟐

𝛈
𝛆𝐟(𝛋𝛂) 𝛍𝐞 

Eq. 2.9 

Avec 𝜂 la viscosité de la solution, 𝜀 la constante diélectrique du milieu et f(𝜅𝛼) une fonction 

dépendant du diamètre et de la forme de la particule ainsi que de l’épaisseur de la couche de 

Stern. 

Les mesures de potentiel zêta n’ont pas été réalisées sur les microplastiques nus car nous n’avons 

pas pu les disperser et les maintenir en solution le temps de la mesure. En revanche, des essais 

ont été effectués sur les microplastiques ayant une corona protéique puisque les particules 

peuvent être dispersées en solution. 

Le protocole appliqué est le suivant : Les MP natifs et vieillis (à 10 g.L-1) ont été mis en contact 

durant 4 h avec l’extrait protéique de levure en conditions saturante et non saturante (3 trs.min-1 

à 6°C). Les suspensions de particules ont été diluées par 10 en tampon phosphate puis analysées 

à l’aide d’un Zetasizer Nano ZS (Malvern) : 30 accumulations par mesure et 3 mesures par 

échantillon. 

Les données obtenues ne respectent pas toujours les critères de qualité de l’appareil (variabilité 

au cours de la mesure, rapport signal sur bruit). Dans le cas du polypropylène natif et du 

polypropylène vieilli, aucune donnée n’est exploitable. Cela est probablement dû au manque de 

stabilité de ces particules en solution. Dans le cas du polyéthylène (natif et vieilli), les données 

semblent de meilleure qualité (deux mesures sur trois sont exploitables). Nous ne discuterons 

donc que des données relatives au PE et PEV. 
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2.3.1.3. Cinétique de crémage 

Les dispersions de particules solides en solution sont métastables, donc évoluent jusqu’à atteindre 

un état avec énergie libre minimale.45 Cela résulte en une séparation de phases avec, dans le cas 

de particules moins denses que la solution, un phénomène de crémage. Un Turbiscan LAB 

(Formulaction) a été utilisé pour réaliser des cinétiques de crémage. Un faisceau laser scan 

verticalement l’échantillon et deux détecteurs positionnés à 180° et 45° mesurent respectivement 

la transmission et la rétrodiffusion à des intervalles de temps réguliers.46  

L’augmentation de la transmission est liée à un moins grand nombre de particules en solution 

(Figure 2.16). Cela permet une observation qualitative des phénomènes de déstabilisation. 

 

 

Figure 2.16. A gauche : représentation de l’évolution de la transmission d’un 
échantillon. Le pourcentage de lumière transmise à travers l’échantillon est 
représenté en fonction de la hauteur du tube à intervalle de temps réguliers 
(une courbe toutes les 30 min). L’augmentation de la transmission au milieu 
du tube est caractéristique d’une séparation de phase, correspondant ici au 
crémage des particules. Données obtenues à l’aide d’un analyseur de 
turbidité (Turbiscan, Formulaction). A droite : schémas représentent l’état de 
dispersion du système à l’état initial et après 24 h au repos. 
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Les MP (à 10 g.L-1) ont été introduits dans des tubes en polypropylène contenant 10 mL de 

solution de protéines. Après homogénéisation durant 4 h à 3 trs.min-1 et à 6°C, les solutions sont 

transvasées dans les tubes d’analyse. L’analyse est réalisée durant 24 h à raison d’une mesure 

toutes les 30 min. Les valeurs de transmission de la lumière ont été moyennées sur la hauteur de 

l’échantillon (5 à 18 mm). Les cinétiques de crémage représentent l’évolution de ces valeurs en 

fonction du temps. 

L’analyse des données de rétrodiffusion est plus complexe. Différents comportements ont été 

observés dans le cadre de ces expériences. Une diminution de la rétrodiffusion au cours du temps 

a par exemple été observée. Il a déjà été reporté que ce phénomène peut être associé à 

l’agrégation de particules et/ou à la clarification de la solution (possiblement à cause du crémage 

des particules), comme illustré sur la Figure 2.17.47,48 

 

 

Figure 2.17. A gauche : représentation de l’évolution de la rétrodiffusion d’un 
échantillon. Le pourcentage de lumière rétrodiffusée par l’échantillon est 
représenté en fonction de la hauteur du tube à intervalle de temps réguliers 
(une courbe toutes les 30 min). La diminution de la rétrodiffusion est 
caractéristique d’un éclaircissement de la solution pouvant être due à un 
déphasage ou a de l’agrégation. Données obtenues à l’aide d’un analyseur 
de turbidité (Turbiscan, Formulaction). A droite : schémas représentent l’état 
de dispersion du système à l’état initial et après 24 h au repos. 
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2.3.1.4. Comptage de particules 

Les données de turbidité sont utiles pour un suivi cinétique global des échantillons mais ne 

permettent pas de connaître la quantité de particules en solution à un instant donné. Pour obtenir 

des informations quantitatives, un protocole original a été mis au point dans le cadre de ce travail.  

Pour déterminer la concentration de microplastiques en solution (nombre de particules par unité 

de volume), des cellules de Kova de 10 µL ont été utilisées. A l’intérieur de ces cellules, il y a 81 

cases contenant chacune 0,1 µL (Figure 2.18). Les solutions de microplastiques ont été introduites 

puis, après stabilisation du système (au minimum 5 min), des images de 5 cases ont été acquises 

sur deux plans (en solution et en surface). Un microscope digital Dino-Lite à un grossissement 

x800 a été utilisé pour ces mesures. Le traitement d’images a été réalisé à l’aide du logiciel Fiji.34 

Pour être reproductible dans le prélèvement des particules dans la colonne d’eau, les tubes en PP 

de 15 mL ont été percés au fond, afin de les utiliser comme des ampoules à décanter : les 6 

premiers mL sont évacués et le 7ème mL est récupéré pour être analysé. 

 

 

Figure 2.18. Illustration d’une cellule de Kova contenant un quadrillage. 
Chaque case contient un volume fixe de 0,1 µL, permettant, par comptage 
de particules de connaître une concentration par unité de volume. 

 

  

V = 0,1 µL
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2.3.1.5. Imagerie de fluorescence 

Les images de fluorescence ont été acquises sur le microscope TELEMOS (Zeiss Observer Z1 

modifié) de la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. Elles représentent la fluorescence intrinsèque 

des protéines (principalement tryptophane et tyrosine présents dans l’EPL ou BSA) adsorbées sur 

des MP de PE et PP. 10 µL de solution sont déposés entre deux lamelles de quartz placées dans 

une chambre cellulaire Attofluor (ThermoFisher). Les poudres sont disposées entre deux lamelles 

de quartz en étalant légèrement avec une spatule pour obtenir un maximum de particules isolées. 

L’excitation est réalisée à 265 nm et un filtre dichroïque permet d’observer la fluorescence émise 

entre 329 à 351 nm. La durée d’excitation est de 30 s pour l’acquisition des images et jusqu’à 

2220 s pour l’étude de la perte de fluorescence des protéines sous faisceau (mesure toutes les 

50 s). Il s’agit du phénomène de photobleaching. 

Le critère de Rayleigh permet de déterminer la résolution maximale théorique (Équation 2.10).49 

𝐫 =
𝐎. 𝟓𝟏	.		𝛌
𝐍. 𝐀. 	 Eq. 2.10 

Avec λ la longueur d’onde d’excitation (nm) et N.A. l’ouverture numérique. 

L’objectif utilisé est un 100X (Zeiss, Ultrafluar) avec une ouverture numérique de 1,25. La résolution 

maximale théorique est donc r = 108 nm.50 

Des t-test de Student ont été réalisés pour indiquer le caractère significatif ou non des résultats. 

Pour une p-value inférieure à 0,05, la différence est considérée comme significative. 

Un protocole automatisé pour le traitement de ces images a été développé sur le logiciel Fiji34, il 

est expliqué en détails dans le chapitre 4 (4.3) et les codes sont disponibles en Annexes A.3.2. 

2.3.1.6. Spectres de fluorescence 

Les spectres de fluorescence des protéines sur les MP ont été acquis sur le microscope 

POLYPHEME de la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. Les échantillons sont préparés de la 

même façon que pour l’imagerie de fluorescence. La longueur d’onde d’excitation est précisée 

pour chaque spectre. Le temps d’acquisition est de 10 s. Les rayons cosmiques ont été retirés. 

  



Chapitre 2. Matériels et méthodes 

 81 

2.3.2. Premières expériences sur des nanoplastiques 

Dans le cadre d’une collaboration entre Guillaume Brotons et Fabrice Brunel (ANR POEM), nous 

avons pu faire de premières expériences sur les interactions entre des nanoparticules de 

polyéthylène et des protéines. Les nanoplastiques utilisés ont été synthétisés par le Laboratoire 

de Chimie, Catalyse, Polymères et Procédés (C2P2) à l’Université Claude Bernard, Lyon 1.51 Un 

amorceur de polymérisation (persulfate d’ammonium, APS) et un tensioactif (dodécylsulfate de 

sodium, SDS) ont été nécessaires à la synthèse des particules. Les particules obtenues sont du 

polyéthylène de 20 nm de diamètre en majorité et la concentration massique est de 4% (données 

fournies par le laboratoire partenaire). 

En premier lieu, les plastiques ont été dialysés avec un seuil de 3,5 kDa pour retirer le SDS en 

excès. Les échantillons ont alors été préparés en tampon phosphate 100 mM à pH7 dans un 

volume total de 1 mL et agités durant 4 h dans des microtubes de 2 mL en polypropylène à 

3 trs.min-1 et à 6°C. En considérant que les NP sont monodisperses, qu’ils sont sphériques et que 

leur densité est la même que celle des microplastiques (0,97 g.cm-3), la quantité introduite 

correspond à la même quantité de surface que pour les expériences avec les microplastiques 

(0,25 m2). Ce protocole de préparation d’échantillons est commun aux trois expériences décrites 

ci-dessous. 

Pour la réalisation d’un isotherme d’adsorption, suite à la mise en contact, les échantillons ont été 

centrifugés 10 min à 15000 g. La quantification des protéines en solution a été effectuée par la 

méthode de Bradford (voir 2.1.1.3). 

Des expériences de diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) ont été réalisées sur la ligne 

SWING du synchrotron SOLEIL. Le faisceau synchrotron permet d’acquérir très rapidement des 

données hautement résolues grâce à une énergie très importante. L’analyse des données a été 

réalisée par Guillaume Brotons avec Aurélien Thureau (local contact ligne SWING, juillet 2022) 

suivant les protocoles usuels de la ligne52 pour obtenir la diffusion en échelle absolue de l’intensité 

(cm-1, soit une section efficace différentielle de l’intensité par unité de volume de l’échantillon), 

après regroupement radial de l’intensité mesurée sur le détecteur 2D ramené à la courbe I(q). Un 

échantillon de référence (capillaire rempli de tampon phosphate, 100 mM, pH7) a été soustrait 

aux données. 

Puisque les nanoparticules sont dispersées en solution en l’absence de protéines, contrairement 

aux microplastiques, il est possible de mesurer leur potentiel zêta sur tous les points de l’isotherme 

d’adsorption. Cela permet alors d’identifier si les protéines ont un rôle (favorable ou défavorable) 

dans la stabilité des nanoplastiques en solution. Suite à la mise en contact, les échantillons ont 

été dilués par 10 dans le tampon phosphate (pH7, 100 mM) pour la mesure. Trois mesures ont 

été effectuées par échantillon (nombre d’accumulations déterminé par l’appareil en fonction de 

la qualité de l’échantillon). Un Zetasizer Nano ZS (Malvern) a été utilisé pour ces expériences.  
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CHAPITRE 3. EFFETS DES SURFACES 

PLASTIQUES SUR LES PROTEINES EN 

SOLUTION ET SOUS AGITATION 

 

Le rôle combiné des surfaces et de l’agitation a été encore peu étudié sur le comportement des 

protéines en solution. Une description mécanistique expliquant les phénomènes d’agrégation est 

manquante. Nous avons souhaité appréhender les liens entre l’adsorption de protéines sur des 

surfaces et leur agrégation, ayant de nombreuses conséquences sur les applications médicales, 

industrielles et un fort impact économique (Figure 3.1). 

 

 

Figure 3.1. Vue d’ensemble de la diversité des conséquences associées à 
l’agrégation de protéines.1 

Dans ce chapitre, les interactions des protéines avec le plastique sous forme 

macroscopique sont étudiées, dans l’objectif de rendre compte des effets des 

matériaux en plastique au cours de leur utilisation. La démarche a été d’identifier, 

pour ensuite déconvoluer les effets des différents paramètres (nature du matériau, 

de la solution, interface air/liquide et agitation) afin de comprendre leur rôle dans 

les processus de dégradation des protéines (adsorption/agrégation). Les protéines 

les plus sensibles aux stress générés par l’agitation et la présence d’interfaces ont 

été identifiées. 
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3.1. OBSERVATION DES PERTES DE PROTEINES 

3.1.1. Stratégie expérimentale 

Des étapes de mélange sont nécessaires pour la mise en œuvre des solutions de protéines, que 

ce soit pour le développement de biothérapies ou au laboratoire. L’optimisation des protocoles 

de formulation est essentielle pour la préservation d’un maximum de protéines en solution.2–5 Les 

procédés de mélange de solutions de protéines les plus courants sont les suivants : 

• Agitateur orbital ou vortex : le mouvement est sur un plan horizontal. La différence entre 

les deux méthodes vient du diamètre et de la fréquence d’agitation, les forces sont plus 

importantes dans le cas du vortex. 

• Barreau aimanté : l’écoulement du liquide est également sur un axe horizontal. Cette 

méthode nécessite l’introduction d’une nouvelle surface. 

• Agitation sur roue : le mouvement du liquide est sur un axe vertical avec renversement de 

la solution.  

Une étude comparative de ces différentes méthodes d’agitation2 a montré, qu’aux maximums 

d’agitation des appareils étudiés, les taux de cisaillements observés en simulation près des 

interfaces sont les plus faibles et les plus homogènes dans le cas d’une agitation sur roue 

(Figure 3.2).  

 

Figure 3.2. Taux de cisaillement instantanés à proximité des interfaces 
observés dans le cas d’une agitation (a) orbitale à 300 trs.min-1, (b) au barreau 
aimanté à 1000 trs.min-1, au vortex à trs.min-1 et sur roue à 35 trs.min-1.2 
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L’interface air/liquide a été identifiée comme ayant un effet important dans la perte des protéines 

en solution.6 L’agitation sur roue, permettant d’homogénéiser les échantillons tout en ayant un 

effet limité sur les cisaillements aux interfaces, semble être la moins défavorable à la stabilité des 

protéines. Cependant, la vitesse du flux n’est pas homogène dans l’échantillon, ce qui peut créer 

des turbulences (Figure 3.3). 

 

Figure 3.3. Modélisation de l’écoulement d’une solution au cours de son 
agitation sur roue à 35 trs.min-1.2 

 

Pour comprendre les effets synergiques de l’agitation et des interfaces sur le comportement des 

protéines, nous avons choisi la méthode d’agitation sur roue (Figure 3.4). Outre le fait qu’elle 

induise le moins de cisaillements à l’interface air/liquide, elle permet d’estimer ainsi que de 

contrôler la puissance P en W.kg-1 (Équation 3.1) et l’énergie E en J.kg-1 (Équation 3.2) apportées 

au système, des grandeurs souvent complexes à déterminer pour d’autres méthodes. Wgravité 

correspond au travail de la force de gravité (Équation 3.3), exprimé en kg.m2.s-2 (soit en J). 

𝐏 =
𝐖𝐠𝐫𝐚𝐯𝐢𝐭é		𝐕

𝐦
 

Eq. 3.1 

𝐄 = 𝐏	𝐭 Eq. 3.2 

𝐖𝐠𝐫𝐚𝐯𝐢𝐭é = 𝐝	𝐠	𝐦 Eq. 3.3 

Avec V la vitesse de rotation (nombre de tours de roue par seconde), m la masse en kg, t la durée 

d’agitation (s), et g la constance d’accélération de la pesanteur (9,81 m.s-2) et pour d, nous utilisons 

le diamètre de la roue (0,25 m). 
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Figure 3.4. Représentation schématique du mouvement du tube contenant 
une solution de protéines au cours de l’agitation. 

Des travaux visant à comprendre les mécanismes de dégradation des protéines au cours de leur 

mise en œuvre ont été réalisés pour quelques protéines purifiées, mais jamais sur des systèmes 

plus complexes (paragraphe 1.2.2.1). Pour identifier les protéines les plus sensibles aux stress 

imposés et tenir compte des effets de compétition, un extrait protéique de levure (EPL) contenant 

plus de six mille protéines a été utilisé. Cette identification est rendue possible par l’avènement 

des techniques de protéomique analytique et quantitative.7,8 

La stratégie expérimentale que nous avons suivie ici s’appuie sur la décomposition des paramètres 

du mélange permettant d’identifier ceux étant déterminants dans le devenir des protéines. Nous 

avons successivement étudié les effets de la nature du tube, de la vitesse d’agitation, de la 

composition de la solution (concentration protéique, salinité) et des interfaces. D’autres 

paramètres sont restés fixes car déjà connus pour déstabiliser les protéines (température) ou étant 

difficile à contrôler (luminosité, gaz en solution). Les expériences ont été réalisées à pH7 (mise à 

part pour les expériences en eau de mer) à 6 °C et dans le noir. En l’absence de précision, les 

données sont relatives à 3 répliquas biologiques réalisés indépendamment. Chaque répliqua est 

constitué de 3 échantillons mesurés 3 fois, soit un total de 27 mesures par condition. 

La quantité d’extrait protéique de levure en solution a été déterminée à l’aide d’un NanoDrop 

One (Thermo ScientificTM) à partir de l’absorbance à 205 nm correspondant à l’absorbance de la 

liaison peptidique (paragraphe 2.1.1.3). La spectroscopie de fluorescence a été utilisée pour 

mesurer les concentrations d’albumine de sérum bovin (BSA, voir thèse de F. Saudrais9). 
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3.1.2. Effet des tubes 

Les protéines sont connues pour s’adsorber rapidement sur des surfaces solides.10–12 Lorsqu’elles 

sont dans des tubes, une partie d’entre elles va venir former une couche à l’interface 

liquide/solide. L’affinité des protéines pour la surface du tube les contenant peut donc être un 

facteur induisant leur déstabilisation. Les effets de tubes en polypropylène (PP), en verre, en Téflon 

(polytétrafluoroéthylène, PTFE) et dans un matériau développé pour limiter les interactions avec 

les protéines (LoBind, fabriqués par Eppendorf) ont été comparés. La concentration d’une solution 

d’EPL à 0,1 g.L-1 a été mesurée avant et après 24 heures d’agitation à 3 trs.min-1, les résultats sont 

reportés sur la figure 3.5. 

 

Figure 3.5. Pertes de protéines en % observées après 24 h d’agitation à 
3 trs.min-1 à 6 °C d’une solution d’EPL à 0,1 g.L-1 en tampon phosphate 
100 mM, pH7. Les tubes sont remplis à 60% de leur capacité volumique.  

Des pertes significatives de protéines ont été observées dans toutes les conditions. Elles peuvent 

difficilement être reliées à l’adsorption des protéines sur les matériaux. Par exemple, dans le cas 

où le tube est en verre, la quantité de protéines perdues par unité de surface correspond à dix 

fois la couverture maximale mesurée sur des particules de silice avec le même extrait protéique.13 

De plus, les pertes sont comparables entre le plastique LoBind (7 ± 3 %), connu et développé 

pour être défavorable à l’adsorption14, et le PTFE (5 ± 3 %), attendu pour être très favorable à 

l’adsorption.15,16  

Par ailleurs, il n’a pas été observé de lien direct entre les quantités de protéines perdues et les 

propriétés interfaciales des solutions de protéines sur les matériaux. En effet, la figure 3.6 présente 

les angles de contact de gouttes posées sur les différents matériaux et la tendance observée ne 

suit pas celle des pertes.  
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Figure 3.6. Angles de contact du tampon phosphate 100 mM, pH7 (gris) et 
de solutions d’EPL à 0,1 g.L-1 (vert clair), 25 g.L-1 (vert foncé) sur quatre 
substrats : polypropylène, verre, Téflon et matériau LoBind. 

Nature tube Perte de protéines (%) 

Polypropylène 0-0.5 

Verre 0-0.5 

Téflon 0-2 

LoBind 0-0.5 

Tableau 3.1. Pertes d’EPL (%) d’une solution contenant initialement 0,1 g.L-1, 
pour les quatre matériaux, après 24 h au repos à 6 °C. 

Ces observations, associées à l’absence de perte de protéines d’EPL lorsque la solution est au 

repos (Tableau 3.1), suggèrent que les pertes sont liées à l’interface solide/liquide mais les 

mécanismes semblent être plus complexes qu’une simple adsorption.  

Pour mieux comprendre les stress que les protéines subissent dans nos conditions de mélanges 

et confronter les résultats obtenus aux données de la littérature, des expériences ont été réalisées 

avec une protéine modèle très bien connue : l’Albumine de Sérum Bovin (BSA). Il s’agit d’une 

protéine monomérique transportant différents types de biomolécules et de principes actifs dans 

le sang. Par sa capacité à se réarranger suite à l’adsorption, elle peut être classée dans la catégorie 

des « protéines molles ».17 Elle forme des agrégats à des taux de cisaillement de l’ordre de 

10000 s-1 18 et présente une enthalpie de dénaturation de 90 kJ.mol-1.19  

Les propriétés d’adsorption de la BSA ont été largement étudiées. Puisqu’elle s’adsorbe 

rapidement et sur de nombreuses surfaces, elle est couramment utilisée dans le cadre de tests 
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ELISA où elle bloque les sites de liaison résiduels après immobilisation d’antigènes ou d’anticorps, 

évitant l’adsorption d’autres composés.20–22 Elle sert également d’agent de passivation dans des 

microsystèmes, afin d’éviter l’adsorption, et donc la perte, des composés d’intérêt.23–25  

Les pertes de BSA ont été mesurées à l’issue de 24 h en chambre froide, au repos et sous agitation 

à 3 trs.min-1 (Figure 3.7). Une tendance différente est observée par rapport aux solutions d’EPL : 

les pertes de protéines sont du même ordre de grandeur avec et sans agitation pour les tubes en 

PP (3%), Téflon (1%) et LoBind (1-2%). En revanche, un effet très important de l’agitation est 

observé lorsque la BSA est contenue dans des tubes en verre (surface la plus hydrophile et de 

charge négative dans certaines conditions), avec une augmentation de 6 à 17% sous agitation. 

 

 

Figure 3.7. Pertes de protéines en % observées après 24 h au repos (gris) ou 
sous agitation à 3 trs.min-1 (vert) à 6 °C d’une solution de BSA à 0,05 g.L-1 en 
tampon phosphate 100 mM, pH7. Les tubes sont remplis à 60% de leur 
capacité volumique. 

 

Dans le cas du PP, les pertes sont plus importantes pour l’EPL que pour la BSA, indiquant qu’il y 

a dans l’extrait des protéines très sensibles aux stress imposés ici. Puisque les tubes en PP ont un 

impact très important sur l’EPL, nous avons choisi de les utiliser dans le cadre d’une étude 

systématique sur les effets de l’agitation. Par ailleurs, il s’agit d’un matériau largement utilisé en 

laboratoire et pour le conditionnement de médicaments. C’est aussi, pour la suite de notre étude, 

l’un des plastiques les plus retrouvés dans l’environnement comme polluant. 

  



Chapitre 3. Effets des surfaces plastiques sur les protéines en solution et sous agitation 

 95 

3.1.3. Effet de l’énergie et de la puissance d’agitation 

Dans un premier temps, la variation de la vitesse d’agitation sur une durée fixe de 24 h nous a 

permis d’étudier les effets de l’énergie appliquée au système. La figure 3.8-A, représentant la 

proportion de protéines perdues en fonction de l’énergie, montre que la perte peut atteindre 45% 

pour une énergie de 106 kJ.kg-1. Cela correspond à une puissance de 1,2 W.kg-1 ou encore à une 

vitesse de 30 trs.min-1. 

Nous avons ensuite fait varier la puissance à une énergie fixe de 1,8 kJ.kg-1 (Figure 3.8-B) en 

modifiant à la fois la vitesse et la durée d’agitation. La quantité de protéines perdues a doublé en 

passant d’une solution agitée durant 4 h à 3 trs.min-1 (0,12 W.kg-1), à une solution agitée 1 h à 

12 trs.min-1 (0,49 W.kg-1). 

 

Figure 3.8. Pertes de protéines sous agitation : (A) en fonction de l’énergie 
appliquée au système pour une durée fixe de 24 h et 1,2 kW.kg-1 ; (B) en 
fonction de la puissance appliquée à une énergie fixe de 1,8 kJ.kg-1. 
Quantification de la concentration après agitation d’une solution d’EPL à 
0,1 g.L-1 (tampon phosphate 100 mM, pH7, 6°C) dans un tube en PP 
contenant 10 mL. 

La perte de protéines augmente avec l’énergie apportée au système, indiquant un effet 

synergique de la surface en PP et de l’agitation sur l’agrégation des protéines. Cette observation 

a déjà été reportée pour d’autres types de matériaux.1 La perte dépend également de la puissance 

apportée au système à énergie constante, cela suggère fortement que les turbulences peuvent 

avoir un rôle dans le comportement des protéines. 

  

A B
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3.1.4. Effet de la solution 

3.1.4.1. Concentration en protéines 

La perte de protéines en fonction de la concentration initialement introduite a été étudiée 

(Figure 3.9). A faible concentration le pourcentage de perte est supérieur à 30% et tend vers 0 à 

mesure que la concentration augmente. En quantité absolue, la perte est multipliée par 3,5 en 

augmentant la concentration initiale par 10 de 0,01 à 0,1 g/L-1 et atteint ensuite un plateau à 

environ 0,15 mg. Cette allure de courbe ressemble à celle caractéristique d’un isotherme 

d’adsorption, avec une saturation de la surface aux fortes concentrations. Ces résultats indiquent 

que les interfaces jouent un rôle important dans ce système. 

 

 

Figure 3.9. Perte de protéines en fonction de la concentration introduite, 
représentée en pourcentage par rapport à la concentration initiale (A) et en 
quantité absolue (B). Quantifications après 24 h d’agitation à 3 trs.min-1 à 6 °C 
d’une solution d’EPL dans un tube en PP contenant 10 mL en tampon 
phosphate 100 mM, pH7. 

  

A B
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3.1.4.2. Salinité et pH 

Nous avons souhaité identifier si la composition d’un milieu naturel était favorable ou non à la 

stabilité des protéines en solution puisque la présence de sels et le pH modifient les interactions 

possibles (interactions protéine/protéine ou interaction protéine/surface).5,26 

Pour cela, nous avons étudié le comportement de l’EPL dans une eau de mer provenant de la 

rade de Brest, contenant naturellement une grande diversité de sels. L’évolution du pH a été 

suivie lors de l’ajout d’EPL (Figure 3.10). Initialement, l’eau de mer utilisée a un pH de 8,3 et la 

solution de protéines 5,9. Par ajout de protéines, une chute du pH est observée, atteignant 6,9 à 

0,85 g.L-1. Pour pouvoir étudier les phénomènes de variations de pH et de salinité, les mêmes 

expériences ont été réalisées en eau de mer tamponnée à un pH de 8 à l’aide d’un tampon Tris. 

Les modifications de pH à l’ajout de protéines sont alors négligeables. 

 

 

Figure 3.10. Variations de pH en fonction de la quantité d’EPL introduite dans 
de l’eau de mer non tamponnée (bleu clair) et dans de l’eau de mer en 
tampon Tris 50mM, pH8 (bleu foncé). 

La perte de protéines en fonction de la concentration initiale a été suivie dans trois milieux 

différents : tampon phosphate (100 mM, pH7), eau de mer et eau de mer avec tampon Tris 

(50 mM, pH8) (Figure 3.11). Aux faibles concentrations protéiques, les pertes sont importantes 

pour les trois milieux : les sels ont un effet extrêmement fort lorsqu’il y a peu de protéines en 

solution. Aux concentrations protéiques plus élevées, la proportion de perte est plus faible et 

semble atteindre un plateau dans les trois conditions. Le taux de perte tend vers 10% en eau de 

mer et vers 0 en tampon phosphate 100 mM. Il n’y a pas de différence significative entre les 

solutions d’eau de mer tamponnées et non tamponnées, l’effet prédominant ici semble donc être 

lié à la salinité et non au pH.  

Eau de mer
Eau de mer + tampon tris pH8
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Figure 3.11. Perte de protéines (%) en fonction de la concentration initiale 
dans un tampon phosphate 100mM, pH7 (gris), dans de l’eau de mer non 
tamponnée (bleu clair) et dans de l’eau de mer en tampon Tris 50 mM, pH8 
(bleu foncé). Observations après 24 h d’agitation à 3 trs.min-1 d’une solution 
d’EPL dans un tube en PP contenant 10mL. Chaque point correspond à un 
échantillon mesuré 3 fois.  

Ces observations peuvent être expliquées par les effets non spécifiques que les sels ont sur les 

protéines. Ils sont causés uniquement par les propriétés ioniques des sels. D’après la théorie 

DLVO, si les charges sont suffisantes, une répulsion électrostatique permet d’éviter 

l’agrégation.27,28 Une quantité trop importante de sels a pour effet d’écranter les charges et donc 

d’induire l’agrégation. La Concentration de Coagulation Critique (CCC) est définie comme la 

concentration en sels à partir de laquelle la répulsion électrostatique n’est plus suffisante pour 

maintenir deux objets à distance.29 En considérant les protéines comme des sphères dures, la 

conséquence directe est l’agrégation. Cependant, les protéines ne peuvent pas toutes être 

considérées comme des sphères dures. En effet, suite à l’agrégation, beaucoup d’entre elles se 

déstructurent, exposant ainsi leurs parties hydrophobes. Elles sont alors plus enclines à s’adsorber 

sur les parois hydrophobes des tubes en polypropylène. 

En tampon phosphate 100 mM, la CCC n’est visiblement pas atteinte, il en résulte un faible effet 

de la solution saline sur les protéines aux fortes concentrations protéiques. En revanche, pour 

l’eau de mer, l’atteinte d’un plateau à 10% de perte de protéines indique des conditions 

défavorables. Des extraits secs ont été réalisés pour estimer la concentration saline (43 ± 6 g.L-1). 

Pour une eau de mer à 35 g.L-1 de sels, la concentration molaire est de plus ou moins 1 mol.L-1, 

en fonction de la composition exacte.30 La CCC des protéines est de l’ordre de quelque dizaines 

à quelques centaines de mM.31,32 Ici, les sels sont donc très probablement à une concentration 

supérieure à la CCC et l’ajout de 50 mM de tampon Tris ne modifie pas significativement la force 

ionique, expliquant qu’il n’y ait pas d’effet marqué. Les protéines sont déstabilisées par la forte 

quantité de sels présents dans l’eau de mer : elles s’agrègent et s’adsorbent aux parois.   

Eau de mer
Eau de mer + tampon tris pH8
Tampon phosphate pH7
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3.1.5. Effet des interfaces 

Le système est composé de trois types d’interfaces au niveau desquelles les protéines peuvent 

s’adsorber : l’interface solide/liquide (S/L) sur les parois des tubes, l’interface air/liquide (A/L) au-

dessus de la solution et la triple interface air/liquide/solide (A/L/S) au niveau du ménisque 

(Figure 3.12). Durant l’opération de mélange, ces interfaces sont continuellement renouvelées et 

à des vitesses non linéaires dans le temps de l’évolution du front de l’interface (paragraphe 3.1.1). 

En fonction du volume de solution et de l’orientation du tube (vertical ou horizontal), les quantités 

de surface sont différentes : de 5 à 45 cm2 pour l’interface S/L, de 1 à 14 cm2 pour l’interface A/L 

et 4 à 23 cm pour la triple interface A/L/S (Tableau 3.2). Les interfaces sont dynamiques au cours 

du mélange, cependant, le temps de résidence des protéines aux interfaces peut être plus long 

si elles se collent aux parois des tubes ou à l’interface A/L durant les cycles de 

séchage/submersion. Le matériau peut avoir un impact sur les protéines directement par 

l’adsorption de protéines natives à sa surface, menant à la formation de sites de nucléation pour 

l’agrégation. L’impact peut également être indirect, par des interactions entre des protéines en 

solution et des protéines dénaturées ou déstabilisées par les interfaces.33,34 

 

Figure 3.12. Représentation des trois types d’interfaces composant le 
système : solide/liquide (A), air/liquide (B) et air/liquide/solide (C). Les 
protéines, représentées avec des points verts, peuvent s’adsorber au niveau 
de ces interfaces au cours du mélange.  

 

Pour identifier laquelle de ces trois interfaces a l’impact le plus important sur l’agrégation des 

protéines durant l’agitation, nous avons fait varier le rapport entre le volume du tube occupé par 

la solution et le volume d’air (Tableau 3.2 et Figure 3.13). La diminution du volume d’air mène à 

l’absence de dégradation des protéines. Cela suggère que l’interface S/L n’a qu’un faible effet, 

c’est-à-dire que les protéines restant sur des zones toujours immergées n’induisent pas de pertes 

de protéines en solution par la suite. 

 

 

A) C)B)
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Vsolution (mL) Vair (mL) Perte de protéines (%) A/L (cm2) S/L (cm2) A/L/S (cm) 

1 15 14,9 ± 2,5 1 ↔ 4 ~ 5 ~ 4 

3 13 13,5 ± 2,4 2 ↔ 12 ~ 11 5 ↔ 20 

10 6 14,7 ± 3,8 2 ↔ 14 ~ 31 5 ↔ 23 

12,5 3,5 0 2 ↔ 13 ~ 39 5 ↔ 23 

15 1 0 2 ↔ 5 ~ 45 5 ↔ 8 

Tableau 3.2. Perte de protéines en fonction du volume d’une solution d’EPL 
à 0,1 g.L-1 après 24 h d’agitation à 3 trs.min-1 et quantité minimales et 
maximales des trois types d’interfaces au cours du cycle d’agitation. 

 

 

Figure 3.13. Représentation schématique d’échantillons contenant différents 
volumes de solution de protéines. Le trait bleu correspond à l’interface 
air/liquide. 

 

Différentes études35 suggèrent que la ligne mobile A/L/S est à l’origine de phénomènes de 

séchage pouvant induire d’importantes forces latérales36 et la dégradation des protéines par 

cisaillement.6 Pour vérifier cette hypothèse, nous avons changé la géométrie de notre système et 

avons utilisé un « dip-coater ». Un suivi de la perte de protéines est réalisé au cours de l’immersion 

et du retrait périodique d’un substrat en PP visant à déplacer la ligne de séchage (Figure 3.14). Le 

mouvement périodique a été choisi de sorte à reproduire les conditions des expériences 

d’agitation. Nous avons négligé les différences de courbure de l’interface entre les deux 

géométries. De même nous ne reproduisons pas ici le même cycle d’accélération et décélération 

des fronts des interfaces qui ont lieu dans l’expérience sur roue. Il n’a pas été observé de pertes 

significatives de protéines en appliquant ce procédé (Tableau 3.3), contrairement à des 

expériences menées sur l’insuline.35 Le séchage pouvant avoir lieu au niveau de la triple interface 

A/L/S n’est donc pas la cause principale de la perte de protéines en solution constatée sur des 

surfaces de contenants en PP sous agitation. 
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Figure 3.14. Représentation schématique des expériences de dip-coating. 
Une surface poreuse en polypropylène est immergée et retirée par cycles sur 
une surface de 1 cm par 1 cm dans une solution sous agitation contenant 
0,1 g.L-1 d’EPL. 

 Pertes de protéines (%) 

Sans dip coating  0-4 

Avec dip coating  0-4 

Tableau 3.3. Pertes de protéines (%) à l’issue de 24 h d’expérience avec et 
sans dip coating. 

Les interfaces S/L et A/L/S ne peuvent pas expliquer à elles seules les pertes observées. Il 

semblerait donc que ce soit l’interface A/L qui soit critique pour le devenir des protéines en 

solution. Cependant, les interfaces A/L ne semblent pas toutes générer un stress suffisant. Celle 

présente dans le cas des expériences de dip-coating aurait également dû engendrer de 

l’agrégation.  

Par ailleurs, très peu de pertes ont été observées au-delà d’un certain volume (taux de remplissage 

d’environ 75% du tube) (Tableau 3.2). A l’inverse, une perte très importante a été observée dans 

les conditions où le volume est inférieur (taux de remplissage inférieur à 60%). Par conséquent, la 

transition de l’agrégation des protéines à leur stabilisation en solution, c’est-à-dire, d’une 

condition stressante à une condition non stressante, semble brutale et dépend du ratio entre le 

volume occupé par le liquide et le volume d’air. D’après l’observation des solutions de protéines 

sous agitation dans les tubes (Figure 3.15), il est possible de décrire cette frontière qualitative 

comme le passage « d’un gaz bougeant dans un liquide » à « un liquide en chute dans un gaz ». 

Ce phénomène est parfois décrit comme la transition entre un écoulement piston (ou écoulement 

à poche) et un écoulement stratifié ondulé (Figure 3.16).37,38 Dans le premier type d’écoulement, 

des bulles allongées sont formées au niveau de la surface supérieure du tube. Dans le second 

type, l’interface A/L est ondulée mais continue car le liquide n'atteint pas la surface supérieure du 

tube. Le changement de modèle d’écoulement est associé à des variations de quantité d’interface 

A/L par la formation de vagues ou de bulles. Cela correspond à des cycles de compression-



Chapitre 3. Effets des surfaces plastiques sur les protéines en solution et sous agitation 

 102 

décompression aux interfaces, connus pour causer des dommages importants aux protéines.1,39 

C’est probablement par ce mécanisme que nous pouvons expliquer la majeure partie des pertes 

de protéines observées. 

