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Abréviations 

 

Méthodes de séparation : 

2D : bidimensionnelles  

CE : capillary electrophoresis 

CEC : capillary electrokinetic chromatography  

CGE : capillary gel electrophoresis   

CIEF : capillary isoelectric focusing  

CZE : capillary zone electrophoresis  

GC : chromatographie en phase gazeuse  

HPLC : high performance liquid chromatography 

IEF : isoelectric focusing 

ITP : isotachophoresis   

LC : liquid chromatography 

MEKC : micellar electrokinetic chromatography    

NACE : nonaqueous capillary electrophoresis 

PACE : pressure assisted capillary electrophoresis 

PACE : pressure-assisted capillary electrophoresis 

RPLC : reverses phase liquid chromatography   

SDS-PAGE : sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis 

SFC : chromatographie en phase supercritique  

TLC : thin layer chromatography   

 

Spectrométries de masse et interfaces 

APCI : atmospheric pressure chemical ionization 

APPI : atmospheric pressure photoionisation 

DG : drying gas 

EIC :  extracted ion current 

ESI : electrospray ionization  

FAB : fast atom bombardment  

FTICR : fourier transform ion cyclotron resonance 

ICP : inductively coupled plasma  
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IT : ions trap  

LIF : laser induced fluorescence  

MALDI : matrix assisted laser desorption ionisation 

MS : mass spectrometry  

NG : nebulizing gas 

QqQ : triple quadrupole 

Q-TOF : quadrupole/time-of-flight  

SIM : single ion monitoring  

SL : sheath liquid 

TOF : time of flight  

 

 

Composés chimiques et biochimiques 

APS : ((3-aminopropyl)- trimethoxysilane 

BA : benzoic acid 

BCQ : [(acryloylamino)propyl]-trimethylammonium chloride 

BGE : background electrolyte 

CA II : carbonic anhydrase II  

EPyM-DMA : ethylpyrrolidine methacrylate-N,N-dimethylacrylamide  

FA : formamide 

Gl : glucose  

H2O : water 

HPMC : hydroxypropylmethylcellulose 

MAPTAC : 3-(methacryloylamino)-propyl trimethylammonium chloride 

MeOH: methanol 

Myo : myoglobin  

NaOH : sodium hydroxide 

NH3 : ammoniac  

PAA : poly(acrylic acid) 

PDMS : polydimethylsiloxane 

PVA : polyvinyle alcool  

PVS : polyvinyle sulfonate  

Rnase : ribonuclease A  

SMIL : Successive Multiple Ionic-polymer Layers 
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TI : trypsin inhibitor 

α-Tryp : α-chymotrypsinogen A type II 

β-Lac : β-lactoglobulin A  

 

Grandeurs mesurées 

EOF : electroosmotic flow 

FBGE : background electrolyte flow rate 

FSL : sheath liquid flow rate 

IMS: peak intensity by MS detector 

IUV : peak intensity by UV detector 

NM : neutral marker 

NMS : efficiency by MS detector 

NUV : efficiency by UV detector 

pI : isoelectric point 

vapp, Uapp : apparent velocity 

veo , Ueo : electroosmotic velocity 

vep , Uep : electrophoretic velocity 
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Introduction générale  

 

 

Les méthodes séparatives analytiques voient leur intérêt s’accroitre de jour en jour 

dans divers domaines d’applications très variés et très vastes, allant des domaines de la chimie 

(environnement, agroalimentaire …) jusqu’à des applications biologiques très pointues 

(pharmaceutiques, biomédicales …). Les avancées technologiques de ces méthodes 

séparatives sont plus particulièrement orientées vers la miniaturisation et le gain en sensibilité 

essentiellement. En effet, on observe un intérêt certain pour la mise au point de techniques de 

haute performance, peu couteuses, automatisables, permettant de faire des analyses plus 

pointues, le plus rapidement possible, tout en utilisant la quantité d’échantillon la plus faible 

possible. On retrouve cet intérêt dans l'industrie pharmaceutique, où les méthodes de criblage 

rapides sont nécessaires pour caractériser de nouvelles molécules d’intérêt pharmaceutique. 

En chimie combinatoire, des milliers de composés peuvent être produits dans une synthèse 

simple et les méthodes de criblage rapides sont essentielles pour l’identification de celles-ci. 

Une sensibilité et une sélectivité élevées sont aussi exigées dans les études du métabolisme 

des médicaments, pour lesquelles l’analyse des petits volumes est un challenge. Le coût élevé 

de la production de certains produits chimiques, dans beaucoup d'études pharmaceutiques et 

biochimiques, est un autre stimulant vers la miniaturisation. 

Parmi les techniques séparatives les plus populaires dans ces domaines d’application, 

on retrouve essentiellement la chromatographie avec ses différentes variantes : la 

chromatographie en phase liquide (LC), en phase supercritique (SFC), planaire (TLC) ou 

encore en phase gazeuse (GC), mais également et de plus en plus l’électrophorèse capillaire 

(CE) avec ses diverses méthodes d’analyses : classiquement l’électrophorèse capillaire de 

zone (CZE), l’électrophorèse en gel (CGE), mais également l’isotachophorèse (ITP), 

l’électrochromatographie capillaire (CEC), la chromatographie électrocinétique micellaire 

(MEKC) ou encore la focalisation isoélectrique capillaire (CIEF).  

L’électrophorèse capillaire est une technique analytique séparative, ayant vu le jour 

dans les années 80, permettant la séparation de composés ionisés sous l’application d’un 

champ électrique. La séparation est réalisée dans un capillaire en silice vierge de faible 

diamètre interne (10 à 100 µm classiquement), dont la paroi peut éventuellement être 
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modifiée par des polymères. Le faible diamètre du capillaire permet une réduction et une 

meilleure dissipation de la chaleur produite par effet Joule, ainsi que la suppression quasi-

totale des phénomènes de convection. Des efficacités élevées sont obtenues lors de la 

séparation des analytes, tout en utilisant d’infimes quantités d’échantillon (de l’ordre de 

quelques nanolitres) et des volumes extrêmement faibles de produits chimiques. Il existe 

différentes méthodes en électrophorèse capillaire, comme cité précédemment. 

L’électrophorèse capillaire de zone (CZE) est la méthode la plus communément utilisée, 

permettant la séparation d’espèces chargées. Ces dernières subissent deux forces 

électromotrices : celle du champ électrique d’une part et celle de l’écoulement 

électroosmotique, dû à la formation d’une double couche électrique sur la paroi interne du 

capillaire, d’autre part. Ainsi la quasi-totalité des analytes ionisés sont séparés et détectés par 

ce mode. Les composés neutres peuvent également être séparés entre autres par 

électrophorèse capillaire à l’aide de tensioactifs dans le milieu de séparation (MEKC). La 

focalisation isoélectrique en capillaire (CIEF) est la deuxième méthode électrophorétique la 

plus employée pour l’analyse et la séparation de molécules amphotères (comme les peptides 

ou les protéines), effectuée dans un gradient de pH au sein du capillaire d’électrophorèse. 

Sous l’action d’un champ électrique continu aux bornes de ce gradient, les molécules de 

l’échantillon à séparer se déplacent vers la zone où le pH est égal à leur point isoélectrique 

(pI). Aucune force électromotrice ne s’exerce sur ces molécules dans cette zone car elles sont 

neutres. Si elles diffusent dans une zone voisine de pH différent de leur pI, elles sont alors 

chargées et donc soumises au champ électrique jusqu’à ce qu’elles retournent dans leur zone 

de neutralité (zone de focalisation), à leur pI. Ainsi la CIEF, contrairement à l’électrophorèse 

de zone, lutte contre la diffusion de l’échantillon hors de sa zone de pI.  

Depuis ces dernières années, un grand effort a été réalisé en termes de sensibilité avec 

le développement et la mise en place de méthodes de préconcentration et de détection. 

Différentes techniques de préconcentration ont été développées afin de permettre une 

meilleure sensibilité pour l’analyse d’échantillons très dilués [1-4]. Les plus couramment 

employées sont les méthodes d’isotachophorèse (ITP), la méthode d’amplification de champ 

électrique, ainsi que la méthode de balayage (« sweeping ») qui peuvent être mises en œuvre 

en ligne dans le capillaire.  On trouve également la mise en place de nouveaux modes de 

détection couplés à l’électrophorèse capillaire, tels que la détection par fluorescence induite 

par laser (LIF) [5-7] permettant d’atteindre des limites de détection inférieures à celle de la 

détection par spectrométrie UV-visible, ou encore la détection par spectrométrie de masse 
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(MS), permettant d’obtenir des informations sur la structure et la masse des molécules à 

séparer, ainsi qu’un gain en sensibilité. 

Dans le cadre de ce travail de thèse nous nous sommes plus particulièrement intéressés 

à l’électrophorèse capillaire couplée à une détection par spectrométrie de masse via une 

interface à électronébulisation, aux phénomènes pouvant être engendrés lors de la mise en 

place de ce couplage, ainsi qu’aux problématiques pour la réalisation de certains types 

d’analyses. En effet durant cette dernière décennie, un intérêt majeur a été porté sur 

l’utilisation du couplage CE/MS, pour l’analyse et la caractérisation de divers composés, car 

ce mode de détection est très sensible et sélectif, et apporte une information sur la structure 

chimique des analytes. Ce couplage a connu un développement considérable en ce qui 

concerne sa mise en œuvre et ses applications pour l’analyse et la caractérisation de divers 

composés,  et ce dans des domaines variés. Ainsi un nombre croissant de fabricants propose 

des couplages CE/MS prêts à l’emploi, représentant un grand pas en avant pour l'application 

de cette méthode pour des analyses de routine. L’instrumentation de spectrométrie de masse 

utilisée devient de plus en plus en plus sophistiquée, comme les analyseurs TOF (Time of 

flight), ou FTICR (Fourier Transform Ion Cyclotron Resonance), ou les instruments hybrides 

impliquant ces deux technologies, permettant des analyses plus complexes. Les différents 

types d’interfaces employés pour ce type de couplage sont l’ionisation par électronébulisation 

(ESI) [8], l’ionisation chimique à pression atmosphérique APCI (Atmospheric Pressure 

Chemical Ionization) [9], l’ionisation photochimique à pression atmosphérique APPI 

(Atmospheric Pressure Photoionization) [10], la désorption/ionisation par laser assistée par 

une matrice MALDI (Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation) [11, 12], le plasma à 

couplage inductif (ICP) [13], et le bombardement rapide à débit continu d'atome FAB (Fast 

Atom Bombardment) [14]. L’ionisation par électronébulisation (ESI) est le mode d’ionisation 

le plus couramment utilisé pour la mise en ligne du couplage de l’électrophorèse capillaire 

avec la spectrométrie de masse. Différents types d'interfaces à électronébulisation se sont 

largement développés et sont classées en trois types : les interfaces à liquide additionnel 

coaxial, à jonction liquide, et miniaturisée (nanospray) sans apport de liquide extérieur.  

L'une des principales difficultés de mise en œuvre du couplage de l’électrophorèse 

capillaire avec la spectrométrie de masse réside dans le maintien du contact électrique aux 

bornes du système d'électrophorèse afin d'assurer la séparation électrophorétique d’une part, 

mais aussi au niveau du spectromètre de masse pour assurer l’efficacité 

d’ionisation/désorption dans la source et donc permettre d’obtenir une bonne sensibilité de 

détection. De plus, dans l’objectif de la mise au point d’une recherche de l'interface optimale 
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pour le couplage CE/MS, une question importante se pose : comment maintenir l'efficacité de 

la séparation de l’électrophorèse capillaire lorsqu’on couple celle-ci avec la spectrométrie de 

masse. Une autre question est également à considérer, la sensibilité de la détection des 

échantillons lors du couplage CE/MS, vu que la quantité injectée de ces échantillons est assez 

limitée en électrophorèse capillaire, et sachant également qu’il peut se produire des 

phénomènes de dilution et d’accélération de l’écoulement au sein du capillaire 

d’électrophorèse dus à la mise en place de l’interface d’électronébulisation. 

 

Lors du travail présenté dans ce mémoire, nous nous sommes intéressés au couplage 

de l’électrophorèse capillaire avec la spectrométrie de masse via une interface à 

électronébulisation pour la compréhension des phénomènes à l’interface et le développement 

de nouvelles méthodologies pour des échantillons complexes et pour les séparations par 

focalisation isoélectrique 

Dans ce contexte, une étude bibliographique a été réalisée afin de disposer des 

informations nécessaires à la compréhension des problématiques qui pourraient se présenter 

lors de la mise en place de ce couplage CE/MS. Les différents types d’analyseurs utilisés en 

couplage CE/MS, ainsi que les différents types d’interfaces disponibles, et les diverses 

applications réalisées seront décrites. 

Dans un deuxième temps, nous nous sommes intéressés à la compréhension des 

phénomènes de succion et de dilution liés à l’interface triple entrées à liquide additionnel 

coaxial pour le couplage CE/ESI-MS. L’effet de succion est principalement engendré par les 

débits de liquide additionnel et de gaz nébulisant qui accélèrent l’écoulement de l’électrolyte 

de séparation lors de leur mélangeage à la pointe de l’aiguille d’électronébulisation. L’effet de 

dilution, quant à lui, est dû au mélangeage, à l’interface, entre l’électrolyte de séparation et le 

liquide additionnel, à des débits sensiblement différents. On s’est également intéressé aux 

autres paramètres qui pourraient avoir une influence sur ces phénomènes. Nous présenterons 

dans une première partie du chapitre, une étude approfondie sur l’effet de succion. Nous 

étudierons systématiquement les différents paramètres intervenant à l'interface, c'est-à-dire la 

position du capillaire, la température et le débit du gaz séchant, la pression du gaz nébulisant, 

le débit du liquide additionnel, ainsi que les débits électroosmotiques et hydrodynamiques 

dans le capillaire de séparation. Les résultats seront discutés en termes de débits dans les trois 

capillaires concentriques de l’interface d’électronébulisation à liquide additionnel coaxial. 

Dans la seconde partie du chapitre, l'étude se concentrera sur l’effet de dilution. Cet effet de 

dilution, brièvement noté, peut avoir des conséquences importantes sur la sensibilité de 
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détection en couplage CE/ESI-MS. Les différents paramètres intervenant à l'interface, cités 

précédemment, seront également étudiés afin de déterminer leur influence sur ce second effet. 

Les résultats seront discutés en termes d’intensité de pics, de leur rapport et de rapport de 

débits théoriques de dilution. 

Dans une troisième partie, nous avons étudié la mise en œuvre d’une méthode 

permettant d’analyser simultanément un mélange complexe de composés. Comme il a été 

indiqué précédemment, l’une des difficultés majeures du couplage CE/MS réside dans le 

maintien du contact électrique aux bornes du capillaire d’électrophorèse pour la séparation 

électrophorétique. Le champ électrique est généré entre l’électrode d’entrée du capillaire et 

l’aiguille d’interface qui permet au contact électrique de se faire entre l’électrophorèse et le 

spectromètre de masse. Pour que ce contact électrique se fasse de manière continue, un 

écoulement minimum de liquide est nécessaire entre la CE et la MS. Ce contact est en général 

obtenu par l’écoulement électroosmotique cathodique lorsqu’un capillaire en silice vierge est 

employé. Ce type de configuration présente des limitations pour l’analyse de composés 

polyanioniques de mobilité électrophorétique supérieure, en valeur absolue, à la mobilité 

électroosmotique. C’est dans cette optique, que nous proposerons une méthodologie générale 

permettant la séparation et l’analyse simultanée, dans le cadre d’un couplage CE/MS, de tous 

types de composés, et notamment d’un mélange de composés cationiques et polyanioniques. 

Les différentes méthodologies envisageables seront étudiées, optimisées et comparées les 

unes aux autres. 