 

Figure 3.15. Photographies de solutions durant le mélange pour représenter 
les modèles d’écoulement. Écoulement piston (A) : seule une ondulation est 
visible dans le mouvement de la bulle. Écoulement stratifié ondulé (B) : de 
multiples ondulations sont observées et l’arrière de la bulle (à droite) est 
nettement plus turbulent. 

 

Figure 3.16. Cartographie des régimes d’écoulement en fonction des vitesses 
des fluides dans un conduit horizontal (adapté de 38). 

Pour compléter le mécanisme de déstabilisation, nous devons encore expliquer le rôle des 

turbulences ainsi que du matériau constituant le tube. Les forces de cisaillement dues aux 

turbulences ont été calculées (Tableau 3.4). L’échelle de Kolmogorov correspond à une dimension 

de turbulences en dessous de laquelle l’énergie est dissipée par la viscosité du système. Il ne peut 

pas exister de turbulence en deçà de cette valeur limite.40,41 Il est possible de déterminer les forces 

associées aux turbulences et de relier l’échelle de longueur de Kolmogorov au nombre de 

Reynolds, donnant des informations sur le régime d’écoulement.42 

A

B
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Tableau 3.4. Échelle de longueur de Kolmogorov et taux de déformation 
associés aux turbulences survenant au cours des expériences. ε est le taux 
moyen de dissipation de l’énergie cinétique de turbulence par unité de 
masse (m2.s-3), u la viscosité cinématique du fluide (u = 1,5.10-6 m2.s-1 pour 
l’eau à 6°C), r la masse volumique du fluide (r = 1000 kg.m-3) et D la 
dimension caractéristique de l’écoulement (ici le diamètre du tube, soit 
1,45 cm). 

Pour dénaturer des protéines diluées en solution, des forces de l’ordre d’une dizaine de pN sont 

nécessaires. Ici, les forces sont nettement plus faibles, l’agitation est donc considérée comme 

douce. Cependant, le cisaillement, bien que ne dégradant pas les protéines directement, peut 

avoir deux effets : 

• L’augmentation et la diminution transitoires de la quantité d’interface A/L (phénomène de 

vagues43), favorisant l’agrégation au niveau de cette interface. 

• La désorption de protéines natives ou dégradées par leur adsorption aux interfaces S/L ou 

A/L.35,44 

A partir de ces données, il n’est pas possible de savoir si l’effet des turbulences précède, succède 

ou est simultané aux effets de l’interface S/L. Pour clarifier ce point, nous avons réalisé une 

expérience en ajoutant un excès de surface plastique (filtre en polypropylène poreux). Cela 

permet d’exposer les protéines à une quantité plus importante de surface plastique, sans l’ajout 

de turbulences a priori. L’ajout de ce matériau ayant une surface spécifique importante (0.7 m2.g-

1, figure 3.17), permet de passer d’une interface S/L de 50 à 120 cm2 durant l’agitation (comparé 

à 30 cm2 au repos). Cela a pour effet de doubler la perte de protéines qui atteint plus de 40% 

(Figure 3.18).  

Paramètres Équation Valeur numérique 

Échelle de longueur de Kolmogorov h (m) @ (u3/ε)0.25 50 µm (ε = 0,5 W.kg-1) 

Taux de déformation de Kolmogorov (s-1) @ (ε/u)0.5 600 s-1 (ε = 0,5 W.kg-1) 

Force de cisaillement attendue sur une 

particule de rayon R (N) 
@ r (ε.u)0.5.R2 

5.10-16 N (R = 25 nm) 

5.10-18 N (R = 2,5 nm) 



Chapitre 3. Effets des surfaces plastiques sur les protéines en solution et sous agitation 

 104 

 

Figure 3.17. Diffusion des rayons X aux petits angles d’un filtre poreux en 
polypropylène sous vide en représentation log(I/q4) vs q pour visualiser le 
régime de Porod provenant de la diffsuion X par la surface spécifique du 
filtre. La courbe correspond aux données expérimentales et les carrés 
correspondent à l’ajustement par un modèle linéaire dit « de Porod » pour la 
détermination de la surface spécifique. 

 

Figure 3.18. Représentation schématique d’une expérience permettant 
d’augmenter la quantité d’interface S/L par l’ajout d’un morceau de filtre 
poreux en polypropylène et pertes de protéines associées aux deux 
conditions.  

A partir de ces nouvelles données, nous suggérons que la nature de la surface du matériau initie 

une déstabilisation pour certaines protéines, qui serait accentuée par la combinaison de l’interface 

A/L et des turbulences liées à l’agitation. Les protéines dénaturées ou déstabilisées ont des 

interactions plus fortes avec les matériaux et modifient les équilibres conformationnels des 

protéines.34 Ce phénomène est similaire à certains stress, tels que la pression ou la congélation, 

ayant déjà été identifiés pour induire des modifications conformationnelles45 par des cycles 

d'associations/dissociations. Cela peut expliquer que des surfaces avec des cavités ou des fibres 

(concave/convexe), comme les filtres en PP utilisés ici, ou étant développées pour avoir peu 

d’interactions avec les protéines natives, comme les plastiques LoBind, peuvent également avoir 

un effet déstabilisant sur les protéines en solution. 

 

°

Pertes de protéines (%) 19 ± 1 41 ± 3
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3.2. DEVENIR DES PROTEINES PERDUES 

Nous avons observé que, sous agitation et en présence de matière plastique, les protéines 

peuvent être perdues en quantité très importante, se pose alors la question de leur devenir. Deux 

hypothèses peuvent alors être émises : les protéines sont adsorbées aux parois ; les protéines 

sont en solution sous forme d’agrégats.  

3.2.1. Adsorption sur les parois des tubes 

Des expériences de désorption ont été réalisées afin d’identifier si des protéines ont été 

adsorbées sur les parois. Dans ce cas, la quantité de protéines adsorbées devrait augmenter lors 

du mélange pour concorder avec les pertes observées précédemment.  

Il pourrait être envisagé de diluer les solutions pour induire la désorption puisque l’adsorption 

repose sur un équilibre entre les protéines en solution et les protéines adsorbées. Cependant, les 

interactions sont trop fortes pour que l’adsorption soit réversible par simple dilution.46 Le 

protocole de désorption que nous avons appliqué est basé sur l’échange des protéines fixées sur 

les parois par des tensioactifs (voir paragraphe 2.1.5). Nous avons utilisé une solution de Dodécyl 

Sulfate de Sodium (SDS) car il s’agit d’un produit couramment utilisé pour ce type de 

manipulation.47  

 

Figure 3.19. Quantité de protéines désorbées de tubes en PP dans trois 
conditions à l’aide de SDS 0,1% : la solution d’EPL à 0,1 g.L-1 est placée dans 
le tube et le protocole de désorption aussitôt appliqué (voir paragraphe 
2.1.5) ; la solution est laissée au repos durant 24 h ; la solution est agitée 
durant 24 h. 

La quantification des protéines adsorbées en fonction de la vitesse de rotation ne montre pas 

d’augmentation significative suite au mélange (Figure 3.19). Ces valeurs correspondent aux 

gammes de masses de protéines adsorbées sur des surfaces plastiques dans la littérature.11,48 En 

P = 0
E = 0

P = 0
E = 0

P = 0.12 W.kg-1
E = 10.6 kJ.kg-1
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revanche, cela représente une proportion faible par rapport à la perte totale (moins de 20%) et 

par rapport à la quantité totale de protéines introduites (environ 2%). Il est donc peu probable 

que l’ensemble des protéines considérées comme perdues soient fixées aux parois des tubes. 

Pour comprendre le devenir des protéines, nous nous sommes donc focalisés sur la seconde 

hypothèse : la formation d’agrégats de protéines.  

3.2.2. Agrégation en solution 

Des particules de taille importante (d > 1 µm) ont été identifiés dans les solutions de protéines 

suite au procédé de mélange dans des tubes en PP. Des observations de microscopie optique en 

réflexion et une reconstruction des contours à l’aide du logiciel Fiji49 ont été réalisées pour mieux 

visualiser leur forme et leur structure (Figure 3.20-A). La gamme de taille des objets va de quelques 

micromètres à quelques dizaines de micromètres. Les analyses présentées ici sont à force ionique 

et pH constants (pH 7, phosphate 100 mM). 

 

Figure 3.20. Imagerie in situ et analyse biochimique des agrégats de 
protéines en solution. (A) Images de microscopie optique obtenues en 
réflexion et reconstruction des contours. (B) Images Raman de deux 
particules P1 et P2. Les images correspondent aux spectres Raman des 
agrégats de protéines et de la solution sont montré respectivement en rouge 
et vert. La superposition est montrée en bas. Deux réplicats biologiques sont 
été réalisés pour chaque analyse. 

La composition biochimique des agrégats a été analysée par microscopie confocale Raman 

(Figure 3.20-B). Cette technique a apporté des informations sur la structure interne des objets, 

avec l’identification de noyaux protéiques denses et des zones d’infiltration de solution au sein 

Réflexion Contour Imagerie Raman de P2 Imagerie Raman de P3

Imagerie 
Raman

Agrégat Agrégat

Superposition Superposition

SolutionSolution
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des particules. Ces premiers résultats suggèrent que l’agrégation des protéines est responsable 

des pertes de protéines observées. Cela a déjà été reporté dans le cas d’immunoglobulines 

purifiées soumises à des cycles de compression/décompression.39,50,51  

Les spectres Raman des agrégats (Figure 3.21) montrent les bandes vibrationnelles typiques des 
protéines52 : 

-des amides I (1665 cm-1) ; 

-des élongations C-C et des déformations C=C des cycles aromatiques des phénylalanines (1002 
et 1603 cm-1) ; 

-des déformations C-H des tyrosines (1170 cm-1) ; 

-des rotations et des déformations des protéines (883 et 1450 cm-1) ; 

-d’élongation asymétriques des CH2 des protéines et lipides (2935 cm-1) ; 

-des rotations CH3 et déformations CCH (1124 cm-1). 

La bande Raman à 726 cm-1 peut être attribuée au mode de respiration de l’adénine présent dans 

l’ADN ou l’ARN, suggérant que des nucléoprotéines telles que des ribosomes peuvent être inclus 

dans les particules.53 

En accord avec les pertes observées, l’analyse Raman des particules confirme qu’il s’agit 

d’agrégats protéiques. Comme décrit dans le paragraphe 1.2.2.1, en termes de changements 

structurels, les particules protéiques peuvent être considérées comme l’agglomération physique 

de protéines en solution avec un minimum de perte de structure jusqu’à l’agrégation irréversible 

de protéines complètement dénaturées. Pour définir s’il s’agit de gels de protéines ou d’agrégats 

déshydratés, nous avons déterminé le niveau d’hydratation des particules de protéines par 

microscopie confocale Raman. Les spectres Raman des particules et des protéines en solution 

après mélange sont comparés sur la figure 3.21. La bande de vibration à 3400 cm-1 est 

caractéristique de l’élongation des OH de l’eau. A partir des intensités, il est possible d’obtenir 

des informations sur la quantité. Il est généralement difficile de comparer des intensités de bandes 

Raman mais ici les spectres ont été réalisés dans les mêmes conditions expérimentales et sur le 

même échantillon. L’intensité moyenne de la bande de vibration des OH des particules de 

protéines est 30% plus faible que celle de la solution d’EPL. Par conséquent, les objets formés au 

cours du mélange se comportent davantage comme des particules de protéines gélifiées que 

comme des agrégats complètement déshydratés et dénaturés. 
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Figure 3.21. Spectres Raman moyens des agrégats protéiques (rouge) et de 
l’EPL en solution à 0,1 g.L-1 après mélange (bleu). Les spectres individuels des 
agrégats sont montrés en gris. 

Les spectres Raman des solutions d’EPL avant, après mélange et du tampon phosphate (100 mM, 

pH7) sont identiques (Figure 3.22-A) car la concentration en protéines est très faible (0,1 g.L-1). 

Pour comparer les spectres Raman des particules protéiques et des protéines en solution, nous 

avons donc analysé la solution stock d’EPL à 25 g.L-1 (Figure 3.22-B). Les spectres présentent des 

différences majeures, indiquées en fond gris sur la figure. Certaines bandes, bien visibles dans la 

solution stock, sont manquantes du spectre des particules, mettant en évidence que certaines 

biomolécules sont exclues du procédé d’agrégation. Cela correspond aux modes de vibrations 

moléculaires à 678, 713, 853, 926, 1058, 1091 et 1416 cm-1. 

La bande intense à 678 cm-1 est attribuée à une vibration d’élongation 𝜈7 des porphyrines. Cela 

pourrait correspondre à la flavohemoprotéine YHB1 identifiée dans l’extrait protéique par analyse 

protéomique (voir paragraphe 3.4).54 La bande à 713 cm-1 peut également être attribuée aux 

porphyrines dans les complexes du cytochrome.55 La bande à 853 cm-1 est attribuée aux 

polysaccharides ou aux phospholipides.56 La bande à 1417 cm-1 est attribuée à l’élongation des 

C=C des cycles quinoïdes, probablement des quinones.52 Différents cofacteurs peuvent donc être 

exclus des particules protéiques, cela peut engendrer des modifications structurelles des 

protéines. 

L’agrégation des protéines peut mener à des changements subtils dans les régions amide des 

spectres Raman. Cela a été observé en spectroscopie UV Raman pour des fibres amyloïdes.57 

Cependant, de tels effets sont difficiles à analyser dans le cas d’un mélange contenant plus de 

5000 protéines car certaines peuvent être enrichies ou déplétées dans les agrégats par rapport à 

la solution.  

Au contraire, peu de différences ont été observées entre les spectres Raman des différents 

agrégats analysés, mise à part dans la quantité d’eau contenue (Figure 3.21). Cela suggère que 
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les particules formées dans cette gamme de tailles sont relativement homogènes en composition. 

Ces résultats démontrent que l’agrégation induite par le mélange a pour effet de dépléter 

certaines protéines de la solution. Au contraire, d’autres biomolécules sont exclues des particules 

et ne semblent pas participer à la formation de ces objets, potentiellement en restant solubilisées 

dans le tampon.  

 
Figure 3.22. Spectres Raman normalisés sur la bande des OH de l’eau à 
3406 cm-1. (A) Spectres de solutions d’EPL à 0,1 g.L-1 avant (vert) et après 
mélange (jaune) et de tampon phosphate 100 mM pH7. (B) Spectres de la 
solution stock d’EPL (sans agitation) à 25 g.L-1 (vert) et des agrégats de 
protéines (rouge). * Les bandes Raman présentes dans la solution d’EPL mais 
absentes dans les agrégats sont indiquées en gris. 

Dans un second temps, nous avons recherché de potentiels intermédiaires de nucléation, plus 

petits que les particules identifiées précédemment. Ils auraient été formés au cours du mélange 

et participeraient au processus d’agrégation. Les solutions ont été filtrées à 1,2 µm pour retirer les 

agrégats microniques. L’analyse a été réalisée par diffusion dynamique de la lumière (DLS) après 

24 h avec et sans agitation. Le rayon hydrodynamique des objets en solution en fonction de la 

vitesse d’agitation est présenté en figure 3.23. Pour l’échantillon n’ayant pas été agité, deux 

populations distinctes ont été identifiées, avec des diamètres respectifs de 10 et 130 nm. Puisque 

l’extrait protéique est composé de plusieurs milliers de protéines, nous pouvons supposer que 

ces deux populations correspondent à des protéines libres et à des complexes de protéines. A 

3 trs.min-1, il y a une légère augmentation du rayon hydrodynamique des gros objets, représentant 
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93% des particules en intensité et donc un pourcentage bien plus faible une fois exprimé en 

concentration en raison du pouvoir diffusant bien plus grand pour les grosses particules que pour 

les petites. A 30 trs.min-1, à la fois la taille et la quantité de cette population diminuent. En 

revanche, la taille des petits objets n’est pas impactée significativement malgré la présence des 

gros diffuseurs. Il semble donc que les petits diffuseurs sont toujours en bien plus grand nombre 

que les gros une fois l’intensité diffusée ramenée au nombre de diffuseurs par unité de volume. 

Ces résultats suggèrent qu’il n’y a pas d’intermédiaire de nucléation ayant un diamètre inférieur à 

1 µm qui seraient formés au cours du mélange. 

 

Figure 3.23. Rayon hydrodynamique d’EPL en solution après 24 h de 
mélange à différentes vitesses de rotation. Les solutions ont été filtrées à 
1,2 µm pour retirer les agrégats de taille importante. Le pourcentage de 
chaque population (en intensité) est indiqué à l’aide des gradients de 
couleurs. 

Le manque d’intermédiaires de nucléation pour l’ensemble des conditions analysées (variations 

du volume de solution et du temps de mélange, figure 3.24) est surprenant. Cela suggère que 

l’agrégation n’a pas lieu à partir d’intermédiaires de nucléation libres en solution et suffisamment 

stables dans le temps pour être détectés en DLS après filtration, mais que de larges agrégats se 

forment directement au cours du mélange. Nous suggérons qu’ils se forment lors d’une étape de 

repliement d’une couche de protéines hydratées à l’interface A/L se comportant comme un gel 

interfacial. Ce processus d’agglomération mène à des particules de taille micronique en solution, 

probablement à cause du cisaillement puisque le diamètre maximal des agrégats est comparable 

aux longueurs de Kolmogorov (tableau 3.4 et 41). 

Proportions (%)



Chapitre 3. Effets des surfaces plastiques sur les protéines en solution et sous agitation 

 111 

 

Figure 3.24. Rayon hydrodynamique d’EPL en solution après mélange à 
3 trs.min-1 : (A) 24 h, variations du volume de solution et (B) 10 mL, variation 
du temps de mélange. Les solutions ont été filtrées à 1,2 µm pour retirer les 
agrégats de taille importante. Le pourcentage de chaque population (en 
intensité) est indiqué à l’aide des gradients de couleurs. 

 

  

Proportions (%)BA
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3.3. PROPOSITION D’UN MECANISME DE 

DESTABILISATION 

 

Figure 3.25. Proposition mécanistique de la déstabilisation des protéines en 
contact avec des surfaces plastiques et sous agitation. (A) Une concentration 
en sels supérieure à la CCC (Concentration de Coagulation Critique) mène à 
l’agrégation des protéines dans la solution au repos. Les protéines sont alors 
plus enclines à l’adsorption aux interfaces A/L ou S/L. (B) L’affinité des 
protéines dénaturées pour la surface déstabilise les protéines en solution par 
des modifications conformationnelles. (C) Les protéines déstabilisées 
s’adsorbent à l’interface A/L. Des variations de quantité d’interface induisent 
des forces de compression et décompression favorisant l’agrégation. (D) Le 
cisaillement peut faciliter les transferts vers la solution ou vers les interfaces 

de l’étape B et casser les films formés à l’étape C. Adapté de 58. 
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Le modèle global que nous proposons (Figure 3.25) résulte de l’action concomitante de 

l’adsorption sur la matière plastique et à l’interface A/L. Ce modèle est adapté de Sluzky et al.58 

Les matériaux fortement ou faiblement enclins à interagir avec les protéines devraient avoir le 

même effet par diminution de la sélectivité entre le matériau et les protéines. C’est effectivement 

ce qui a été observé dans le cas des tubes en Téflon ou LoBind pour les protéines purifiées 

(Figure 3.7) et l’EPL (Figure 3.5). 

Les pertes limitées de la BSA (Figure 3.7), peuvent être reliées à son utilisation très commune pour 

passiver des surfaces plastiques par adsorption. L’effet passivant de la BSA peut protéger le reste 

de la solution des effets déstabilisants du matériau. 

La vulnérabilité spécifique de la BSA en présence de verre (Figure 3.7),  possédant des groupes 

silanols hydrophiles et des charges de surface négatives, peut être liée à son point isoélectrique 

faible (pIBSA = 4.759) pouvant promouvoir des interactions électrostatiques avec les tubes.  
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3.4. IDENTIFICATION DES PROTEINES PERDUES PAR 

ANALYSE PROTEOMIQUE 

3.4.1. Stratégie expérimentale 

Dans le but d’identifier les protéines les plus sensibles aux stress imposés (agitation associée à la 

présence d’interfaces liquide/solide et air/liquide), nous avons conduit une analyse protéomique 

après agitation dans les différents types de tubes. Un échantillon n’ayant pas subi d’agitation a 

été utilisé comme référence, permettant d’identifier les protéines déplétées en solution dans les 

échantillons agités. Pour ne pas perturber le système, les échantillons n’ont été ni filtrés 

(introduction d’une nouvelle surface), ni centrifugés (introduction d’une nouvelle surface lors du 

changement de tube et stress supplémentaire pour les protéines). Nous avons fait l’hypothèse 

que les agrégats protéiques ont sédimenté et n’ont pas été prélevés lors de l’analyse. 

La sensibilité de l’analyse dépend de la concentration en protéines, or nous savons que la quantité 

globale de protéines après agitation varie selon la nature du tube. Pour conserver une sensibilité 

optimale et identique pour chaque échantillon, la même masse de protéines a été injectée 

(Figure 3.26). Pour cela, un coefficient de normalisation a été appliqué, correspondant à la perte 

en molalité (Figure 3.5). 

 

Figure 3.26. Schéma expérimental des solutions analysées en protéomique. 
Les injections sont équivalentes en masse pour une problématique de 
sensibilité des analyses. Les volumes injectés sont donc fonction des pertes 
de protéines. 

La méthode suivie a été adaptée de Millán-Oropeza A. et al. 60 pour obtenir une quantification 

semi-absolue. Les quantités de protéines déterminées sont en molarité (mol.L-1). Une conversion 

molarité/molalité (mol.kg-1) devrait être possible en connaissant la distribution exacte des 

protéines. Cela permettrait d’appliquer une correction correspondant aux volumes prélevés. 
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Cependant, une proportion significative des protéines identifiées a une molarité comprise entre 

la limite de détection et la limite de quantification (5 fmol ici). Ces protéines peuvent être 

observées mais ne sont pas quantifiables à cause de leur trop faible abondance. La conversion en 

molalité n’est donc pas envisageable. Ce type de problème est également retrouvé dans l’étude 

de polymères, pour la conversion des quantités en masse ou en nombre.61,62  

Des simulations ont été réalisées afin d’étudier le caractère spécifique des pertes de protéines 

d’EPL suite à un contact dans des tubes en PP. Ces simulations ont été générées de façon à 

obtenir une perte de masse uniforme sur l’ensemble des protéines. Les résultats obtenus sont 

détaillés dans l’article « A proteome scale study reveals how plastic surfaces and 

agitation promote protein aggregation », publié dans le journal Scientific Reports.63 Ils montrent 

des différences significatives par rapport aux observations expérimentales et indiquent donc que 

les pertes sont dues à des phénomènes spécifiques. Une normalisation globale par rapport au 

volume prélevé a été réalisée et, par mesure de précaution, seules les protéines dont la déplétion 

est supérieure au facteur de normalisation (15% pour le PP) ont été considérées dans cette étude. 

La limite de quantification à 5 ftmol engendre un second problème majeur : des protéines 

devenant faiblement abondantes suite à l’exposition ne vont pas ressortir de l’analyse alors 

qu’elles sont fortement impactées par les conditions d’agitation. Cela constitue une limite de cette 

technique d’analyse. 

Les données ont été déposées auprès du consortium ProteomeXchange via le partenaire de 

dépôt PRIDE sous l’identifiant PXD038266. Les listes des protéines présentant une différence 

significative en termes de concentration avant et après agitation sont également disponibles en 

annexe A.2. 

 

3.4.2. Effet de la nature du tube 

Suite à la mise en contact d’EPL dans des tubes de différentes natures (Figure 3.5), 112 protéines 

ont été identifiées comme ayant une différence significative de concentration par rapport à la 

quantité initiale (facteur bayésien > 1). Parmi ces protéines, 58 sont fortement déplétées et 31 

fortement enrichies en se basant sur un seuil de variation de concentration de 15% suite à 

l’agitation. Il n’a pas été observé de différence significative entre les différents matériaux. Les 

protéines affectées par les conditions d’agitation peuvent être classées en différentes catégories : 

complexes, oligomères, chaperonnes, protéines partiellement dépliées ou intrinsèquement 

désordonnées (IDP) et autres. 
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Figure 3.27. Liste des protéines identifiées comme déplétées suite à 
l’agitation de l’EPL dans des tubes en verre, PP, téflon et LoBind. Du rouge 
au vert : protéines déplétées à protéines protégées. Les protéines sont 
classées en différentes catégories selon leur nature, les proportions sont 
indiquées à droite.  

L’abondance relative des protéines en solution après agitation comparée à une référence sans 

agitation est montrée sur la figure 3.27. Les protéines fortement déplétées (n = 58) ou enrichies 

(n = 31) ont été classées en différentes catégories comme indiqué sur les diagrammes. Les listes 

des vingt protéines les plus déplétées et des dix les plus enrichies sont indiquées dans les 

tableaux. 

La sensibilité des protéines partiellement dépliées et des protéines chaperonnes peut être 

expliquée par le mécanisme d’adsorption des protéines aux interfaces. En effet, l’adsorption est 

un procédé impliquant généralement un dépliement partiel des protéines, entraînant une pénalité 

d’enthalpie. Les protéines étant déjà partiellement dépliées dans leur état natif, elles ne souffrent 

pas de cette pénalité due à un changement de conformation. Il est donc attendu qu’elles 

s’adsorbent plus facilement.33,34 Il est également attendu que les protéines chaperonnes soient 

impactées, pas directement par leur adsorption mais de manière indirecte, par leurs interactions 

avec des protéines dépliées, pour lesquelles elles ont une forte affinité. De tels mécanismes ont 

déjà été démontrés dans le cas de l’adsorption directe de protéines dépliées et de l’adsorption 

indirecte de protéines chaperonnes sur des nanoparticules de silice. 33 
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La détection de larges complexes (10-100 nm), comme les ribonucléoprotéines, est plus 

surprenante, bien que l’hypothèse aurait pu être émise à partir des analyses Raman (Figure 3.19-

B). En effet, ils ne sont généralement pas particulièrement représentés dans l’adsorption de 

protéines sur des surfaces inorganiques.13 Par ailleurs, il n’est pas attendu que le coefficient de 

partage entre l’interface A/L et le bulk soit plus important pour de grands complexes.64 Certaines 

indications expérimentales suggèrent même qu’il soit plus faible.65 

Cependant et d’un point de vue physique, si les protéines sont considérées comme des sphères 

dures, alors leur comportement colloïdal en solution dépend aussi de leur polydispersité, de leur 

concentration en solution et de leur confinement. Il a été montré expérimentalement et par 

modélisation que la diffusion de larges protéines aux interfaces est plus faible par rapport à de 

petites protéines. Ce mécanisme pourrait justifier un temps de résidence plus long et une 

dynamique Brownienne (effets de l’agitation thermique) plus lente. Ceci favoriserait la 

déstabilisation et l’agrégation d’un nombre important de complexes protéiques à l’interface A/L 

où ils sont sujets à des forces de compression.66 

 
Figure 3.28. (A) Etat initial. (B) Les forces éslatocapillaires tendent à dissocier 
les complexes. (C) Une diminution de l’interface conduit à l’association de 
protéines lorsque les forces sont plus importantes que les répulsions 
électrostatiques. 

Cependant, des images récentes de cryoEM de solutions de protéines de taille importante (25 nm, 

comparable à la taille des complexes identifiés ici) montrent une adsorption rapide et quasi-totale 

à l’interface A/L. Cela résulte de dénaturations locales67 et de dissociation des complexes.68 Les 

résultats suggèrent un phénomène de distorsion/élongation des protéines à l’interface, induit par 

des forces capillaires (appelé effet élastocapillaire69, figure 3.28). Il est attendu que ces forces 

capillaires fixent les particules à l’interface A/L70 et favorisent leur coagulation.71 Elles peuvent 

également induire une contrainte notée Δ sur les protéines, le long de la ligne de contact. Un 

A

B

C
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ordre de grandeur des contraintes verticale et horizontale peut être approximé à l’aide des 

équation 3.4 et 3.5 (Figure 1 dans 69). 

Δhorizontale = γ cos(Θ) (3.4) 

Δverticale = γ sin(Θ) (3.5) 

Avec γ la tension superficielle de la solution et θ l’angle de contact entre l’eau et les protéines. θ 

est une grandeur macroscopique mais qui dépend dans ce modèle des résidus et donc est 

hétérogène sur l’ensemble d’une protéine ou d’un mélange de protéines.72 En revanche, la norme 

du vecteur associé à la contrainte est indépendante de l’angle de contact. La tension de surface 

de la solution de protéines (55 mN.m-1 pour l’EPL à 0,1 g.L-1) peut donc être utilisée comme 

approximation de la contrainte Δ sur la ligne de contact entre la solution et l’air. 

Le module d’Young, également appelé module d’élasticité, permet de relier une contrainte 

mécanique à la déformation résultante du matériau. Pour les protéines monomériques, le module 

d’Young est dans la gamme du GPa et les déformations associées sont à un niveau 

subangströmique. En revanche, pour des complexes protéiques, les modules d’Young nécessaires 

peuvent être dix fois plus faibles à cause de fragilités aux interfaces monomère-monomère au sein 

du complexe protéique.73 Les tailles des objets sont quant à elles plus importantes, impliquant 

des forces totales plus élevées. Dans ces conditions, la déformation subie à l’interface A/L peut 

atteindre un nanomètre : les interactions entre les composants du complexe protéique sont 

rompues, révélant des surfaces hydrophobes, propices à l’agrégation.  

Une explication complémentaire réside dans les compressions et décompressions périodiques 

induites par les fluctuations à la surface (Figure 3.25 et 39,74), apportant des contraintes capillaires. 

Chaque diminution de surface de l’interface A/L pourrait induire une augmentation de la pression 

de surface ressentie par les protéines qui y sont adsorbées, de manière similaire aux compressions 

sur une cuve de Langmuir (bien que les vitesses de compression et dilatation sont plus importantes 

dans le cas des tubes agités). D’après Ramos et al.75, la pression de surface P au repos peut être 

évaluée à partir du caractère tensioactif des protéines (Équation 3.6).  

P = γeau -γprot (3.6) 

Avec γeau la tension superficielle de l’eau (72 mN.m-1) et γprot la tension superficielle des solutions 

de protéines (55 mN.m-1 pour l’extrait protéique à 0,1 g.L-1). 

 L’augmentation de la pression est inversement proportionnelle à la diminution de la surface 

durant l’étape de compression. Au cours du cycle de rotation, la surface de l’interface A/L subit 

des variations d’un facteur 7 (Tableau 3.2), la pression peut donc atteindre 120 mN.m-2 si on 

considère qu’elle s’exerce à une vitesse où les protéines à l’interface n’ont pas toutes le temps de 

repasser en solution (compression) ou de rejoindre l’interface (dilatation). Les forces 

correspondantes qui, comme les forces capillaires, dépendent de la taille des protéines (surface 
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occupée à l’interface), sont capables d’amener de larges complexes à la surface et donc de 

favoriser la formation des particules protéiques. 

Les fluctuations de pression sont plus fréquentes dans des conditions turbulentes où les quantités 

de surfaces varient plus rapidement et de façon non linéaire. Dans ces conditions, l’énergie 

dissipée dans les structures protéiques (complexes, gels…) sera plus importante à cause de la 

viscosité intrinsèque des protéines76,77 et des assemblages protéiques.78 De ce fait, les fluctuations 

amplifieront probablement les processus de déstructuration/restructuration survenant à la surface, 

menant à l’altération des protéines. 

Outre les protéines qui sont sensibles aux stress, certaines sont significativement protégées par 

les effets d’agitation. La plupart d’entre elles sont de petits homo-oligomères métaboliques 

(Figure 3.27, en bas et Annexe A.2). Ces assemblages sont connus pour être plus stables et donc 

moins sujets à l’agrégation.79 Il est tout de même difficile de comprendre comment le cisaillement 

peut les stabiliser. Une explication peut être liée au fait que de tels complexes oligomériques sont 

cinétiquement stables,80 c’est-à-dire qu’ils s’assemblent plus vite qu’ils ne se dissocient. 

Cependant, en conditions diluées, leur assemblage cinétique, qui est contrôlé par la rencontre 

des composants des complexes, devient le facteur limitant de leur stabilité. Tout phénomène 

pouvant accélérer la rencontre, comme l’agitation, peut favoriser leur stabilité. Une autre 

explication peut être que ces complexes sont préférentiellement désorbés des surfaces par l’effet 

de cisaillement des turbulences. Dans certains cas, le cisaillement a été décrit comme diminuant 

la quantité de protéines adsorbées, particulièrement sur des surfaces hydrophobes.44,81 Dans le 

cas de protéines résistant à la désorption induite par le cisaillement, un réarrangement en ilots 

peut être observé. Cela montre que les interactions latérales entre les protéines sur une surface 

sont un paramètre important de l’adsorption sous cisaillement. Les homo-oligomères, par leur 

stabilité et le fait qu’ils soient peu exposés aux surfaces,82 sont moins sujets à de telles interactions, 

ils seront donc désorbés rapidement par les mouvements du liquide. Une explication serait donc 

que leur adsorption limitée sur les surfaces sous cisaillement les stabiliserait lors de l’exposition 

aux stress combinés décrits ici. Ces protéines sont donc, par leur nature, moins sujettes aux stress 

imposés ici mais il peut être envisagé de protéger des protéines étant sensibles, par exemple en 

passivant les surfaces. Un coating avec de la BSA est envisageable au vu de des propriétés 

d’adsorption bien connues de cette protéine.  
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3.5. VERS UN SUIVI DYNAMIQUE 

Les observations précédentes ont été réalisées à l’issue d’une durée fixe d’agitation mais nous 

n’avons pas évoqué les effets liés au temps d’agitation. La réalisation d’une étude dynamique 

permettrait d’introduire des constantes apportant des informations complémentaires sur les 

mécanismes de dégradation. Un suivi cinétique de la perte de protéines a permis d’observer, 

qu’au-delà d’une dizaine d’heures de mélange, la quantité de protéines perdues n’évolue plus 

significativement. Un plateau semble être atteint à environ 14% (Figure 3.29). 

 

Figure 3.29. Perte de protéines en fonction de la durée d’agitation. 
Observations après agitation à 3 trs.min-1 d’une solution d’EPL à 0,1 g.L-1 
dans un tube en PP contenant 10 mL. 

Deux hypothèses peuvent être émises suite à l’observation de ce plateau :  

• Il ne reste en solution que les protéines résistantes aux stress imposés, les protéines 

sensibles étant déjà déstabilisées ; 

• Les interfaces A/L et L/S sont saturées en protéines (stables ou dénaturées), ce qui assure 

une protection pour les protéines restées en solution. 

3.5.1. Premiers résultats 

Pour identifier quelle hypothèse est la plus plausible, un suivi dynamique a été réalisé. Le tube en 

PP contenant la solution de protéines a été changé régulièrement (toutes les 30 min d’agitation) 

de sorte à renouveler les interfaces A/L et S/L. Si la première hypothèse est juste, un plateau sera 

également atteint vers 14% de perte, tandis que si la seconde hypothèse est correcte, une perte 

plus importante devrait être observée. Les résultats sont présentés en vert sur la figure 3.30, le 

point bleu correspond à un échantillon agité durant 6 h sans changement de tube.  
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Les pertes de protéines sont bien plus élevées lorsque le tube est changé régulièrement. Un 

plateau semble toutefois être atteint pour environ 45% de pertes après 6 changements de tube 

(7 tubes au total, 98 cm2 d’interface A/L et 350 cm2 d’interface S/L). Cette expérience montre 

qu’en renouvelant les interfaces, de nouvelles protéines sont exposées aux stress. La couche 

protéique à l’interface S/L semble donc avoir une action protectrice pour les protéines en solution. 

Il semblerait toutefois que plus de 50% des protéines soient résistantes à ces stress et restent en 

solution. 

 

Figure 3.30. Perte de protéines en fonction de la durée d’agitation d’une 
solution d’EPL à 0,1 g.L-1 à 3 trs.min-1 dans un tube en PP contenant 10 mL. 
La concentration est mesurée à chaque changement de tube, soit toutes les 
30 min. Le point bleu correspond à un échantillon agité 6 h sans changement 
de tube. 

Pour aller plus loin dans cette analyse dynamique, il serait intéressant de faire un suivi en 

protéomique afin d’identifier, à chaque étape, les protéines déplétées. Pour des raisons de temps 

d’analyse et de coût cette étude n’a pas été réalisée par protéomique mais des gels d’acrylamides 

ont été effectués. Cette méthode permet de séparer les protéines en fonction de leur masse : les 

petites protéines migrent vite et seront donc dans la fraction inférieure du gel tandis que les plus 

grosses ont une vitesse de migration limitée et resteront dans la partie supérieure. L’intensité des 

bandes est dépendante de la concentration en protéine, ce sont donc uniquement les protéines 

les plus abondantes qui pourront être identifiées. 

Huit échantillons ont été analysés sur gel (Figure 3.31) et correspondent à différentes durées de 

mélange (0 ; 0,5 ; 1 ; 2 ; 3 ; 4 ; 5 et 6 h) avec un changement de tube toutes les 30 min. Les 

solutions de protéines ont donc respectivement été en contact avec 0 ; 1 ; 2 ; 4 ; 6 ; 8 ; 10 et 12 

tubes. Puisque pour un tube, l’interface A/L est de 14 cm2 et l’interface S/L est de 50 cm2, pour 

13 tubes elles sont respectivement de 168 cm2 et 600 cm2. Il a été montré que la concentration 

en protéines évolue au cours de cette expérience (Figure 3.30). De la même façon que pour les 
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expériences de protéomique décrites dans la partie 3.4, une normalisation par la masse de 

protéines a été effectuée dans le but d’avoir la même sensibilité pour l’ensemble des échantillons.  