Enfin, le couplage CE/MS se faisant essentiellement dans le cas de l’électrophorèse 

capillaire de zone, nous nous sommes intéressés à la mise en place d’un couplage avec un 

autre mode de séparation, la CIEF, méthode très importante dans le domaine biologique. On 

retrouve dans la littérature, différentes procédures pour la mise en place du couplage de la 

CIEF avec la spectrométrie de masse. Cependant quelques difficultés inhérentes à ce couplage 

sont rencontrées: le maintien du contact électrique requis pour les étapes de focalisation et 

mobilisation ; la nature et la composition de l’électrolyte arrivant du capillaire de séparation, 

qui devra être compatible avec les détecteurs MS ; et la nature de la paroi interne du capillaire 

de séparation qui devra également être compatible avec l'interface à électronébulisation. Ces 

difficultés ont souvent pour conséquence la mise en œuvre de méthodes à plusieurs étapes, 

avec intervention manuelle entre ces étapes. Dans ce contexte, nous avons mis en place un 

couplage en ligne CIEF/ESI-MS, pour l’analyse de tous types de protéines (hydrophiles et 

hydrophobes), avec un capillaire en silice vierge et surtout sans interruption du champ 

électrique entre les étapes de focalisation et de mobilisation. 
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Chapitre I  : Revue bibliographique 
 

I.1- L’électrophorèse capillaire 
 

Pendant très longtemps et encore à ce jour, l’électrophorèse, dont les principes [15] 

furent énoncés bien avant ceux de la chromatographie, a été une technique largement utilisée 

par les biochimistes essentiellement pour leurs analyses de nature protéomique. Les 

séparations sont principalement réalisées en présence de gels (amidon, polyacrylamide, 

agarose) sur des plaques. Les espèces chargées placées dans ce milieu, sont séparées sous 

l’action d’un champ électrique. Mais les analyses restent relativement longues, assez peu 

reproductibles, difficilement automatisables et leur mise au point parfois laborieuse. Malgré 

ces difficultés, des séparations extrêmement fines ont été obtenues, notamment par 

focalisation isoélectrique (IEF) et sur gel de polyacrylamide (SDS-PAGE) [16]. 

L’électrophorèse reste la méthode de choix pour la résolution des protéines et des 

polynucléotides [17, 18]. Des techniques bidimensionnelles (2D) en gel ont également été 

mises en place. La plus communément utilisée est celle qui consiste à réaliser successivement 

et en des directions orthogonales une IEF (séparation selon la charge) et un SDS-PAGE 

(séparation selon la masse moléculaire relative Mr), afin de séparer des échantillons 

complexes. Cette technique 2D conduit à des images de taches souvent très complexes et des 

temps d’analyse souvent très longs. Sa réalisation est également souvent laborieuse à mettre 

en place.  

Des avancées technologiques ont été réalisées afin de pallier les divers inconvénients 

de l’électrophorèse sur plaque, et ainsi une méthode miniaturisée est apparue : 

l’électrophorèse capillaire (CE). Celle-ci ne connaîtra un réel développement que dans les 

années 80 avec la commercialisation d’instruments performants automatisables. Le principe 

de l’électrophorèse capillaire est basé sur la séparation d’espèces sous l’action d’un champ 

électrique, en fonction de leurs différences de mobilité électrophorétique, dans un capillaire 

en silice vierge de faible diamètre interne (< 100 µm). Les travaux de Jorgenson et de ses 

collaborateurs [19] ont montré que l’électrophorèse capillaire, de par son aspect de 

miniaturisation, présente un grand nombre d’avantages. Le premier est le faible diamètre 

interne du capillaire (généralement inférieur à 100 µm) générant un faible effet Joule grâce à 

une meilleure dissipation de la chaleur, permettant ainsi d’appliquer des champs électriques 

plus élevés que lors de séparations par électrophorèse conventionnelle, et ainsi d’accéder à 
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des séparations plus rapides. La faible consommation d’échantillons et de tampon de 

séparation requis pour les séparations électrophorétiques, ainsi que la haute résolution et les 

temps d’analyse rapides obtenus, ont fait de la CE une méthode analytique de choix. De plus, 

l’automatisation des différentes étapes de l’analyse (conditionnement, injection, séparation) 

sont des avantages majeurs. Par ailleurs, les instruments commerciaux sont de plus en plus 

couplés à différents modes de détection permettant d’obtenir de meilleures sensibilités.  

La méthodologie et ses applications ont connu un développement considérable. Les 

améliorations réalisées en termes de méthodes d'injection, de modification de la paroi des 

capillaires pour modifier la valeur du flux électroosmotique ou éviter d’éventuelles 

adsorptions, ainsi que l'introduction de nouveaux milieux séparatifs, ont permis le 

développement de cette méthode séparative pour de nombreuses applications chimiques, 

biologiques, et environnementales. De plus, le développement de l’électrophorèse capillaire, 

en tant qu'outil analytique fiable, est principalement le résultat des avancées faites en matière 

de détection et d’identification. Avec des diamètres de capillaires conventionnels et des 

volumes d'injection généralement de l’ordre de 1 à 10 nL, des concentrations d’échantillon de 

l’ordre de 10-6 M sont aisément détectables. Les limites de détection peuvent être 

substantiellement améliorées en utilisant des méthodes électrophorétiques de pré-

concentration des échantillons durant l'étape d’injection. Ainsi, la possibilité d’injecter de très 

faibles volumes d’échantillons confère un avantage considérable à la CE notamment dans le 

domaine de la bioanalyse. En outre, différents modes séparatifs peuvent être mis en place à 

partir de l’appareillage de CE utilisant le principe des séparations sous champ électrique 

(l’électrophorèse capillaire de zone CZE, l’électrophorèse sur gel (CGE), la chromatographie 

électrocinétique micellaire (MEKC), l’électrochromatographie capillaire (CEC), 

l’isotachophorèse (ITP), la focalisation isoélectrique capillaire (CIEF)).  

Par ailleurs un besoin en sensibilité est parfois requis lors d’analyses d’échantillons 

très dilués ou complexes par électrophorèse capillaire. C’est alors que différents modes de 

détection sont venus compléter la détection par spectrométrie d’absorption UV-visible. On 

trouve la détection par conductimétrie à partir d’une cellule électrochimique placée à 

l’extrémité de la sortie du capillaire d’électrophorèse [20, 21].  Des détecteurs à fluorescence 

induite par laser (LIF) [5, 6] ont également été utilisés pour les séparations électrophorétiques. 

Ces détecteurs LIF présentent l’avantage d’être beaucoup plus sensibles par rapport à la 

détection par UV, permettant ainsi d’obtenir de meilleures limites de détection. Le mode de 

détection le plus couramment couplé à l’électrophorèse capillaire est la spectrométrie de 

masse (MS). Les détecteurs MS présentent non seulement l’avantage d’être très sensibles en 
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termes de détection mais également d’accéder aux informations structurales et massiques des 

composés analysés. C’est ainsi que les couplages CE/MS se sont énormément développés 

depuis la fin des années 80. Initialement les premiers systèmes d’interface permettant 

d’associer l’électrophorèse capillaire et la spectrométrie de masse étaient de type « home-

made ». Mais avec l’intérêt croissant qu’a connu ce couplage, des systèmes automatisés 

commerciaux ont vu le jour. On trouve actuellement une grande diversité dans les couplages 

CE/MS, avec un grand nombre d’analyseurs MS couplés à l’électrophorèse capillaire, et 

divers mode d’ionisation et d’interfaces adaptées aux analyses requises. C’est ainsi qu’au jour 

d’aujourd’hui on trouve une multitude d’applications dans divers domaines utilisant le 

couplage CE/MS [22-26]. 
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I.2- Spectromètres de masse utilisés en couplage CE/MS 
 

La spectrométrie de masse est l'un des outils clés d’élucidation de la structure de 

composés organiques. C'est une méthode qui permet, non seulement l'identification des 

molécules, mais également la détermination des abondances de certains isotopes rentrant dans 

la structure chimique de ces composés. Depuis 1950, les techniques d'ionisation se sont 

diversifiées et adaptées à la multitude des échantillons à analyser. La spectrométrie de masse 

peut être utilisée en guise de détecteur entre autres en chromatographie en phase gazeuse ou 

liquide, mais également en électrophorèse capillaire. Les progrès technologiques ont permis 

l'automatisation des réglages de l'appareil ainsi que la mise en œuvre de différents types 

d’analyseurs et le traitement de nombreuses données générées. 