L’évolution des gels après changement de tubes durant l’agitation montre des comportements 

différents en fonction des bandes de protéines. Pour certaines, une diminution progressive de 

l’intensité est observée, dépassant 20% de perte d’intensité (Figure 3.31-1 et 3), alors que d’autres 

conservent une intensité similaire tout au long de l’analyse (Figure 3.31-2). Cela semble confirmer 

que certaines protéines sont résistantes aux stress imposés. 

 

Figure 3.31. A gauche : Suivi des protéines sur gel suite à l’agitation d’une 
solution d’EPL à 0,1 g.L-1 à 3 trs.min-1 dans un tube en PP contenant 10 mL. 
Le tube est changé toutes les 30 min pour renouveler les interfaces A/L et 
L/S. Les gels correspondent à la solution initiale (t0) et aux échantillons 
contenus dans les 1er, 2ème, 4ème, 6ème, 8ème, 10ème et 12ème tubes. L’échantillon 
pré-coloré est utilisé comme référence pour connaître les masses des 
protéines. A droite : évolution de l’intensité de trois bandes de protéines, 
déterminées à partir du gel par le logiciel Fiji. 

La liste des 50 protéines les plus abondantes dans l’EPL83,84 a été confrontée avec celle des 

protéines identifiées comme déplétées après 24 h de mélange dans un tube (partie 3.4). Les listes 

complètes sont en Annexes A.2. Deux protéines ont été identifiées comme très abondantes et 

significativement déplétées d’après les expériences de protéomique : HSP72 (Heat shock protein) 

et TSA1 (Peroxiredoxin) de masses respectives 69 et 22 kDa. Bien qu’il soit difficile d’être plus 

précis, ces protéines pourraient correspondre aux bandes marquées d’un astérisque sur la 

figure 3.31 et seraient donc déplétées, de manière progressive, au cours de cette expérience. Le 
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renouvellement des interfaces A/L et L/S accélèrerait leur déstabilisation. Ces attributions 

pourraient être vérifiées par analyse protéomique des bandes ou par électrophorèse couplée avec 

une reconnaissance par anticorps (attributions non réalisées par manque de temps). 

3.5.2. Conclusions et perspectives 

Ces expériences préliminaires vers un suivi dynamique des pertes de protéines au cours du 

mélange nous ont permis d’observer l’effet passivant de certaines protéines contenues dans l’EPL. 

Tout comme la BSA, en s’adsorbant aux interfaces elles protègent, en partie, les protéines en 

solution des stress générés par l’agitation. Nous avons également pu remarquer que plus de la 

moitié des protéines de l’EPL ne sont pas enclines à l’adsorption sur des tubes en PP et restent 

préférentiellement en solution. Des hypothèses ont pu être émises quant à la nature des protéines 

adsorbées ou protégées. Pour aller plus loin dans la compréhension des phénomènes, il serait 

nécessaire de réaliser un suivi par protéomique, permettant d’analyser précisément la 

composition protéique du système. 
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3.6. POINTS CLEFS ET CONCLUSIONS DU CHAPITRE 

Dans ce chapitre, nous avons montré que les protéines sont sensibles aux interfaces air/liquide 

fluctuantes. Cette sensibilité est renforcée par la présence d’une interface solide/liquide 

dynamique et d’un cisaillement d’interface. Bien qu’existants pour de petites protéines, ces effets 

sont plus importants pour les complexes protéiques larges. Ils sont suffisamment forts pour 

parvenir à perturber des protéines telles que l’hémoglobine et mènent à la formation d’agrégats 

de taille micronique (types gels de protéines contenant de forte quantité d’eau, diminution 

d’environ 30% dans nos expériences). Une fois des protéines adsorbées et les interfaces saturées, 

celles restant en solution seront moins sensibles aux stress. 

Puisqu’autant de phénomènes antagonistes ou concurrents sont impliqués, il peut sembler 

étonnant que la déstabilisation des protéines soit observée si souvent. En réalité, une telle 

combinaison est très commune dans la mise en œuvre des protéines dans les activités de 

laboratoire ou d’industrie. Tous les échantillons protéiques sont stockés ou analysés dans des 

tubes durant leur production ou leur purification et, des interfaces fluctuantes sont formées dès 

lors que le tube est déplacé ou que la solution est agitée. 

Les résultats ont permis d’identifier des leviers pour minimiser la dégradation des solutions de 

protéines. Cette étape était essentielle et préliminaire à toute expérience visant la compréhension 

du devenir des solutions de protéines en contact avec des microplastiques et leurs contenants au 

laboratoire. 

Plus généralement, pour conserver un maximum de protéines en solution, différentes solutions 

peuvent être envisagées : 

• Retirer l’air (même partiellement)  

• Choisir le tube contenant en fonction de l’affinité du système protéique pour le matériau 

(expériences préliminaires à effectuer) 

• Réaliser un coating avec une protéine ou un autre agent passivant 

• Minimiser la quantité de sels dans la solution 

• Réduire l’agitation 

Ces informations peuvent être utiles aux industriels mettant en œuvre des protéines pour limiter 

leurs pertes. 
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CHAPITRE 4. FORMATION D’UNE CORONA 

SUR DES MICROPLASTIQUES 

 

  

 

Le chapitre précédent nous a permis de mieux comprendre l’impact de la nature des tubes et des 

paramètres d’agitation sur le comportement des protéines en solution. Dans ce chapitre, portant 

sur les interactions entre un Extrait Protéique de Levure (EPL) et des microplastiques (MP), nous 

utiliserons systématiquement un échantillon sans MP comme référence afin de dissocier les effets 

des particules des autres facteurs expérimentaux.  

 

A partir de la quantification des protéines adsorbées, de l’imagerie de la corona par microscopie 

de fluorescence utilisant les radiations synchrotron et de l’identification des protéines adsorbées 

par protéomique, nous avons obtenu une caractérisation globale de la corona, permettant une 

meilleure compréhension des interactions. 

 

 

  

Ce chapitre a pour objectif de caractériser la corona protéique formée sur des MP. 

Le polyéthylène et le polypropylène ont été sélectionnés car ce sont les matériaux 

plastiques les plus produits et les plus persistants.1 Ils sont donc retrouvés en 

majorité dans l’environnement où ils peuvent interagir avec le vivant. Ils y sont peu 

à peu dégradés à cause des contraintes mécaniques, des variations de 

température ou des UV,2–4 c’est pourquoi nous avons étudié l’effet de leur 

vieillissement sur les interactions avec les protéines. Dans la nature, il existe des 

gradients de pH et de salinité, nous avons également étudié l’impact de ces 

paramètres.  
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4.1. CARACTERISATION DES MICROPLASTIQUES 

NATIFS ET VIEILLIS 

Cette première partie vise à recenser l’ensemble des informations obtenues sur les 

microplastiques étudiés. Ils ont été caractérisés par différentes techniques afin de déterminer leur 

distribution en tailles, leur surface spécifique, leur chimie de surface, leur composition, leur 

structure ainsi que leurs propriétés de fluorescence. Ces données sont essentielles pour 

comprendre les phénomènes d’adsorption des protéines étudiés par la suite.  

4.1.1. Données fournisseur et procédés d’obtention 
Les microplastiques utilisés au cours de cette étude sont des particules commerciales données 

par l’entreprise Clariant. Du polyéthylène (référence : Ceridust 3610) et du polypropylène 

(référence Ceridust 6050M) ont été sélectionnés puisque ces matériaux sont les plus produits et 

les plus persistants. Certaines informations ont été communiquées par le fournisseur, elles sont 

répertoriées dans le tableau 4.1, ainsi que l’aspect des poudres et la structure chimique des 

polymères constituant ces plastiques. 

 Polyéthylène (PE) Polypropylène (PP) 

Masse volumique (g.cm-3 à 23°C) ~ 0.97 ~ 0.90 

Diamètre D50 (µm) ~ 5 ~ 9,5 

Structure chimique 

  

Aspect 

 

Poudre blanche 

 

Poudre blanche 

Tableau 4.1. Données techniques des microplastiques communiquées par le 
fournisseur, structure chimique et aspect macroscopique. 

Dans l’environnement, les matériaux plastiques subissent des contraintes mécaniques et sont 

exposés aux UV, modifiant leur chimie, leur structure et donc les interactions qu’ils peuvent avoir 

avec des biomolécules. Pour prendre en compte ces phénomènes, nous avons étudié les 

microplastiques commerciaux dans leur état natif et après un vieillissement artificiel. Il a été 

n n
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observé que le PP se dégrade plus rapidement que le PE, les méthodes de vieillissement 

appliquées ont donc été différentes pour les deux types de microplastiques (tableau 4.2). Nous 

appellerons le polyéthylène PE, le polypropylène PP, le polyéthylène vieilli PEV et le 

polypropylène vieilli PPV.  

 Polyéthylène vieilli (PEV) Polypropylène vieilli (PPV) 

Méthode de vieillissement Thermique Irradiation 

Protocole 80°C, 2 mois 2 MGy 

Aspect 

 

Poudre légèrement jaune 

 

Poudre légèrement jaune 

Tableau 4.2. Méthode de vieillissement appliquée pour les deux types de MP 
et aspect macroscopique. 

D’un point de vue macroscopique, les plastiques natifs sont des poudres blanches et n’ont pas 

d’odeur particulière. Suite au vieillissement, ils ont une couleur légèrement jaune et dégagent une 

odeur. Ces observations sont plus marquées pour le PPV que pour le PEV. La coloration jaune est 

couramment observée sur des plastiques ayant subi une photo-oxydation.1 Elle peut également 

être associée à une fragilisation du matériau.2 L’odeur quant à elle provient du relargage de 

molécules, par exemple de monomères ou bien d’additifs présents dans les MP.3,4 Pour identifier 

ces molécules, il serait possible de réaliser une chromatographie en phase gazeuse. Cela n’a pas 

été effectué par manque de temps. 

4.1.2. Distribution en tailles 
Les particules étudiées sont polydisperses et de morphologies différentes comme le montrent les 

images obtenues (Figure 4.1). Pour obtenir les distributions en tailles, le diamètre de Féret de 250 

particules a été déterminé à l’aide du logiciel Fiji (Figure 4.2). Les résultats montrent que les 

particules de PP sont de tailles plus importantes que les particules de PE et que le vieillissement 

n’a pas d’impact sur la taille des particules de PP. En revanche, il apparaît que les particules de 

PE ont une taille plus importante après vieillissement (p-value = 5,8.10-11), passant d’un diamètre 

de Féret médian de 4,2 à 5,8 µm après irradiation. 
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Figure 4.1. Images en microscopie inversée (Zeiss Observer Z1, ligne DISCO, 
synchrotron SOLEIL) des particules de polyéthylène (A), polypropylène (B), 
polyéthylène vieilli (C) et polypropylène vieilli (D). Le traitement des images 
est détaillé dans la partie 4.3.2.1. 

 

Figure 4.2. Distributions des diamètres de Féret pour 250 particules de 
polyéthylène (A), polypropylène (B), polyéthylène vieilli (C) et polypropylène 
vieilli (D). Les valeurs situées au-dessus des traits discontinus correspondent 
à la médiane en µm. 
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4.1.3. Propriétés de surface 

4.1.3.1. Surface spécifique 

Des mesures de diffraction des rayons X aux petits angles (SAXS) ont été réalisées afin de 

déterminer la surface spécifique des microplastiques. Cette information permet de connaître la 

surface de plastique disponible pour les interactions avec les protéines. 

 

 

Figure 4.3. Diffraction des rayons X aux petits angles des microplastiques 
sous forme de poudre. Les courbes correspondent aux données 
expérimentales et les carrés correspondent aux points utilisés pour 
déterminer la surface spécifique. 

 

La figure 4.3 présente les données de SAXS des poudres de PE, PP natifs et vieillis en 

représentation de Porod avec Iq4 en fonction de q. I correspond à l’intensité de diffusion et q au 

vecteur de diffusion. Pour l’ensemble des MP, un plateau apparaît clairement pour les faibles 

valeurs de q (en dessous de 2,5.10-2 Å-1 pour PE, PEV et PP et en dessous de 1,0.10-2 Å-1 pour PPV) 

et correspond à une dépendance en q-4 de l’intensité apparente, résultant de la diffusion de 

l’interface entre les particules et l’air. A partir de l’intensité au niveau du plateau lim
!→#

(Iq$), la valeur 

de la surface spécifique peut être déterminée (voir paragraphe 2.2.2). 

 

 

 

o

PE
PEV
PP
PPV
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Tableau 4.3. Valeurs des surfaces spécifiques des poudres de MP de PE, PEV, 
PP et PPV déterminées à partir des courbes de SAXS (figure 4.3) et de 
l’équation 2.6 (paragraphe 2.2.2) ou calculées à partir des diamètres de Féret 
médians (figure 4.2) en considérant que les particules sont des sphères 
parfaites.  

 

Les valeurs obtenues (tableau 4.3, première ligne) sont mesurées indépendamment de la 

compacité de la poudre. La comparaison de ces valeurs avec celles calculées à partir des 

diamètres de Féret dans le cas de sphères parfaites (tableau 4.3, seconde ligne), montre que la 

surface des particules est plutôt lisse avec une faible rugosité.  

Les MP natifs ont des allures différentes : le PE a une surface spécifique plus importante que le 

PP. Nous pouvons corréler cette observation à la taille des particules : les particules de PE sont 

plus petites, elles ont donc une surface disponible par unité de masse plus importante que les 

particules de PP. 

Le PE et le PEV sont très proches aux petits angles, ce qui correspond à une surface spécifique 

quasiment identique (PE : 2,5 et PEV : 2,4 m2.g-1). Il semble que le traitement par irradiation n’ait 

pas d’effet significatif sur la surface spécifique des particules. Or, les distributions de tailles 

présentées précédemment ont montré une différence de taille significative suite à l’irradiation. Il 

est possible qu’il y ait eu à la fois de l’agglomération et que la rugosité ait augmenté suite à 

l’irradiation. Une autre explication peut être liée à un problème d’échantillonnage, 

potentiellement causé par une hétérogénéité des effets de l’irradiation. 

Le PP présente un pic de corrélation à q=8.10-2 Å-1. D’après le modèle d’Hosmann, cela traduit 

une organisation interne en couches lamellaires séparées par des domaines amorphes (qui 

peuvent ne représenter qu’une faible fraction volumique de la particule).5 Cette organisation 

lamellaire des chaînes de polymères est courante pour les matériaux plastiques.6,7   

Suite au vieillissement ce pic est décalé vers les plus petits angles et s’étale sur une gamme plus 

importante. Le traitement thermique opéré sur le polypropylène semble avoir modifié 

l’organisation des chaînes dans les particules puisque la surface spécifique du PPV n’est pas 

significativement différente par rapport à celle du PP natif. 

  

σ𝐦 (m2.g-1) PE PEV PP PPV 

Expérimental 2,5 2,4 1,1 1,2 

Calculé 1,5 1,1 0,7 0,7 
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4.1.3.2. Angles de contact 

Pour obtenir des informations sur le caractère hydrophile ou hydrophobe des MP étudiés, des 

mesures d’angle de contact de gouttes d’eau pure ont été réalisées sur des lits de poudre de MP. 

Ces mesures ont été effectuées après un équilibre de 30 min, une entrée dans le lit de poudre est 

observée dans tous les cas mais est particulièrement marquée dans le cas du PPV (Figure 4.4). 

 

Figure 4.4. Images de gouttes d’eau pure (7,5 µL) posées sur des lits de 
poudres de PE, PEV, PP et PPV à l’instant initial et après 30 minutes 
d’équilibre à température ambiante. 

La figure 4.5 présente ces résultats et montre que toutes les surfaces sont hydrophobes (angles 

supérieurs à 90°). Il n’y a pas de différence significative entre le PE et le PP dans leur état natif. En 

revanche, après vieillissement des MP, une diminution de l’angle de contact est à noter, à la fois 

pour le PE et pour le PP mais avec un effet plus prononcé pour le PP (32° de différence entre le 

PP et le PPV ; 16° de différence entre le PE et le PEV). Une oxydation des particules suite au 

vieillissement est probablement à l’origine de ces phénomènes puisque l’introduction d’atomes 

d’oxygène rend les surfaces moins hydrophobes. 

 

Figure 4.5. Angles de contact d’une goutte d’eau pure de 7,5 µL sur les MP 
de PE, PEV, PP et PPV sous forme de poudre. Les données sont obtenues par 
la moyenne des angles droit et gauche après 30 min d’équilibre à 
température et humidité ambiantes. 
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4.1.3.3. Chimie de surface 

Des expériences de spectroscopie de photoélectrons induits par rayons X (XPS) ont été menées 

afin de connaître la composition chimique de la surface des particules. Cela permet de caractériser 

l’état d’oxydation des particules natives et vieillies et également de savoir si des polluants sont 

présents à leur surface et risqueraient de modifier les interactions avec les protéines. 

 

 

Figure 4.6. Spectres XPS des microplastiques natifs et vieillis (PE et PP) et 
1250 à 0 eV (A) et zoom sur la zone de l’oxygène 1s (B). Uniquement du 
carbone et de l’oxygène sont présents en surface des particules. Le PP ne 
contient pas d’oxygène en surface dans son état natif. 

 

La figure 4.6 représente les spectres XPS des quatre échantillons. Seuls les pics correspondant à 

du carbone et à de l’oxygène sont présents. Dans le cas du PP, les spectres XPS n’ont pas mis en 

évidence la présence d’oxygène, la surface du matériau correspond bien à du polypropylène sans 

polluant ni oxydation.8 Pour observer plus précisément l’environnement des atomes de carbone 

et d’oxygène, des spectres de plus haute résolution ont été enregistrés sur des gammes d’énergie 

de liaison plus faibles. 
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Figure 4.7. Spectres XPS du carbone 1s du PE (A) et du PP (B) et de l’oxygène 
1s du PE (C). Les traits pleins représentent le signal et les traits en pointillés 
les différentes composantes. 

 

Les spectres XPS des MP natifs (Figure 4.7) montrent la présence de carbone 1s, ce qui est attendu 

puisque les matériaux étudiés sont des polyoléfines. Dans le cas du PE, des pics caractéristiques 

de l’oxygène sont présents dans deux environnements bien distincts. La composante à 532,1 eV 

peut être attribuée à O-C=O et la composante à 533,5 eV à O-C=O.9 La concentration atomique 

de l’oxygène est de 0,9% et celle du carbone de 99,1%. La présence d’oxygène sur la surface du 

PE peut être due à une contamination de surface ou bien à une oxydation du matériau.  
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Figure 4.8. Spectres XPS du carbone 1s du PEV (A), du PPV (B) et de l’oxygène 
1s du PEV (C) et du PPV (D). Les traits pleins représentent le signal et les traits 
en pointillés les différentes composantes. 

 

Les spectres XPS des MP vieillis (Figure 4.8) montrent des évolutions sur les pics caractéristiques 

de l’oxygène. Dans le cas du PEV, une composante à 532,5 eV apparaît comme majoritaire. La 

proportion en oxygène suite au vieillissement est accrue et atteint 2,6%. Dans le cas du PPV, à 

l’inverse du PP, de l’oxygène a été détecté en surface et représente 2,6% de la concentration 

atomique.  

La chimie de surface des microplastiques étudiés correspond bien à celle attendue pour des 

chaînes carbonées, avec de l’oxygène en surface du PE natif dans des proportions relativement 

faibles. Après vieillissement, la quantité d’oxygène pour le PE et le PP atteint 2,6%, montrant que 

le vieillissement modifie la chimie de surface des matériaux en les oxydant. 
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4.1.4. Composition et structure 
La composition des microplastiques a été déterminée à différentes échelles. La spectroscopie 

infrarouge et l’analyse calorimétrique permettent une observation globale des poudres, l’imagerie 

Raman quant à elle donne des informations à l’échelle d’une particule. 

4.1.4.1. Spectres infrarouges 

Les spectres infrarouges (Figure 4.9, données acquises par F. Saudrais) réalisés sur les plastiques 

natifs correspondent aux spectres classiques du PE et du PP dans un état semi-cristallin10,11. Aucun 

additif n’a été identifié sur ces spectres, l’odeur des MP vieillis semble donc due à la présence de 

monomères.3,4 Pour les MP vieillis, l’apparition de pics vers 1715 cm-1 (encadrés sur la Figure 4.9) 

est due à la présence de groupements carbonyles. Ce pic peut être utilisé pour suivre l’évolution 

de l’état d’oxydation des matériaux.12 

L’indice carbonyle, défini comme le rapport des intensités du signal des carbonyles (1850 à 

1650 cm-1) et du signal des ponts méthylènes (1500 à 1420 cm-1)13, a été calculé pour comparer le 

taux d’oxydation des matériaux. Les résultats montrent une évolution de l’indice carbonyle suite 

au vieillissement (PE : 0,00 ± 0,02 vs PEV : 0,08 ± 0,02 et PP : 0,02 ± 0,02 vs PPV : 0,12 ± 0,02). 

D’après ces résultats, le vieillissement semble engendrer une oxydation globale des plastiques, 

ce qui constitue une information complémentaire aux données obtenues en XPS, montrant une 

oxydation en surface.  

 

Figure 4.9. Spectres infrarouges du PE (A), PP (B), PEV (C) et PPV (D). Pour les 
MP vieillis, le pic à 1715 cm-1 est entouré. 

A B

DC
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4.1.4.2. Calorimétrie 

Les MP ont été caractérisés par calorimétrie différentielle à balayage (DSC). Les principales 

données relatives à ces expériences sont répertoriées dans le tableau 4.4.  

Pour le PE et le PEV, une augmentation de l’enthalpie de fusion est à noter lors du second cycle 

de chauffage (correspondant à l’état de bulk) alors qu’elle reste comparable au premier cycle pour 

le PP et voire même diminue pour le PPV. D’autre part, l’enthalpie de cristallisation est deux fois 

plus importante pour le PE que pour le PP et dans tous les cas augmente au second cycle. 

Il n’a pas été observé de température de transition vitreuse (Tg) sur la gamme de température 

balayée (-50 à 180°C), pour les quatre types de MP. S’il y a une partie d’amorphe, la Tg est donc 

située à une température inférieure à -50°C. Les Tg du PE et du PP sont généralement attendues 

respectivement vers -70°C et -10°C.14 En revanche, un pic de fusion, caractéristique d’une 

structure polymérique cristalline, est observé pour les quatre MP. La température de fusion du PP 

est plus élevée que celle du PE, comme généralement observé.15,16 Un point intéressant à noter 

est la diminution de la température de fusion à l’issue du vieillissement : environ -9°C pour le PE 

et -14°C pour le PPV. Cette diminution peut provenir d’une fragilisation du matériau.17 

  

  PE PEV PP PPV 

 Cycle 1 2 1 2 1 2 1 2 

Fusion 

Température °C 124.3 124.3 115.7 117.8 137.9 134.4 124.0 128.1 

Largeur pic à 

mi-hauteur °C 
4.6 4.6 16.8 16.8 16.7 9.4 23.3 10.3 

Hauteur pic W/g -2.1 -2.1 -0.7 -0.7 -0.3 -0.3 -0.3 -0.3 

Enthalpie J/g 167.4 297.2 166.1 285.0 74.5 77.2 81.9 60.1 

Cristallisation 

Température °C 107.1 112.6 103.3 106.9 99.9 108.2 98.4 106.2 

Largeur pic à 

mi-hauteur °C 
4.9 5.0 15.5 4.8 7.5 5.6 8.3 5.7 

Hauteur pic W/g 4.9 2.3 2.7 1.0 2.2 0.7 2.0 0.6 

Enthalpie J/g 287.4 294.6 196.2 204.0 95.0 106.6 105.0 134.2 

Tableau 4.4. Principales données extraites des expériences de DSC sur les 
MP de PE, PEV, PP et PPV au cours d’un premier puis d’un second cycle de 
chauffage (5°C.min-1, de -50°C à 180°C) et refroidissement (20°C.min-1, de 
180°C à -50°C). 
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4.1.4.3. Imagerie Raman 

L’analyse des MP de PE et PP par microscopie confocale Raman a montré que le PP a une structure 

et une composition homogène à l’échelle de la particule (Figure 4.10-B). En revanche, des 

différences spectrales localisées ont été observées pour les particules de PE à une échelle 

micrométrique (Figure 4.10-A). Trois composantes spectrales partageant les mêmes bandes de 

vibration mais avec des ratios d’intensité différents ont été identifiées en analysant les images 

hyperspectrales de PE. Pour le PP, une seule composante a été identifiée et correspond à la 

signature spectrale de ce matériau.18  

 

Figure 4.10. Cartographie des MP de PE (A) et de PP (B) par microscopie 
confocale Raman. Trois composantes spectrales ont été identifiées pour le 
PE (PE 1, rouge ; PE 2, vert ; PE 3, bleu) et correspondent à des degrés de 
cristallinité différents. Les différences significatives entre spectres sont 
indiquées en gris. Une composante spectrale a été identifiée pour le PP 
(violet). Les spectres Raman ont été normalisés à 1294 et 2882 cm-1 pour le 
PE et 2885 cm-1 pour le PP. Les images champ clair en mode réflexion sont 
montrées en encart (barre d’échelle 5 µm). Les différences spectrales sont 
indiquées sur les images Raman avec le même code couleur (barre d’échelle 
5 µm). 

Pour comparer les différentes composantes du PE, les spectres Raman ont été normalisés sur les 

bandes vibrationnelles à 1294 et 2882 cm-1, correspondant respectivement à la torsion et à 

l’élongation asymétrique des CH2. Des différences en intensité sont observées pour différentes 

bandes : 1062 cm-1 (νas(C-C)), 1129 cm-1 (νs(C-C)), 1416, 1440 et 1464 cm-1 (δ(CH2) avec une 

contribution de ω(CH2). Il a été montré que l’intensité de ces modes de vibration est étroitement 

liée à la structure et la cristallinité du PE.19,20 
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Dans notre analyse, la composante PE 1 est caractérisée par une intensité plus faible des modes 

de vibration des CH2 à 1418 cm-1 (associés à une structure orthorhombique) et une intensité plus 

importante des modes de déformation des CH2 à 1440 et 1464 cm-1 (associés à une structure 

amorphe). Une tendance opposée est observée pour la composante PE 3. L’intensité des 

élongations symétriques et asymétriques des C-C est plus faible pour PE 1 que pour PE 3, cela 

peut être interprété par une augmentation de chaînes trans.19 Nous pouvons supposer que PE 3 

correspond à une phase plus cristalline et PE 1 à une phase plus amorphe, PE 2 a une structure 

intermédiaire.  

Nous pouvons également observer que ces trois composantes délimitent des sous-domaines à 

l’intérieur des MP de PE mais pas entre les particules, suggérant que l’hétérogénéité de la 

structure polymérique est importante.  

Les analyses ont également été réalisées pour les microplastiques vieillis PEV et PPV (Figure 4.11). 

Les images et spectres sont identiques pour les MP natifs et vieillis avec trois composantes pour 

le PEV et une pour le PPV. Cette technique ne nous permet pas de caractériser le vieillissement 

de ces matériaux polymères.  

 

 

Figure 4.11. Cartographie des MP de PEV et de PPV par microscopie 
confocale Raman. Les images champ clair en mode réflexion sont montrées 
en encart (barre d’échelle 5 µm). Les différences spectrales sont indiquées sur 
les images Raman avec le même code couleur que la figure 4.10 (barre 
d’échelle 5 µm). 

  

PEV PPV
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4.1.4.4. Diffraction des rayons X 

Des mesures de diffraction des rayons X (DRX) ont été réalisées sur les MP natifs et vieillis afin 

d’obtenir des informations sur leur cristallinité. Les résultats présentés sur la figure 4.12 montrent 

que, pour l’ensemble des particules le taux de cristallinité est très important. Il est possible qu’il y 

ait une partie amorphe mais sa proportion serait anecdotique puisqu’il n’y a pas de bosse 

caractéristique étendue dans la région des pics de Bragg intenses (environ 20°). 

 

 

Figure 4.12. Diffractogrammes des poudres de MP de PE et PEV (à gauche) 
et de PP et PPV (à droite). Le signal du support est indiqué en gris. Les étoiles 
correspondent à des systèmes cristallins différents du PE (bleu = 
orthorhombique ; rose = monoclinique). 

 

Pour les MP de PE, l’attribution des pics indique la présence de deux organisations cristallines. 

Les pics signalés par une étoile bleue peuvent être attribués à un système cristallin 

orthorhombique et les pics signalés par une étoile rose peuvent être attribués à un système 

monoclinique.21,22 D’après les intensités des pics, il semblerait que les particules comportent une 

part importante de structure orthorhombique avec une proportion de monoclinique nettement 

plus faible. En spectroscopie Raman, trois contributions ont été observées, elles sont donc 

probablement liées à des orientations différentes. 

Pour les MP de PP, le diffractogramme semble indiquer qu’il s’agit de PP isotactique (les CH3 sont 

tous orientés de la même façon par rapport à la chaîne carbonée).23 

La comparaison des MP natifs et vieillis montre qu’il y a peu d’effet du vieillissement sur la structure 

cristalline des particules. Les différences observées en SAXS (angles de diffusion inférieurs à 5°) 

pour le PPV ne sont pas retrouvées dans ces gammes d’angles. 
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4.1.4.5. Fluorescence 

Des spectres 3D de fluorescence ont été réalisés pour connaître les éventuels domaines de 

fluorescence des particules avant et après vieillissement (Figure 4.13). Le spectre du PE natif 

montre une fluorescence jusqu’à une longueur d’onde d’excitation (λ&'() de 225 nm et sur toute 

la gamme de longueurs d’onde d’émission (λ&)) étudiée (200 à 800 nm). Il n’y a pas de signal de 

fluorescence sur le reste du spectre. Pour le PP il n’a pas été observé de fluorescence significative 

sur les gammes d’excitation et émission étudiées. Dans le cas des MP vieillis, des différences sont 

à noter par rapport aux MP natifs. La gamme de fluorescence est déplacée après irradiation du 

PE, le pic se situe alors vers	λexcitation = 325 nm et λémission = 400 nm. Pour le PP, la fluorescence est 

importante suite au traitement thermique et ce sur une gamme très large. 

 

Figure 4.13. Spectres 3D de fluorescence des particules de polyéthylène (A), 
polypropylène (B), polyéthylène vieilli (C) et polypropylène vieilli (D). 

 

Les polyoléfines sont des molécules carbonées sans insaturation. La fluorescence observée ici 

semble être caractéristique de l’oxydation des MP. En effet, comme le montre la figure 4.14, la 

présence d’oxygène crée des insaturations au niveau des atomes d’oxygène, responsables de la 

fluorescence.24 Il est également possible que le vieillissement induise la formation de liaisons C=C, 

difficilement détectable en spectroscopie infrarouge, pouvant générer de la fluorescence UV-

visible. 

Intensité
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Figure 4.14. Illustration des mécanismes induisant l’émission de fluorescence 
de polyoléfines suite à leur vieillissement par oxydation.24 
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4.1.5. Récapitulatif des informations obtenues 
Les techniques de caractérisation présentées précédemment nous ont permis d’obtenir des 

informations nécessaires à l’étude des interactions MP/protéines. Le PE et le PP, bien que proche 

chimiquement, diffèrent dans leurs propriétés physico-chimiques. Les principales données 

obtenues sont répertoriées dans le tableau 4.5. 

 Polyéthylène Polyéthylène vieilli Polypropylène Polypropylène vieilli 

Abréviation PE PEV PP PPV 

Taille médiane en µm 
(microscopie optique) 

4,2 5,8 10,0 9,9 

Surface spécifique en 
m2.g-1 (SAXS) 

2,5 2,4 1,1 1,2 

Angle de contact 
d’eau pure (°) 

116 100 122 90 

Chimie de surface en 
% atomique (XPS) 

C : 99,1 

O : 0,9 

C : 97,4 

O : 2,6 
C : 100% 

C : 97,4 

O : 2,6 

Indice carbonyle 
(Infrarouge) 

0,00 0,08 0,02 0,12 

Température de 
fusion 1er cycle       
(°C, DSC) 

124,3 115,7 137,9 124 

Nombre de domaines 
cristallins (Raman) 

3 3 1 1 

Cristallinité (DRX) 

Pas/peu d’amorphe 

Orthorhombique +++ 

Monoclinique + 

Pas/peu d’amorphe 

Polypropylène isotactique 

Fluorescence 

Légère 

λ!"#= 200-225 

λ!$= 200-800 

Légère 

λ!"#= 300-340 

λ!$= 375-500 

Non identifiée 

Intense 

λ!"#= 250-400 

λ!$= 100-600 

Tableau 4.5. Récapitulatif des données techniques des microplastiques natifs 
et vieillis obtenues dans le cadre de leur caractérisation. 
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4.2. QUANTIFICATION DES PROTEINES ADSORBEES 

4.2.1. Stratégie expérimentale 
Nous avons montré dans le paragraphe 1.2.2.2 que l’adsorption de protéines sur une surface 

dépend à la fois de la nature de la surface, de la protéine et du milieu. Pour comprendre les 

mécanismes d’adsorption d’un Extrait Protéique de Levure (EPL) sur des MP, nous avons quantifié 

la masse de protéines adsorbées en faisant varier les conditions expérimentales. Pour cela, des 

isothermes d’adsorption ont été réalisés et un modèle de Langmuir a été appliqué pour l’analyse. 

Ce modèle est caractéristique de l’adsorption d’une monocouche sur une surface homogène. Il 

est très souvent utilisé dans ce type d’études, nous permettant de comparer les résultats obtenus 

avec la littérature. Les constantes obtenues sont la quantité maximale de protéines adsorbées par 

unité de surface (m∞) et la constante d’adsorption (Kads), proportionnelle à l’affinité des protéines 

pour le substrat. 

4.2.1.1. Quantification des protéines 

Comme évoqué dans le paragraphe 2.1.1.3, la quantification d’un extrait protéique est complexe. 

Dans cette étude, deux méthodes de quantification ont été appliquées : 

• La méthode de Bradford.25 Le réactif complexe les acides aminés basiques et aromatiques. 

Le principal intérêt est que l’absorbance est mesurée à 595 nm, il y a donc assez peu de diffusion 

due aux petits objets en solution. Une limite importante de la technique est liée à la composition 

de la solution. Une quantité importante de certains sels ou bien une incompatibilité avec le réactif 

peuvent altérer la capacité de complexation du réactif sur les acides aminés. 

• La mesure de l’absorbance à 205 nm. Cette longueur d’onde correspond à l’absorbance 

de la liaison peptidique.26 Cette technique, par rapport à la méthode de Bradford, permet 

d’utiliser des tampons dans des concentrations plus importantes. Cependant, la longueur d’onde 

d’analyse est plus faible, il y a donc davantage de sensibilité à la diffusion. 

Les quantifications en tampon phosphate ont été réalisées à l’aide de la méthode de Bradford car 

si des MP restent dispersées après la centrifugation, elles peuvent modifier l’absorbance à 

205 nm. En revanche, les quantifications en eau de mer ont été réalisées à l’aide de l’absorbance 

à 205 nm car la très forte salinité a rendu impossible l’utilisation du réactif de Bradford. 

Le chapitre précédent a montré que la manipulation d’un extrait protéique peut induire 

l’agrégation des protéines. Nous avons identifié certains paramètres influant mais d’autres, non 

contrôlés (luminosité, durée de stockage des cellules ou de l’extrait protéique, force exacte 

appliquée lors du cassage des cellules, vitesse de congélation et décongélation…), peuvent 

également avoir un impact, à la fois sur les protéines elles-mêmes ou sur leur quantification. Dès 

que possible des tripliquas biologiques ont donc été réalisés indépendamment les uns des autres 

ainsi que des tripliquas techniques. 
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4.2.1.2. Mise en contact 

Les microplastiques nus restent en surface des solutions aqueuses car ils sont hydrophobes et peu 

denses ; lorsqu’ils sont recouverts de protéines, ils se dispersent dans la colonne d’eau. 

Macroscopiquement, cela se traduit par une opacification de la solution.  

Il a été observé qu’en l’absence d’agitation, les particules restent en surface, une opération de 

mélange est donc nécessaire à l’adsorption des protéines. Nous avons choisi d’utiliser une roue 

(Figure 4.15) pour qu’il y ait un renversement de la solution et ainsi forcer le contact entre les MP 

et les protéines. 

 

Figure 4.15. Schéma de la roue permettant la mise en contact des protéines 
et des MP. 

Pour estimer une durée suffisante de mélange, nous nous sommes basés sur l’état de dispersion 

des particules (observation macroscopique). L’opacification d’un échantillon a été suivie au cours 

du mélange (Tableau 4.6). 

• Directement après la préparation de l’échantillon, les MP sont en surface de la solution. 

• Après 1 h d’homogénéisation, la solution est légèrement opaque, traduisant la présence 

de particules et donc l’adsorption de protéines sur leur surface. 

• Après 4 h, l’opacité est plus importante, ce qui signifie qu’il y a davantage de protéines 

adsorbées. 

• La solution n’est pas significativement différente entre 4 et 24 h de mélange, l’adsorption 

des protéines semble avoir atteint un plateau. 

Nous avons donc choisi de mélanger les échantillons durant 4 h pour que les protéines aient le 

temps de se fixer, tout en minimisant l’impact de l’agitation sur les protéines non adsorbées.  
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Durée d’agitation (h) 0 1 4 24 

Polyéthylène 

    

Polypropylène 

    

Tableau 4.6. Photographies d’échantillons contenant des MP de PE et de PP 
(10 g.L-1) et de l’EPL (0,5 g.L-1) en tampon phosphate 100 mM à pH7 
directement après ajout des constituants (A), après 1 h (B), 4 h (C) et 24 h (D) 
de mélange sur roue à 3 trs.min-1 à 6°C. 

En ce qui concerne les autres paramètres de mélange, nous avons choisi d’utiliser les tubes en 

polypropylène étudiés dans le chapitre 3 car leur impact est connu et il s’agit d’un matériau très 

largement utilisé. L’agitation a été réalisée à 3 trs.min-1 car il a été montré qu’une agitation plus 

rapide endommage les protéines. Les mises en contact ont été réalisées à 6°C.  

4.2.1.3. Séparation des protéines libres et des microplastiques 

Dans ce chapitre nous souhaitons étudier séparément les protéines non adsorbées et les 

particules entourées de leur corona protéique. Différentes méthodes peuvent être envisagées 

pour la séparation. Nous avons écarté celles qui nécessitent l’introduction d’une nouvelle surface, 

comme la filtration, car les protéines pourraient s’adsorber, ce qui biaiserait les résultats. La 

séparation des phases liquides et solides peut également être effectuée par décantation. Les 

particules de plastique tendent à remonter à la surface car elles sont moins denses que l’eau. Les 

protéines pouvant stabiliser les MP en solution sur des temps longs (supérieurs à 24 h), nous avons 

donc choisi d’accélérer le déphasage par centrifugation (5 min, 15000 g).  Les MP se trouvent 

alors concentrés en surface et les protéines non adsorbées restent en solution. 
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4.2.2. Effet de la surface 
Nous avons observé précédemment que, malgré une chimie proche, les quatre types de MP 

étudiés ont des caractéristiques différentes (taille de particules, état d’oxydation, cristallinité…). 

L’impact de la surface plastique sur le comportement de l’extrait protéique de levure sera analysé 

en deux temps. Tout d’abord, nous étudierons l’impact de la nature du polymère sur les protéines 

(PE vs PP). Puis, nous appliquerons la même démarche pour identifier les effets liés au 

vieillissement (PE vs PEV et PP vs PPV). 

4.2.2.1. Nature du polymère 

Des isothermes d’adsorption ont été réalisés et représentent la quantité de protéines adsorbées 

par m2 de plastique disponible en fonction de la concentration en protéines libres (Figure 4.16). 

Un modèle de Langmuir a été ajusté aux points expérimentaux et répond aux critères de qualité 

(p-value < 0,05). L’atteinte d’un plateau aux fortes concentrations indique que les protéines 

forment une couche saturée sur les MP de PE et de PP. 

 

 

Figure 4.16. Isothermes d’adsorption de l’EPL en tampon phosphate 100mM, 
pH7 sur du PP (rose) et du PE (bleu), réalisés à 6°C. Les courbes représentent 
un ajustement avec un modèle de Langmuir. 

 

 

 

 

 

PP
PE
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  m∞ Kads 

  Valeur estimée (mg.m-2) 
Qualité de 

l’ajustement 
Valeur estimée (L.g-1) 

Qualité de 
l’ajustement 

EPL 
PE 4,8 ± 0,6 *** 8,5 ± 3,0 * 

PP 10,6 ± 0,8 *** 9,5 ± 2,0 *** 

BSA 
PE 1,5 ± 0,1 *** 4,9.102 ± 1,0.102 ** 

PP 2,6 ± 0,2 *** 8,0.102 ± 2,7.102 * 

Tableau 4.7. Quantités maximales de protéines adsorbées (m∞) et constantes 
d’adsorption (Kads) déterminées à partir des isothermes d’adsorption ajustés 
avec un modèle de Langmuir (Figure 4.16 pour EPL et Annexe A.3.1 pour 
BSA). La qualité de l’ajustement est déterminée à partir des p-values. 

Les résultats montrent un comportement distinct entre le PE et le PP. Malgré des constantes 

d’adsorption (Kads) relativement proches, la masse maximale de protéines adsorbées (m∞) est 

supérieure d’un facteur 2 pour le PP (Tableau 4.7). Peu d’études portent sur l’adsorption de 

protéines sur du PP mais, dans le cas de protéines purifiées, une couverture 1,8 fois plus 

importante a déjà été observée sur un film de PP par rapport à un film de polystyrène.27  

Deux hypothèses peuvent être envisagées :  

• La corona du PP est plus épaisse ou plus dense 

• Un mécanisme dynamique d’adsorption/désorption induit l’agrégation de protéines sur la 

surface du PP et la libération des agrégats en solution. Ils vont sédimenter et ne seront pas en 

solution lors de la quantification. Ces protéines sont alors identifiées comme adsorbées sur les 

particules, il s’agit d’une limite de la méthode d’analyse par déplétion. 

Des isothermes d’adsorption sur ces mêmes MP ont été réalisés avec de l’Albumine de Sérum 

Bovin (BSA) par Florent Saudrais, ils sont présentés en Annexe A.3.1. Les constantes m∞ et Kads 

extraites à partir des ajustements avec un modèle de Langmuir sont présentées dans le 

tableau 4.7. En comparaison avec l’EPL, les m∞ sont plus faibles d’un facteur 3 pour le PE et d’un 

facteur 4 pour le PP. Ce comportement peut être expliqué si dans l’EPL des protéines adsorbées 

sont impliquées dans des complexes. Elles ont une affinité pour d’autres protéines du complexe 

et des interactions protéine/protéine peuvent mener à une corona plus importante. En ce qui 

concerne les valeurs de Kads, elles sont significativement plus importantes dans le cas de la BSA, 

indiquant une affinité plus forte que l’EPL qui contient probablement des protéines avec plus ou 

moins d’affinité pour les surfaces. 
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4.2.2.2. État de vieillissement 

D’après la caractérisation des MP, le principal effet du vieillissement est relatif à l’oxydation des 

particules, peu d’effet ayant été observé sur la taille et la surface spécifique. Des isothermes 

d’adsorption de l’EPL sur les MP natifs et vieillis ont été réalisés et ajustés avec un modèle de 

Langmuir. 

Les isothermes du PEV et du PE natifs (Figure 4.17 et Tableau 4.8) montrent que les masses 

maximales de protéines adsorbées sont dans le même ordre de grandeur. Nous ne pouvons pas 

conclure sur les constantes d’adsorption car le modèle appliqué ne rencontre pas les critères de 

qualité exigés pour le PEV (p-value > 0,05). Les points expérimentaux du PEV étant 

systématiquement sous les points du PE, il semblerait tout de même que l’affinité des protéines 

soit plus importante pour le PE avant vieillissement. 

 

Figure 4.17. Isothermes d’adsorption de l’EPL en tampon phosphate 100mM, 
pH7 sur du PE (bleu) et du PEV (gris), réalisés à 6°C. Les courbes représentent 
un ajustement avec un modèle de Langmuir. 

 m∞ Kads 

 Valeur estimée (mg.m-2) 
Qualité de 

l’ajustement 
Valeur estimée (L.g-1) 

Qualité de 
l’ajustement 

PE 4,8 ± 0,6 *** 8,5 ± 3,0 * 

PEV 6,2 ± 2,0 ** 2,4 ± 1,3 X 

Tableau 4.8. Quantités maximales de protéines adsorbées (m∞) et constantes 
d’adsorption (Kads) sur le PE et le PEV, déterminées à partir des isothermes 
d’adsorption (Figure 4.17). La qualité de l’ajustement est déterminée à partir 
des p-values. 

PE
PEV
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Pour le PPV, les répliquas biologiques ont mené à des résultats sensiblement différents 

(Figure 4.18, Tableau 4.9). L’hypothèse la plus plausible serait que des monomères ayant été 

relarguées suite au vieillissement soient incompatibles avec la solution de Bradford. La deuxième 

méthode de quantification a été expérimentée. Cependant, des absorbances à 205 nm 

supérieures aux valeurs initiales ont été obtenues, rendant le dosage impossible. Les résultats 

présentés correspondent à ceux obtenus avec la méthode de Bradford. La courbe relative à 

l’ajustement avec le modèle de Langmuir sert uniquement de guide pour le PPV. Les conclusions 

pour l’impact du vieillissement dans le cas du PP sont plus compliquées à tirer mais la quantité de 

protéines adsorbées semble moins importante que sur le plastique natif. 

 

Figure 4.18. Isothermes d’adsorption de l’EPL en tampon phosphate 100mM, 
pH7 sur du PP (rose) et du PPV (rose clair), réalisés à 6°C. Les courbes 
représentent un ajustement avec un modèle de Langmuir. 

 m∞ Kads 

 Valeur estimée (mg.m-2) 
Qualité de 

l’ajustement 
Valeur estimée (L.g-1) 

Qualité de 
l’ajustement 

PP 10,6 ± 0,8 *** 9,5 ± 2,0 *** 

PPV 7,0 ± 2,7 * 3,9 ± 3,1 X 

Tableau 4.9. Quantités maximales de protéines adsorbées (m∞) et constantes 
d’adsorption (Kads) sur le PP et le PPV, déterminées à partir des isothermes 
d’adsorption (Figure 4.18). La qualité de l’ajustement est déterminée à partir 
des p-values. 

Dans cette partie, malgré une certaine variabilité dans les données, des différences sont à noter 

entre les MP natifs et vieillis. La principale observation est la quantité moins importante de 

protéines adsorbées sur les MP après vieillissement. En corrélant ces informations avec la 

caractérisation des particules décrite dans la première partie de ce chapitre, il semblerait qu’une 

PP
PPV



Chapitre 4. Formation d’une corona sur des microplastiques 

 159 

augmentation de la quantité d’oxygène et donc une diminution de l’hydrophobie soit défavorable 

à l’adsorption des protéines. Cela peut sembler étonnant puisque dans l’EPL, par le procédé 

d’extraction des protéines, ce sont uniquement (ou en grande majorité) les protéines solubles qui 

sont récoltées. Ces protéines hydrosolubles auraient donc une affinité plus forte pour les surfaces 

les plus hydrophobes. 

 

4.2.3. Effet du changement de pH et de l’eau de mer 
Les protéines possèdent des charges, elles sont donc sensibles aux variations ioniques de la 

solution. Le point isoélectrique (pI) correspond au pH auquel la charge globale de la protéine est 

nulle. Il s’agit d’un paramètre couramment indiqué pour caractériser les protéines. Dans 

l’environnement, la salinité et le pH de l’eau vont donc avoir un impact sur le comportement des 

protéines. Des isothermes d’adsorption ont été réalisés en eau de mer, tamponnée ou non à pH 

8, et comparés à ceux obtenus en tampon phosphate 100 mM pH7. Les concentrations protéiques 

présentées dans cette partie ont été calculées à partir de l’absorbance à 205 nm. 

L’eau de mer a été recueillie à Brest puis a été autoclavée et filtrée. Cette solution a un pH initial 

d’environ 8,3 tandis que la solution stock de protéines à 25 g.L-1 a un pH de 5,9. En l’absence de 

tampon, l’ajout de protéines fait diminuer significativement le pH de l’eau de mer (Figure 4.19). 

Un tampon tris a été utilisé à 50 mM afin de maintenir un pH constant quelle que soit la 

concentration en protéines.  

 

Figure 4.19. Évolution du pH en fonction de la quantité d’EPL introduite dans 
de l’eau de mer non tamponnée (bleu clair) et dans de l’eau de mer en 
tampon tris 50mM, pH8 (bleu foncé). 

 

Eau de mer
Eau de mer + tampon tris pH8
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Les isothermes d’adsorption (Figure 4.20, Tableau 4.10) montrent des tendances similaires pour 

le PE et le PP. Les protéines sont adsorbées en quantités plus importantes dans le tampon 

phosphate 100 mM à pH 7 plutôt que dans l’eau de mer. La seconde observation est qu’il y a 

moins de protéines adsorbées aux MP dans l’eau de mer lorsque celle-ci est tamponnée à pH 8. 

Les constantes d’adsorption sont relativement proches lorsque les MP sont en tampon phosphate 

ou en eau de mer non tamponnée. Dans le cas de l’eau de mer tamponnée, la qualité de 

l’ajustement du modèle de Langmuir n’est pas satisfaisante (p-value > 0,05), potentiellement à 

cause d’un nombre trop faible de points expérimentaux. 

 

 

Figure 4.20. Isothermes d’adsorption de l’EPL sur le PE (A) et sur le PP (B) 
dans un tampon phosphate 100mM, pH7 (gris), dans de l’eau de mer non 
tamponnée (bleu clair) et dans de l’eau de mer en tampon tris 50mM, pH8 
(bleu foncé), réalisés à 6°C. Les courbes représentent un ajustement avec un 
modèle de Langmuir. 

Tampon phosphate pH7
Eau de mer
Eau de mer + tampon tris pH8

A

B
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  m∞ Kads 

  
Valeur estimée 

(mg.m-2) 
Qualité de 

l’ajustement 
Valeur estimée 

(L.g-1) 
Qualité de 

l’ajustement 

PE 

Phosphate 100mM, pH7 5,6 ± 0,4 *** 3,8 ± 0,8 *** 

Eau de mer 3,6 ± 0,3 *** 4,5 ± 0,9 *** 

Eau de mer 

Tris 50 mM, pH8 
1,9 ± 0,3 ** 16,3 ± 10,5 X 

PP 

Phosphate 100mM, pH7 17,9 ± 1,9 *** 2,9 ± 0,7 *** 

Eau de mer 9,0 ± 1,6 *** 2,9 ± 1,1 * 

Eau de mer 

Tris 50 mM, pH8 
5,2 ± 1,3 * 7,1 ± 5,7 X 

Tableau 4.10. Quantités maximales de protéines adsorbées (m∞) et 
constantes d’adsorption (Kads) sur le PE et le PP dans différentes solutions. 
Déterminées à partir des isothermes d’adsorption (Figure 4.20). La qualité de 
l’ajustement est déterminée à partir des p-values. 

Nous avons observé dans le paragraphe 3.1.4.2, qu’en l’absence de particule, l’augmentation de 

la quantité de sel est défavorable pour les protéines. L’hypothèse est que les ions écrantent les 

charges des protéines, la répulsion électrostatique n’est alors plus assurée et les protéines forment 

des agrégats. Ces phénomènes peuvent avoir lieu rapidement, avant le contact avec les MP, ce 

qui pourrait expliquer qu’il y ait moins de protéines adsorbées sur les particules en présence d’une 

grande quantité de sels (43 ± 6 g.L-1, déterminé par extraits secs). 

Les résultats montrent également que l’adsorption des protéines dépend du pH. Cela est attendu 

car il est connu qu’un pH proche de celui du point isoélectrique des protéines est favorable à leur 

adsorption sur des surfaces.28,29 Dans le cas de l’extrait protéique utilisé, 12% des protéines ont 

un pI compris entre 6,5 et 7,5 et 14% ont un pI compris entre 7,5 et 8,5 (méthode de prédiction 

IPC, déterminé à partir de 30). Aux différents pH étudiés, les protéines n’ont pas toutes les mêmes 

prédispositions à l’adsorption.  

Dans l’environnement, il existe des gradients de pH et de salinité pouvant modifier le 

comportement des particules de plastique.31 L’adsorption des protéines sur leur surface dépend 

de la localisation. 
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4.3. IMAGERIE DE LA COURONNE DE PROTEINES 

Les isothermes d’adsorption constituent une méthode d’étude indirecte de l’impact des 

microplastiques sur les protéines. Ils permettent d’être quantitatifs à l’échelle macroscopique de 

l’échantillon global. Pour observer directement les protéines adsorbées à l’échelle microscopique 

des particules, nous avons choisi une technique basée sur la fluorescence intrinsèque des 

protéines. La caractérisation de la corona est généralement réalisée par des techniques indirectes 

ou par l’utilisation d’un marquage des protéines. Ici, l’utilisation de la radiation du synchrotron 

dans les ultraviolets lointains (SR-DUV) permet une analyse in situ avec une sensibilité permettant 

une analyse détaillée de la corona. 

Cette série d’expériences a été réalisée sur la ligne DISCO du synchrotron SOLEIL. Le faisceau 

synchrotron est utilisé ici pour son flux, sa monochromaticité et sa grande stabilité. Cela permet 

d’accumuler longtemps à une puissance faible et ainsi d’améliorer la résolution en imagerie tout 

en évitant la détérioration de l’échantillon car les protéines sont sensibles au faisceau. 

4.3.1. Conditions expérimentales 

4.3.1.1. Obtention des particules dispersées 

Les protéines, en s’adsorbant sur les MP jouent un rôle de tensioactif et permettent le passage en 

solution de ces particules hydrophobes. Les mises en contact entre les protéines et les MP ont été 

réalisées de la même façon que pour les isothermes d’adsorption. Les échantillons n’ont en 

revanche pas été centrifugés, ce sont les particules en solution qui ont été analysées. Les 

dispersions formées avec le PP étant moins stables, les particules ont été collectées après 3 h de 

crémage tandis que 24 h ont été attendues pour le PE. Pour être reproductible dans le 

prélèvement des particules dans la colonne d’eau, les tubes ont été percés afin de les utiliser 

comme des ampoules à décanter : les 6 premiers mL sont évacués et le 7ème mL est récupéré pour 

être analysé. Pour diminuer le signal dû aux protéine non adsorbées, les échantillons contenant 

des concentrations élevées en protéines ont été dilués par quatre. 

4.3.1.2. Conditions d’analyse 

Trois acides aminés peuvent être responsables de la fluorescence des protéines : la phénylalanine, 

le tryptophane et la tyrosine. Le tryptophane est le plus étudié, entre autre car il présente le 

rendement quantique le plus important.32,33 

Un spectre 3D de la fluorescence de l’extrait protéique de levure a été réalisé (Figure 4.21). Il 

présente une zone de forte intensité pour une excitation allant de 260 à 310 nm et une émission 

de 300 à 400 nm avec un maximum à λexcitation = 290 nm, λémission = 336 nm. Ce domaine de 

fluorescence correspond à celui du tryptophane et de la tyrosine.32 Pour avoir un signal le plus 
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résolu possible, il faut se situer dans une gamme où l’intensité est importante. Nous avons donc 

choisi un filtre sélectionnant les longueurs d’onde d’émission de 329 à 351 nm.  

 

Figure 4.21. Spectre 3D de fluorescence de l’extrait protéique de levure à 
25 g.L-1. 

Pour définir la longueur d’onde d’excitation optimale, nous avons réalisé des spectres de 

référence sur une particule de PP (Figure 4.22). L’échantillon a été excité à différentes longueurs 

d’onde (265, 270, 275, 280, 285 nm). En fin d’expérience un second spectre à 275 nm d’excitation 

a été réalisé pour savoir dans quelle mesure les protéines ont perdu leur fluorescence sous 

faisceau. Les spectres obtenus montrent la présence d’un pied de bande (< 315 nm) aux longueurs 

d’onde d’excitation les plus importantes. Il est causé par l’excitation et pourrait biaiser les 

résultats. A 265 nm, le pied de bande n’est pas présent et le signal des protéines reste important, 

nous avons donc choisi cette longueur d’onde d’excitation comme condition expérimentale. 

 

Figure 4.22. Spectres de fluorescence de l’EPL sur une particule de PP, 
obtenus par excitation à différentes longueurs d’onde (dans l’ordre : 265, 
270, 275, 280, 285, 290 puis de nouveau 275 nm). Les spectres ont été 
réalisés sur un microspectrofluorimètre (ligne DISCO, synchrotron SOLEIL). 

Intensité
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La perte de fluorescence des protéines sous faisceau (phénomène de photobleaching) montre 

que les éventuelles autres contributions peuvent être négligées (Figure 4.23).  

 

Figure 4.23. A gauche : image dans le visible du PE (haut) et du PP (bas). De 
gauche à droite : fluorescence de l’EPL après différentes durées d’excitation 
à 265 nm. Toutes les images sont à la même échelle (barre d’échelle : 10 µm). 
Images réalisées avec un microscope plein champ (ligne DISCO, synchrotron 
SOLEIL). 

  

Durée d’excita.on (s) 30 130 230 480 2220
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4.3.2. Développement d’une méthode d’analyse automatisée 
De nombreuses images ont été générées au cours de ces expériences. Une méthode d’analyse 

automatisée a été développée pour accélérer le traitement et le rendre indépendant de 

l’utilisateur. Différentes étapes ont permis d’aboutir aux résultats : la correction des images, le 

seuillage des surfaces correspondant aux particules et aux protéines et enfin l’extraction des 

données d’intérêt. Ces étapes ont été réalisées à l’aide du logiciel Fiji.34 Les macros sont en 

Annexe A.3. 

4.3.2.1. Correction des images et sélection des zones d’intérêt 

Deux types d’images générées par l’appareil ont été analysées : les images dans le visible 

permettent d’observer les particules de plastique et les images de fluorescence permettent 

d’observer les protéines adsorbées sur les particules. Le seuillage doit être le plus précis possible 

car il permet par la suite de déterminer la surface et la taille des particules ainsi que les propriétés 

de la corona. Les opérations réalisées et décrites ici ont été choisies suite à de nombreux tests 

comparatifs. 

Les plastiques 

Dans le cas des particules de plastiques, deux étapes sont nécessaires. Tout d’abord, un 

prétraitement est réalisé pour faciliter la différenciation entre les particules et le fond de l’image. 

Ensuite, une binarisation est réalisée et le contour des particules est affiné.  

• Lors du prétraitement, une première opération consiste à soustraire le fond, c’est-à-dire 

l’image sans échantillon dans les conditions d’analyse. Pour l’obtenir, l’opération « Z Projection » 

du logiciel Fiji a été réalisée. Sur une série de 30 images, la médiane de chaque pixel est calculée 

et permet de créer une nouvelle image, sans particules mais en conservant les défauts de la 

caméra et l’hétérogénéité de l’illumination. Cette opération modifie les images 16 bits en 32 bits. 

Ensuite, un filtre médian a été appliqué (rayon = 2) pour retirer d’éventuels pixels isolés d’intensité 

élevée présents de manière aléatoire. Une fois cette image obtenue, elle est soustraite aux images 

brutes préalablement transformées en 32 bits (Figure 4.24). 

 

Figure 4.24. Opération de correction réalisée pour les images visibles. Le 
fond est soustrait à l’image brute pour obtenir une image soustraite des 
défauts de la caméra et de l’hétérogénéité de l’illumination. La barre 
d’échelle représente 50 µm. 
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Des intensités négatives autour et sur les particules sont systématiquement observées et posent 

problème lors de la binarisation. C’est donc leur valeur absolue qui a été utilisée pour la suite du 

traitement (Figure 4.25). Un nouveau filtre médian est ensuite appliqué (rayon = 11) pour lisser le 

fond et les contours des particules. Enfin, le contraste est augmenté. 

 

Figure 4.25. (A) Images d’une particule avant (encadré en bleu foncé) et après 
(bleu clair) opération de valeur absolue. La barre d’échelle représente 10µm. 
(B) Valeurs des intensités de pixels correspondant à la ligne jaune sur les 
images. 

• Pour la binarisation, l’ensemble des fonctions de seuillage disponibles sur le logiciel Fiji 

ont été comparées. La fonction IsoData a été retenue car les contours des particules sont nets 

malgré des morphologies variées. Il s’agit d’une méthode de seuillage itérative basée sur 

l’algorithme isodata.35 Le centre des particules est généralement moins contrasté que le contour, 

cela va se traduire par une tache blanche après binarisation (Figure 4.26.E). Celle-ci peut être 

comblée en appliquant la fonction « Fill Holes ». Enfin, pour certaines particules il peut arriver que 

les bords ne soient pas correctement définis. La fonction « Close » (itérations = 4) permet, dans la 

plupart des cas, de résoudre ce problème en réalisant une dilatation suivie d’une érosion. 

 

Figure 4.26. Suivi du traitement d’images pour une particule, après 
soustraction du fond (A), application de la fonction valeur absolue (B), filtre 
médian (C), augmentation du contraste (D), binarisation (E) et application des 
fonctions « Fill holes » et « Close » (F). La barre d’échelle représente 10 µm.  

A

B Ini$al
Valeur absolue

A FEDCB
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Les protéines 

• Correction. Le faisceau traversant les échantillons est une gaussienne élargie, certaines 

zones (au centre) reçoivent davantage de lumière que d’autres (sur les bords). Il est donc 

nécessaire d’appliquer une correction. La première étape pour le traitement des images de 

fluorescence des protéines consiste à appliquer l’équation 4.1. 

𝐈𝐦𝐚𝐠𝐞𝐜𝐨𝐫𝐫𝐢𝐠é𝐞 =	
𝐈𝐦𝐚𝐠𝐞𝐛𝐫𝐮𝐭𝐞 	− 𝐅𝐨𝐧𝐝𝛌

𝐈𝐥𝐥𝐮𝐦𝐢𝐧𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧 − 𝐅𝐨𝐧𝐝	𝐝𝐞	𝐥′𝐢𝐥𝐥𝐮𝐦𝐢𝐧𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧 (Eq. 4.1) 

Pour chaque filtre dichroïque, le fond correspond à l’image obtenue sans échantillon ni faisceau. 

L’illumination est l’image obtenue avec faisceau et sans filtre. Enfin, le fond de l’illumination (FI) 

correspond à l’illumination sans faisceau, il permet de corriger la lumière ambiante. 

Une première opération est effectuée sur le fond, l’illumination et le fond de l’illumination pour 

retirer les pixels de très hautes intensités positionnés aléatoirement. Un filtre moyen (rayon = 2) 

suivi d’un filtre médian (rayon = 10) sont appliqués. Le fond est alors soustrait à l’image brute et 

le fond de l’illumination est soustrait à l’illumination. L’étape suivante est alors la division, 

cependant, comme indiqué sur la figure 4.27, l’intensité des pixels au centre de l’illumination est 

bien plus importante que l’intensité de fluorescence des protéines. Une image noire résulte donc 

de cette opération, ainsi que la perte des informations. Pour pallier à cela, une solution est de 

multiplier l’image d’intérêt par le pixel de plus haute intensité de l’illumination. Une transformation 

préalable de l’image en 32 bits est nécessaire pour éviter la saturation.  

Bien que la correction ait été appliquée, le signal est trop faible sur les bords pour pouvoir analyser 

les particules. L’image est donc recadrée pour ne conserver que le carré central. 

 

Figure 4.27. Opérations de corrections appliquées aux images de 
fluorescence. Mise en avant de la nécessité d’une opération supplémentaire 
consistant à multiplier l’image d’intérêt par la valeur du pixel de plus haute 
intensité de l’image d’illumination. 
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• Le prétraitement permet, de la même manière que pour les particules de plastique, de 

préparer les images à la binarisation. Il s’agit ici d’augmenter le contraste et de réaliser un filtre 

médian. 

• En fonction de la nature des protéines, la procédure de binarisation n’est pas la même car 

la BSA a une intensité de fluorescence plus faible que l’EPL dans nos conditions d’analyse. Pour 

l’EPL, la fonction de seuillage appliquée est Otsu36 puis, de la même manière que pour la 

binarisation des particules, les fonctions « Fill Holes » et « Close » (itérations = 4) sont appliquées. 

Pour la BSA, , la fonction de seuillage appliquée est RenyiEntropy37 et, à la place de la fonction 

« Close », la fonction « Open » (itérations = 2) est appliquée pour retirer des pixels isolés (érosion 

suivie d’une dilatation). 

4.3.2.2. Extraction des données d’intérêt 

A partir des images binaires, différents éléments peuvent être obtenus. La surface et le diamètre 

de Féret ont été relevés pour les particules et la couronne protéique. La densité intégrée 

(« RawIntDen » dans le logiciel Fiji), correspondant à la somme de la valeur des pixels d’une 

sélection, ainsi que l’écart-type des valeurs de pixels ont également été relevés pour les protéines. 

Les images dans le visible et de fluorescence sont analysées simultanément pour pouvoir associer 

une particule à sa corona protéique. A partir de ces données, trois informations principales ont 

été extraites : 

• La quantité relative de protéines permet de rendre compte de la quantité de protéines 

adsorbées par unité de surface. Elle est calculée d’après l’équation 4.2. 

𝐐𝐮𝐚𝐧𝐭𝐢𝐭é	𝐫𝐞𝐥𝐚𝐭𝐢𝐯𝐞	𝐝𝐞	𝐩𝐫𝐨𝐭é𝐢𝐧𝐞𝐬 = 	
𝐑𝐚𝐰𝐈𝐧𝐭𝐃𝐞𝐧𝐩𝐫𝐨𝐭é𝐢𝐧𝐞
𝐒𝐮𝐫𝐟𝐚𝐜𝐞𝐩𝐚𝐫𝐭𝐢𝐜𝐮𝐥𝐞

 (Eq. 4.2) 

Il n’est pas possible d’être quantitatif à cause d’un éventuel quenching de fluorescence des 

matériaux. En revanche, nous pouvons comparer les intensités de fluorescence dans le cas où 

l’étude porte sur le même plastique et la même protéine, par exemple pour comparer la quantité 

de protéines adsorbées en fonction de la quantité initialement introduite. 

• Le taux de couverture protéique est calculé à partir de l’équation 4.3. Si la valeur est 

supérieure à 1, les protéines recouvrent totalement la particule.  

𝐓𝐚𝐮𝐱	𝐝𝐞	𝐜𝐨𝐮𝐯𝐞𝐫𝐭𝐮𝐫𝐞	𝐩𝐫𝐨𝐭é𝐢𝐪𝐮𝐞 = 	
𝐒𝐮𝐫𝐟𝐚𝐜𝐞𝐩𝐫𝐨𝐭é𝐢𝐧𝐞
𝐒𝐮𝐫𝐟𝐚𝐜𝐞𝐩𝐚𝐫𝐭𝐢𝐜𝐮𝐥𝐞

 (Eq. 4.3) 

La précision de la technique ne permet pas de remonter à des épaisseurs de corona mais il est 

possible de comparer les taux de couvertures en fonction des différentes conditions.  

• L’hétérogénéité de la couronne protéique a été déterminée à partir de l’écart-type des 

intensités de pixels dus à la fluorescence des protéines (équation 4.4, avec xm, l’intensité moyenne 

de la corona sur une particule). 
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𝐇𝐞𝐭𝐞𝐫𝐨𝐠é𝐧é𝐢𝐭é = 	K
𝟏
𝐧M(𝐱𝐢 −

𝐧

𝐢9𝟏

𝐱𝐦)𝟐 (Eq. 4.4) 

L’imagerie directe, c’est-à-dire sans marquage, des protéines adsorbées apporte un point de vue 

intéressant sur la structure de la corona. En effet, les études in situ s’appuient généralement sur 

des stratégies complexes de microscopie ou sur des techniques de diffusion.38–40 Ces techniques 

permettent des mesures d’épaisseurs mais donnent rarement accès à des informations sur 

l’hétérogénéité de la corona, un paramètre qui peut se révéler crucial pour la compréhension de 

réponse biologique.41  

4.3.2.3. Limites 

Dans cette partie, seuls les MP natifs seront présentés. Des images ont également été acquises 

pour les MP vieillis mais le traitement n’a pas pu être réalisé. En effet, le vieillissement des 

plastiques modifie leur chimie et les rend davantage fluorescents, y compris dans le domaine de 

fluorescence des protéines. Leur intensité n’étant pas homogène d’une particule à l’autre ou au 

sein d’une même particule (Figure 4.28), une correction par une valeur moyenne n’est pas 

envisageable. Par ailleurs, ces hétérogénéités de fluorescence pourraient indiquer que les effets 

du vieillissement ne sont pas homogènes sur l’ensemble de l’échantillon. 

 

Figure 4.28. Intensité de fluorescence du PEV (à gauche) et du PPV (à droite) 
suite à une excitation à 265 nm et pour une gamme d’émission de 329 à 
251 nm. La barre d’échelle représente 50 µm. 

Nous avons observé que, sous faisceau, les protéines perdent leur caractère fluorescent 

(phénomène de photobleaching). Ce phénomène étant irréversible,42 il aurait pu être 

PEV PPV
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envisageable de quantifier les protéines adsorbées sur les MP de manière indirecte, en faisant le 

rapport des intensités avant et après photobleaching. Cependant, nous avons observé que les MP 

vieillis eux-mêmes subissent des modifications de fluorescence sous faisceau. Un marquage des 

protéines pourrait être envisagé pour analyser la fluorescence sur une gamme différente. 

Cependant, selon le type de marquage, il pourrait y avoir un impact sur les interactions entre les 

protéines et les MP.  

4.3.3. Détermination des paramètres impactant la corona 

4.3.3.1. Paramètres étudiés 

La microscopie de fluorescence ainsi que le traitement d’images décrit précédemment nous ont 

permis d’étudier les effets de différents paramètres sur la qualité de la couronne protéique. Ces 

paramètres sont les suivants : 

• La nature du plastique : PE vs PP 

• La quantité de protéines adsorbées à l’échelle macroscopique des isothermes. Deux 

zones ont été comparées, correspondant respectivement à une Couche Incomplète (CI) au début 

de l’isotherme et à une Couche Saturée (CS) sur le plateau (Figure 4.29). Pour l’EPL les 

concentrations sont les suivantes : 0,07 g.L-1 (CI) et 0,5 g.L-1 (CS) et pour la BSA : 0,1 g.L-1 (CS) en 

accord avec les isothermes d’adsorption (Figure 4.16 et Annexe A.3.1) 

 

 

Figure 4.29. Représentation schématique d’un isotherme d’adsorption 
indiquant la position d’une couche incomplète (au début de la pente) et 
d’une couche saturée (sur le plateau). 

• La nature des protéines : L’Extrait Protéique de levure (EPL) a été comparé à l’Albumine 

de Sérum Bovin (BSA). La BSA est une protéine très bien caractérisée dont la structure et les 

propriétés ont été largement décrites dans la littérature. Elle est utilisée ici comme protéine 

modèle pour comparer les résultats obtenus avec l’EPL. 
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4.3.3.2. Résultats 

La quantité relative de protéines adsorbées en fonction des deux positions sur les isothermes 

d’adsorption est indiquée sur la figure 4.30. Pour les deux MP, une plus grande quantité de 

protéines est adsorbée dans des conditions saturantes (p-values : 6.10-3 et 7,8.10-3 respectivement 

pour le PE et le PP). Ces résultats montrent qu’en moyenne, bien que la quantité de protéines 

puisse varier d’une particule à l’autre de manière significative, le comportement macroscopique 

observé sur les isothermes d’adsorption est retrouvé à l’échelle microscopique. 

 

Figure 4.30. Quantité relative de protéines sur le PE (A) et le PP (B) 
représentée par la somme des intensités de pixels due à la fluorescence des 
protéines divisées par la surface des particules. Nombre de particules 
analysées de gauche à droite : 39, 53, 58, 32 

La figure 4.31 représente le taux de couverture protéique sur les MP. Seul un échantillon sur les 6 

étudiés a un comportement différent : dans des conditions non saturantes d’EPL sur du PE, le taux 

de couverture est significativement plus faible qu’en condition saturante (p-value = 1.1.10-2), avec 

une valeur inférieure à 1. Ce résultat est là encore en accord avec les isothermes d’adsorption et 

montre que, dans le cas du PE, une couronne protéique complète n’est pas obligatoire pour 

stabiliser les particules en solution. Ce résultat montre également que la méthode d’imagerie 

utilisée est capable d’identifier, à l’échelle des particules, des différences en termes de couverture 

protéique. 

Dans les autres cas, le taux de couverture est supérieur à 1 et aucune différence n’est significative 

(p-value > 0,05), dans la même gamme que la BSA, indiquant que la corona formée par l’extrait a 

une épaisseur dans le même ordre de grandeur. 

 

A B
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Figure 4.31. Taux de couverture protéique sur les MP. Représente la surface 
la corona divisée par la surface de la particule associée. Nombre de particules 
analysées de gauche à droite : 39, 53, 131, 58, 32, 42. (** p-value < 0,05) 

La figure 4.32 montre les écart-types des intensités de fluorescence des protéines adsorbées sur 

les MP pour caractériser l’hétérogénéité de la corona. Les échantillons avec l’EPL sont 

relativement proches, quelle que soit la position sur l’isotherme d’adsorption et la nature du 

plastique. En revanche, les échantillons avec la BSA sont sensiblement différents. Sur le PE, les 

valeurs d’écart-types sont beaucoup plus faibles avec la BSA qu’avec l’EPL alors que sur le PP, 

elles ne sont pas significativement différentes. 

 
Figure 4.32. Écart-types des intensités relatives à la fluorescence de la corona 
sur le PE et le PP. Nombre de particules analysées de gauche à droite : 40, 
53, 133, 61, 32, 42. (** p-value < 0,05) 
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4.3.3.3. Bilan 

Les résultats présentés montrent que les paramètres étudiés ont un impact sur la structure de la 

corona, dans des proportions différentes selon la nature du plastique. 

• La position sur l’isotherme d’adsorption (CI vs CS) a un impact sur la quantité de protéines 

adsorbées à l’échelle microscopique, bien qu’il y ait une variabilité importante. Le taux de 

couverture est plus faible dans le cas d’une CI sur le PE. En revanche il n’a pas été observé de 

différence significative pour le PP. Pour rappel, nous étudions ici les particules stables en solution. 

Dans le cas du PP, le crémage est plus rapide, cela sera étudié plus en détails ultérieurement 

(Chapitre 5). 

• La nature des protéines (EPL vs BSA) a un impact sur l’hétérogénéité de la couverture 

protéique. La BSA forme une couche extrêmement homogène sur le PE. La différence avec l’EPL 

peut s’expliquer par la présence de protéines issues de complexes dans l’extrait, étant plus 

enclines à s’associer et ainsi à générer une certaine hétérogénéité. 