 

I.2.1 - Types d’analyseurs MS couplés à l’électrophorèse capillaire 
 

Les développements réalisés en spectrométrie de masse ont permis la mise en place du 

couplage CE/MS pour un plus grand nombre d'applications. Les analyseurs quadripolaires MS 

sont les plus couramment utilisés depuis la mise en œuvre du couplage CE-MS, 

principalement en raison du fait que ces instruments étaient les plus accessibles pour un grand 

nombre de laboratoires de recherche [27]. Cependant, leur faible vitesse de balayage ainsi que 

la résolution peu élevée et la sensibilité relativement faible en mode d’acquisition « fullscan » 

constituent des limitations importantes de ces analyseurs [1]. Ces dernières années on a 

constaté un regain pour  les analyseurs MS à trappe d'ions (ITs) et les systèmes à temps de vol 

TOF (Time-of-flight) disponibles récemment à des prix accessibles. Mais les analyseurs 

quadripolaires restent tout de même les plus souvent utilisés car plus faciles d’utilisation et 

moins onéreux. Les analyseurs à trappe d’ions (ITs) [28, 29] sont fréquemment employés 

pour l'analyse par couplage CE/MS de peptides, car ils possèdent des vitesses de balayage et 

des sensibilités adéquates à ce type d’analyses, mais surtout, ils permettent d’exécuter des 

expériences MSn (à plusieurs dimensions) [25]. Quant aux analyseurs TOF, ils permettent 

d’obtenir de bonnes sensibilités et de hautes résolutions [30, 31]. Concernant les applications 

futures de la CZE, nécessitant de hautes fréquences d’acquisition (par exemple, chipCE/MS) 

où la largeur maximale des pics obtenus est de l’ordre de quelques millisecondes, seuls des 

analyseurs modernes ayant la possibilité d'acquérir plus de 20 spectres par seconde semblent 

être une alternative pour la détection MS. 
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Le couplage de l’électrophorèse capillaire avec d'autres analyseurs plus performants 

comme, l’analyseur à résonance ionique cyclotronique par transformée de Fourier FTICR 

(Fourrier transform ion cyclotron resonnance) [32], les analyseurs MS hybrides comme le Q-

TOF (quadrupole/time-of-flight), ou des spectromètres de masse triples quadripôles (QqQ), 

ont également été reportés dans la littérature [33]. L’analyseur FTICR-MS offre une 

excellente sensibilité, une haute résolution et la possibilité de réaliser des expériences MSn, 

nécessaires pour certains types de séparations [34]. Cependant, en raison du coût encore élevé 

des analyseurs MS « sophistiqués » (tel que le Q-TOF ou le FTICR) on peut à peine 

considérer ces instruments comme des détecteurs courants  pour la CE aujourd'hui [35]. 

 

I.2.2- Principes de l’analyseur quadripolaire 
 

Les spectromètres quadripolaires sont fréquemment utilisés pour le couplage CE/MS, 

car l’électrophorèse capillaire et la source peuvent être facilement interfacées, et certaines 

applications n'exigent pas une haute résolution. Aussi trouve-t-on des montages aux 

performances modestes, mais moins coûteux et peu encombrants. C’est dans cette catégorie 

que se situent les appareils à champ électrique basés sur les filtres quadripolaires (Figure 1), 

très utilisés comme détecteurs de masse dans la méthodologie du couplage CE/MS. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Schéma de principe d’un spectromètre de masse à analyseur quadripolaire [36] 

U amplitude de la tension continue ; V : amplitude de la tension haute fréquence ; w : pulsation ; t : 

temps 

 

L’analyseur quadripolaire permet de filtrer les ions selon leur énergie cinétique en les 

soumettant à des champs électriques croisés (continu et alternatif de haute fréquence) qui 
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provoquent la déviation de leur trajectoire en fonction de leur rapport m/z. 

L'électronique du filtre fait varier la haute fréquence de façon à séparer les différents m/z. 

L’analyseur quadripolaire est composé de quatre barres conductrices, de section 

idéalement hyperbolique et disposées symétriquement autour d'un axe (Figure 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Potentiels appliqués au filtre quadripolaire et trajectoire des ions [36] 

 

Ces quatre barres sont associées électriquement deux par deux. A une paire 

d'électrodes est appliqué un potentiel électrique de la forme : 

F(t) = U + V.cos(w.t) 

U est l'amplitude de la tension continue 

V est l'amplitude de la tension haute fréquence 

w est la pulsation (fréquence de l'ordre de 2 MHz) 

A l'autre paire d'électrodes est appliqué un potentiel opposé -F(t).  

 

Les ions formés dans la source sont introduits à une extrémité du filtre selon l'axe de 

celui-ci. Les champs continus de haute fréquence dont les directions sont perpendiculaires à 

l'axe du filtre communiquent un mouvement latéral oscillatoire aux ions (Figure 2). Le 

mouvement des ions est décrit par des équations dites de Mathieu, dont la résolution montre 

que seuls les ions ayant une valeur du rapport m/z comprise dans une certaine bande 

possèdent une trajectoire stable et sont transmis par le filtre, les autres ions étant captés par les 

électrodes. Ce rapport m/z dépend de la distance séparant les électrodes, de la fréquence et des 
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tensions U et V. En pratique puisque les deux premières valeurs sont constantes, seules 

varient les tensions U et V. En balayant entre 0 et les valeurs maximales (mais en maintenant 

leur rapport constant) des amplitudes des tensions continues et de haute fréquence appliquées 

aux électrodes, les ions sont transmis successivement par le filtre dans l'ordre croissant des 

valeurs du rapport m/z, avec une résolution constante.  

Les ions ayant traversé le filtre arrivent dans le détecteur (multiplicateur) où ils 

provoquent une avalanche d'électrons qui donne naissance à un courant électrique. 
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I.3- Couplage CE/MS 
 

 La puissance de résolution élevée fournie par l'électrophorèse capillaire et 

l'information structurale fournie par la spectrométrie de masse ont fait du couplage CE/MS 

une combinaison attrayante. Ce couplage présente cependant quelques difficultés de mise en 

œuvre pour une analyse répétable et fiable. La première concerne le maintien du contact 

électrique aux bornes du capillaire d’électrophorèse, afin d’obtenir un champ électrique 

uniforme pour les séparations électrophorétiques. La seconde difficulté est la mise en place 

d’une interface de CE/MS qui permette d’augmenter la valeur du débit du fluide sortant du 

capillaire de séparation (quelques centaines de nL.min-1) afin d’atteindre des débits 

compatibles avec le spectromètre de masse (quelques µL.min-1), tout en ne dégradant pas 

l’efficacité et la résolution de la séparation électrophorétique. La troisième est d’accéder à une 

bonne efficacité d’ionisation/désorption des analytes dans la source d’ionisation, c’est-à-dire 

une bonne adéquation de l’électrolyte de séparation et du liquide additionnel avec la 

séparation et la détection en masse des analytes.  

 De multiples configurations du couplage CE/MS sont possibles: les différents modes 

de séparation électrophorétique peuvent être couplés à une détection MS avec plus ou moins 

de contraintes ; différents modes d’ionisation sont également proposés selon la nature des 

composés à analyser ; un grand nombre de détecteurs sont également disponibles, selon la 

sensibilité et l’information requise pour les analyses. La figure 3 illustre bien les différentes 

combinaisons du couplage CE/MS. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Première représentation schématique de la configuration du couplage CE/MS [37] 
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 La première interface pour le couplage CE/MS a été proposée en 1987 [37] utilisant le 

processus d’ionisation par électronébulisation ou « electrospray ionization » (ESI). Dès lors, 

des interfaces pour le couplage CE/MS ont été développées avec d’autres méthodes 

d'ionisation, y compris le bombardement rapide à débit continu d'atome (FAB) [38, 39], 

l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI) [9, 40, 41], l’ionisation  

photochimique à pression atmosphérique (APPI) [10], l’induction par couplage plasma ICP 

[13], mais aussi la désorption/ionisation par laser assistée par une matrice (MALDI) [11, 12]. 

Parmi ces méthodes d'ionisation, l’électronébulisation (ESI) a été la plus souvent utilisée du 

fait de la mise en place relativement simple de son interface et de sa bonne stabilité, pour le 

couplage CE/MS.  