• La différence d’hétérogénéité des coronas de BSA sur le PE et le PP est plus compliquée 

à expliquer puisque ces matériaux sont très proches chimiquement. Une certaine hétérogénéité 

est attendue puisque la BSA subit un réarrangement plus important sur des surfaces hydrophobes 

(greffées CH3) que sur des surfaces hydrophiles (greffées OH).43 Ces modifications structurelles 

peuvent mener à de nouvelles interactions protéine/protéine sur la surface et ainsi augmenter 

l’hétérogénéité. Une hypothèse pour expliquer la grande homogénéité de la corona de BSA sur 

le PE peut être liée à la cinétique d’adsorption qui est plus lente pour le PE vis-à-vis du PP (Annexe 

A.3.1 et Tableau 4.7). Les protéines s’organisent sur la surface de PE, tandis que sur le PP, les 

interactions sont trop fortes pour permettre la réorganisation. Cela peut également être dû aux 

propriétés structurales des microplastiques. 
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4.3.4. Étude des agrégats protéiques 
Pour essayer de mieux comprendre les différences d’homogénéité et identifier pourquoi les 

isothermes ont montré une quantité plus importante d’EPL adsorbée sur les MP par rapport à la 

BSA, nous nous sommes intéressés aux agrégats de protéines. L’adsorption de protéines sur des 

surfaces est un phénomène dynamique, appelé effet Vroman.44 De premières protéines entrent 

en contact avec la surface puis, sont remplacées par d’autres, plus affines. Ces phénomènes sont 

complexes et peuvent favoriser les interactions protéines/protéines et la formation 

d’agrégats.45 Dans les agrégats, les protéines exposent leurs parties hydrophobes, qui sont dans 

la structure interne des protéines à l’état natif. Ceux-ci peuvent rester sur les particules ou bien 

être libérés en solution pour être remplacés par d’autres protéines. Les images de fluorescence 

des échantillons nous ont permis d’identifier et de comptabiliser les agrégats protéiques en 

solution (exemples en Figure 4.33). 

 

Figure 4.33. Images d’un échantillon de PP avec de l’EPL en conditions 
saturantes dans le visible (à droite) et en fluorescence λexcitation = 265 nm, 
λémission = 329 - 351 nm (à gauche). Les agrégats de protéine sont visibles en 
fluorescence et encadrés en rouge. La barre d’échelle représente 50 µm. 

Les résultats des comptages sont présentés dans le tableau 4.11, les principales observations sont 

les suivantes : 

• Pour l’EPL, il y a un nombre d’agrégats, ou complexes, considérablement plus important 

lorsque la couche protéique est saturée (facteur 26 pour le PE et 33 pour le PP). Deux hypothèses 

peuvent être considérées : i) il y a davantage de compétition en conditions saturantes, les 

phénomènes d’adsorption et de désorption sont donc plus nombreux. Des agrégats peuvent être 

générés suite à la désorption de protéines s’étant dénaturées (exposition de leurs parties 

hydrophobes pour le contact avec les surfaces) ; ii) une condition saturante est liée à une quantité 

plus importante de protéines en solution. Cela augmente la probabilité de rencontre entre les 

protéines lors de l’agitation et favorise l’agrégation. 
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• En conditions saturante et non saturante de l’EPL, il y a autant d’agrégats formés lorsque 

les protéines ont été mises en contact avec le PP ou le PE. Les différences observées sur les 

isothermes ne semblent donc pas liées à des phénomènes d’agrégation mais d’adsorption. 

• La comparaison entre les deux systèmes protéiques montre qu’il n’y a que très peu 

d’agrégats de BSA en solution. Il est possible, dans le cas du PP, que des agrégats protéiques se 

soient formés en surface de la particule. Les phénomènes de compétition et d’échange sont 

limités dans le cas d’un système monoprotéique, les agrégats ne sont pas remplacés et restent 

donc fixés sur les particules. Cela expliquerait à la fois la quantité plus importante de BSA 

adsorbée sur le PP et une hétérogénéité plus élevée que sur le PE. 

 

MP Système protéique 
État de saturation d’après les 

isothermes d’adsorption 

Nombre d’agrégats 

pour 10 µL de solution 

PE 

EPL CI 29 

EPL CS 741 

BSA CS 4 

PP 

EPL CI 22 

EPL CS 731 

BSA CS 11 

Tableau 4.11. Nombre d’agrégats de protéines en solution comptabilisés sur 
les images de fluorescence. Le nombre d’agrégats est déterminé sur une 
série d’images de 93,55 x 93,55 µm, l’équivalent sur 10 µL est calculé en 
considérant que l’épaisseur de liquide dans la cellule est de 10 µm. Nombre 
d’images analysées de haut en bas : 32, 29, 30, 21, 15, 31. 
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4.4. IDENTIFICATION DES PROTEINES IMPACTEES 

PAR LES MICROPLASTIQUES 

4.4.1. Approche expérimentale 
Afin d’identifier les protéines adsorbées sur les MP, des expériences de protéomique ont été 

réalisées. Une technique classique pour ce type d’expérience est représentée sur la figure 4.34-

A. Elle consiste à collecter les particules entourées de leur corona après centrifugation. Suite à 

différents lavages, les protéines sont désorbées, à l’aide d’un tensioactif par exemple. L’analyse 

protéomique permet alors l’identification directe des protéines ayant été adsorbées. 

 

Figure 4.34. Schémas représentant (A) une démarche classique en analyse 
protéomique de protéines adsorbées sur des particules et (B) la stratégie 
appliquée ici : les protéines adsorbées sont identifiées par différence entre 
une référence sans MP et les protéines en solution (non adsorbées) suite à 
une exposition avec des MP. 

Dans le cas présent, ce procédé n’est pas réalisable pour différentes raisons : 

• Les particules sont moins denses que l’eau, par centrifugation elles remontent à la surface. 

Pour les isoler il faudrait les prélever et les placer dans un nouveau contenant, introduisant de 

nouvelles surfaces pouvant avoir un impact sur les équilibres d’adsorption des protéines.  

Protéines adsorbées
(Analyse directe)

Centrifugation

Désorption

A

Centrifugation

Référence 

Protéines adsorbées 
(Analyse indirecte)

Protéines non adsorbées

B
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• De premiers essais ont montré que les protéines sont liées très fortement aux MP, rendant 

la désorption seulement partielle. 

Pour ces raisons, nous avons choisi une approche différente : ce sont les protéines non adsorbées 

ainsi qu’un échantillon de référence sans MP qui ont été analysés (Figure 4.34-B). Par différence 

entre les deux échantillons, il est possible de déterminer quelles sont les protéines fixées aux 

particules. La concentration initiale de 0,4 g.L-1 en EPL a été choisie de sorte à être sur le plateau 

des isothermes, c’est-à-dire dans des conditions saturantes de protéines adsorbées sur les MP. 

Cette concentration correspond à un point au début du plateau, permettant de limiter la quantité 

de protéines libres afin de garder une bonne sensibilité pour la détection des protéines de faible 

abondance. Par ailleurs, lorsque la concentration en protéines est faible, l’agrégation est limitée 

(Tableau 4.11). Dans cette série d’expériences, nous ferons l’hypothèse que les protéines 

déplétées sont en majorité adsorbées aux particules plutôt qu’agrégées. 

Pour cette expérience, nous avons raisonné à partir de comptages de spectres (Spectral Count en 

anglais, abréviation : SC) : le nombre total de spectres de peptides associés à une protéine 

donnée est comptabilisé.46 Cette méthode ne permet pas de générer des données quantitatives 

mais elle est suffisante pour comparer des abondances au sein d’un échantillon. 

Les expériences de protéomique sont complexes et différents éléments peuvent venir biaiser les 

résultats : problème d’échantillonnage lors du prélèvement, rétention de protéines dans la 

colonne chromatographique, sensibilité de la détection, etc. Ces biais sont intrinsèques à cette 

technique, c’est pourquoi nous avons appliqué des filtres afin de sélectionner uniquement les 

protéines dont les abondances sont significativement différentes entre l’échantillon de référence 

sans MP et les échantillons ayant été en contact avec les quatre types de MP. Ces filtres, appliqués 

sur la médiane des quatre répliquas, sont les suivants :  

• Pour la référence, le nombre de spectres identifiés pour une protéine est supérieur à 10. 

Cela permet de s’assurer que la protéine est présente en quantité suffisamment importante dans 

la solution protéique. 

• Un ratio <=)>?&	A&	BC&(D?&B	(FéGé?&H(&)
<=)>?&	A&	BC&(D?&B	(J(KLHDMNN=H)

 supérieur à 2 permet de ne sélectionner que les 

protéines dont la différence entre la référence et l’échantillon est importante. 

• Un facteur bayésien supérieur à 10 constitue une « preuve forte » que les plastiques ont 

un effet sur une protéine par rapport à l’hypothèse nulle (les plastiques n’ont pas d’effet). 

Suite à l’application de ces filtres, des listes ont été établies et correspondent à l’identification des 

protéines déplétées suite au contact avec les quatre types de microplastiques. Ces protéines 

peuvent être adsorbées sur les particules ou sous forme d’agrégats en solution. 
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4.4.2. Résultats 

4.4.2.1. Analyse quantitative 

Protéines en solution 

Les valeurs des concentrations protéiques finales sont indiquées dans le tableau 4.12. Une 

différence significative de concentration est observée entre la référence sans MP et les 

échantillons contenant des MP, mise à part pour le PPV. Comme évoqué précédemment, la 

quantification des protéines dans les échantillons ayant été en contact avec le PPV est difficile, 

potentiellement à cause de monomères relargués. Dans cette partie, nous pourrons positionner 

le PPV par rapport aux autres MP.  

 Concentration finale de protéines en solution (g.L-1) 

REF 0,35 ± 0,01 

PE 0,25 ± 0,03 

PEV 0,26 ± 0,01 

PP 0,29 ± 0,02 

PPV 0,35 ± 0,02 

Tableau 4.12. Concentrations en EPL, déterminées par la méthode de 
Bradford, suite à un contact avec les MP de PE, PEV, PP et PPV. La 
concentration initiale est de 0,4 g.L-1.  

Les analyses ont systématiquement été réalisées à partir de quatre répliquas techniques, c’est-à-

dire issus du même échantillon. La figure 4.35 présente les sommes de spectres identifiés (avant 

application des filtres) pour chaque échantillon. Il y a davantage de protéines détectées dans la 

référence sans MP et dans les échantillons avec MP vieillis en comparaison aux MP natifs. Les 

quantités détectées sont donc en accord avec les isothermes d’adsorption : les protéines se fixent 

en plus grande quantité sur les MP natifs. Ces résultats montrent donc que la stratégie développée 

dans le cadre de ces expériences de protéomique est adaptée. 
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Figure 4.35. Nombre de spectres identifiés par échantillon ayant été mis ou 
non en contact avec des MP de PE, PEV, PP et PPV. Données relatives à 
quatre réplicas techniques. 

 

Protéines déplétées de la solution 

Suite à l’application des filtres mentionnés précédemment, les listes des protéines adsorbées sur 

les différents MP ont été établies (listes complètes en Annexe A.3.4). La comparaison des données 

relatives au PE et au PP (figure 4.36) montre que sur les 1252 protéines détectées dans cette 

expérience, il y a respectivement 227 (PE, 18%) et 205 protéines (PP, 16%) considérées comme 

déplétées suite à une mise en contact avec l’un de ces deux MP. 

La plupart de ces protéines sont déplétées de manière commune au PE et au PP (78%). Ces 

matériaux ont une chimie de surface proche mais, d’après les isothermes d’adsorption (normalisés 

par la surface), il y a une quantité plus importante (en masse) de protéines perdues en présence 

de PP. Une hypothèse était qu’une plus grande diversité de protéines soient fixées sur le PP. Ces 

données de protéomique, qui rapportent le nombre de protéines différentes et non pas la 

quantité massique de protéines interagissant, montrent que ce n’est pas le cas. La différence entre 

les deux types de MP ne semble donc pas résider dans la nature des interactions mais plutôt dans 

l’organisation des protéines sur la surface. Pour aller plus loin dans la proposition de modèles 

tenant compte de l'échelle moléculaire des contacts, une caractérisation plus poussée des états 

de surface serait nécessaire. Il pourrait par exemple s’agir d’essayer de corréler la topologie et la 

rugosité de surface des particules (AFM) à leur interaction avec les protéines ou d’utiliser des 

techniques de simulations moléculaires. 
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Figure 4.36. Nombre de protéines déplétées suite à une mise en contact avec 
des MP de PE (227 au total) ou de PP (205 au total), de manière spécifique 
ou commune aux deux types de MP. 

La comparaison des effets des MP natifs et vieillis (Figure 4.37) montre que les MP vieillis ont un 

impact sur un moins grand nombre de protéines (PE : 227, PEV : 104, soit une diminution de 54% ; 

PP : 205, PPV : 27, soit une diminution de 87%). D’après les isothermes d’adsorption (Figures 4.17 

et 4.18), la masse de protéines impactées est également plus faible pour les MP vieillis. Comme 

évoqué précédemment (paragraphe 1.2.2.2), les protéines sont connues pour s’adsorber plus 

facilement sur des surfaces hydrophobes.47,48 Les MP vieillis sont moins hydrophobes que les MP 

natifs à cause de l’oxydation. Les expériences de protéomique sont en accord avec la littérature, 

indiquant la robustesse de ces analyses. 

 

Figure 4.37. Nombre de protéines déplétées suite à une mise en contact 
avec, à gauche, des MP de PE (227 au total) ou de PEV (104 au total) et, à 
droite, des MP de PP (205 au total) ou de PPV (27 au total), de manière 
spécifique ou commune aux deux types de MP. 
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4.4.2.2. Analyse des paramètres physico-chimiques 

Les structures primaires des protéines identifiées comme déplétées dans les échantillons 

contenant des MP ont été comparées à celles de l’ensemble des protéines détectées au cours de 

l’expérience. La liste des critères analysés ainsi que leur définition sont présentées en Annexe 

A.3.3.  

 

Spécificité PE/PP 

 

Bien qu’il n’y ait que peu de protéines perdues spécifiquement suite à l’exposition au PE (37) ou 

au PP (15), nous avons tout de même analysé leurs paramètres physico-chimiques. Il apparaît que, 

parmi les protéines déplétées en présence de PE, celles qui ne le sont pas en présence de PP sont 

plus petites. A l’inverse, il n’a pas été observé de spécificité quant aux propriétés des protéines 

perdues spécifiquement avec le PP. Parmi ces protéines (listes en Annexe A.3.5), une quantité 

importante est issue de complexes ribosomiques (14/37 pour le PE et 7/15 pour le PP). Pour ces 

protéines, cela semble indiquer qu’il s’agit d’effets indirects : des interactions protéine/protéine 

et non des interactions protéine/microplastique.  

 

Vue d’ensemble 

Parmi les paramètres identifiés comme significativement différents entre la référence et les 

échantillons ayant été en contact avec des MP (Figure 4.38), nous pouvons observer que : 

• Certains paramètres sont communs pour les quatre MP : les protéines déplétées sont 

enrichies en arginine, charges positives et hélices ɑ et appauvries en régions déstructurées. 

• Les protéines perdues suite au contact avec le PE, le PP et le PEV sont plus longues que 

celles de la référence. Celles perdues suite au contact avec le PPV sont plus courtes mais, 

puisqu’elles sont très peu nombreuses, ce résultat n’est pas nécessairement représentatif de 

l’affinité des protéines pour le PPV. 

1519037
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Figure 4.38. Caractéristiques des protéines déplétées. Les études statistiques 
sont réalisées en comparant la moyenne des échantillons de référence avec 
les moyennes des échantillons contenant des MP de PE, PP, PEV ou PPV). Les 
paramètres présentés sont statistiquement déterminants (p-value<0,05). Les 
paramètres sont classés par couleur et la taille du cercle est proportionnelle 
à log(1/p-value). Les signes moins (-) indiquent que le paramètre est moins 
représenté dans les échantillons ayant été en contact avec les MP que dans 
la référence. En l’absence de précision, le paramètre est plus représenté dans 
les échantillons que dans la référence. 
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Structure IIaire  

 

Les résultats montrent que les protéines adsorbées sont enrichies en hélices ɑ et appauvries  en 

régions déstructurées. Ce résultat peut sembler étonnant car ce sont généralement les protéines 

peu structurées qui s’adsorbent car elles ont la capacité de se déformer pour s’étaler sur les 

surfaces, augmentant le nombre de points d’accroche. Au contraire, les protéines structurées 

perdent plus difficilement leur forme et ont plutôt tendance à rebondir sans se fixer sur les 

surfaces.48 Il s’agit probablement d’un effet indirect : puisque les protéines adsorbées sont 

enrichies en hélices ɑ, elles possèdent moins de régions déstructurées. 

Des simulations ont montré que, sur des surfaces hydrophobes de graphite, des fragments 

protéiques contenant des hélices ɑ ou feuillets β, s’adsorbent de manière parallèle.49 Cette 

organisation, non observée sur des surfaces hydrophiles, pourrait constituer la base d’un 

raisonnement pour expliquer nos résultats. Il a également été observé qu’en s’adsorbant sur des 

surfaces hydrophobes, la réorganisation des protéines se fait via la perte d’une partie de leurs 

hélices ɑ.43 Cette capacité à se déstructurer, pour mener à un état plus stable énergétiquement, 

peut également participer à l’explication d’un enrichissement en hélices ɑ dans les protéines 

adsorbées. 

Pour aller plus loin dans cette analyse, il faudrait raisonner directement à partir des structures 

complètes des protéines et non pas à partir des structures primaires comme c’est le cas ici. 

AlphaFold50 est un outil donnant accès, entre autres, à l’ensemble des structures du protéome de 

la levure et permettrait donc de réaliser ces analyses ainsi que des simulations.  

 

Longueur 

 

Nos résultats indiquent que protéines les plus longues sont plus enclines à s’adsorber sur les MP. 

De nombreuses propriétés des protéines dépendent de la longueur des protéines, y compris leur 

stabilité.51 Ainsi, les protéines les plus longues semblent de nature plus fragile.52,53 Ces 

observations sont également réalisées pour les polymères : les macromolécules les plus longues 

sont adsorbées préférentiellement.54,55 Cela peut s’expliquer par un meilleur ancrage (interactions 

sur différentes parties du polymère). 
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Charge positive / Arginine 

 

L’arginine (R) est l’un des seuls acides aminés chargés positivement à pH7 (figure 4.39). Puisque 

cet acide aminé est identifié comme particulièrement présent dans les protéines adsorbées, il 

n’est pas étonnant que la charge positive le soit également. Il ne s’agit pas d’un acide aminé 

particulièrement abondant dans le protéome de la levure.56 

 

Figure 4.39. Représentation de l’arginine à pH7. 

Ce qui est tout à fait contre-intuitif est le fait que ce soient les molécules chargées positivement 

qui se fixent préférentiellement sur des surfaces hydrophobes étant non (ou très peu) chargées, 

tels que les MP étudiés. Il ne s’agit pas d’un fait communément observé dans la littérature, bien 

au contraire (voir paragraphe 1.2.2). Quelques articles permettent tout de même d’émettre deux 

hypothèses : 

• La surface plastique est chargée. 

Une explication permettant de comprendre pourquoi des éléments chargés positivement se fixent 

sur des surfaces hydrophobes non chargée est liée à l’accumulation d’ions aux interfaces. Il a déjà 

été montré que les espèces chargées ont tendance à s’adsorber aux interfaces57 et que les ions 

OH- s’adsorbent davantage sur les surfaces hydrophobes que les ions H+.58 Ce phénomène est dû 

à une asymétrie dans la répartition des charges, rendant une partie des ions OH- et H+ très 

hydrophobe et l’autre partie très hydrophile. Puisque cet effet est plus prononcé pour OH- que 

pour H+, les surfaces initialement hydrophobes deviennent alors des surfaces chargées 

négativement, disponibles pour des interactions avec des espèces chargées positivement, telle 

que l’arginine.  

• L’arginine est hydrophobe. 

L’arginine est un acide aminé cationique mais elle possède également une chaîne carbonée, donc 

une partie hydrophobe. Par ailleurs, sa partie polaire fait qu’elle peut être exposée au solvant, 

donc dans la structure externe des protéines, ce qui la rend accessible pour d’éventuelles 

interactions. Ce caractère hydrophobe de l’arginine, bien qu’étonnant, a déjà été remarqué, 

rendant cette hypothèse plus plausible que la première.59–61 Des simulations indiquent que les 

interactions de Van der Waals entre la chaîne carbonée de l’arginine et la surface seraient 

suffisamment fortes pour compenser les effets de la charge. 62  

OH

NH2

O

N
H

NH2

H2N

+



Chapitre 4. Formation d’une corona sur des microplastiques 

 185 

Des études complémentaires sont nécessaires pour comprendre les interactions. Par exemple, il 

serait intéressant de réaliser des isothermes d’adsorption avec de l’arginine purifiée. Des 

simulations s’approchant de nos conditions expérimentales sont en cours (Figure 4.40). 

 

Figure 4.40. Simulations de contact entre un peptide SGGRGGRGGRGGS 
(S=sérine : plus petit acide aminé polaire ; G = glycine : plus petit acide 
aminé et R = arginine) et une nanoparticule de PE (A) et de PE vieilli (B). La 
séquence du peptide a été choisie de sorte à ce que l’arginine puisse entrer 
en contact avec la particule. Simulations réalisées par Yves Boulard. 

 

Quel que soit le mécanisme d’adsorption, ces interactions seraient tellement favorables que 

l’arginine pourrait être utilisée pour passiver des surfaces hydrophobes afin de prévenir 

l’adsorption de protéines, voire même pour désorber des protéines, ouvrant la voie à de 

nombreuses applications.63 

 

4.4.2.3. Apport des données de protéomique à la compréhension des 

interactions 

Les données présentées ci-dessus nous ont permis d’identifier que, bien que les quantités de 

protéines adsorbées sur le PE et le PP soient significativement différentes (Figure 4.16), ces 

protéines sont en majorité communes aux deux MP. Une étude à l’échelle moléculaire permettrait 

de compléter la caractérisation et peut-être d’expliquer les comportements observés. 

Une autre information clef tirée des données de protéomique est la différence entre les MP natifs 

et vieillis. Nous avons observé précédemment que les protéines s’adsorbent en moins grande 

quantité (en masse) sur les MP vieillis par rapport aux MP natifs (Figure 4.17 et 4.18) et ces données 

nous permettent d’affirmer qu’elles se fixent également en moins grand nombre. Il semblerait 

donc que l’organisation des protéines sur les MP soit différente en fonction de l’état d’oxydation 

des particules.  
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En comparaison avec des surfaces hydrophiles, les protéines adsorbées sur des surfaces 

hydrophobes ont un degré de structure inférieur. Cela s’explique par un réarrangement des 

protéines adsorbées lors des interactions hydrophobes avec la surface ou avec des protéines 

adsorbées voisines (interactions latérales).43 Ces interactions sont encore mal comprises mais 

dépendent, entre autres, de la solvatation des protéines, de la surface, des forces 

intramoléculaires des protéines, de la force ionique et du pH de la solution.64,65 Lorsque les 

répulsions électrostatiques entre protéines sont faibles, elles sont davantage comprimées et 

occupent moins d’espace sur la surface (qui peut alors accueillir une quantité plus importante de 

protéines).65 Lorsque l’hydrophobie de la surface n’est pas continue mais sous forme de patchs, 

les protéines n’ont plus la même liberté de réorganisation, ni la capacité de compression.66  Elles 

sont donc adsorbées en plus faible quantité.  

Le modèle que nous proposons pour expliquer les différences entre MP natifs et vieillis est le 

suivant : les oxygènes des MP vieillis rompent l’homogénéité de la surface hydrophobe et 

empêchent les protéines de se réarranger, diminuant la quantité de protéines adsorbables en 

surface (Figure 4.41). D’après les résultats des premières simulations réalisées, il semblerait que, 

sur les MP vieillis, les protéines s’ancrent sur les parties hydrophobes et sur les zones oxygénées. 

 

Figure 4.41. Représentation schématique de l’organisation des protéines sur 

(A) Une surface totalement hydrophobe : les protéines sont compressées par 
des interactions latérales 

(B) Une surface hydrophobe avec des patchs hydrophiles générés suite au 
vieillissement des MP : les interactions latérales sont minimisées, les 
protéines s’étalent davantage sur la surface. 

Les protéines sont en rouge, les surfaces hydrophobes en bleu et les patchs 
hydrophiles sont représentés par des doubles liaisons carbone/oxygène en 
noir. 

Enfin, un résultat surprenant a été obtenu par analyse des paramètres liés à l’adsorption : l’arginine 

est enrichie dans les protéines adsorbées, quelle que soit la nature du plastique (PE, PP, natifs et 

vieillis). Sur des nanoparticules de silice et pour le même extrait protéique, l’arginine est 

également enrichie dans les protéines adsorbées sur les particules.67 Dans le cas de la silice, cela 

semble plus évident puisque les groupes silanols peuvent plus facilement interagir avec les 

charges positives de l’arginine. Il faudrait confronter les listes afin d’identifier si ce sont les mêmes 

protéines. Des hypothèses ont été émises mais pour analyser plus finement ces données, des 

expériences et simulations sont nécessaires.  
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4.5. POINTS CLEFS ET CONCLUSIONS DU CHAPITRE 

Ce chapitre nous a permis de mieux comprendre les phénomènes à l’origine des pertes de 

protéines en présence de microplastiques. Certaines d’entre elles vont être adsorbées à leur 

surface tandis que d’autres se trouveront sous formes d’agrégats en solution.  

Les deux types de microplastiques (MP) étudiés (polyéthylène, PE et polypropylène, PP), bien que 

proches chimiquement, ont montré des comportements différents : les protéines impactées sont 

globalement les mêmes mais, à surface équivalente, le PP engendre significativement plus de 

perte que le PE, indiquant un caractère plus défavorable pour les protéines. A partir des 

informations collectées lors de la caractérisation des MP, nous ne sommes pas en mesure 

d’expliquer ce phénomène. Une étude à l’échelle moléculaire permettrait une meilleure 

compréhension. 

L’imagerie de la corona par microscopie de fluorescence utilisant les radiations synchrotron s’est 

avérée être adaptée à l’étude de la corona protéique sur des particules dont le signal est 

négligeable dans la gamme de fluorescence des protéines. Cela nous a permis d’étudier la 

quantité relative, le taux de couverture ainsi que l’hétérogénéité de la couche protéique sur les 

MP. Les principales conclusions sont les suivantes : 

• La position sur l’isotherme d’adsorption (Couche Incomplète : CI vs Couche Saturée : CS) 

a un impact sur la quantité de protéines adsorbées à l’échelle microscopique, bien qu’il y ait une 

variabilité importante. Le taux de couverture est plus faible dans le cas d’une CI sur le PE.  

• La nature des protéines (extrait protéique de levure, EPL vs albumine de sérum bovin, 

BSA) a un impact sur l’hétérogénéité de la couverture protéique. La BSA forme une couche 

extrêmement homogène sur le PE. La différence avec l’EPL peut s’expliquer par la présence de 

protéines issues de complexes dans l’extrait, étant plus enclines à s’associer et ainsi à générer une 

certaine hétérogénéité.  

L’imagerie de fluorescence nous a également permis d’identifier qu’une quantité importante de 

protéines considérées comme perdues se trouvent sous forme d’agrégats en solution, non 

adsorbées aux MP. Pour l’EPL, il y a un nombre d’agrégats plus important lorsque la couche 

protéique est saturée. Ils peuvent être dus à une compétition sur les MP ou à une probabilité de 

rencontre en solution plus importante. Le fait qu’il y ait une quantité similaire d’agrégats formés 

lorsque les protéines ont été mises en contact avec le PP ou le PE semble indiquer que les 

différences sur les isothermes sont bien liées à l’adsorption des protéines. Enfin, l’EPL est plus 

enclin à l’agrégation que la BSA dans ces conditions, probablement car il ne peut pas y avoir de 

compétition dans l’adsorption pour un échantillon monoprotéique. 

La méthodologie appliquée en protéomique s’est également avérée être adaptée à notre étude 

et nous a permis de comparer les microplastiques natifs et vieillis. L’étude des paramètres physico-

chimiques a montré que les protéines adsorbées sur les quatre types de microplastiques ont 
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sensiblement les mêmes propriétés : elles contiennent beaucoup d’hélice ɑ, sont longues et sont 

enrichies en arginine. Ce dernier point était tout à fait inattendu puisque l’arginine est un acide 

aminé chargé. L’hypothèse nous semblant la plus plausible est que cet acide aminé est exposé au 

solvant grâce à son groupe polaire mais est de nature hydrophobe par sa chaîne carbonée. 

Enfin, nous avons confirmé le fait que les protéines s’adsorbent moins sur les MP vieillis que sur 

les MP natifs. Nous avons proposé un modèle basé sur la rupture d’homogénéité de la surface 

hydrophobe induite par la présence d’oxygènes en surface. 
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CHAPITRE 5. LE ROLE DE LA CORONA 
PROTEIQUE SUR LE COMPORTEMENT 
COLLOIDAL DE MICROPLASTIQUES 
NATIFS ET VIEILLIS 

 

D’après des études récentes, il y aurait au moins vingt-cinq mille milliards de MP dans les océans.1 

Leur devenir dans l’environnement dépend de leur dégradabilité et de leur comportement 

colloïdal, c’est-à-dire de leur propension à s’agréger et/ou sédimenter/crémer. Des études sur 

des protéines purifiées ont montré le rôle de la couronne protéique sur la stabilité de 

nanoparticules en solution.2–6 Selon la charge de la protéine et la salinité du milieu, il est possible 

d’induire l’agrégation des particules ou leur stabilisation en solution. Il a également été montré 

qu’une couche protéique complète à l’échelle macroscopique, est nécessaire pour assurer une 

stabilisation stérique.5 Cependant, les informations à l’échelle des particules sont peu nombreuses 

dans la littérature. 

Le chapitre précédent nous a permis d’identifier des conditions favorables et défavorables à 

l’adsorption de protéines sur des microplastiques (MP). Nous avons évoqué le fait que les 

protéines permettent le passage en solution aqueuse des MP hydrophobes qui, en leur absence, 

restent à l’interface avec l’air et les bulles. Comme discuté plus précisément en annexe A.1, trois 

aspects doivent être considérés pour comprendre leur stabilité colloïdale des particules : 

• Les propriétés intrinsèques des particules (taille, densité, charges et chimie de surface).2,7  

• La composition de la solution aqueuse (pH, salinité).5,8 

• La présence de molécules (organiques ou autres) ou de microorganismes pouvant être 

entourer ou être entourés de particules.9,10 

Cependant, les plastiques se dégradent peu à peu au cours de leur vie aquatique et la 

composition des solutions en milieu naturel varie selon la localisation et les conditions 

météorologiques. Il n’y a donc pas de constante, ce qui rend la compréhension du transport des 

MP très complexe. 

L’objectif de ce chapitre est d’identifier s’il y a des critères plus importants que 

d’autres dans le transport des MP en solution. Plus précisément, nous souhaitons 

comprendre l’influence de certains paramètres (la nature des microplastiques, leur 

état de vieillissement et la couche de biomolécules formée par la corona 

protéique) dans le comportement colloïdal de ces objets. 
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Pour cela, nous avons caractérisé la stabilité en solution des MP natifs et vieillis de PE et PP 

entourés d’une corona protéique par analyse de turbidité et par détermination de la quantité de 

particules dispersées. La qualité de la corona a été observée à l’échelle des particules grâce à des 

expériences originales de microscopie de fluorescence réalisées sur la ligne DISCO du 

synchrotron SOLEIL. Dans le cadre de cette étude, deux systèmes protéiques ont été comparés : 

un Extrait Protéique de Levure Saccharomyces cerevisiae (EPL) et l’Albumine de Sérum Bovin 

(BSA).  

La BSA est connue pour s’adsorber très rapidement sur les surfaces (voir paragraphe 3.1.2), c’est 

d’ailleurs ce que nous avons observé en la comparant avec l’EPL sur les isothermes d’adsorption 

(paragraphe 4.2.2.1, valeurs de Kads). Il s’agit d’une protéine ayant été largement caractérisée et 

qui est couramment utilisée comme protéine modèle en laboratoire puisqu’elle est accessible 

dans des quantités importantes. Nous avons souhaité la comparer à l’EPL dans cette étude sur le 

comportement colloïdal des MP afin d’identifier si les propriétés d’adsorption de la BSA, 

particulièrement favorables, confèrent une plus grande stabilité aux particules en solution. Par 

ailleurs, nous avons montré précédemment (paragraphe 3.5) que la passivation protège les 

protéines en solution, la BSA est donc une protéine robuste, peu sensible aux stress lorsqu’elle 

est mélangée dans des tubes en plastique. 

La compréhension des mécanismes à l’origine de la stabilisation/déstabilisation des MP en 

solution peut mener à différents types d’applications nécessitant le contrôle du comportement 

colloïdal des MP. Il peut s’agir de problématiques de dépollution (MP déstabilisés) ou des études 

de toxicologie in vivo (MP stabilisés en solution). Un exemple d’application en toxicologie sur des 

poissons zèbres sera présenté. 
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5.1. STABILITE DES DISPERSIONS DE MP 

Les microplastiques étudiés ici sont hydrophobes et relativement peu denses (densité du PE : 0,98 

et du PP : 0,90). En solution aqueuse ils restent donc à l’interface air/liquide pour limiter leur 

contact avec les molécules d’eau, ne pouvant pas former de liaisons hydrogènes avec elles. 

Lorsque des protéines sont ajoutées à la solution et que l’échantillon est homogénéisé 

doucement, un passage en solution d’une partie des particules est observé (Figure 5.1). Cela 

s’explique par le caractère amphiphile des protéines qui jouent un rôle de tensioactif en 

s’adsorbant sur ces particules hydrophobes.11 Nous étudierons en premier lieu les MP dispersés 

en solution, puis les MP instables, ayant crémé. 

 

Figure 5.1. Représentation schématique de solutions contenant des MP en 
présence ou non de protéines et de l’évolution des dispersions formées.  

 

5.1.1. Effet de la nature du plastique et de son état de 

vieillissement 

Les MP de PE et PP à l’état natif et vieilli ont été étudiés afin de comprendre l’impact de la nature 

du polymère et de son état de vieillissement sur le comportement colloïdal des particules en 

présence d’une corona protéique. 

5.1.1.1. Cinétiques de crémage 

La stabilité des dispersions de MP a été caractérisée par des cinétiques de crémage afin de 

comparer le pouvoir tensioactif des protéines en fonction de la saturation de la couronne 

protéique, pouvant recouvrir partiellement ou totalement la surface des particules.  

Un analyseur de stabilité (Turbiscan LAB, Formulaction) a permis de mener une étude de 

turbidimétrie par des mesures de transmission et de rétrodiffusion des échantillons sur toute la 

hauteur de la colonne d’eau impliquée et à intervalles de temps réguliers. Les données en 

transmission ont été moyennées de 5 à 18 mm de hauteur, correspondant à la fraction sous-

nageante. Une transmission faible est caractéristique d’un échantillon opaque, indiquant qu’une 

MP dispersées

MP crémés

SANS PROTEINES AVEC PROTEINES

Temps
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grande quantité de particules est dispersée ; une transmission élevée est caractéristique d’un 

échantillon translucide, indiquant qu’il n’y a que peu de particules en suspension. Les quatre types 

de MP ont été étudiés, dans le cas de couches Corona Insaturées (CI, 0,07 g.L-1) et Corona 

Saturées (CS, 0,5 g.L-1) d’EPL, à l’échelle macroscopique des isothermes (voir paragraphe 4.2.2). 

 

Figure 5.2. Cinétiques de crémage, mesurées par turbidimétrie, des 
microplastiques de PE, PEV, PP et PPV à 10 g.L-1 en présence ou non d’extrait 
protéique de levure en tampon phosphate pH7, 100 mM. La transmission de 
la lumière, moyennée de 5 à 18 mm sur la hauteur de l’échantillon, est 
représentée en fonction du temps (une mesure toutes les 30 min durant 
24 h). Les effets stabilisants des Couche Incomplètes (CI) et Couche Saturées 
(CS) d’EPL sur les quatre types de MP ont été comparés. 

A partir des profils en transmission représentés sur la figure 5.2, trois phases peuvent être 

identifiées : les phases de latence, de crémage et éventuellement de stabilisation. Les temps 

caractéristiques ont été déterminés et sont présentés dans le Tableau 5.1. La phase de latence 

est définie comme la durée pendant laquelle la transmission est stable, avant qu’elle n’augmente 

fortement, indiquant alors le début du phénomène de crémage. Cette phase de latence 

correspond également à une diminution de la rétrodiffusion (Figure 5.3), pouvant être associée à 

un phénomène d’agrégation des particules ou de leur migration (sédimentation ou crémage).12,13 

En effet, à fraction volumique constante en solution, les objets de tailles plus importantes obtenus 

par agrégation mèneront à une rétrodiffusion plus faible (mais plus de diffusion vers l’avant). Pour 

la plupart des échantillons, un pic de rétrodiffusion est observé à la fin de la phase de latence, 

dans le bas du tube. Cela peut être dû à la présence d’agrégats protéiques ayant sédimenté ou à 

des petites particules en suspension. Ces particules crèment moins vite et diffusent davantage la 

lumière vers l’arrière que les particules plus larges (prévu par le modèle de diffusion de Mie).14 

Après la phase de latence et la phase de crémage, si le temps d’analyse est suffisant pour 

l’évolution du système, l’évolution de la transmission atteindra un plateau, correspondant à la 

phase de stabilisation.  
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  Phase de 
latence Phase de crémage Phase de 

stabilisation Vitesse 
crémage 

(cm.h-1) 

Temps 
nécessaire 
au crémage 

des 
particules (h) 

  
Temps 

(h) Durée (h) 
Pente 
(%.h-1) 

Pente 
(%.h-1) 

PE 
EPL CI 4,5 5-24 y = 1,8x n.a. 

0,15 12 
EPL CS n.a. n.a. n.a. n.a. 

PEV 
EPL CI 5 5,5-24 y = 1,5x n.a. 

EPL CS n.a. n.a. n.a. n.a. 

PP 
EPL CI 0,5 1-6,5 y = 8,8x y = 1,1x 

2,0 < 1 
EPL CS 0,5 1-9,5 y = 4,2x y = 1,1x 

PPV 
EPL CI 0,5 1-6,5 y = 10x y = 0,78x 

EPL CS 0,5 1-9,5 y = 4,1x y = 0,92x 

Tableau 5.1. Données quantitatives déterminées à partir des profils de 
turbidimétrie présentés sur la figure 5.2. Les pentes sont obtenues par 
régression linéaire des phases de crémage et de stabilisation. (n.a. : non 
applicable). 
Les cases grisées correspondent aux données théoriques calculées à partir 
de la loi de Stokes en considérant, respectivement pour PE/PEV et PP/PPV, 
un diamètre de 5 et 10 µm (sphérique) et une densité de 0,97 et 0,90 g.cm-3. 
La densité de l’eau à 20°C est de 1,00 g.cm-3 et sa viscosité de 1.10-3 Pa.s. Le 
temps nécessaire au crémage des particules est calculé pour une hauteur de 
18 mm (hauteur analysée en turbidimétrie). 
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Figure 5.3. Mesure par turbidimétrie de la rétrodiffusion des échantillons 
contenant, de haut en bas, des MP de PE, PEV, PP ou PPV à 10 g.L-1 avec une 
Couche Incomplète (CI, à gauche) ou une Couche Saturée (CS, à droite) 
d’EPL, en fonction de la hauteur du tube. Les lignes continues correspondent 
à la première mesure de rétrodiffusion (t0) et les lignes discontinues à la fin 
de la phase de latence, ou à 24 h si la phase de crémage n’a pas été observée 
dans l’intervalle de temps étudié. 

PE + CI EPL
Phase de latence = 4,5 h

PE + CS EPL
Phase de latence > 24 h

PP + CI EPL
Phase de latence = 0,5 h

PP + CS EPL
Phase de latence = 0,5 h

PEV + CI EPL
Phase de latence = 5 h

PEV + CS EPL
Phase de latence > 24 h

PPV + CI EPL
Phase de latence = 0,5 h

PPV + CS EPL
Phase de latence = 0,5 h
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Pour les MP en l’absence de protéines, la transmission est maximale dès le début de l’analyse 

(90%), équivalent à la transmission de l’eau pure à travers le contenant. Cela indique l’absence de 

particules en solution. A l’inverse, en présence d’EPL, quelle que soit la nature des MP ou la 

quantité de protéines, la transmission est nulle au début de l’analyse indiquant que des MP sont 

bien dispersés en solution et diffusent très fortement la lumière. L’évolution cinétique sera alors 

fonction de l’échantillon, avec différents comportement observés (Figure 5.2) : 

• Pour une couche protéique saturée d’EPL sur le PE et le PEV, la transmission est proche 

de zéro sur toute la durée de l’expérience. Cela indique qu’une quantité importante de MP reste 

dispersés en solution durant au moins 24 h. Une phase de clarification est tout de même observée 

à partir des données de rétrodiffusion, suggérant le crémage rapide d’objets de tailles 

importantes. Il peut s’agir d’agrégats ne s’étant pas dissociés lors du mélange ou bien formés en 

solution. 

• Pour une CI de protéines sur du PE et du PEV, la transmission augmente après une phase 

de latence relativement longue (environ 5 h). Les données de rétrodiffusion montrent le même 

comportement que pour une couche saturée, suggérant également le crémage de larges objets. 

Les pentes des équations des phases de crémage (Tableau 5.1) montrent que la déstabilisation 

est significativement plus douce pour le PE et le PEV (d∼5 µm, 𝜌 = 0,97 g.m-2) avec une CI par 

rapport au PP et au PPV (d∼10 µm, 𝜌 = 0,9 g.m-2), même avec une CS de protéines. 

• Dans les deux conditions de saturation du PP et du PPV, la phase de latence est très courte 

et suivie d’une augmentation très rapide de la transmission : la phase de crémage. Le système 

évolue alors plus de deux fois plus vite dans le cas d’une CS de protéines que dans le cas d’une 

CI, indiquant clairement le rôle stabilisant des protéines. Une rupture de pente indique ensuite 

une phase de stabilisation (après 6,5 h d’analyse pour une CI et 9,5 h pour une CS). Au cours de 

cette phase, il n’y a plus de différence notable selon l’état de saturation de la surface. 

• Ces résultats mettent également en avant le fait qu’il n’y a pas de différence marquée 

entre les MP natifs et vieillis. Cela peut sembler étonnant au vu de leurs différences en termes de 

chimie de surface (MP vieillis plus hydrophiles) ou de quantité de protéines adsorbées (plus de 

protéines sur les MP natifs). 

La loi de Stokes (Équation A.1, Annexe A.1) permet de calculer la vitesse de migration verticale 

en connaissant le diamètre des objets (considérés comme sphériques), la masse volumique des 

particules et de la solution et la viscosité de la solution. Les vitesses théoriques ont été calculées 

ainsi que les durées nécessaires au crémage des particules (sur une distance de 18 mm, 

correspondant à la hauteur analysée en turbidimétrie), elles sont indiquées dans les cases grisées 

du Tableau 5.1. Ces valeurs représentent l’évolution attendue du système en l’absence de 

protéines. Elles montrent tout d’abord que, par leurs propriétés intrinsèques (taille et densité), les 

MP de PP et PPV doivent migrer beaucoup plus vite que les MP de PE et PEV, ce que nous 

observons expérimentalement. Elles montrent également qu’à l’issue de 12 h (pour PE et PEV) ou 

1 h (pour PP et PPV), il n’est plus sensé y avoir de particules en solution. Or, expérimentalement, 
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nous avons observé la présence de particules en suspension sur des temps bien plus longs. Cela 

indique que la corona protéique permet de ralentir significativement le phénomène de crémage. 

Dans le cas de particules ayant des propriétés intrinsèques favorables (petites particules, densité 

proche de celle du solvant), les particules sont stables sur des temps longs (supérieurs à 24 h).  En 

revanche, pour des particules ayant des propriétés défavorables, la corona reste insuffisante pour 

un maintien durable des particules dans un état dispersé. 
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5.1.1.2. Quantification des particules stabilisées 

Les données obtenues par turbidimétrie peuvent difficilement être reliées à des concentrations 

de particules en solution. Pour obtenir des informations quantitatives sur les particules stabilisées 

après 24 h, notamment pour identifier d’éventuelles différences entre les MP natifs et vieillis, nous 

avons déterminé leur concentration à l’aide de cellules de comptage (Figure 5.4). Les trois 

observations suivantes peuvent être faites à partir de ces données.  

• Les MP de PE et PEV sont stabilisées en bien plus grande quantité que les MP de PP et 

PPV. Le facteur dominant ici semble donc lié aux propriétés des particules : taille et densité. 

• A diamètre équivalent, la corona protéique joue un rôle majeur. En effet, le nombre de 

particules stabilisées est nettement supérieur lorsque les protéines forment une couche saturée 

plutôt qu’incomplète. 

• Étonnamment, le vieillissement des MP n’a pas un impact très important sur le 

comportement colloïdal des particules en solution aqueuse alors que les particules sont moins 

hydrophobes. Théoriquement, elles devraient être plus stables. Les particules de PE et de PEV 

sont stabilisées en quantités similaires. Pour le PP, les particules vieillies sont un peu moins stables 

que les particules natives. D’après les isothermes d’adsorption (Chapitre 4.2.2), il y a moins de 

protéines adsorbées sur le PPV comparativement au PP. Ces résultats semblent indiquer que la 

quantité de protéines adsorbées est un critère plus important que le caractère hydrophobe des 

particules. 

 

Figure 5.4. Quantité de particules stabilisées par litre de solution après 24 h 
de crémage pour des couches d’EPL incomplètes (CI) et saturées (CS) sur des 
MP de PE, PEV, PP et PPV initialement introduits à 10 g.L-1. Détermination en 
cellules de comptage contenant 0,1 µL, données sur 5 mesures. (** p-value 
< 0.05, déterminé pour la comparaison des MP natifs et vieillis à saturation 
en protéines identique). 
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Nous pouvons estimer la quantité de particules totales dans l’échantillon à partir de la masse 

introduite, du diamètre et de la densité des particules (en considérant les particules comme 

sphériques). Il est alors possible d’obtenir une valeur approximative de la concentration massique 

de plastique en solution et du pourcentage de particules dispersées, par rapport à la quantité 

initialement introduite. Ces données, présentées dans le tableau 5.2, sont des approximations 

permettant d’identifier des tendances. D’après ces calculs, dans les cas les plus favorables, environ 

un quart des particules sont encore dispersées à l’issue de 24 h de crémage. Ces données mettent 

également en avant le fait que, bien qu’il y ait moins de particules de PP stabilisées, le taux de 

dispersion est relativement important puisqu’il y a moins de particules introduites initialement 

(introduction à pourcentage massique équivalent : 10 g.L-1). Il reste tout de même inférieur à celui 

du PE. 

 PE PEV PP PPV 

 CI CS CI CS CI CS CI CS 

Masse de particules 

stabilisées à 24 h  

(g.L-1) 

1,6 2,6 1,8 2,5 0,7 1,5 0,5 0,7 

Particules stabilisées 

à 24 h (%) 
16 26 18 25 7 15 5 7 

Tableau 5.2. Masse de MP restant en solution après 24 h au repos (g.L-1) et 
pourcentages correspondant par rapport à la quantité initialement introduite. 
Informations déterminées à partir de la Figure 5.4, de la densité des 
particules (PE/PEV : 0,97 et PP/PPV : 0,90 g.cm-3) et de leur diamètre 
(PE/PEV : 5 µm et PP/PPV : 10 µm). 
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5.1.2. Comparaison avec l’Albumine de Sérum Bovin (BSA) 

Comme évoqué dans l’introduction de ce chapitre, la BSA est connue pour ses propriétés 

d’adsorption, ce qui l’a conduit à être utilisée comme agent passivant sur des surfaces.15–17 Cette 

partie vise à comparer la BSA par rapport au mélange de l’EPL pour identifier si une protéine 

globulaire se fixant rapidement confère une meilleure stabilité colloïdale aux MP hydrophobes en 

solution aqueuse. L’étude est réalisée en condition saturante de protéines sur les MP d’après les 

isothermes d’adsorption (EPL 0,5 g.L-1, voir paragraphe 4.2.2 et BSA 0,1 g.L-1, voir annexe A.3.1). 

Les cinétiques de crémage représentées à partir de l’évolution de la transmission dans le temps 

(Figure 5.5) montrent des comportements assez similaires pour les deux systèmes protéiques.  

Dans le cas du PP, le système évolue rapidement (crémage) et, à l’inverse, les particules de PE 

semblent plus stables sur la durée de l’analyse (24 h). 

  

Figure 5.5. Cinétiques de crémage, mesurées par turbidimétrie, des 
microplastiques de PE et PP en conditions saturantes d’EPL ou de BSA. La 
transmission de la lumière, moyennée de 5 à 18 mm sur la hauteur de 
l’échantillon, est représentée en fonction du temps (une mesure toutes les 
30 min durant 24 h). 

En revanche, en termes de quantité de particules stabilisées à l’issue de 24 h de crémage 

(figure 5.6), des différences sont à noter entre les deux systèmes protéiques. A la fois pour le PE 

et pour le PP, la BSA stabilise davantage de MP que l’EPL alors que, d’après les isothermes 

d’adsorption (paragraphe 4.2.2.1, valeurs de m∞), la BSA est adsorbée en quantité moins 

importante au plateau de saturation. Nous avons observé précédemment (paragraphe 4.3.3) que 

la BSA forme une couche plus homogène que l’EPL sur le PE, les répulsions 

(électrostatiques/stériques) sont alors mieux réparties sur la particule, ce qui peut expliquer une 

meilleure efficacité tensioactive. Pour le PP, il n’a pas été observé de plus grande homogénéité 

avec la BSA, les mécanismes de stabilisation sont probablement plus complexes. Puisque le point 



Chapitre 5. Le rôle de la corona protéique dans le comportement colloïdal de MP natifs et vieillis 

 206 

isoélectrique de la BSA pIBSA = 4,7)18 est relativement éloigné du pH de la solution (pH = 7), les 

molécules sont dans des conditions où elles possèdent une forte densité de charges.19 La stabilité 

colloïdale des particules peut être expliquée par de plus fortes répulsions électrostatiques. 

 

Figure 5.6. Quantité de particules stabilisées par litre de solution après 24 h 
de crémage pour des couches saturées d’EPL ou de BSA sur des MP de PE 
et de PP. Déterminées en cellules de comptage contenant 0,1 µL, données 
sur 5 mesures.  

Dans le cas le plus favorable (BSA sur PE), la concentration atteint 1.1011 particules par litre, ce qui 

est dans le même ordre de grandeur que les nanoparticules de PE relarguées dans des produits 

de gommage pour visage20 (3.1011 L-1) ou dans des tasses à usage unique5 (5.1011 L-1) dans leur 

utilisation normale. Les quantités dans l’environnement sont bien plus faibles : de 10-5 à 105 L-1, 

selon le site et la méthode de prélèvement.21–23  

La stabilisation de MP hydrophobes en solution aqueuse à l’aide d’un système protéique facile 

d’accès et bien connu laisse envisager de nombreuses applications et la réalisation d’expériences 

modèles, comme par exemple, des études toxicologiques ou environnementales (transport des 

particules). 
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5.2. INSTABILITES DES DISPERSIONS DE MP 

5.2.1. Cas des particules instables 

 

Au sein des échantillons étudiés, certaines particules restent stables en solution sur des temps 

longs alors que d’autres sont déstabilisées très rapidement et crèment. L’objectif de cette partie 

est d’identifier les paramètres pouvant être à l’origine du crémage ou de la stabilité en suspension 

des particules au sein d’un même échantillon. Nos observations suggèrent que les MP les plus 

stables sont toujours des particules isolées car la présence d’agrégats n’a pas été constatée en 

suspension par microscopie optique (pour plusieurs centaines de particules observées). Dans la 

crème cependant, des particules isolées et agrégées ont été observées (Figure 5.10). 

Dans un premier temps, nous étudierons les propriétés de la corona afin d’identifier si elles sont 

différentes entre les deux familles de particules isolées (dispersées vs crémées). La condition 

saturante d’EPL (CS) a été choisie pour mener cette étude et la BSA a été utilisée comme système 

protéique modèle, à titre comparatif. Après une mise en contact entre l’EPL et les MP (4 h, 

3 trs.min-1, 6°C) ainsi qu’un temps de crémage au repos (24 h pour le PE, 3 h pour le PP à cause 

de différences de stabilité majeures) des particules issues de la fraction supérieure de l’échantillon, 

la crème, ont été recueillies. De la même façon que dans le chapitre 4, uniquement les résultats 

des MP natifs sont présentés ici en raison de la fluorescence additionnelle des MP vieillis (voir 

paragraphe 4.3.2.3. 

Les taux de couverture protéique sur les MP de PE et PP dispersés et crémés sont présentés sur 

la figure 5.7. La méthode de détermination est expliquée en détails dans le paragraphe 4.3.2. Le 

taux de couverture est significativement différent entre les particules de PE en suspension et 

crémées avec l’EPL : la médiane est respectivement de 1,25 et 1,0 avec une p-value de 1,7.10-2. 

Cela correspond à une couche protéique plus épaisse pour les particules en suspension. Au 

contraire, pour le PE avec la BSA et le PP avec l’EPL, il n’y a pas de différence significative entre 

les deux populations de particules et le taux de couverture est d’environ 1. Ce paramètre ne 

semble donc pas être le principal déterminant de la stabilité des particules isolées.  

 

 

MP crémés
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Figure 5.7. Taux de couverture protéique de MP en suspension et dans la 
crème (grisé) pour les microplastiques de PE et PP. Nombre de particules 
analysées de gauche à droite : 131, 36, 52, 66, 32, 53. (** p-value < 0.05) 

Les données relatives à l’hétérogénéité de la couronne protéique ont également été déterminées 

et sont présentées sur la figure 5.8. Il n’a pas été observé de différence significative entre les 

particules en suspension et celles prélevées dans la crème. Il ne s’agit donc pas non plus du 

principal facteur déterminant la stabilité des MP. 

 

Figure 5.8. Hétérogénéité de la couronne protéique sur des MP en 
suspension et dans la crème (grisé) pour les microplastiques de PE et PP. 
Nombre de particules analysées de gauche à droite : 133, 36, 53, 67, 32, 55.  
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Nous avons alors déterminé la taille des MP dans les phases dispersées et crémées à partir des 

diamètres de Féret (Figure 5.9). Il apparaît que les particules en suspension sont 

systématiquement plus petites que les particules de la crème, avec des p-value respectives de 

1.3.10-6, 4,7.10-5 et 2,0.10-6 pour la BSA sur le PE, l’EPL sur le PE et l’EPL sur le PP. De plus, les MP 

de PP, qui ont la stabilité la plus faible en solution aqueuse, sont à la fois plus larges et moins 

denses que le PE. La conclusion que nous pouvons en tirer est que les MP les plus stables sont 

les plus petits et ceux ayant la densité la plus proche de celle de l’eau. Cela est en accord avec la 

loi de Stokes.24 Ce sont également les particules qui diffusent le plus (mouvement brownien). 

 

Figure 5.9. Diamètre de Féret des particules en suspension et crémées (grisé) 
des MP de PE et PP. Nombre de particules analysées de gauche à droite : 
133, 36, 53, 67, 32, 55. (** p-value < 0.05) 

Ces résultats démontrent que l’adsorption des protéines est nécessaire à la dispersion des MP et 

à leur stabilisation. Néanmoins, les propriétés intrinsèques des particules, telles que leur taille et 

leur densité, sont des critères importants pouvant favoriser la destabilisation et leur crémage. 

Les observations microscopiques ont révélé, en plus de particules isolées, la présence de trois 

types d’assemblages dans la crème : des agrégats de MP, des MP pontés par des agrégats 

protéiques, sans contact direct entre particules et des bulles d’air entourées et stabilisées par des 

MP (Figure 5.10). Si ces assemblages particulaires sont formés en solution, une augmentation de 

la taille des objets (agrégation, pontage) ou une diminution de leur densité (bulles d’air) peuvent 

en résulter et ainsi accélérer les cinétiques de crémage. S’ils sont formés après le crémage, ils 

seront défavorables à une remise en suspension, stabilisant le système dans son état déphasé. 

Ces trois types assemblages incluent des protéines, comme le montrent les images de 

fluorescence (Figure 5.10) dans la gamme de fluorescence du tryptophane et de la tyrosine. La 

stabilisation de bulles d’air à proximité de l’interface air/liquide est conditionnée par la présence 
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d’une couronne protéique sur des MP puisque ces objets n’ont pas été observés en l’absence de 

protéines ou de MP. Il est en effet connu que les protéines se fixent sur les bulles d’air (pouvant 

également mener à la formation d’agrégats protéiques).25 De la même manière que pour des 

émulsions de Pickering, où des gouttes liquides sont stabilisées par des particules dans une 

seconde phase liquide, ici une bulle de gaz est stabilisée sur des temps longs par des particules 

de plastique recouvertes d’une couronne protéique. 

En environnements aquatiques, l’écume est formée par des vagues introduisant de l’air dans la 

couche supérieure de l'eau. Les bulles d’air peuvent alors être stabilisées par des biomolécules et 

potentiellement former le même type d’assemblages. Il est donc attendu que des MP présents 

dans l’environnement et stabilisés par une corona protéique ou une éco-corona, stabilisent des 

bulles d’air formées par les vagues. Ces bulles peuvent alors, par aérosolisation, servir de vecteur 

dans la migration des MP de l’eau vers l’air. Ce mécanisme de transfert peut contribuer en partie 

à la présence des MP dans l’atmosphère.26 

Ces bulles, de diamètres compris entre 50 et 100 µm, sont stabilisées dans en solution sur des 

durées supérieures à 24 h. Dans le domaine de l’imagerie médicale, des agents de contraste 

ultrasonore sont constitués de microbulles ayant un diamètre de l’ordre de 10 µm.27,28 L’une des 

limites de cette technique est la stabilité de ces microbulles.29 Les mécanismes de stabilisation de 

bulles par des protéines associées à des microplastiques mériteraient une étude approfondie pour 

d’éventuelles applications dans ce domaine. 

 

Figure 5.10. Images en champ clair (en haut) et de fluorescence (en bas) des 
trois types d’assemblages observés suite au crémage de particules de PP en 
présence d’EPL : agrégats de MP ayant une couronne protéique (A), pontage 
de MP par des agrégats protéiques (B) et bulles d’air entourées de MP (C). 
Les images de fluorescence sont obtenues à λexcitation = 265 nm et 
λémissio = [329-351] nm. 

20 µm

A CB
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5.2.2. Déstabilisation des particules dispersées – Application à 

la dépollution 

Le retrait des particules de plastique de l’eau potable est aujourd’hui nécessaire au vu de la 

quantité de MP détectés et de leur potentiels effets sur la santé.30 La plupart des stratégies 

actuelles reposent sur des systèmes de filtration et permettent de retirer efficacement les 

particules de tailles importantes. Il est toutefois plus difficile de retirer les petits microplastiques 

(inférieurs à 20 µm) tels qu’étudiés ici. En se basant sur la sensibilité du comportement colloïdal 

des MP lorsqu’ils sont entourés d’une corona protéique, une stratégie pourrait être d’altérer la 

corona pour accélérer le crémage (pour des MP dont la densité est inférieure à 1) ou la 

sédimentation (pour des MP dont la densité est supérieure à 1), et ainsi les retirer plus aisément. 

Cette stratégie est similaire à celles appliquées lors de la vinification : des protéines sont 

introduites et se fixent sur les tanins qui peuvent alors être retirés par co-précipitation.31   

Pour essayer cette stratégie avec des particules de PE, nous avons sélectionné deux méthodes 

connues pour favoriser la déstabilisation des protéines :32 

• La précipitation induite par une forte quantité de sels. Le sulfate d’ammonium (NH4)2SO4 
a été choisi car ce sel est connu pour induire la précipitation des protéines en écrantant les 

charges, sans avoir d’effet dénaturant. Deux concentrations ont été étudiées : 1,1 et 5,3 M. 

• La dénaturation thermique, menant à l’agrégation des protéines. Pour cela, les 

échantillons ont été placés à 80°C durant 1 h. 

Les MP ont été dispersés en solution (agitation 4 h, 3 trs.min-1, 6°C) en conditions saturantes 

d’EPL. A l’aide de cellules de comptage, nous avons quantifié les MP restant en suspension à 

l’issue du traitement déstabilisant, suivi de 24 h de crémage (Figure 5.11). Pour 14% de sulfate 

d’ammonium (équivalent à 25% de la saturation33 et à 1,1 M), nous n’avons observé qu’une faible 

diminution du nombre de particules stabilisées (4.1010 pour la référence sans traitement 

déstabilisant et 3.1010 particule.L-1 après l’ajout de sulfate d’ammonium). Avec 70% de sulfate 

d’ammonium (équivalent à 100% de la saturation et à 5,3 M), les MP sont très fortement 

déstabilisés. Par rapport à la référence, environ 95% des MP ont crémé à l’issue de 24 h. Un effet 

similaire a été observé pour le traitement à 80°C durant 1 h. 

Les deux traitements ont eu pour effet de déstabiliser très rapidement les dispersions de MP. Pour 

le traitement thermique, la déstabilisation est probablement causée par la dénaturation des 

protéines et le pontage entre les particules, favorisant le crémage. Pour le traitement au sel, le fait 

que 1,1 M de sulfate d’ammonium n’ait quasiment pas d’effets suggère qu’il n’agit pas 

uniquement en écrantant les charges, mais aussi probablement en augmentant les effets 

hydrophobes par déshydratation de la surface des particules.34–36  
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Figure 5.11. Nombre de MP de PE en présence d’EPL en conditions 
saturantes stabilisés en suspension après un traitement à forte concentration 
en sulfate d’ammonium ou à haute température, suivi de 24 h de crémage. 
Données sur 5 mesures.  

Ces essais de déstabilisation montrent, qu’en contrôlant la corona protéique, il devient possible 

d’accélérer le crémage des MP de PE et de les collecter pour les éliminer plus facilement. Dans le 

cas de nanoplastiques, la quantité de surface peut être plus importante de plusieurs ordres de 

grandeur, ce qui favorise l’adsorption de protéines et donc la possibilité de contrôler leur stabilité 

en solution par action directe sur la corona. Cette méthode devrait donc être envisageable 

également dans le cas de la dépollution des nanoplastiques. 
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5.3. ROLE DE LA CORONA DANS LA STABILITE 

COLLOIDALE DES MICROPLASTIQUES  

Les expériences présentées dans ce chapitre montrent que différents paramètres sont impliqués 

dans le devenir des MP en solution aqueuse et qu’ils peuvent agir de manière synergique. D’une 

manière générale, les MP mis en contact avec une protéine modèle ou avec un extrait protéique 

composé de plusieurs milliers de protéines différentes, ont montré que l’adsorption des protéines 

favorise la dispersion et le maintien de particules fortement hydrophobes en milieu aqueux. Cette 

partie vise à discuter des mécanismes impliqués dans la stabilité colloïdale des MP. 

Les MP étudiés ici sont hydrophobes. Dans l’eau, ils se placent à l’interface air/liquide pour 

minimiser l’énergie libre interfaciale.37 Les tensioactifs constituent une autre voie menant à une 

minimisation de l’énergie. Ces molécules sont amphiphiles et, en entourant les MP, créent une 

frontière entre les particules hydrophobes et la solution aqueuse. Les protéines adsorbées 

agissent en tant que tensioactifs biologiques, rendant la surface des objets plus hydrophile. En 

effet, la tension de surface d’une solution d’EPL à 25 g.L-1 est de 55 mN.m-1 alors que celle de 

l’eau est de 72 mN.m-1. Dans le cas étudié ici, la diminution de la tension de surface par les 

protéines permet aux MP, une fois qu’ils sont partiellement ou totalement couverts de protéines, 

de pénétrer en solution aqueuse.38  

5.3.1. Nature du plastique 

D’après nos observations, la taille et la densité des particules restent les propriétés les plus 

importantes pour prédire le comportement des MP une fois qu’ils sont entrés en solution aqueuse. 

En effet, comparativement au PE, les particules de PP, qui sont de tailles plus importantes et sont 

moins denses, sont systématiquement dispersées en moins grand nombre et crèment plus 

rapidement (Figure 5.2 et 5.4). Cependant, la couronne protéique peut moduler ce comportement 

prévu par la loi de Stokes dans une certaine mesure. Ainsi, les MP de PP, lorsqu’ils sont couverts 

par une couche protéique saturée, ont des cinétiques de crémage qui tendent à se rapprocher de 

celles des MP de PE avec une couche protéique incomplète. 

5.3.2. Corona protéique 

Nous avons introduit la notion de qualité de la corona. Cela inclus la notion traditionnelle de 

saturation, déterminée à partir des mesures d’isothermes d’adsorption, mais ne se limite pas à 

celle-ci. Nous y avons ajouté les notions de taux de couverture et d’homogénéité des protéines, 

deux paramètres nécessitant une description microscopique de la corona et une analyse 

individuelle des particules. A partir de cette définition de la qualité, une protéine purifiée telle 

que la BSA, semble produire, sur le PE, une corona de plus grande qualité que les extraits 

protéiques complexes.  
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Dans le contexte de la stabilisation colloïdale, la qualité de la corona permet une répartition 

uniforme des charges ainsi qu’une densité importante de chaînes polymériques, assurant 

respectivement des répulsions électrostatiques et stériques. L’importance de la qualité de la 

couronne protéique s’étend probablement au-delà de ce contexte et peut également être 

déterminante dans sa propre stabilité et dans la réponse biologique qu’elle déclenche. 

5.3.2.1. Répulsion électrostatique 

La stabilisation colloïdale est un phénomène souvent abordé via la théorie DLVO.39,40 Bien que les 

MP étudiés soient des polyoléfines non ou très peu chargées, lorsque des protéines sont 

adsorbées à leur surface, les objets deviennent chargés. Ces charges créent un profil de 

concentration des ions à proximité qui résulte en une barrière de potentiel, assurant des répulsions 

électrostatiques, prévenant de l’agrégation des MP.  

Des mesures de zêtamétrie, indiquées dans le tableau 5.3, ont été réalisées sur les MP de PE et 

PEV (données sur le PP et le PPV non exploitables, voir paragraphe 2.3.1.2). Elles montrent que 

l’état de vieillissement et de saturation de la couche protéique sur les MP à l’échelle des 

isothermes n’ont pas d’effet sur la charge des objets. 

 PE PEV 

CI -11,1 ± 1,3 -10,6 ± 0,6 

CS -11,1 ± 0,8 -11,6 ± 0,6 

Tableau 5.3. Mesure de potentiels zêta des microplastiques de PE et PEV 
recouverts d’une couche incomplète (CI) ou saturée (CS) d’EPL en tampon 
phosphate 100 mM, pH7. 

D’autre part, nous avons observé une légère diminution de la stabilité des MP de PE ayant une 

CS d’EPL suite à l’ajout de 1,1 M de sulfate d’ammonium (Figure 5.11). Cependant, cet effet est 

bien trop faible en comparaison aux CCC généralement observées (de quelques dizaines à 

quelques centaines de mM, en fonction de la valence des ions et des propriétés des 

particules).5,41,42 Ce résultat suggère donc l’existence de mécanismes de stabilisation additionnels, 

dont les répulsions stériques attendues pour les groupes hydrophiles et hydratés des protéines.  

La réversibilité du crémage constitue une autre observation suggérant que la théorie DLVO n’est 

pas suffisante pour expliquer la stabilité colloïdale des MP ayant une couronne protéique. En effet, 

dans le cas d’une déstabilisation causée par un manque de répulsions électrostatiques, les 

particules sont agrégées de manière irréversible. Ici, le crémage est réversible et les particules 

sont très rapidement redispersées lors d’une homogénéisation douce (Figure 5.12), ce qui 

suggère également des répulsions stériques hydratées au contact. 

La théorie DLVO peut tout de même expliquer le fait que la BSA se révèle être un meilleur 

stabilisant que l’EPL. En effet, une couronne de BSA présentera une répartition des charges plus 
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homogène à un pH donné alors qu’une couronne d’EPL, composée de protéines ayant des 

densités de charges en surface et des points isoélectriques différents, présentera des fluctuations 

dans ses propriétés électrostatiques. 

 

Figure 5.12. Photographie des échantillons des quatre types de MP (PE, PEV, 
PP, PPV) à 10 g.L-1 ayant une couche insaturée d’EPL : 
(A) à l’issue de la mise en contact (3 trs.min-1, 6°C, 24 h) 
(B) suivie du crémage (6°C, 24 h) 
(C) puis d’une réhomogénéisation (3 trs.min-1, 6°C, 60 s) 

 

5.3.2.2. Encombrement stérique 

L’encombrement stérique peut être considéré comme un mécanisme de stabilisation additionnel 

et important. Une publication récente suggère un effet similaire de la corona protéique et des 

brosses de polymères, assurant une répulsion stérique entre les particules.43 Les protéines sont 

également des polymères d’acides aminés, pouvant générer une gêne stérique si elles sont 

adsorbées sur des particules.6,44 

La répulsion stérique au contact peut expliquer pourquoi les couches protéiques présentant le 

taux de couverture le plus important (Figure 5.7), sont associées aux MP stabilisés en plus grande 

quantité. De plus, par comparaison entre le PP et le PPV, nous pouvons établir le lien entre une 

quantité moins importante de protéines adsorbées et une stabilité moins importante des 

particules en solution. L’encombrement stérique sera également moins efficace si la corona n’est 

pas complète, permettant le pontage entre particules via des zones non recouvertes.45  

 

 

 

A B C

PE PEV PPVPP PE PEV PPVPP PE PEV PPVPP
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5.3.3. Surface du plastique 

L’effet du vieillissement des MP sur leur comportement colloïdal en solution est très faible. Cette 

observation est particulièrement étonnante et inattendue au vu des différences observées en 

termes de propriétés de surface (davantage d’atomes d’oxygènes et hydrophobie moins 

importante pour les MP vieillis, voir paragraphe 4.1.3) et des différences d’affinité avec les 

protéines (moins de protéines adsorbées en quantité et en diversité, voir paragraphes 4.2.2.2 et 

4.4.2). Il semblerait donc que la corona protéique agisse comme une barrière stérique entre la 

particule et la solution. Les propriétés de surface du microplastique n’ont alors plus d’impact sur 

son comportement colloïdal une fois la corona formée. Ce résultat est particulièrement intéressant 

dans la recherche d’une solution de dépollution universelle ou de compréhension des 

mécanismes d’interactions dans l’environnement.  
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5.4. VERS DES ETUDES IN VIVO 

5.4.1. Objectifs et méthodologie 

Il a été reporté la présence de MP dans la plupart des écosystèmes mais il est encore difficile de 

connaître leurs effets potentiels en termes de toxicité, souvent en raison de la difficulté de 

conception d’expériences modèles.46 

Du fait de la forte hydrophobie des polyoléfines, les études in vivo sont difficiles à mener car la 

probabilité de rencontre entre les organismes aquatiques et les particules est très faible. Les 

études portant sur les effets du plastique sur des poissons zèbres sont généralement réalisées 

avec des particules de polystyrène qui sont fonctionnalisées.47,48 La présence de charges de 

surface permet une dispersion des particules en milieu aqueux. Très peu de données relatent de 

la toxicité de MP de polyoléfines sur des organismes aquatiques en l’absence de surfactant 

chimique. Une voie semble être de réaliser les mises en contact sous agitation, cependant la faible 

quantité de particules dispersables dans ces conditions n’a jusqu’ici pas permis d’observer 

d’effets.49  

Dans l’environnement ces particules ne restent pas nues mais sont rapidement recouvertes de 

biomolécules.46,50 Dans ce chapitre, nous avons montré que les protéines permettent le passage 

en solution des MP et leur stabilité sur des temps longs. La faible quantité nécessaire et le fait 

qu’il s’agisse de molécules biologiques laisse envisager que cela peut être une méthode pour 

étudier les effets des MP hydrophobes sur des organismes vivants. 

Des expériences ont été menées à partir d’œufs et de larves de poissons zèbres (Danio Rerio, 

« Tupfel long-fin », « wild-type »). Ces expériences ont été réalisées à l’Université de Montréal au 

cours d’un séjour de deux semaines, en accord avec les directives du « Canadian Council on 

animal Care » (CCAC), dans le cadre d’un financement du Fonds France-Canada pour la recherche 

(FFCR). 

Les solutions de MP ont été préparées à l’aide de protéines. La BSA a été sélectionnée car elle 

permet de stabiliser un maximum de particules en suspension. Les quatre types de MP (PE, PEV, 

PP, PPV à 10 g.L-1) ont été mis en contact avec de la BSA à 0,1 g.L-1 (conditions saturantes pour le 

PE et le PP) en tampon phosphate 100 mM, pH7 et agités durant 4 h sur roue à 21°C. Un 

échantillon de référence sans MP, contenant uniquement de la BSA à 0,1 g.L-1 en tampon 

phosphate, a été traité de la même manière et utilisé comme référence dans le but d’identifier les 

effets dus à la BSA. Ces mises en contact sont réalisées dans des tubes en PP de 15 mL contenant 

10 mL de liquide. Les solutions de MP ont été utilisées diluées d’un facteur 10, en milieu E3 (pH 

de 7,2, composition : 5 mM NaCl, 0,17 mM KCl 0,33 mM CaCl2 et 0,33 mM MgSO4),51 milieu 

favorable au développement des poissons zèbres.  
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Deux méthodes de mise en contact ont été expérimentées : une incubation sous agitation sur 

roue et une incubation avec remise en suspension des MP crémés par aspiration et réinjection. 

5.4.2. Premiers résultats 

5.4.2.1. Incubation sous agitation 

Les incubations sous agitation sont réalisées dans des tubes en PP de 15 mL. Cependant, il a été 

observé qu’au cours de l’agitation, une partie importante des MP se positionnent sur l’interface 

liquide/solide des tubes neufs et ce, même avec un coating des tubes avec de la BSA (solution de 

BSA à 0,1 g.L-1 stockée dans les tubes durant 16 h). Il est probable que la dilution et le 

changement de milieu aient modifié les équilibres, induisant la désorption d’une partie des 

protéines, défavorisant la stabilité des dispersions. Ce phénomène, observé pour l’ensemble des 

MP, a été davantage marqué pour le PP et le PPV. Par manque de temps, il n’a pas été possible 

de résoudre ce problème. 

Au total, sept types de conditions sont comparées (Tableau 5.4) avec trois répliquas par condition. 

26 œufs ont été introduits dans chaque échantillons 24 h après la fertilisation (HPF, heures post 

fertilisation). Le volume de solution est de 5 mL et les tubes ont été ouverts deux fois par jour pour 

maintenir une quantité d’oxygène suffisante à la survie des poissons. 

 Contenant et conditions Solution 

Pétri 28°C Boîte de pétri statique, 28°C Milieu E3 

Pétri 21°C Boîte de pétri statique, 21°C Milieu E3 

Réf BSA 
Tube en PP 

Agitation 3 trs.min-1, 21°C 

Solution de BSA de référence 
diluée par 10 en milieu E3 

PE, PEV, PP, PPV 
Tube en PP 

Agitation 3 trs.min-1, 21°C 

Solutions de MP diluées par 
10 en milieu E3 

Tableau 5.4. Conditions comparées dans le cas de mises en contact d’œufs 
de poissons zèbres (heures post fertilisation = 24 h). Les échantillons 
contiennent 26 œufs et il y a 3 répliquas par condition. 