 Il est également important de rappeler que la mise en place d’une interface pour le 

couplage CE/MS, sans perte d'efficacité lors de la séparation en électrophorèse capillaire, a 

été une difficulté majeure. L’efficacité de la séparation peut être limitée par la possibilité 

réduite de types d'électrolytes de séparation en électrophorèse capillaire compatibles avec la 

spectrométrie de masse, ou par la construction de l'interface en elle-même. La sensibilité de la 

détection peut également être limitée par la faible quantité d'échantillon injectée en 

électrophorèse capillaire. Ainsi diverses interfaces ont été proposées afin de pallier ces 

contraintes. 

 Le couplage CE/MS a été utilisé pour diverses applications analytiques, comme des 

études pharmaceutiques, cliniques, environnementales, et agroalimentaires, où il est considéré 

comme une technique complémentaire à l’analyse par couplage de la chromatographie liquide 

avec la spectrométrie de masse (LC/MS). Cependant, son utilisation pour des analyses de 

routine a été limitée par la difficulté d’obtenir un système d’interfaçage robuste.  

 

I.3.1 Ionisation par électronébulisation (ESI) 
 

Dans le domaine des méthodes séparatives, l’ionisation par électronébulisation a été 

initialement utilisée pour le couplage de la chromatographie liquide avec la spectrométrie de 

masse LC/MS [42]. Le couplage en ligne de la CE/MS à l’aide d’une interface à 

électronébulisation a par la suite été mis au point [37].  

 Ainsi, divers types d'interfaces de CE/ESI-MS ont été construits, comme les interfaces 

à liquide additionnel coaxial, ou à jonction liquide, ainsi que les interfaces nanospray sans 

apport extérieur de liquide (sheathless). Plusieurs études ont été réalisées afin d’améliorer 
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l'efficacité de la séparation, la sensibilité de la détection, et la robustesse de la technique de 

couplage CE/ESI-MS. 

 

  I.3.1.1 Processus d’électronébulisation 

 
Bien que le mécanisme de l'électronébulisation ne soit pas encore bien élucidé [43, 

44], le processus peut être simplement décrit (Figure 4). Une solution d'échantillon est 

introduite dans un capillaire. Le champ électrique intense appliqué à la sortie de ce capillaire 

provoque la formation d'un nuage de gouttelettes chargées, de quelques micromètres de 

diamètre, qui traversent simultanément un gradient de champ électrique et un gradient de 

pression dans la direction de l'analyseur du spectromètre de masse. Pendant ce transport, la 

taille des gouttelettes diminue par évaporation du solvant et par explosions "coulombiennes" 

successives (divisions spontanées de la gouttelette chargée en gouttelettes plus petites, 

provoquées par une charge surfacique très élevée). L'application d'une pression à l'entrée du 

capillaire peut faciliter la nébulisation, suivant le débit utilisé et la composition du solvant. De 

plus, un flux de gaz nébulisant (de l'azote en général) est appliqué à l'interface pour aider à 

l'évaporation du solvant. Le gaz séchant, situé à l’entre de l’analyseur du spectromètre de 

masse, permet de parfaire le processus d’ionisation/désorption. Ce processus 

d’ionisation/désorption des espèces sous pression atmosphérique, encore mal défini, permet le 

transfert des espèces chargées d’une phase liquide en phase gazeuse, avec un très bon 

rendement d’ionisation [45]. 

Certaines interfaces sont également chauffées. Les ions formés sous pression 

atmosphérique sont alors canalisés par un ensemble d’échantillonneurs, c'est-à-dire un 

ensemble d’orifices sous pompage, vers l’analyseur où règne un vide poussé.  

Afin d’augmenter la sensibilité de l’électronébulisation, la source a été peu à peu 

miniaturisée pour devenir le "micro électrospray" (micro ESI) ou le "nano électrospray" (nano 

ESI). Les débits, à la sortie de l’aiguille de nébulisation, sont dans ce cas de l’ordre de 30 à 40 

nL.min-1 au lieu de quelques µL.min-1.  
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Figure 4 : Schéma de principe de l’ionisation/désorption par électronébulisation 
 
 

L’un des avantages majeurs de l’électronébulisation, est son rendement d’ionisation 

élevé (20 - 50 %), surtout pour des espèces non-volatiles de masse moléculaire élevée [45]. 

Dans le milieu des années 80, Fenn et ses collaborateurs [42] ont montré, que 

l’électronébulisation de grosses molécules produisait des ions ayant une charge nette (z) qui 

augmentait avec la taille des molécules. Ainsi les instruments conventionnels de spectrométrie 

de masse peuvent être utilisés pour la détection d’espèces présentant des masses moléculaires 

supérieures à la limite supérieure m/z de l’instrument. L’année suivante ils ont également 

montré, que la masse moléculaire précise des protéines pouvait également être déterminée à 

partir de la distribution des différents états de charge (m/z) sur les spectres MS [52]. 

 

Depuis, l’étendue des applications de l’ESI-MS s’est largement développée de 

manière rapide et la disponibilité de l’instrumentation s’est largement accrue.   
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I.3.1.2 Interface CE/ESI-MS 

 

La source d’ionisation par électronébulisation (ESI) permet l’ionisation en phase 

gazeuse de composés polaires ou chargés initialement présents en solution (cf. partie 3.1.1). 

Cette technique d’ionisation est donc particulièrement bien adaptée pour un couplage avec 

l’électrophorèse capillaire et constitue la source d’ionisation la plus largement employée en 

couplage CE/MS. Le transfert des analytes du capillaire d’électrophorèse jusqu’à la source 

d’électronébulisation est assuré par l’interface. Cette interface doit également permettre 

d’établir le contact électrique, nécessaire à la fois à l’application du champ électrique dans le 

capillaire de séparation et à l’application du champ électrique requis pour le processus 

d’électronébulisation dans la source d’ionisation. L’interface joue donc un rôle primordial 

dans la mise en œuvre du couplage CE/MS.  

 

La première interface mise en place pour le couplage CE/MS a été  proposée, en 1987, 

par Olivares et coll. [37], utilisant le processus d’ionisation par électronébulisation. Cette 

première interface a été réalisée en déposant une couche d’acier inoxydable (dépôt d’une 

couche d’argent) à l’extrémité de sortie du capillaire d’électrophorèse [46], afin de permettre 

le contact électrique aux bornes du capillaire et de réaliser le processus d’électronébulisation. 

L’ionisation par électronébulisation a été réalisée sous pression atmosphérique et l’interface 

chauffée à 60°C. Un flux de gaz (N2 à 2,5 L/min) a également été introduit au niveau de 

l’interface afin de faciliter le processus de nébulisation. Cette première interface a donné de 

bons résultats du point de vue de la sensibilité de détection, mais a tout de même présenté 

certaines limitations, comme le faible débit d’électrophorèse inférieur au débit optimal requis 

pour l’électronébulisation, engendrant une instabilité du spray. Elle a présenté également des 

limitations du point de vue du choix de la nature de l’électrolyte de séparation. Les tampons 

aqueux et de conductivité élevée ne pouvaient pas être utilisés avec ce type d’interfaçage, du 

fait d’une part que la phase liquide devait être facilement évaporée durant le processus de 

nébulisation et d’autre part le risque d’avoir une compétition lors de l’ionisation, entre les 

espèces chargées de l’échantillon et de l’électrolyte. De plus, la durée de vie des capillaires 

était limitée à quelques jours : des réactions électrochimiques se produisaient au niveau du 

dépôt d’acier inoxydable à l’extrémité du capillaire en provoquant son décollement, 

engendrant ainsi une perte du contact électrique. Une solution a été proposée afin de pallier ce 

dernier inconvénient [46], en déposant une couche plus épaisse d’acier inoxydable, générant 

un écoulement électroosmotique plus élevé et assurant ainsi une durée de vie plus longue des 
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capillaires. L’utilisation de capillaires préalablement traités reste tout de même un facteur 

contraignant pour ce type d’interfaçage.   

Afin de pallier tous ces inconvénients, d’autres types d’interfaces plus robustes, mais 

également plus performantes ont été développées. 

 

I.3.1.2.1 Interface à liquide additionnel coaxial 
 

Une amélioration de l'interface CE/ESI-MS a été proposée en 1988 par les mêmes 

auteurs [47, 48], mettant en place une jonction à liquide additionnel coaxial. Cette approche 

est actuellement la plus couramment employée pour coupler l'électrophorèse capillaire avec la 

spectrométrie de masse avec source à électronébulisation (ESI-MS) [49]. Par la suite, 

plusieurs amélioration ont été introduites permettant une meilleure stabilité ainsi qu’une 

meilleure répétabilité des analyses [35, 50-55]. 

 

- Construction de l’interface 

 

L'interface à  liquide additionnel coaxial (Figure 5) se présente sous la forme de trois 

capillaires concentriques coaxiaux. Le capillaire le plus fin est un capillaire en silice vierge 

utilisé pour la séparation électrophorétique. Celui-ci est entouré par un capillaire central, 

habituellement fait d'acier inoxydable, assurant l'écoulement du liquide additionnel. Le 

capillaire externe, également fait d'acier inoxydable, assure l’écoulement du gaz nébulisant 

(air ou azote), favorisant le processus d'évaporation des ions lors de l’électronébulisation [48, 

53, 56]. La tension d’électronébulisation généralement ± 3 à 8 kilovolt, est appliquée soit à 

l’extrémité de l’aiguille de nébulisation [52, 53], soit à l'entrée de l’analyseur MS [29].  

 
 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Schéma de l’interface à  liquide additionnel coaxial pour le couplage CE/ESI-MS 
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A l’extrémité de l’interface, la jonction entre les liquides et le gaz, se présente sous 

forme d’un cône dynamique, appelé « cône de Taylor » (Figure 4), à la pointe duquel sont 

émises les gouttelettes chargées, formant le spray de nébulisation. La jonction entre le liquide 

provenant du capillaire de séparation et le liquide additionnel permet de réaliser le contact 

électrique aux bornes du capillaire d’électrophorèse. Cette forme permet la réduction des 

volumes morts au niveau de la jonction entre le liquide additionnel et l’électrolyte de 

séparation, ainsi qu’une amélioration de la stabilité du processus d’électronébulisation [46]. 

 

- Influence du liquide additionnel sur les performances du couplage CE/ESI-

MS 

 

Principalement le liquide additionnel joue trois rôles importants dans le processus 

d’électronébulisation. Il permet de créer le contact électrique pour la séparation, de pallier les 

faibles débits d’électrophorèse et de favoriser également le phénomène 

d’ionisation/désorption de par sa composition chimique. 

Durant l’analyse par couplage CE/ESI-MS, le liquide additionnel se mélange à la 

solution d'électrolyte de séparation à la sortie du capillaire d’électrophorèse et permet le 

contact électrique aux bornes du capillaire de séparation. Une tension est également appliquée 

au niveau de l’aiguille d’interface permettant le processus d’électronébulisation. Le liquide 

additionnel permet également d’augmenter le débit sortant du capillaire de séparation afin 

d’être compatible avec le débit nécessaire au processus d’électronébulisation [47, 52]. Le 

débit d’électrophorèse est généralement faible, inférieur à 300 nL.min-1 [30], lorsqu’on utilise 

des capillaires conventionnels en silice vierge de 50 à 75 µm de diamètre interne, par rapport 

aux débits requis en ESI-MS de l’ordre du µL.min-1 [47]. Généralement pour ce type 

d’interfaçage, le liquide additionnel est délivré à un débit de l’ordre de 1 à 10 µL/min [29, 52-

54, 56-59]. Par ailleurs il a également été observé que le liquide additionnel, de par son débit 

élevé par rapport à celui de l’électrophorèse capillaire, pouvait engendrer une dilution de 

l’échantillon lors du mélangeage des deux fluides. Il a été constaté que l’abondance des pics 

diminuait lorsque le débit du liquide additionnel augmentait. [60, 61]. 

L'électrolyte de séparation et le liquide additionnel jouent un rôle important dans le 

processus de transfert des ions de l’analyte de la phase liquide en phase gazeuse, lors du 

phénomène d’ionisation/désorption. L'efficacité d’ionisation/désorption dépend en premier 

lieu des propriétés physico-chimiques de l'analyte (par exemple la valeur du pKa, de 

l’hydrophobie, de l’énergie de solvatation des ions…) [62, 63]. De plus, vu que le liquide 
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additionnel représente une majeure partie de la phase liquide dans le processus 

d’électronébulisation, il doit être choisi de manière à faciliter l'ionisation des analytes. Le 

potentiel de début d’électronébulisation (tension minimale pour former le cône de Taylor, 

provoquant la formation d’une légère vapeur de gouttelettes chargées) augmente avec la 

tension superficielle de la solution [64].  

Une faible tension de surface facilite la diminution de la taille des gouttelettes dans le 

processus d'évaporation et diminue la tendance à produire des décharges électriques non 

désirées. La conductivité de la solution est un autre paramètre critique. Le rayon des 

gouttelettes chargées produites dans le processus d’électronébulisation diminue lorsque la 

conductivité augmente [64, 65].  

L'utilisation d’électrolytes de conductivité élevée conduit donc à des gouttelettes de 

petites tailles ce qui est favorable à la formation d’ions multichargés et par conséquent permet 

l’analyse d’un plus grand nombre de molécules pouvant avoir des masses moléculaires 

élevées, avec des analyseurs MS ayant des gammes de m/z restreintes [66]. En même temps, 

avec des électrolytes de conductivité élevée, la concurrence entre les charges de l'analyte et 

des ions de l'électrolyte peut diminuer la sensibilité de la détection, phénomène appelé 

suppression d’ionisation [62, 65]. Par ailleurs, le courant du spray augmentant avec la 

conductivité de la solution [65], le risque de former des décharges électriques augmente 

également. Il faudra donc trouver un compromis pour la conductivité de l’électrolyte afin 

d’obtenir une ionisation optimale des analytes et le minimum de suppression d’ionisation et 

minimiser également la formation de décharge électrique.  

La viscosité de la solution est également un paramètre influant sur le processus 

d’électronébulisation. En effet, la faible viscosité de la solution permet la formation de plus 

petites gouttelettes initiales [64] améliorant l'efficacité du transfert des ions en phase gazeuse.  

Le liquide additionnel se mélangeant à l’électrolyte de séparation à la sortie du 

capillaire d’électrophorèse peut également affecter l’efficacité et la sélectivité de la séparation 

électrophorétique [3, 28, 67]. La migration des contre-ions du liquide additionnel vers 

l’électrode d’entrée dans le capillaire de séparation a été observée dans certains cas, 

engendrant un déplacement des frontières ioniques à l'intérieur du capillaire. Ceci pourrait 

engendrer un retard et des inversions de l’ordre de migration ainsi qu’une diminution de la 

résolution de séparation [28]. Afin de pallier ce phénomène néfaste, plusieurs suggestions ont 

été faites incluant l'utilisation d'un contre-ion commun ou de pKa ou de mobilité 

électrophorétique similaires, ou encore une augmentation du débit de l’électrolyte de 

séparation [3, 28]. 
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Pour les raisons évoquées ci-dessus, le choix de la composition du liquide additionnel 

est primordial. Il devra fournir une faible tension superficielle, être volatil, peu visqueux, mais 

également être suffisamment conducteur pour maintenir le contact électrique aux bornes du 

capillaire d’électrophorèse et favoriser le processus d’électronébulisation. Cependant, il ne 

devra pas avoir une forte concentration ionique afin de minimiser les décharges électriques, et 

éviter la suppression d’ionisation des analytes en concurrence dans la gouttelette. 

Généralement, le liquide additionnel est choisi de manière à avoir une teneur élevée en 

solvant non aqueux avec une faible tension superficielle (tels que les alcools, l'acétonitrile, 

l'acétone) et un électrolyte volatil (tel que l'acétate ou le formiate d'ammonium, l'acide 

acétique, l'acide formique, l'hydroxyde d'ammonium) à faible concentration (< 25 mM) [28, 

51, 58, 67-72]. 