Différentes analyses ont été réalisées dans l’objectif d’identifier l’impact des MP sur les œufs puis 

sur les larves de poissons zèbres. Le suivi de l’éclosion (Figure 5.13) a montré qu’à 21°C la vitesse 

d’éclosion est significativement retardée par rapport à 28°C. Ce suivi a également montré que les 

conditions de mise en contact (agitation à 3 trs.min-1 et résidu de BSA < 0,01 g.L-1) accélèrent 

l’éclosion (comparaison pétri 21°C et Réf BSA). Enfin, dans ces conditions, il n’y a pas de différence 

en termes de cinétique d’éclosion entre les échantillons contenant des MP et la référence. 
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Figure 5.13. Suivi de l’éclosion des larves après 30 h et 47 h d’incubation, 
représentés en %. Les échantillons sont réalisés en tripliquas. Ils sont en 
milieu E3 et contiennent 26 œufs. Les références « Pétri » sont statiques. Les 
échantillons avec MP (environ 1 g.L-1) et la référence BSA sont agités à 21°C 
à 3 trs.min-1 dans des tubes en PP de 15 mL contenant 5 mL et oxygénés 
deux fois par jour. 
HI = heures d’incubation ; HPF = heures post fertilisation. 

Il est également possible de mesurer les larves ayant écloses comme représenté sur la figure 5.14. 

La largeur du sac Vitellin et la longueur de la larve sont des indicateurs de croissance. Dans notre 

cas, les différences ne sont pas suffisamment importantes pour admettre un quelconque effet. Il 

serait intéressant de réaliser ces analyses sur des durées plus importantes pour identifier si cette 

observation est confirmée dans le temps.  

 

Figure 5.14. Largeur du sac Vitellin et taille des poissons après 47 h 
d’incubation (heures post fertilisation = 61 h) en milieu E3. Les échantillons 
avec MP (environ 1 g.L-1) et la référence BSA sont agités à 21°C à 3 trs.min-1 
dans des tubes en PP de 15 mL contenant 5 mL et oxygénés deux fois par 
jour. Nombre de larves mesurées de gauche à droite : 9, 10, 9, 9, 9, 10. 
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5.4.2.2. Incubation avec remise en suspension des MP crémés  

Une deuxième méthode de mise en contact des MP avec des œufs de poissons zèbres a été 

réalisée (Figure 5.15). Des tubes de culture cellulaire (NuncTM, Thermo Scientific) en polystyrène 

ont été sélectionnés car ils disposent d’une membrane perméable à l’air. Un volume de 40 mL a 

été introduit et trois conditions ont été comparées : solutions de BSA, de PP et de PPV diluées 

par 10 en milieu E3. Pour maintenir les MP en solution, les tubes ont été percés au niveau de 

l’interface air/liquide (pour aspirer les particules crémées) et à environ 1 cm du fond du flacon 

(pour réinjecter les MP tout en évitant d’envoyer le flux sur les œufs, statiques au fond) à l’aide de 

pompes péristaltiques à un débit de 55 mL.min-1. Les flacons ont été placés dans un bain 

thermostaté à 28°C et 20 œufs ont été introduits par condition (HPF = 6).  

 

Figure 5.15. Photos du système d’incubation avec remise en suspension des 
MP crémés par aspiration au niveau de l’interface air/liquide et relargage à 
environ 1 cm du fond du flacon. Le bain thermostaté permet de maintenir la 
température à 28°C. 

A l’issue de quatre jours dans ces conditions, les MP ont crémé malgré le système de pompe 

(aspiration légèrement trop basse par rapport à l’interface). Par ailleurs, pour les trois conditions, 

aucun œuf n’a éclos alors que, dans des conditions optimales, 72 h suffisent à observer 100% 

d’éclosion. Les larves sont vivantes et développées à l’intérieur des œufs et sont de taille 

importante pour être encore à l’état d’œuf. En cassant le chorion (paroi de l’œuf), elles semblent 

avoir une activité normale. Il est possible que la BSA se soit adsorbée sur le chorion et ait formé 

un réseau, créant un film et rendant l’éclosion plus difficile. 

Après observation des œufs à l’aide d’un microscope inversé (Figure 5.16), une granularité de 

surface peut être observée sur les œufs ayant été en contact avec les MP. La morphologie et le 

fait que cette granularité ne soit pas observée pour l’échantillon de référence indique qu’il s’agit 

de microplastiques. Aucun des autres essais réalisés n’a montré l’adsorption de MP sur les œufs. 

La composition protéique du chorion évolue au cours du temps.52 Dans cette expérience, il est 

resté autour des œufs plus longtemps que dans les expériences précédentes. Il est donc possible 

que les interactions avec les MP soient favorisées par la présence de certaines protéines  
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Figure 5.16. Images d’œufs de poissons zèbres réalisées suite à 4 jours 
d’incubation avec (A) une solution de BSA à 0,01 g.L-1 en milieu E3, (B) et (C) 
des MP de PP, (D) et (E) des MP de PPV également en milieu E3. Les MP sont 
recouverts de BSA et introduits à environ 1 g.L-1.  
Les images de gauche ont été acquises avec un objectif 10X, la barre 
d’échelle correspond à 250 µm. Les images de droite ont été acquises avec 
un objectif 40X, la barre d’échelle correspond à 100 µm. 

A

B

D

C

E
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5.4.3. Conclusions et perspectives 

Cette étude préliminaire de toxicologie in vivo sur des poissons zèbres a montré qu’il est possible 

de mettre en contact des MP, stabilisés en solution par une corona protéique, avec des 

organismes vivants. Nos expériences ont permis d’observer que dans certaines conditions, une 

quantité importante de MP se fixe sur les œufs des poissons zèbres, pouvant éventuellement 

impacter leur développement. Il serait intéressant de réaliser une mise en contact avec le système 

d’aspiration/relargage des MP avec un suivi cinétique et ainsi identifier à partir de quel moment 

les particules se fixent sur les œufs. Il serait également intéressant d’incuber les poissons avec les 

MP sur des temps plus longs. Cela n’a pas pu être fait dans le cadre de ce projet car les études 

sur les poissons à l’état larvaire ne nécessitent pas de protocole d’éthique, au-delà de 5 jours 

après la fertilisation, des démarches administratives sont nécessaires. 

Des ajustements sont toutefois nécessaires pour mieux contrôler la quantité de MP en suspension. 

En effet, ces expériences ont montré que la stabilité colloïdale des MP est fragile et que l’équilibre 

peut rapidement être renversé lors du changement de milieu. Le protocole de mise en contact va 

être optimisé par l’équipe Infection et Immunité des poissons (INRAE) en considérant ces 

premières données.  
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5.5. POINTS CLEFS ET CONCLUSIONS DU CHAPITRE 

Dans ce chapitre, nous avons montré que la corona protéique permet l’entrée en solution aqueuse 

d’une quantité importante de MP de faible densité et fortement hydrophobes. Les protéines se 

comportent comme des tensioactifs, rendant les surfaces plus hydrophiles et permettant de 

désagglomérer les particules. Les MP peuvent alors acquérir un comportement colloïdal comme 

particules isolées. En conditions favorables, la corona protéique auto-assemblée permet aux MP 

hydrophobes de rester dispersés en solution aqueuse sur de longues périodes (plus de 24 h, avec 

une diminution de la vitesse de crémage d’un facteur supérieur à 2). Leur stabilité en solution et 

dans la crème est complexe et dépend de différents paramètres dont les principaux sont les 

suivants : 

1. Les propriétés des particules (taille et densité), conformément à la loi de Stokes. 

2. La qualité de la corona (pour des particules ayant une taille et une densité fixées), un 

paramètre que nous avons pu définir à l’échelle microscopique par une technique d’imagerie 

de fluorescence sans marquage sur des particules isolées. 

3. Les effets du vieillissement sont nettement moins importants qu’attendu et la stabilité n’est 

pas améliorée par l’hydrophilisation de la surface. Le vieillissement modifie cependant la 

quantité et l’organisation des protéines sur les particules et a donc un impact indirect sur la 

stabilité des MP. 

En contrôlant ces paramètres, il devient possible de manipuler les MP dans et en dehors des 

solutions, une stratégie qui pourrait être investiguée pour le retrait des MP polluants. Une 

expérience préliminaire a permis de montrer qu’une application dans le domaine de la dépollution 

pourrait être possible. Puisque les propriétés de surface des particules n’interviennent pas de 

manière prédominante, la recherche d’une solution universelle peut être envisagée. 

Le contrôle de ces paramètres permet également d’ouvrir la voie à des études toxicologiques sur 

les MP hydrophobes. En effet, la mise en suspension est nécessaire pour étudier les effets des 

particules sur des organismes aquatiques et le recours à l’utilisation de tensioactifs artificiels n’est 

pas conseillée car ils sont souvent eux-mêmes à l’origine d’une certaine toxicité et ne sont pas 

présents dans les milieux étudiés.53  
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CHAPITRE 6. 

DISCUSSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

 

 

Dans le chapitre 1 nous avons présenté un état de l’art des interactions entre protéines et 

plastiques et des questions encore ouvertes dans la littérature ont été identifiées : 

 

Les chapitres 3, 4 et 5 ont apporté des éléments de réponse à ces questions. L’objectif de cette 

partie est de discuter des principaux résultats obtenus et de faire une comparaison entre les 

différentes dimensions de matériaux plastiques étudiés : macroplastiques, microplastiques et 

quelques données récentes obtenues avec des nanoplastiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

• Quelles protéines interagissent avec les plastiques ? Quelle est leur nature ? 

Quelles sont leurs propriétés physico-chimiques ? Interagissent-elles toutes de la 

même façon ou y a-t-il différents types d’interactions ? 

A l’issue de ces interactions :  

• Quels sont les effets des plastiques sur les protéines ? Est-ce que ces surfaces sont 

particulièrement déstabilisantes ? Les protéines sont-elles dans un état agrégé ? 

Dans un état adsorbé ? Le cas échéant, comment sont-elles-réparties sur les 

surfaces ? 

• Quels sont les effets des protéines sur le comportement colloïdal de 

microplastiques ? 
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Dans le cas des macroplastiques, relativement peu de protéines contenues dans l’extrait 

protéique de levure (EPL) ont été identifiées comme impactées par les plastiques, nous avons 

donc pu analyser les protéines une à une. Pour les microplastiques, le nombre de protéines est 

plus importante, ce qui nous a conduit à réaliser une analyse statistique globale afin d’identifier 

les paramètres physico-chimiques liés à l’adsorption. 

Macroplastiques. Les protéines contenues dans l’EPL et identifiées comme déplétées de la 

solution par les expériences de protéomique sont principalement des protéines issues de 

complexes, mais également des oligomères, des protéines chaperonnes et des protéines 

partiellement dépliées.  

Nous avons proposé un mécanisme de dégradation des protéines dans lequel, au-delà de 

l’adsorption, l’interface liquide/solide a un effet fragilisant. Les protéines déstabilisées s’adsorbent 

alors à l’interface air/liquide où des phénomènes de compression et dilatation surviennent durant 

l’agitation, favorisant l’agrégation. Les cisaillements peuvent faciliter les transferts vers la solution 

ou casser les films protéiques à l’interface air/liquide. Des solutions à envisager lors de la mise en 

œuvre des protéines ont été proposées pour limiter les pertes. 

Microplastiques. Grâce à une technique d’imagerie de fluorescence aux UV lointains utilisant 

les rayonnements synchrotron (imagerie SR-DUV, ligne DISCO, synchrotron SOLEIL), nous avons 

pu analyser la couche de protéines adsorbées sur les MP. Cela nous a permis de constater que, 

selon la nature des MP et du système protéique, les protéines s’organisent sur la surface de sorte 

à former une couche plus ou moins homogène. L’homogénéité de la couche protéique à l’échelle 

des particules n’est pas un paramètre couramment étudié puisque les techniques de 

caractérisation classiques ne permettent pas d’accéder à cette information. L’imagerie SR-DUV 

est adaptée à d’autres morphologies de MP, comme des microfibres, ou à d’autres polymères, 

bien qu’il soit difficile de se procurer des MP sans additif pour réaliser des expériences modèles. 

Par ailleurs, les données de protéomique nous ont permis d’identifier que les protéines adsorbées, 

par rapport à la composition globale de l’EPL, sont plus longues, enrichies en hélice ɑ et en 

arginine. L’arginine n’est généralement pas un acide aminé associé à l’adsorption des protéines 

sur des surfaces hydrophobes. Ce résultat nouveau rend la comparaison avec la littérature difficile 

mais permet d’envisager des voies pour aller plus loin dans la compréhension des interactions. 

Pour cela, des simulations à partir de la structure des protéines ainsi que des expériences 

complémentaires de caractérisation des MP ont été proposées. Pour l’étude d’autres familles de 

biomolécules, la technique d’identification doit être adaptée : lipidomique ou glycomique par 

exemple (basées sur la spectrométrie de masse et l'analyse statistique). 

1. Quelles protéines interagissent avec les plastiques et comment interagissent-elles ? 
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Quelle que soit la dimension des plastiques, il a été observé qu’à leur contact, les protéines se 

comportement principalement de trois manières différentes. Certaines protéines ne sont pas 

impactées et restent dans leur état natif en solution, d’autres sont déstabilisées et peuvent 

s’adsorber aux interfaces ou bien s’agréger. Cependant, selon le fait qu’il s’agisse de 

macroplastiques ou de microplastiques, les proportions de protéines adsorbées et agrégées ne 

sont pas les mêmes. 

Macroplastiques 

Peu d’études considèrent les effets combinés des surfaces plastiques et de l’agitation sur les 

protéines, c’est pourquoi nous avons essayé d’en comprendre les mécanismes. En l’absence 

d’agitation, les protéines impactées par les surfaces plastiques sont uniquement dans un état 

adsorbé et en faible quantité. En revanche, sous agitation, elles finissent majoritairement dans un 

état agrégé plutôt qu’adsorbé. L’agitation douce de solutions de protéines dans des tubes en 

plastique mène à la formation d’agrégats de taille micronique non déshydratés et donc avec des 

protéines non totalement dénaturées.  

Microplastiques 

Les isothermes d’adsorption ont révélé une grande quantité de protéines impactées par les 

microplastiques (soustraction faite de l’effet du tube). Cette quantité est nettement supérieure à 

celle observée dans le cas des macroplastiques. Cela s’explique par le fait que les macroplastiques 

lisses, comme les parois de tubes, ont une faible surface spécifique par rapport aux particules.  

Outre la couche de protéines adsorbées sur les MP, l’imagerie SR-DUV est une technique 

permettant d’observer des agrégats protéiques en solution. Nous avons observé qu’à faible 

concentration protéique, les protéines impactées sont majoritairement dans un état adsorbé 

plutôt qu’agrégé. Lorsque la quantité de protéines est plus importante, le nombre d’agrégats 

générés augmente. Une comparaison de ces agrégats avec ceux formés au cours du mélange sur 

roue dans des tubes en polypropylène en l’absence de MP permettrait d’identifier si les 

mécanismes d’agrégation sont semblables. Pour cela, l’imagerie SR-DUV et l’imagerie Raman 

pourraient être utilisées. 

Pour aller plus loin dans la compréhension des effets des plastiques sur les protéines, la 

conformation des protéines adsorbées serait à identifier. Les microplastiques ont une taille trop 

importante pour permettre l’analyse par dichroïsme circulaire en leur présence. Des 

nanoplastiques permettraient d’accéder à cette information. 

2. Quels sont les effets des plastiques sur les protéines ? 
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Aux différentes dimensions des plastiques, les protéines ont elles aussi des effets sur les 

microplastiques. Adsorbées à leur surface, elles forment une corona protéique : une biointerface 

modifiant l’identité des plastiques. Cela a un impact sur les interactions avec le vivant, et dans le 

cas de particules plastiques, leur transport dans les organismes et dans l’environnement. 

Macroplastiques 

L’effet passivant de la BSA est bien connu dans la littérature et a mené à de multiples 

applications.1,2 De la même manière, nous avons observé que l’adsorption des protéines de l’EPL 

aux parois des tubes apporte une protection aux protéines en solution vis-à-vis des stress induits 

par l’agitation.  

Dans le contexte de la dégradation enzymatique pour le recyclage des déchets plastiques, la 

propension des protéines à s’adsorber sur les surfaces plastiques est un véritable atout. Des essais 

à une échelle pilote sont actuellement menés pour déployer plus largement cette technologie.3 

Microplastiques 

Adsorbées sur des MP hydrophobes, les protéines peuvent avoir un effet tensioactif, rendant la 

surface plus hydrophile. Nous avons observé que les particules peuvent alors entrer en solution 

et acquérir un comportement colloïdal, dont l’évolution dépend principalement de la capacité des 

protéines à rester adsorbées et des propriétés physiques des particules (taille et densité). 

Étonnamment, l’état d’oxydation du plastique, et donc son évolution dans le temps, n’ont que 

peu d’impact sur le comportement des MP une fois des protéines sont adsorbées. La biointerface 

créée par la corona modifie l’identité des particules en masquant leur état de surface. En revanche, 

la composition de la corona est différente selon l’état de vieillissement des plastiques. 

A partir de la compréhension des mécanismes intervenant dans la stabilité des MP en présence 

de protéines, nous avons montré qu’il est possible de réaliser des études toxicologiques in vivo 

en environnement aquatique. Ces études étaient jusqu’à présent très compliquées à mener à 

cause du caractère hydrophobe des microplastiques de polyoléfines natifs. Avec un système 

favorable (BSA et petites particules de polyéthylène ayant une densité proche de celle du solvant), 

il est possible de stabiliser en solution jusqu’à 1.1011 particules par litre pour 0,1 g.L-1 de protéines. 

En considérant qu’elles soient sphériques, cela correspond à environ 60% des particules 

introduites, c’est-à-dire, à 6 g.L-1 de microplastiques en solution. Pour disperser des 

microplastiques de polyéthylène et polypropylène, des tensioactifs sont généralement utilisés, 

dans des concentrations parfois plus élevées.4 Cependant, des tensioactifs ont été identifiés 

comme toxiques dans certains cas.5 Les protéines apparaissent donc comme une solution pour la 

dispersion des MP dans le cadre d’études toxicologiques. Un transfert de connaissances est en 

3. Quels sont les effets des protéines sur les plastiques ? 
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cours dans le but d’optimiser le protocole et d’identifier si les MP agissent sur le développement 

des poissons (INRAE, équipe Infection et immunité des poissons). 

Nous avons également souhaité comparer les effets d’une protéine purifiée issue de l’EPL par 

rapport au mélange complexe de plus de six mille protéines. La Phosphoglucose Isomérase (PGI), 

contenue dans l’EPL, a été identifiée comme adsorbée aux MP de PE et PP lors d’expériences 

préliminaires de protéomique (résultat non confirmé par la suite des analyses). Cette protéine, 

disponible commercialement et dans des quantités relativement importantes, a été comparée à 

l’extrait total. Dans un souci économique, le protocole expérimental a été modifié pour réduire le 

volume des échantillons (1,1 mL dans des tubes en polypropylène de 2 mL). L’agitation a duré 

24 h car les cinétiques d’adsorption se sont révélées plus longues dans cette géométrie de tube 

(observations réalisées avec l’EPL). Ces résultats ont été obtenus par Yassine Mahieddine dans le 

cadre d’un stage d’IUT. 

La figure 6.1 présente la quantité de particules stabilisées après un contact avec la PGI ou l’EPL 

suivi de 24 h de crémage. La PGI ne fait pas partie des protéines les plus affines pour les MP et a 

un pI proche de 7 donc du pH de la solution. Ces conditions ne sont pas favorables et pourtant, 

elle s’adsorbe sur le PE et le PP lorsqu’il n’y a pas de compétition et possède un pouvoir de 

stabilisation proche de celui de l’EPL.  

 

Figure 6.1. Quantité de MP de PE ou PP (introduits à 10 g.L-1) stabilisés par 
litre de solution après agitation (24 h, 3 trs.min-1) puis 24 h de crémage en 
présence d’EPL ou de PGI à 0,025 g.L-1 dans une solution de tampon 
phosphate 100 mM, pH7. 

Des tendances peuvent être observées sur les quantités de particules stabilisées après 24 h au 

repos : (i) la PGI est légèrement plus efficace que l’EPL sur le PE, (ii) la PGI est légèrement moins 

efficace que l’EPL sur le PP. 

Cela suggère qu’il puisse exister des protéines sélectives, se fixant spécifiquement sur certains 

types de polymères. Si de telles protéines sont identifiées, il pourrait être envisagé de les utiliser 

comme biosenseurs pour reconnaître des matériaux plastiques dans une problématique de tri des 

déchets plastiques. 
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1. Autres tailles de plastiques 

En comparaison avec les microplastiques, les nanoplastiques donnent accès à d’autres techniques, 

apportant des informations complémentaires à la compréhension des interactions 

protéines/plastiques. Par exemple, des mesures de potentiel zêta permettent de connaître l’effet 

des protéines sur la charge des particules. Des expériences de SAXS ou de SANS peuvent 

également être réalisées afin de déterminer l’épaisseur de la couronne de protéines ou leur état 

d’agrégation en fonction de différents paramètres (nature et concentration des protéines, 

présence de sels, taille/morphologie des particules, etc.) 

Dans le cadre d’un partenariat avec le Laboratoire de Catalyse, Polymérisation, Procédés et 

Matériaux (CP2M, Université Claude Bernard, Lyon 1), des nanoparticules de polyéthylène (PE) 

nous ont été données. La synthèse des particules nécessite l’introduction de tensioactifs et d’un 

amorceur de polymérisation. Dans le cas des particules étudiées, il s’agit de dodécyl sulfate de 

sodium (SDS) et de persulfate d’ammonium (APS). Une fois les particules obtenues, du SDS est 

encore en solution, pouvant modifier le comportement des protéines. Une dialyse a été effectuée 

pour retirer un maximum de SDS (voir Chapitre 2.3.2). L’APS en revanche ne peut pas être retiré 

puisqu’il est lié de manière covalente. Les distributions en tailles ont été déterminées par le 

laboratoire partenaire et sont discutées dans la thèse de T. Perrault.6 Une majorité des particules 

a un diamètre de 20 nm et une deuxième population, nettement moins importante, a un diamètre 

de 250 nm. Pour les calculs, nous avons considéré uniquement la population de petites particules. 

Un isotherme d’adsorption (Figure 6.2) a été réalisé à partir de l’EPL et de ces nanoparticules de 

PE (NPE). Les particules ont été introduites en quantité de surface similaire à celle des 

microplastiques de polyéthylène (0,25 m2). 

 

Perspectives 
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Figure 6.2. Isotherme d’adsorption de l’EPL en tampon phosphate 100 mM, 
pH7 sur des nanoparticules de PE. La courbe représente un ajustement avec 
un modèle de Langmuir. 

Polyéthylène m∞ Kads 

 
Valeur estimée 

(mg.m-2) 
Qualité de 

l’ajustement 
Valeur estimée 

(L.g-1) 
Qualité de 

l’ajustement 

Nano 0,75 ± 0,03 *** 9,7 ± 1,1 *** 

Micro 4,8 ± 0,6 *** 8,5 ± 3,0 * 

Tableau 6.1. Quantités maximales d’EPL adsorbées (m∞) et constantes 
d’adsorption (Kads) déterminées à partir des isothermes d’adsorption ajustés 
avec un modèle de Langmuir (Figure 6.2 pour les nanoplastiques et Figure 
4.16 pour les microplastiques). La qualité de l’ajustement est déterminée à 
partir des p-values. 

Par comparaison avec l’isotherme d’adsorption obtenu pour les MP de polyéthylène, la quantité 

de protéines adsorbées est moins importante (m∞ environ 6 fois plus faible pour les 

nanoplastiques). En revanche, la constante d’affinité Kads est dans le même ordre de grandeur 

(Tableau 6.1). Différentes hypothèses peuvent permettre d’expliquer ces observations :  

• Il y a moins de protéines affines pour ces nanoplastiques que pour les microplastiques 

étudiés.  

• La géométrie des particules n’est pas favorable à l’adsorption des protéines. 

• L’estimation de la taille ou de la quantité de particules est incorrecte (à cause de leur 

agrégation ou de leur perte suite à la dialyse). 

• L’adsorption des protéines est impactée par la présence des tensioactifs. 
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Différentes techniques permettraient d’obtenir des informations complémentaires sur les effets 

de ces nanoplastiques sur l’EPL. Par des expériences de protéomique nous pourrions identifier la 

nature des protéines adsorbées. Des expériences de SAXS ont récemment été réalisées sur la 

ligne SWING au synchrotron SOLEIL et sont en cours de traitement pour connaître l’épaisseur de 

la corona en fonction de la concentration en protéines. Les conditions expérimentales sont les 

mêmes que pour l’isotherme d’adsorption (Figure 6.2). 

Des informations peuvent être obtenues à partir des données tracées en intensité absolue (cm-1) 

et simplement corrigées par la contribution du tampon. Sur la Figure 6.3, la courbe bleue 

correspond au signal des nanoparticules de polyéthylène (NPE) seules à une fraction massique de 

0,8 mg.L-1 dans le tampon. Elle présente un minima de l’oscillation de l’intensité vers 0,014 Å-1,	lié 

au diamètre moyen des NPE. La courbe verte correspond au deuxième point de l’isotherme 

d’adsorption donc à une concentration initiale en EPL très faible (0,02 g.L-1), en contact avec la 

même concentration de NPE. A cette faible concentration, le signal SAXS des protéines seules 

dans le tampon est trop faible pour être mesuré et la courbe est très proche de celle du tampon 

pur (non représenté car les courbes sont soustraites au signal du solvant). La courbe verte 

représente donc majoritairement la contribution des NPE entourées de protéines. La principale 

différence entre la courbe bleue et la courbe verte apparait sous la forme d’une pente plus abrupte 

aux petits q, dans le domaine de Guinier des NPE sans protéine. Cela indique un phénomène 

d’agrégation des particules qui est donc causé par l’introduction des protéines à faible 

concentration. 

 

 

Figure 6.3. Courbes de SAXS de nanoparticules de polyéthylène (NPE, 
surface de particules : 0,25 m2) seules (bleu), avec extrait protéique de levure 
(EPL) introduit à 0,02 g.L-1 (vert), 0,4 g.L-1 (gris) et d’EPL seul à 0,4 g.L-1. Les 
échantillons sont préparés en tampon phosphate 100 mM, pH7. 
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La courbe grise correspond à un point pris au début du plateau de l’isotherme (concentration 

initiale en EPL : 0,4 g.L-1) et la courbe rouge correspond au signal de l’EPL à la même 

concentration en l’absence de NPE. Ces courbes sont relativement proches et dominées par la 

contribution des protéines. L’oscillation due aux NPE est cependant toujours visible sur la courbe 

grise ce qui montre, comme précédemment, que les agrégats de NPE formés conservent aux 

grands q un signal permettant d’identifier la sphéricité des NPE qui les composent. Les agrégats 

de NPE sont donc formés par des pontages de protéines entres NPE. 

 

L’analyse de la charge des particules en fonction de la concentration en protéines introduite 

(Figure 6.4) montre qu’initialement les nanoplastiques ont un potentiel zêta d’environ -30 mV. Les 

charges de surface peuvent donc être considérées comme suffisantes pour assurer une répulsion 

maintenant les particules à distance.7 Elles peuvent être dues à l’amorceur de polymérisation (APS, 

(NH4)2S2O8) ou au SDS encore présent en surface des particules. Lors de l’ajout d’EPL, le potentiel 

zêta augmente pour atteindre un plateau à environ -7 mV. Cela traduit un écrantage des charges 

par les protéines adsorbées sur les NP. Les charges apparentes deviennent alors insuffisantes pour 

assurer la répulsion électrostatique, cela explique que les particules s’agrègent.  

 

Figure 6.4. Suivi du potentiel zêta des nanoplastiques de polyéthylène en 
fonction de la concentration en EPL.  

Les nanoparticules de polyéthylène nous ont permis d’explorer une autre dimension de matériaux 

plastiques et ainsi d’accéder à des informations différentes. Cependant, pour aller plus loin dans 

ces études sur les nanoplastiques, il serait nécessaire d’étudier des particules synthétisées sans 

tensioactif. Pour des raisons techniques, cela n’a pas encore pu être réalisé. Une voie pourrait être 

le cryobroyage mais elle ne permet pour l’instant que la production de microplastiques avec des 

morphologies hétérogènes.8 
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2. Autres formes/nature de plastiques 

Dans l’environnement, les microplastiques sont présents sous forme de particules mais également 

sous forme de microfibres.9 Elles sont le plus souvent constituées de polyester ou polyamide car 

sont issues de la dégradation de textiles.10 Une méthodologie a été développée et de premiers 

résultats ont été obtenus avec des fibres de polyéthylène (ayant un diamètre moyen de 40 µm) 

pour pouvoir comparer les résultats avec ceux des MP de PE.  

L’imagerie SR-DUV de ces objets peut être réalisée sous flux dans une chambre microfluidique. 

Un système, mis au point par Karol Rakotozandriny (figure 6.5), a été utilisé dans ce but : des fibres 

de PE sont tendues dans une chambre d’un volume de 100 µL. La présence des protéines est 

identifiée par leur fluorescence intrinsèque (λexcitation = 265 nm ; λémission = [329 – 351 nm]). Le débit 

de 10 µL.min-1 a été choisi de sorte à être dans un régime laminaire (simulations réalisées sur 

COMSOL Multiphysics).  

 

Figure 6.5. Chambre microfluidique utilisée pour réaliser un suivi dynamique 
de l’adsorption et de la désorption des protéines. Des fibres de PE sont 
tendues perpendiculairement au flux. Système développé par K. 
Rakotozandriny. 

De premiers essais ont été réalisés dans des gammes de concentrations similaires à celles des 

expositions avec les microplastiques (inférieures à 1 g.L-1). Sur plusieurs heures d’analyse, 

l’adsorption de l’EPL n’a pas été observée. Les cinétiques d’adsorption dans ce système sont 

considérablement plus longues que pour les MP dans des tubes agités sur roue. 

Des protéines ont tout de même été identifiées comme adsorbées sur les fibres à l’issue de 60 min 

de flux d’une solution d’EPL à 23 g.L-1 Des images de fluorescence ont été acquises avant et après 

un flux de SDS à 0,1% (30 min). La figure 6.6. présente ces images sur deux zones : l’une étant 

initialement couverte de protéines non agrégées et l’autre ayant plusieurs agrégats fixés (A et C 

respectivement, courbes bleues). Dans ces deux situations différentes, le SDS a permis de 

désorber les protéines (B et D, courbes vertes), la fluorescence résultante étant due au signal de 

la fibre.  
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Figure 6.6. Images de fluorescence (lige DISCO, synchrotron SOLEIL) de 
l’extrait protéique de levure (23 g.L-1) sur des microfibres de polyéthylène 
(excitation : 265 nm, émission : [329-351 nm]) sans agrégats adsorbés (A), ou 
avec agrégats adsorbés (B) avant (A, C, courbes bleues) et après (B, D, 
courbes vertes) lavage avec un flux de SDS à 0,1% (débit :10 µL.min-1, durée : 
30 min). 

Cette étude préliminaire a montré qu’il est tout à fait possible de réaliser un suivi dynamique de 

l’adsorption des protéines sur des microfibres. Les acquisitions sont réalisables sous flux, sans 

mouvement des fibres dans la chambre. De nombreuses perspectives peuvent être envisagées 

avec ce système : cinétiques d’adsorption ou de désorption en fonction du système protéique, de 

la concentration, de la solution (passage en eau de mer par exemple) ou encore, de la nature du 

plastique et de son état de vieillissement. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Chapitre 6. Discussion générale et perspectives 
 

 239 

3. Autres types de biomolécules 

Les protéines nous ont permis d’explorer une voie menant à la compréhension des interactions 

entre des plastiques et des biomolécules. En complément du travail présenté avec l’EPL, des 

protéines modèles ont été étudiées à travers le travail de thèse de F. Saudrais.11 L’étude d’autres 

biomolécules serait nécessaire pour avoir une vision globale des interactions et de leurs effets. 

Les sucres et les lipides sont également des constituants importants des systèmes biologiques. 

Leur étude est très complexe et la littérature sur leurs interactions avec des surfaces est moins 

abondante que pour les protéines. La figure 6.7 propose quelques techniques envisageables pour 

la caractérisation de ces systèmes en solution aqueuse. 

 

Figure 6.7. Proposition de techniques pouvant être appliquées pour la 
caractérisation des interactions plastiques/biomolécules et de leurs effets.   
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Au cours de ce travail de thèse, nous avons étudié les interactions entre des protéines et des 

plastiques de dimensions macroscopique et microscopique principalement. Des expériences 

préliminaires ont montré que les nanoplastiques de polyéthylène peuvent avoir un comportement 

encore différent avec les protéines. Cependant, la production de nanoparticules sans tensioactif 

est nécessaire pour véritablement étudier les interactions protéines/plastique. Les principaux 

résultats sont résumés sur la figure 6.8. 

 

Figure 6.8. Représentation schématique des principaux résultats obtenus en 
réponse aux questions posées initialement. 

 
 
  

Bilan 
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A.1.  Comportement colloïdal 

A.1.1. Aspects théoriques 

A.1.1.1. Stabilité des dispersions 

Les dispersions solide/liquide sont des systèmes dans lesquels une phase solide est dispersée de 

manière homogène dans une phase continue liquide.1 Ces systèmes sont généralement instables 

et voués à évoluer vers un état thermodynamiquement plus stable dans lequel se séparent. Les 

phénomènes de déstabilisation peuvent survenir très tôt ou au contraire mettre longtemps à se 

manifester. C’est le cas des états métastables, dont la stabilité est contrôlée par la cinétique.2  

Nous considérons ici des microparticules mais dans le cas de particules de taille inférieure comme 

des nanoparticules, le mouvement brownien, généré par l’agitation moléculaire en solution, 

intervient dans les mécanismes de dispersion et de stabilité colloïdale. 

Échelle macroscopique 

Comme expliqué précédemment, la déstabilisation d’une dispersion se caractérise par une 

séparation de phases. La loi de Stokes (Équation A.1) décrit la vitesse de déplacement vertical des 

particules sphériques dans une dispersion diluée (v).3 

𝐯 =
𝐃𝟐	. ∆𝛒	. 𝐠
𝟏𝟖	𝛈  

(Eq. A.1) 

Les paramètres impactant la vitesse sont le diamètre des particules (𝐷), la différence de masse 

volumique entre la phase continue et la phase dispersée (∆𝜌) ainsi que la viscosité dynamique de 

la phase continue (𝜂).  

Lorsque la densité des particules est plus importante que celle de la phase continue, les particules 

migrent vers le bas, elles sédimentent. Dans le cas contraire, les particules migrent vers le haut, 

c’est le phénomène de crémage (Figure A.1).2 

 
Figure A.1. Représentation schématique de l’évolution macroscopique d’une 
dispersion lorsque les particules ont une densité plus faible (crémage, à 
gauche) ou plus importante (sédimentation, à droite) que la solution. 

dparticules < dsolution dparticules > dsolution

Crémage Sédimentation

Temps
ou
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Échelle microscopique 

A l’échelle microscopique, les instabilités se caractérisent par l’agrégation des particules 

(Figure A.2). Le rayon des objets en solution est alors plus important. D’après la loi de Stokes, 

(Eq. A.1), cela va conduire au déphasage de la suspension. 

 

Figure A.2. Représentation schématique de particules dans un état dispersé 
et agrégé à l’échelle microscopique. 

 La théorie DLVO, développée par Derjaguin, Landau, Verwey et Overbeek, décrit les forces 

d’attraction et de répulsion des particules en suspensions dans un liquide.4,5 Il s’agit d’un modèle 

simplifié considérant uniquement deux types de forces : 

• Les forces de Van der Waals sont attractives et tendent à déstabiliser le système. Il s’agit 

d’un nom général pour les forces intermoléculaires attractives incluant les forces de Keesom 

(interactions entre dipôles permanents), de Debye (interactions entre dipôle permanent et dipôle 

induit) et de dispersion (interactions entre dipôle instantané et dipôle induit). Ces forces ont une 

portée relativement importante (de l’ordre de 100 nm).6 

• Les forces électrostatiques de la double couche ionique sont répulsives dans ce modèle 

et augmentent la stabilité d’une dispersion. Pour respecter l’électro-neutralité d’une solution, les 

éventuelles charges de surface d’une particule doivent être compensées. La réponse du système 

résulte en l’accumulation de charges opposées (contre-ions) et la déplétion des ions de même 

charge (co-ions) près de la surface de la particule. Ces contre-ions constituent la double couche 

ionique (couche de Stern). La portée de ces forces est plus faible que pour les forces de Van der 

Waals tout en restant supérieure au rayon atomique.6 Le potentiel zêta correspond à la charge 

des particules au niveau de la double couche électronique. Il est généralement considéré qu’au-

delà de 30 mV en valeur absolue, les charges sont suffisantes pour assurer une répulsion 

électrostatique.7 

La théorie DLVO est basée sur une hypothèse d’additivité des énergies : l’énergie potentielle 

totale des interactions correspond à la somme des forces de Van der Waals et des forces 

électrostatiques. La figure A.3 représente les deux types de force ainsi que leur résultante en 

fonction de la distance entre deux particules. A partir d’une certaine distance, dépendante du 

système, un puits de potentiel apparaît avec une résultante légèrement attractive. A une distance 

plus faible entre les particules, il existe une barrière d’énergie due au caractère prédominant des 

forces répulsives. Plus cette barrière est haute et plus le système est stable. L’importance du puits 

et de la barrière de potentiel dépend à la fois des particules et du milieu dispersant.  