 

- Optimisation des autres paramètres instrumentaux en CE/ESI-MS 

 

La mise au point d’un couplage CE/ESI-MS stable avec une efficacité de séparation et 

une sensibilité de détection maximales comporte l'ajustement de divers autres paramètres 

instrumentaux tels que ceux de l’étape d'injection, la tension de séparation, la taille du 

capillaire de séparation, le positionnement du capillaire au niveau de l’interface et sa distance 

par rapport à l’analyseur de la MS [51, 52, 52, 73-75], ainsi que l’ajustement des paramètres 

de l’interface (les potentiels d’électronébulisation et de fragmentation, la pression de gaz 

nébulisant, le débit de liquide additionnel, ainsi que le débit et la température de gaz séchant). 

Beaucoup d'auteurs ont noté l'importance majeure du positionnement de l’extrémité du 

capillaire d’électrophorèse au niveau de l’interface par rapport à l’arrivée du liquide 

additionnel. Généralement, la réponse du signal et la stabilité optimale du système ont été 

obtenus lorsque le capillaire de séparation dépassait de 0,05-0,3 mm par rapport au capillaire 

d’introduction du liquide additionnel [56, 58, 68, 72, 74, 76]. Par ailleurs, afin de tenter 

d'améliorer la stabilité de l’électronébulisation, quelques auteurs proposent de retirer une 

petite partie de la gaine extérieure de polyimide à l'extrémité du capillaire en silice vierge, 

afin d’améliorer la mouillabilité par le liquide additionnel [68, 72]. On rapporte également 

que la mouillabilité est améliorée lorsque les parois de capillaires sont plus minces [57]. Il a 

également été noté que les dimensions des capillaires coaxiaux, tels que leurs diamètres 

internes et extérieurs et, par conséquent, l'épaisseur de la paroi, influençaient la sensibilité de 

la détection et la stabilité du courant ionique [53]. 
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De même, les débits de gaz jouent un rôle important dans le couplage CE/ESI-MS. Il a 

été montré que le débit du gaz nébulisant affectait la réponse du signal [72, 77]. Ce dernier a 

pour rôle principal de former un spray de gouttelettes stable et continu à l’extrémité de 

l’aiguille d’interface, favorisant ainsi le processus d’électronébulisation. On a rapporté que ce 

dernier n’affectait que légèrement l'écoulement au sein du capillaire d’électrophorèse, pour 

des diamètres internes inférieurs à 50 µm, mais accélère nettement l'écoulement pour des 

diamètres plus élevés jusqu’à 100 µm [76, 78]. Le gaz nébulisant produirait donc un 

écoulement hydrodynamique supplémentaire au sein du capillaire de séparation (effet 

d’aspiration ou de succion), ayant donc une influence significative sur les temps de migration 

des analytes, la sensibilité de détection et la résolution de la séparation [60, 78-81]. Du fait de 

cet effet d’aspiration, quelques auteurs [58] proposent de couper les arrivées de gaz nébulisant 

et séchant durant l'injection hydrodynamique de l’échantillon, afin de minimiser l’erreur sur la 

quantité injectée, si l’écoulement le permet.  

Le gaz séchant, situé à l’entrée de la source du spectromètre de masse, permet de 

compléter l’évaporation du solvant, avant l’introduction des ions dans le capillaire de transfert 

de la MS. Ce paramètre est important à optimiser, afin d’obtenir la meilleure sensibilité, car 

sans une évaporation complète du solvant, la sensibilité de détection ne sera pas optimale. Des 

recherches ont été réalisées afin de voir l’influence de la température et du débit de gaz 

séchant sur l’efficacité de séparation [77], mais aucune influence du gaz séchant n’a été 

constatée sur les performances de la séparation électrophorétique lors de cette étude. 

Les tensions d’électronébulisation et de fragmentation, sont également des paramètres 

à optimiser, afin d’obtenir respectivement les meilleurs rendements d’ionisation et la 

fragmentation adéquate. 

 

En conclusion, l'inconvénient principal de l'interface à  liquide additionnel coaxial est 

l’optimisation préalable des paramètres d’électrophorèse et des paramètres d’interface, afin 

d’obtenir les meilleures efficacités de séparation et la meilleure sensibilité de détection en 

MS. Un autre inconvénient à cette interface reste la faible sensibilité de détection en MS, due 

à la dilution de l'échantillon par le liquide additionnel [35] et au phénomène de suppression 

d’ionisation par les ions du liquide additionnel [52, 62]. Mais cette interface présente 

plusieurs avantages [52], dont la possibilité de changer facilement les capillaires 

d’électrophorèse, sans aucun traitement préalable. Elle permet également une grande 

flexibilité dans le choix de la nature de l’électrolyte de séparation et du liquide additionnel, 
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afin d’améliorer l’efficacité de l’ionisation. Elle présente aussi l’avantage de minimiser les 

volumes morts au niveau de l’interface [46].  

 

I.3.1.2.2 Interface à jonction liquide  
 

Un second type d’interface à électronébulisation pour le couplage CE/ESI-MS a été 

mis en place vers la fin des années 80 [82], l’interface à jonction liquide. Cette interface 

utilise l’approche de l'interface à liquide additionnel coaxial, mais diffère dans la jonction 

entre le liquide additionnel et l’électrolyte de séparation. Le capillaire de séparation est 

connecté à un capillaire de transfert utilisé pour l’électronébulisation, proche de la source du 

spectromètre de masse [82], par jonction liquide, à l’aide d’un réservoir de liquide, permettant 

entre autres le contact électrique aux bornes du capillaire d’électrophorèse (Figure 6). 

L'espace est généralement ajusté sur une distance de 10-25 µm afin de permettre à une 

quantité suffisante de liquide d'être introduit dans le capillaire de transfert tout en en évitant la 

perte des analytes [1, 83, 84]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Schéma de l’interface à jonction liquide 

 

L'avantage de cette interface est la déconnexion physique entre le capillaire de 

séparation et l’aiguille d’électronébulisation, permettant un plus grand choix pour la nature du 

liquide de jonction, afin d’améliorer et d’optimiser le processus d’électronébulisation [2]. 

Mais l’interface à jonction liquide n'est pas aussi largement utilisée que l’interface à  liquide 

additionnel coaxial en couplage CE/ESI-MS. L’inconvénient principal de cette interface est 

qu’elle exige une grande précision lors de l’alignement des capillaires de séparation et de 

transfert [50,85]. L'élargissement des pics, ainsi que la perte d’efficacité de la séparation et le 

bruit de fond plus élevé qu'avec une interface à liquide additionnel coaxial ont été également 
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constatés [50]. L’interface à jonction liquide est également assez laborieuse à mettre en place 

et peu robuste [50, 52-55]. 

 

I.3.1.2.3 Interface nanospray sans apport extérieur de liquide  
(sheathless)  
 

La première interface de CE/MS, décrite en 1987, a utilisé le principe « sheathless » 

pour le couplage CE/ESI-MS, signifiant qu'aucun liquide additionnel n’est rajouté [Erreur ! 

Signet non défini.]. C’est en raison des problèmes de stabilité du spray, avec cette première 

interface, que des interfaces à jonction liquide ont été par la suite proposées [47, 48, 82]. Plus 

tard, diverses interfaces sans apport extérieur de liquide pour le couplage CE/ESI-MS, avec 

une approche nanospray, ont été développées afin de surmonter l’inconvénient de la faible 

sensibilité rencontrée avec les interfaces à jonction liquide. Dans une interface nanospray sans 

apport de liquide extérieur, l'électronébulisation est effectuée au bout d’un capillaire étroit de 

nébulisation [35]. La construction d'une interface nanospray sans apport de liquide extérieur 

stable et robuste pour un usage à long terme semble être difficile, cependant beaucoup de 

groupes de recherches y ont œuvré.  