Dispersé Agrégé
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Figure A.3. Exemple de représentation des énergies d’interaction en fonction 
de la distance H entre deux particules. (i) correspond aux contributions 
attractives, (ii) aux contributions répulsives et (iii) à la résultante du système, 
présentant une barrière énergétique stabilisante.1 

A.1.1.2.     Méthodes de stabilisation 

Dans certains cas, il est souhaité d’obtenir une dispersion la plus stable possible, par exemple 

pour la dispersion de pigments ou de charges dans des peintures ou des produits cosmétique. Si 

les particules n’ont pas d’affinité pour le solvant, des agents dispersants, tels que des tensioactifs, 

peuvent être utilisés. Il s’agit de molécules amphiphiles qui, une fois à la surface des particules, 

vont diminuer les énergies de surfaces et permettre leur passage en solution.8 

Si la barrière énergétique entre les particules n’est pas suffisante, des molécules peuvent être 

ajoutées afin d’augmenter les répulsions et ainsi favoriser le maintien des particules en suspension. 

Elles forment généralement une couronne autour des particules et ont des mécanismes d’action 

différents qui peuvent être combinés (Figure A.4).9,10 

• Stabilisation électrostatique. Les molécules ajoutées sont chargées, l’objectif est 

d’augmenter la valeur du potentiel zêta (en valeur absolue) afin d’améliorer la répulsion 

électrostatique. 

• Stabilisation stérique. La couronne formée autour de la particule a une épaisseur 

importante, empêchant les particules de passer la barrière énergétique menant à l’agrégation. 

Une stabilisation électrostérique correspond à la combinaison de ces deux mécanismes. 

 

Figure A.4. Mécanismes de stabilisation de particules en suspension.9 
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A.1.2. Le cas des microplastiques 
D’après les informations présentées précédemment, le comportement colloïdal des 

microplastiques doit dépendre de leurs propriétés intrinsèques, de la solution dans laquelle ils 

sont dispersés et de la présence éventuelle de molécules ou de microorganismes à leur surface. 

Ce dernier point est développé dans le chapitre 1 (paragraphe 1.2.3). 

A.1.2.1.     Les particules 

Avant de considérer le transport des particules au sein de la colonne d’eau, il est nécessaire de 

comprendre pourquoi certaines particules vont y entrer alors que d’autres restent à l’interface 

air/liquide.  

Certains MP ont une densité particulièrement faible, par exemple des mousses de polystyrène, 

dont la masse volumique est de l’ordre de 0,05 g.cm-3. Ces particules restent à l’interface 

air/liquide et leur trajectoire subit les effets des vagues et du vent. Elles sont transportées sur un 

plan horizontal plutôt que vertical.11 D’autres MP ont une densité supérieure, tout en restant 

inférieure à celle de l’eau. C’est par exemple le cas des polyoléfines de polyéthylène et 

polypropylène dont la masse volumique est généralement comprise entre 0,9 et 1. Ces particules 

sont plus enclines à entrer dans la colonne d’eau. Pour cela, il faut que l’énergie de liaison ΔE des 

microplastiques à l’interface air/liquide soit minimisée. Celle-ci peut être calculée à partir de 

l’équation A.2.12,13 

∆𝐄 = 	−𝛑𝐑𝟐𝛄(𝟏 − |𝐜𝐨𝐬𝛉|)𝟐 (Eq. A.2) 

Avec 𝛾	 la tension de surface de l’eau dans l’air, θ l’angle de contact d’une goutte d’eau sur la 

surface du matériau plastique et R le rayon d’une particule de plastique.  

Les propriétés mouillantes des particules, c’est-à-dire leur caractère hydrophile ou hydrophobe 

leur permettra ou non d’entrer dans la colonne d’eau en minimisant l’énergie interfaciale. Cette 

équation montre également que les petites particules sont plus enclines à se détacher de 

l’interface pour entrer en solution.14 

Une fois entrées dans l’eau, le comportement des MP est gouverné par la loi de Stokes. Ainsi une 

petite taille et une densité proche de celle du solvant sont des paramètres favorables au maintien 

des particules en suspension. Cependant, à l’échelle microscopique, d’autres phénomènes 

entrent en jeu, par exemple leur potentiel zêta. Si les plastiques ne sont pas suffisamment chargés, 

la répulsion électrostatique n’est pas suffisante, les particules s’agrègent, augmentant le diamètre 

des objets en solution, et menant au déphasage.15 

Nous avons évoqué précédemment le fait que les particules subissent des modifications 

chimiques et structurelles lorsqu’elles sont dans l’environnement. Les propriétés intrinsèques des 

particules évoluant au cours du temps, il en est de même pour leur comportement colloïdal. Cela 

rend la question du devenir des plastiques encore plus complexe.16 
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A.1.2.2. La solution 

Dans un milieu de dispersion, la nature et la quantité de composés chargés, tout comme le pH, 

vont avoir un impact sur la double couche ionique, modifier les interactions particule/particule, et 

donc la stabilité colloïdale.17–19 L’ajouts de sels mène généralement à l’agrégation des particules 

par écrantage électrostatique. En effet, au-dessus de la CCC, définie comme la Concentration de 

Coagulation Critique (en composés ioniques), les répulsions électrostatiques entre particules ne 

sont pas suffisantes pour assurer une barrière énergétique (Figure A.5), ce qui conduit à leur 

agrégation.20 Plus la valence des ions est élevée, plus la CCC est faible puisqu’ils écrantent plus 

efficacement les charges des particules. 

 

Figure A.5. Contributions DLVO des énergies d’interactions entre deux 
particules. L’augmentation de la quantité de sels diminue la barrière 
énergétique et l’augmentation du potentiel zêta et/ou de la taille des 
particules augmente la barrière énergétique.14  

 

Dans l’environnement marin par exemple, la présence de sels, la température ainsi que la pression 

modifient la viscosité de la solution.21,22 Par ailleurs, la composition de l’eau n’est pas homogène, 

et a un impact sur de nombreux paramètres.  Par exemple, la densité de l’eau augmente avec la 

profondeur.23 Ces variations sont nombreuses et modifient le comportement colloïdal des MP tout 

au long de leur parcours dans la colonne d’eau et en surface. 
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A.2. ANNEXES DU CHAPITRE 3 
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Tableau A.1. Liste des protéines présentant une concentration 
significativement différente avant et après agitation d’une solution d’extrait 
protéique de levure à 0,2 g.L-1 en tampon phosphate (100 mM, pH7) durant 
24 h à 3 trs.min-1 dans des tubes en verre, polypropylène, Téflon et LoBind 
remplis à 60% de leur volume total. 
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A.3. ANNEXES DU CHAPITRE 4 

A.3.1. Isothermes d’adsorption de la BSA sur les MP natifs 
 

 
Figure A.6. Isothermes d’adsorption de la BSA en tampon phosphate 
100mM, pH7 sur du PP (rose) et du PE (bleu), réalisés après 72 h d’agitation 
à 6°C. Les courbes représentent un ajustement avec un modèle de Langmuir. 
Expériences réalisées par Florent Saudrais. 

 

  

PP
PE
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A.3.2. Macros développées sur Fiji pour le traitement des 
images de fluorescence 

A.3.2.1. Correction des images de fluorescence 

// Efface le contenu de la fenêtre log 
 print("\\Clear"); 
  
  // Pour ne pas afficher les images (gain de temps +++) 
 setBatchMode(true); 
  
 // Récupération dossier source 
 showMessage("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Création d'une variable correspondant au chemin 
 dossier_source = getDirectory("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Vérification que le chemin est ok. Concaténation pour avoir le nom qui s'affiche avec "+" 
 print("source : " + dossier_source); 
  
 // Définir le dossier destination 
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images ?"); 
 dossier_destination = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images ?"); 
 print("destination :" + dossier_destination); 
  
 // Quelles sont les images du dossier source ? On veut un tableau qui liste tous les fichiers 
 liste_de_fichiers = getFileList(dossier_source); 
 nombre_de_fichiers = lengthOf(liste_de_fichiers); 
 print("Nombre d'images :" + nombre_de_fichiers); 
  
 // Ouverture Dark et White-DarkofWhite 
 showMessage("Fais glisser le dark et le white_dofw"); 
 waitForUser; 
 
 // Pour chaque image du dossier source :  
  //cpt = compteur 
 for (cpt = 0; cpt < nombre_de_fichiers; cpt++) { 
  // Ouvrir l'image 
  open(dossier_source + liste_de_fichiers[cpt]); 
  // Corrections 
  imageCalculator("Subtract", liste_de_fichiers[cpt],"dark_channel001.tif"); 
  run("32-bit"); 
  run("Multiply...", "value=XXX"); 
  imageCalculator("Divide", liste_de_fichiers[cpt],"white_dofw_32.tif"); 
  run("16-bit"); 
  makeRectangle(175, 175, 674, 674); 
  run("Crop"); 
  run("Enhance Contrast", "saturated=0.35"); 
  // Sauver le résultat 
  saveAs("Tiff", dossier_destination + liste_de_fichiers[cpt]); 
 } 
    // Fermer l'image 
  run("Close All"); 
  
 // C'est fini ! 
 showMessage("Youpi c'est fini !"); 

  

 Valeur du pixel ayant l’intensité la plus élevée sur l’image d’illumination 
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A.3.2.2. Binarisation des images de fluorescence (EPL) 

// Efface le contenu de la fenêtre log 
 print("\\Clear"); 
  
  // Pour ne pas afficher les images (gain de temps +++) 
 setBatchMode(true); 
  
 // Récupération dossier source 
 showMessage("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Création d'une variable correspondant au chemin 
 dossier_source = getDirectory("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Vérification que le chemin est ok. Concaténation pour avoir le nom qui s'affiche avec "+" 
 print("source : " + dossier_source); 
  
 // Définir les dossiers destinations 
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images NON BINAIRES ?"); 
 dossier_destination_nonbinaires = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images NON BINAIRES ?"); 
 print("destination images non binaires:" + dossier_destination_nonbinaires); 
  
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images BINAIRES ?"); 
 dossier_destination_binaires = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images BINAIRES ?"); 
 print("destination images binaires:" + dossier_destination_binaires); 
  
 // Quelles sont les images du dossier source ? On veut un tableau qui liste tous les fichiers 
 liste_de_fichiers = getFileList(dossier_source); 
 nombre_de_fichiers = lengthOf(liste_de_fichiers); 
 print("Nombre d'images :" + nombre_de_fichiers); 
  
 // Ouverture Dark et White-DarkofWhite  
 open("/Users/marionschvartz/Desktop/treated_images/dark_channel001.tif"); 
 open("/Users/marionschvartz/Desktop/treated_images/white_dofw_32.tif"); 
  
 // Pour chaque image du dossier source :  
  //cpt = compteur 
 for (cpt = 0; cpt < nombre_de_fichiers; cpt++) { 
  // Ouvrir l'image 
  open(dossier_source + liste_de_fichiers[cpt]); 
  // Corrections 
  imageCalculator("Subtract", liste_de_fichiers[cpt],"dark_channel001.tif"); 
  run("32-bit"); 
  run("Multiply...", "value=3752"); 
  imageCalculator("Divide", liste_de_fichiers[cpt],"white_dofw_32.tif"); 
  makeRectangle(175, 175, 674, 674); 
  run("Crop"); 
  //save 
  saveAs("Tiff", dossier_destination_nonbinaires + liste_de_fichiers[cpt]); 
  run("Enhance Contrast", "saturated=0.35"); 
  run("Median...", "radius=3"); 
  setAutoThreshold("Otsu dark no-reset"); 
 //setOption("BlackBackground", false); 
 run("Convert to Mask"); 
 run("Fill Holes"); 
  run("Options...", "iterations=4 count=1 do=Close"); 
  run("Fill Holes"); 
  // Sauver le résultat 
  saveAs("Tiff", dossier_destination_binaires + liste_de_fichiers[cpt]); 
 } 
    // Fermer l'image 
  run("Close All"); 
  
 // C'est fini ! 
 showMessage("Youpi c'est fini !"); 
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A.3.2.3. Binarisation des images de fluorescence (BSA) 

// Efface le contenu de la fenêtre log 
 print("\\Clear"); 
  
  // Pour ne pas afficher les images (gain de temps +++) 
 setBatchMode(true); 
  
 // Récupération dossier sources 
 showMessage("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Création d'une variable correspondant au chemin 
 dossier_source = getDirectory("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Vérification que le chemin est ok. Concaténation pour avoir le nom qui s'affiche avec "+" 
 print("source : " + dossier_source); 
  
  
 // Définir les dossiers destinations 
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images NON BINAIRES ?"); 
 dossier_destination_nonbinaires = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images NON BINAIRES ?"); 
 print("destination images non binaires:" + dossier_destination_nonbinaires); 
  
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images BINAIRES ?"); 
 dossier_destination_binaires = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images BINAIRES ?"); 
 print("destination images binaires:" + dossier_destination_binaires); 
  
 // Quelles sont les images du dossier source ? On veut un tableau qui liste tous les fichiers 
 liste_de_fichiers = getFileList(dossier_source); 
 nombre_de_fichiers = lengthOf(liste_de_fichiers); 
 print("Nombre d'images :" + nombre_de_fichiers); 
  
 // Ouverture Dark et White-DarkofWhite  
 open("/Users/marionschvartz/Desktop/treated_images/dark_channel001.tif"); 
 open("/Users/marionschvartz/Desktop/treated_images/white_dofw_32.tif"); 
  
 // Pour chaque image du dossier source :  
  //cpt = compteur 
 for (cpt = 0; cpt < nombre_de_fichiers; cpt++) { 
  // Ouvrir l'image 
  open(dossier_source + liste_de_fichiers[cpt]); 
  // Corrections 
  imageCalculator("Subtract", liste_de_fichiers[cpt],"dark_channel001.tif"); 
  run("32-bit"); 
  run("Multiply...", "value=3752"); 
  imageCalculator("Divide", liste_de_fichiers[cpt],"white_dofw_32.tif"); 
  makeRectangle(175, 175, 674, 674); 
  run("Crop"); 
  //save 
  saveAs("Tiff", dossier_destination_nonbinaires + liste_de_fichiers[cpt]); 
  run("Enhance Contrast", "saturated=0.35"); 
  run("Median...", "radius=6"); 
  setAutoThreshold("RenyiEntropy dark no-reset"); 
 run("Convert to Mask"); 
  run("Options...", "iterations=2 count=1 do=Open"); 
  // Sauver le résultat 
  saveAs("Tiff", dossier_destination_binaires + liste_de_fichiers[cpt]); 
 } 
  
    // Fermer l'image 
  run("Close All"); 
  
 // C'est fini ! 
 showMessage("Youpi c'est fini !"); 
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A.3.2.4. Binarisation des images visibles 

// Efface le contenu de la fenêtre log 
 print("\\Clear"); 
  
  // Pour ne pas afficher les images (gain de temps +++) 
 setBatchMode(true); 
  
 // Récupération dossier source 
 showMessage("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Création d'une variable correspondant au chemin 
 dossier_source = getDirectory("Bonjour ! Dans quel dossier sont les images à traiter ?"); 
  //Vérification que le chemin est ok. Concaténation pour avoir le nom qui s'affiche avec "+" 
 print("source : " + dossier_source); 
  
  
 // Définir le dossier destination 
 showMessage("Dans quel dossier seront sauvées les images ?"); 
 dossier_destination = getDirectory("Dans quel dossier seront sauvées les images ?"); 
 print("destination :" + dossier_destination); 
  
 // Quelles sont les images du dossier source ? On veut un tableau qui liste tous les fichiers 
 liste_de_fichiers = getFileList(dossier_source); 
 nombre_de_fichiers = lengthOf(liste_de_fichiers); 
 print("Nombre d'images :" + nombre_de_fichiers); 
  
 // Ouverture dark 
 open("/Users/marionschvartz/Desktop/treated_images/Dark_smooth_channel000.tif"); 
  
 // Pour chaque image du dossier source :  
  //cpt = compteur 
 for (cpt = 0; cpt < nombre_de_fichiers; cpt++) { 
  // Ouvrir l'image 
  open(dossier_source + liste_de_fichiers[cpt]); 
  // Soustraction dark 
  run("32-bit"); 
  imageCalculator("Subtract", liste_de_fichiers[cpt], "Dark_smooth_channel000.tif"); 
  // Valeur absolue 
  run("Abs"); 
  run("16-bit"); 
   // Smooth 
  run("Median...", "radius=11"); 
  // Binarisation 
  run("Enhance Contrast", "saturated=0.35"); 
  setAutoThreshold("IsoData dark no-reset"); 
 run("Convert to Mask"); 
  run("Fill Holes"); 
  run("Options...", "iterations=4 count=1 do=Close"); 
  run("Fill Holes"); 
  // Sauver le résultat 
  saveAs("Tiff", dossier_destination + liste_de_fichiers[cpt]); 
 } 
   // Fermer l'image 
  run("Close All"); 
  
 // C'est fini ! 
 showMessage("Youpi c'est fini !") 
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A.3.3. Paramètres physico-chimiques et structurels de 
l’analyse protéomique 
 

Classe Paramètre Définition 

Composition 

A Alanine 

C Cystéine 

D Acide aspartique 

I Isoleucine 

K Lysine 

M Méthionine 

N Asparagine 

Q Glutamine 

R Arginine 

S Sérine 

V Valine 

W Tryptophane 

Y Tyrosine 

Aromatiques W,F,Y 

Propriétés 
physico-
chimiques 

Charge négative D,E 

Charge neutre A,N,C,Q,G,H,I,L,M,F,P,S,T,W,Y, V 

Charge positive K,R 

Longueur Nombre de résidus de la protéine 

Masse molaire Redondant avec longueur 

Hydrophobie : hydrophobe C,L,V,I,M,F,W 

Hydrophobie : neutre G,A,S,T,P,H,Y 

Hydrophobie : polaire R,K,E,D,Q,N 

Polarité 4.9-6.2 
L,I,F,W,C,M,V,Y (redondant avec 
hydrophobie) 

Polarité 8.0-9.2 P,A,T,G,S (hydrophobie) 

Polarité 10.4-13.0 
H,Q,R,K,N,E,D (redondant avec 
hydrophobie) 

Polarisabilité 0.128-0.186 C,P,N,V,E,Q,I,L 

Polarisabilité 0.219-0.409 K,M,H,F,R,Y,W 

Polarisabilité 0-1.08 G,A,S,D,T 

Volume de Van der Waals 0-2.78 

Redondant avec la polarisabilité Volume de Van der Waals 2.95-4.0 

Volume de Van der Waals 4.03-8.08 
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Classe Paramètre Définition 

Paramètres 
liés à la 
structure 

Structure secondaire : hélices ɑ E,A,L,M,Q,K,R,H 

Structure secondaire : feuillets β V,I,Y,C,W,F,T 

Structure secondaire : déstructurées G,N,P,S,D 

Disorder_Full.pondr24 Désordre sur l’ensemble de la protéine 

Disorder_Long.pondr24 
Longue séquence désordonnée (30 
acides aminés) 

h2cd_full 
Haute densité de clusters hydrophobes, 
protéine structurée pour l'ensemble de 
la séquence 

h2cd_long 
Clusters hydrophobes sur une longue 
séquence 

Peu accessible au solvant 

Redondant avec l’hydrophobie/polarité Accessibilité intermédiaire au solvant 

Exposé au solvant 

Tableau A.2. Liste et définition des paramètres physico-chimiques étudiés. 
Les paramètres en bleu ont été conservés pour l’analyse et ceux en rouge 
n’ont pas considérés car redondants avec d’autres paramètres. Informations 
extraites de 25. 
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A.3.4. Protéines d’EPL déplétées après contact avec des MP 
 
ACAC ACS1 ACS2 ACT ADT1 ADT2 AIM17 AIM9 APA1 ARA1 

ARO1 ARP2 ARP3 ARPC2 ASNS1 ATP7 BBC1 BCA2 BFR1 CACM 

CBF5 CBS CDC48 CLH CLU COPA COPB COPB2 COPG DCPS 

DCS2 DED1 DHE2 DHYS EDE1 EF1A EF1G2 EF2 EF3A EF3B 

EFGM EFTU EIF3A EIF3B EIF3C F16P FIMB FKBP3 FOX2 GFA1 

GLT1 GLYC GPD1 GPD2 GPDM GSP1 GSP2 GST1 GUAA GYS1 

GYS2 HEMH HOSC HOSM HS104 HSC82 HSP60 HSP78 HSP79 HSP7F 

HSP82 IF2A IF2B IF2G IF2P IF4A IF4B IF4E IF5 ILVB 

IMB4 KAPR KES1 KPR3 LCF1 LEUC MAOM MDHC MPCP MPG1 

MSC1 NACB1 NAT1 NDI1 NEW1 NOP56 NSR1 ODO1 ODO2 ODP2 

OM45 PAA1 PHSG PIL1 PLR1 PRS10 PRS6A PRS6B PRS7 PRS8 

PRX1 PUR1 PUR2 PUR6 PUR7 PURA PYR1 RIR2 RIR4 RL10 

RL15A RL16B RL18A RL24A RL24B RL26A RL26B RL28 RL2A RL3 

RL30 RL31A RL31B RL32 RL33B RL35A RL36B RL38 RL43A RL44A 

RL5 RL6A RL6B RL7A RLA0 RLI1 RPB1 RPB2 RPN1 RPN11 

RPN2 RPN3 RRP5 RS10A RS13 RS15 RS16A RS17A RS19B RS2 

RS20 RS21A RS21B RS24A RS26A RS28A RS3A1 RS3A2 RS6A RS7A 

RS7B RSP5 RTN1 RUVB1 SC160 SEC14 SEC23 SEC24 SEC31 SFC1 

SIS1 SPT16 SPT5 SPT6 SSZ1 SUB2 SYC SYDC SYG SYH 

SYKC SYMC SYRC SYTC SYV SYWC TCPB TCPD TCPG TCPH 

TCPQ TCPZ THIK TPS2 TPS3 TREA TRP TSA1 TSL1 UBA1 

UBP6 VATA VATB VATC VATD VATH VPH1 VPS1 VTC4 WTM1 

YAT2 YHI0 YKR18 YM71 YP225 YRA1 ZUO1    

Tableau A.3. Liste des protéines déplétées (227) suite à une mise en contact 
d’EPL à 0,5 g.L-1 avec des MP de PE à 10 g.L-1.  

ACAC ACT AIM17 AIM9 APA1 ARP3 BBC1 CACM CBS CLU 

COPA COPB COPG DCPS DCS2 DED1 DHYS EDE1 EF1G2 EF3A 

EF3B EFGM EIF3A EIF3B EIF3C FIMB FOX2 GFA1 GPD1 GPD2 

GPDM GST1 GYS1 GYS2 HOSC HOSM HS104 HSC82 HSP78 HSP79 

HSP82 IF2B IF2G IF2P ILVB IMB4 KAPR LEUC MAOM MSC1 

NEW1 NOP56 NSR1 PRS6A PRS7 PUR2 PURA RIR2 RL24A RL24B 

RL44A RLI1 RPB2 RPN1 RRP5 RS10A RS15 RS17A RUVB1 SC160 

SEC14 SEC24 SPT16 SPT5 SPT6 SUB2 SYC SYG SYH SYKC 

SYMC SYRC SYTC SYWC TCPB TCPQ TCPZ THTR TOM70 TPS3 

TREA TRP UBA1 UBP6 VATC VATD VATH VPH1 VPS1 VTC4 

YAT2 YHI0 YKR18 YM71       

Tableau A.4. Liste des protéines déplétées (104) suite à une mise en contact 
d’EPL à 0,5 g.L-1 avec des MP de PEV à 10 g.L-1.  
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ACAC ACS1 ACS2 ADT1 AIM17 AIM9 APA1 ARO1 ARP2 ARP3 

ATP7 BBC1 BFR1 CACM CBS CDC48 CLH CLU COPA COPB 

COPB2 COPG DCPS DCS2 DED1 DHE2 DHYS EDE1 EF1A EF1G2 

EF3A EF3B EFGM EFTU EIF3A EIF3B EIF3C F16P FIMB FKBP3 

FOX2 GFA1 GLT1 GPD1 GPD2 GPDM GSP1 GSP2 GST1 GUAA 

GYS1 GYS2 HEMH HIBCH HOSC HOSM HS104 HSC82 HSP78 HSP79 

HSP82 IF2A IF2B IF2G IF2P IF4A IF4B IF4E ILVB IMB4 

IMDH1 JEN1 KAPR KES1 KPR3 LCF1 LEUC MAOM MPG1 MSC1 

NAT1 NDI1 NEW1 NOP56 NOP58 NSR1 ODO1 ODO2 ODP2 PHSG 

PRS10 PRS6A PRS6B PRS7 PRS8 PRX1 PUR1 PUR2 PUR6 PURA 

PYR1 RIR2 RIR4 RL10 RL11A RL15A RL18A RL24A RL24B RL25 

RL28 RL2A RL32 RL35A RL38 RL43A RL44A RL5 RL6A RL6B 

RL7A RLA0 RLI1 RPA1 RPB1 RPB2 RPN1 RPN11 RPN2 RPN3 

RRP5 RS10A RS15 RS16A RS17A RS18A RS2 RS21A RS21B RS24A 

RS27A RS3A1 RS3A2 RS4A RS6A RS7B RS9A RS9B RSP5 RTN1 

RUVB1 SC160 SEC14 SEC23 SEC24 SEC31 SFC1 SPT16 SPT5 SPT6 

SSZ1 SUB2 SYC SYDC SYG SYH SYKC SYMC SYRC SYTC 

SYV SYWC TCPB TCPD TCPG TCPH TCPQ TCPZ THIK TPS2 

TPS3 TREA TRP TSA1 TSL1 UBA1 UBP6 UPP VATB VATC 

VATD VATH VPH1 VPS1 VTC4 WTM1 XRN1 YAT2 YHI0 YKR18 

YM71 YM94 YP225 YRA1 ZUO1      

Tableau A.5. Liste des protéines déplétées (205) suite à une mise en contact 
d’EPL à 0,5 g.L-1 avec des MP de PP à 10 g.L-1.  

 

BFR1 EIF3B GST1 IF2B IF4B LYS1 MBF1 RL24B RL26A RL26B 

RL31A RL31B RL35A RL38 RL44A RS10A RS15 RS17A RS19B RS21A 

RS7A RS7B SPT5 THTR TREA UBP6 YHI0    

Tableau A.6. Liste des protéines déplétées (27) suite à une mise en contact 
d’EPL à 0,5 g.L-1 avec des MP de PPV à 10 g.L-1.  
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A.3.5. Protéines d’EPL déplétées spécifiquement 
Nom description spectres PE spectres référence 

RS19B 40S ribosomal protein S19-B 3.75 10.75 

RS20 40S ribosomal protein S20 6.25 14.25 

RS26A 40S ribosomal protein S26-A 2.5 8 

RS28A 40S ribosomal protein S28-A 1.75 4.75 

RS7A 40S ribosomal protein S7-A 12.5 25.25 

RL16B 60S ribosomal protein L16-B 8.5 22.75 

RL26A 60S ribosomal protein L26-A 6.25 16.25 

RL26B 60S ribosomal protein L26-B 6.75 16.5 

RL3 60S ribosomal protein L3 16.25 36.5 

RL30 60S ribosomal protein L30 5.75 12 

RL31A 60S ribosomal protein L31-A 4.75 10.75 

RL31B 60S ribosomal protein L31-B 4.75 10.25 

RL33B 60S ribosomal protein L33-B 1.25 4.75 

RL36B 60S ribosomal protein L36-B 2.5 7.25 

ACT Actin 18.75 37.75 

ARPC2 Actin-related protein 2/3 complex subunit 2 1 5.5 

ADT2 ADP,ATP carrier protein 2 11 24.5 

ASNS1 Asparagine synthetase [glutamine-hydrolyzing] 1 11.5 25.75 

BCA2 Branched-chain-amino-acid aminotransferase, cytosolic 7.5 18 

ARA1 D-arabinose dehydrogenase [NAD(P)+] heavy chain 7.5 17.75 

EF2 Elongation factor 2 47 99 

IF5 Eukaryotic translation initiation factor 5 2 7.75 

CBF5 H/ACA ribonucleoprotein complex subunit CBF5 6 13.75 

HSP60 Heat shock protein 60, mitochondrial 22.75 48.5 

HSP7F Heat shock protein homolog SSE1 18 37.5 

MDHC Malate dehydrogenase, cytoplasmic 9.25 20 

OM45 Mitochondrial outer membrane protein OM45 10.25 21.25 

MPCP Mitochondrial phosphate carrier protein 4.5 10.5 

NACB1 Nascent polypeptide-associated complex subunit beta-1 3.5 7.25 

PUR7 Phosphoribosylaminoimidazole-succinocarboxamide 
synthase 

3.75 10.25 

PAA1 Polyamine N-acetyltransferase 1 2.25 5.75 

SIS1 Protein SIS1 1.75 9 

PLR1 Putative pyridoxal reductase 3.75 9.25 

GLYC Serine hydroxymethyltransferase, cytosolic 18.75 44.5 

PIL1 Sphingolipid long chain base-responsive protein PIL1 11.25 27.25 

VATA V-type proton ATPase catalytic subunit A 29 62.25 

Tableau A.7. Protéines adsorbées spécifiquement sur des MP de PE et non 
sur des MP de PP. Les valeurs indiquent les nombres de spectres moyens 
détectés par protéine suite à un contact avec le PE et dans la référence. Les 
protéines ribosomales sont indiquées en gras. 
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Nom description spectres PP spectres référence 

HIBCH 
3-hydroxyisobutyryl-CoA hydrolase, 
mitochondrial 

2.25 5.75 

RS18A 40S ribosomal protein S18-A 5.75 12.25 

RS27A 40S ribosomal protein S27-A 1 5.25 

RS4A 40S ribosomal protein S4-A 18.75 40.5 

RS9A 40S ribosomal protein S9-A 8 18.25 

RS9B 40S ribosomal protein S9-B 8.75 18.25 

XRN1 5'-3' exoribonuclease 1 0.25 4.25 

RL11A 60S ribosomal protein L11-A 8 16.5 

RL25 60S ribosomal protein L25 5.25 10.75 

JEN1 Carboxylic acid transporter protein homolog 1.25 4.75 

RPA1 
DNA-directed RNA polymerase I subunit 
RPA190 

1.75 6 

NOP58 Nucleolar protein 58 2.75 7 

IMDH1 
Putative inosine-5'-monophosphate 
dehydrogenase 1 

1.5 5.5 

YM94 Uncharacterized protein YMR315W 5.25 11 

UPP Uracil phosphoribosyltransferase 2 5.75 

Tableau A.8. Protéines adsorbées spécifiquement sur des MP de PP et non 
sur des MP de PE. Les valeurs indiquent les nombres de spectres moyens 
détectés par protéine suite à un contact avec le PP et dans la référence. Les 
protéines ribosomales sont indiquées en gras. 
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A.3.6. Paramètres déterminants dans l’adsorption des 
protéines d’EPL sur des MP 
 

 

Paramètre p-value 

R 2.1E-08 

Charge positive 2.39E-07 

Structure secondaire : déstructurées (-) 5.57E-07 

Structure secondaire : hélices ɑ 6.54E-07 

V 9.81E-05 

C (-) 0.00016 

Charge neutre (-) 0.000399 

Disorder_Full.pondr 0.000399 

N (-) 0.000559 

Longueur 0.000833 

pI 0.000833 

A  0.000889 

Aromatiques (-) 0.002215 

S (-) 0.013129 

K 0.023771 

Y (-) 0.023771 

Hydrophobie : polaire 0.043515 

Tableau A.9. Liste des paramètres identifiés comme significativement 
différents entre l’ensemble des protéines détectées et les protéines 
adsorbées sur le PE. Les signes moins (-) indiquent que le paramètre est 
moins représenté dans les échantillons ayant été en contact avec les MP que 
dans la référence. En l’absence de précision, le paramètre est plus représenté 
dans les échantillons que dans la référence. 
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Paramètre p-value 

Longueur 1.35E-13 

R 0.001549 

Disorder_Full.pondr 0.014352 

Structure secondaire : hélices ɑ 0.032854 

Structure secondaire : déstructurées (-) 0.032971 

Charge neutre (-) 0.034581 

Charge positive 0.037585 

C (-) 0.041688 

Tableau A.10. Liste des paramètres identifiés comme significativement 
différents entre l’ensemble des protéines détectées et les protéines 
adsorbées sur le PEV. Les signes moins (-) indiquent que le paramètre est 
moins représenté dans les échantillons ayant été en contact avec les MP que 
dans la référence. En l’absence de précision, le paramètre est plus représenté 
dans les échantillons que dans la référence. 

 

Paramètre p-value 

R 6.0294E-06 

Charge positive 4.62462E-05 

Structure secondaire : déstructurées (-
) 

4.62462E-05 

Longueur 4.62462E-05 

Structure secondaire : hélices ɑ 5.94707E-05 

V 0.000258069 

C (-) 0.001550698 

Disorder_Full.pondr 0.001754168 

A 0.003828327 

Composition.Aromatic (-) 0.005196286 

pI 0.006027147 

Charge.Neutral (-) 0.010731825 

N (-) 0.012014889 

Y (-) 0.012014889 

S (-) 0.027590105 

Tableau A.11. Liste des paramètres identifiés comme significativement 
différents entre l’ensemble des protéines détectées et les protéines 
adsorbées sur le PP. Les signes moins (-) indiquent que le paramètre est 
moins représenté dans les échantillons ayant été en contact avec les MP que 
dans la référence. En l’absence de précision, le paramètre est plus représenté 
dans les échantillons que dans la référence. 
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Features pvalue.adtest 

Charge positive 8.35E-12 

R 2.38E-10 

pI 3.38E-08 

Charge neutre (-) 8.92E-07 

C (-) 1.06E-06 

Polarizabilité 0.219-0.409 1.09E-06 

Structure secondaire : hélices ɑ 2.93E-06 

Disorder_Full.pondr = désordre 5.62E-06 

K 5.94E-06 

Hydrophobie : polaire 5.94E-06 

I (-) 0.000126 

Hydrophobie : hydrophobe (-) 5.94E-06 

Structure secondaire : feuillets  (-) 0.000126 

Structure secondaire : déstructurées (-) 0.000126 

Longueur (-) 0.000454 

Aromatiques (-) 0.003259 

Polarizabilité 0.128-0.186 (-) 0.004242 

N (-) 0.005834 

W (-) 0.006059 

Q 0.006542 

M (-) 0.007265 

h2cd_full = cluster hydrophobes (-) 0.01775 

D (-) 0.048935 

Polarizability.0-1.08 (-) 0.048935 

Tableau A.12. Liste des paramètres identifiés comme significativement 
différents entre l’ensemble des protéines détectées et les protéines 
adsorbées sur le PPV. Les signes moins (-) indiquent que le paramètre est 
moins représenté dans les échantillons ayant été en contact avec les MP que 
dans la référence. En l’absence de précision, le paramètre est plus représenté 
dans les échantillons que dans la référence. 
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Titre :  Protéines en contact avec des macro et microplastiques : devenir en solution et aux interfaces 
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Résumé :  Les matériaux plastiques sont utilisés dans 
de nombreux domaines, y compris pour des 
applications où ils sont en contact avec des 
biomolécules. Des études récentes ont montré la 
présence de microplastiques dans la plupart des 
écosystèmes, où ils peuvent entrer en interaction avec 
des biomolécules. Dans le cadre de ce travail, nous 
nous sommes intéressés aux interactions entre des 
matériaux plastiques et un certain type de 
biomolécules : les protéines. Ce choix s’explique par 
le fait que les protéines ont été identifiées comme les 
principaux composants des couronnes de 
biomolécules entourant des nanoparticules 
lorsqu’elles sont en environnement biologique. Un 
extrait protéique de levure contenant environ six mille 
protéines a été sélectionné afin d’identifier les 
protéines sensibles et celles étant résistantes aux 
stress imposés par les plastiques. 

Ce stress « plastique » se traduit par l’adsorption des 
protéines et/ou leur agrégation. L’étude de 
l’agitation de solutions de protéines dans des tubes 
en plastique a permis de proposer un mécanisme 
plus précis de déstabilisation des protéines par leur 
exposition aux interfaces air/liquide et 
solide/liquide. Sur des microplastiques de 
polyéthylène et polypropylène, choisis pour leur 
persistance dans l’environnement, une 
caractérisation de la couronne protéique a été 
réalisée par quantification, imagerie (par 
microscopie de fluorescence utilisant les radiations 
synchrotron) et identification des protéines 
adsorbées (par protéomique). 
Il a également été montré que les protéines, par leur 
adsorption sur des microplastiques, en modifient le 
comportement colloïdal, ouvrant la voie à de 
nombreuses applications, par exemple de 
dépollution ou d’études in vivo. 
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Abstract :  The plastic materials are used in various 
domains, including for applications where they are 
in contact with biomolecules. Moreover, recent 
studies have shown the presence of microplastics in 
almost all ecosystems, where they can also interact 
with biomolecules. In this work, we studied the 
interactions between plastic materials and one 
category of biomolecules: the proteins. This choice 
is explained by the fact that proteins has been 
identified as the main component of the 
biomolecule corona, surrounding nanoparticles in 
biological environment. A yeast protein extract, 
containing about six thousands of proteins has been 
selected to identify the sensitive proteins and the 
resistant ones to the imposed stresses. 
 

This “plastic” stress results in the adsorption or 
aggregation of proteins. The effect of the protein 
solution agitation in plastic vials allowed the 
proposition of a protein destabilization mechanism 
in solution and at the air/liquid and solid/liquid 
interfaces. 
On polyethylene and polypropylene microplastics, 
chosen for their persistence in the environment, a 
protein corona characterization has been realized by 
quantification, imaging (by fluorescence microscopy 
using synchrotron radiation) and identification (by 
proteomic) of the adsorbed proteins. It has been 
shown that protein, by their adsorption on 
microplastics, modify their colloidal behavior, paving 
the way to various applications, such as depollution 
or in vivo studies. 
 

 