 
L'amélioration de la sensibilité de l’ionisation par électronébulisation exige souvent de 

diminuer le débit de l'électrolyte et de miniaturiser l’interface d’électronébulisation. Au début 

du processus d’électronébulisation, les ions fortement chargés s'accumulent près de 

l'extrémité du capillaire d’électronébulisation et sont électriquement attirés par la contre 

électrode, permettant ainsi à  l’écoulement du liquide naissant de se diriger dans la direction 

de la contre électrode. Le liquide forme un cône de Taylor, lié à la tension superficielle des 

gouttelettes. Le diamètre du spray du liquide, émergeant du cône de Taylor et, par conséquent, 

le diamètre initial des gouttelettes formées, diminue proportionnellement avec le débit de 

l’écoulement [64]. Plus la gouttelette est petite, plus sa densité de charge volumique est 

élevée, ce qui permet qu’une plus grande proportion de molécules d'analyte soit disponible 

lors du processus d’ionisation/désorption [66]. Ainsi, l’augmentation de la proportion des 

petites gouttelettes transférées améliore la sensibilité. En outre, les interfaces avec une plus 

petite ouverture permettent une dispersion plus étroite des gouttelettes, assurant un meilleur 

transfert de l'échantillon vers l’analyseur du spectromètre de masse [64]. Les volumes des 

gouttelettes sont environ 100 à 1000 fois plus petits avec les interfaces nanospray, à faible 

débit (20 nL/min), comparé aux volumes des gouttelettes produites par les interfaces à 
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électronébulisation, utilisant un liquide additionnel [66]. Ainsi, les gouttelettes s'évaporent 

plus rapidement et les interfaces nanospray peuvent ainsi être placées à 1 ou 2 mm de l'orifice 

du système sous vide, afin améliorer l'efficacité du transfert des ions. 

 

Le diamètre interne de l'interface à électronébulisation, ainsi que le débit sortant du 

capillaire, sont donc deux paramètres à prendre en considération lors de la construction d’une 

interface pour le couplage CE/ESI-MS, afin d’obtenir un spray d’électronébulisation stable. 

Généralement, les faibles débits sont obtenus avec de petits diamètres internes de capillaires 

[86]. C’est donc en allant dans cette optique que les interfaces nanospray ont été mises au 

point.  

 
Il existe une grande variété d'interfaces nanospray sans apport de liquide extérieur 

(sheathless), classables en trois catégories selon leur configuration. L’interface la plus 

commune, utilise un capillaire d’électrophorèse en silice vierge sur lequel est déposé un 

matériau conducteur à l’extrémité de sortie de celui-ci, afin de réaliser le contact électrique 

(Figure 7a) [87-89] . Le deuxième type d’interface inclut les interfaces dans lesquelles une 

aiguille nanospray ou un capillaire conique sont rattachés au capillaire de séparation par 

l'intermédiaire d'une jonction, engendrant de faibles volumes morts, et sur laquelle se trouve 

directement l'électrode (Figure 7b). Les jonctions peuvent être faites à partir d’un tube en 

téflon, en silice vierge, de connecteurs [90] ou de douilles en téflon avec un fritté de laines de 

verre [91]. Une autre interface a été proposée dans cette même catégorie de jonction, mettant 

en place une interface présentant une géométrie en forme de T, reliant le capillaire 

d’électrophorèse au capillaire de nébulisation par l'intermédiaire d'une pièce en élastomère, à 

travers de laquelle un fil d’or est placé orthogonalement aux deux capillaires permettant le 

contact électrique [86]. Dans la troisième catégorie, les interfaces se composent d’un 

capillaire d’électrophorèse en silice vierge à bout conique, et d’un fil conducteur inséré à 

l'intérieur du capillaire de séparation (Figure 7c). Le fil, généralement en platine, est inséré à 

l'extrémité du capillaire de séparation ou est vissé par un petit orifice dans le capillaire à 

proximité de sa sortie [92]. Une autre configuration d’interface a été proposée dans le même 

esprit, où l'électrolyte de séparation entre en contact avec un tube environnant en métal, par 

l’intermédiaire d’un orifice réalisé sur le capillaire d’électrophorèse, servant de sortie de la 

CE et d’électrode d’électronébulisation [49]. 
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Figure 7 : Schémas d’interfaces nanospray sans apport de liquide extérieur (a) avec dépôt 
conducteur à l’extrémité du capillaire, (b) avec jonction liquide entre le capillaire de 
séparation et le capillaire de nébulisation (c) avec fil conducteur inséré à l’intérieur du 
capillaire 
 
 

L’inconvénient de ce type d’interfaces est qu’elles sont assez fragiles et nécessitent 

l’utilisation de capillaires préalablement traités, ce qui représente une contrainte importante et 

freine parfois leur utilisation pour certaines applications.   

 

 

En conclusion, on peut dire que différents types d’interfaces, pour le couplage 

CE/ESI-MS, ont été proposés, présentant chacune leurs avantages et leurs inconvénients. 

Ainsi, suivant la nature des analytes et la sensibilité requise, on pourrait envisager l’utilisation 

de l’une ou l’autre de ces interfaces. 
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I.3.2 Autres modes d’ionisation 

 

L’interface ICP (Inductively  Coupled Plasma) est la seconde interface la plus utilisée 

pour le couplage CE/MS. Son principal champ d’application est l’analyse des métaux ou des 

composés métalliques [13, 93, 94]. La popularité de l’électrophorèse capillaire, en tant que 

technique séparative pour « des analyses de spéciation », a entrainé un engouement accru de 

l’utilisation du couplage CE/ICP-MS pour un grand nombre d’applications [94]. Un autre 

domaine dans lequel le couplage CE/ICP-MS joue également un rôle prépondérant est la 

détermination des constantes d’affinité protéines-métaux (MPBs). 

Comme l'interface à électronébulisation ne fournit pas de rendement d'ionisation 

optimum pour tous les types d'analytes séparés par électrophorèse capillaire. D'autres types 

d'interfaces comme l'interface à ionisation photochimique sous pression atmosphérique 

(APPI) [95, 96] ou l'interface à ionisation chimique sous pression atmosphérique (APCI) [41] 

ont été développées dans le but d’améliorer l'efficacité d'ionisation/désorption.  

Bien que l'interface APCI permette d’obtenir de meilleures sensibilités, comparée à 

l’interface à électronébulisation pour les composés peu polaires, actuellement il y a peu 

d’applications utilisant ce type d’interface. Ceci s’explique par le fait que les interfaces APCI, 

initialement conçues pour le couplage LC/MS, nécessitent des débits élevés. Ainsi en 

augmentant le débit de liquide additionnel, lors du couplage CE/MS, un faible rapport 

signal/bruit (S/N) a été observé [105]. Une interface APCI simple et permettant d’utiliser de 

faibles débits (entre 1-10 µL/min), pour les séparations électrophorétiques, a été développée 

[41], par contre aucune amélioration de la sensibilité de détection n'a été démontrée comparée 

à l’ESI-MS. 

Plus récemment, l’interface à ionisation photochimique sous pression atmosphérique 

(APPI) a été développée pour les séparations électrophorétiques [10, 97]. Cette interface 

présente l’avantage majeur de permettre l’utilisation d’électrolytes de séparation volatils et 

non volatils, contrairement à l’interface à électronébulisation, d’améliorer la sensibilité de 

détection du couplage CE/MS, mais également permet de travailler à de faibles débits. 
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I.4- Techniques électrophorétiques utilisées en couplage 

CE/ESI-MS 

 
I.4.1 CZE/ESI-MS 

La technique électrophorétique la plus répandue et la plus utilisée est l’électrophorèse 

capillaire de zone (CZE), technique selon laquelle les analytes sont séparés selon leur 

différence de mobilité électrophorétique, sous l’action d’un champ électrique. Lors du 

couplage de la détection par spectrométrie de masse avec en amont une technique 

électrophorétique, la CZE rencontre une plus grande popularité, comparée aux autres 

techniques électrophorétiques, car ces dernières peuvent parfois présenter certaines 

incompatibilités avec ce type de détection (voir plus loin) [25]. Un grand nombre 

d’applications, citées dans la littérature prouvent la popularité de cette technique analytique 

séparative (cf partie I.6). Par contre, on rencontre certaines limitations lors d’analyses par 

couplage CZE-MS, telles que la restriction d’emploi des électrolytes de séparation non 

volatils (tel que les tampons phosphate ou borate), pouvant affecter le processus 

d’électronébulisation, provoquer un encrassement de la source MS, empêcher ainsi le transfert 

des ions et diminuer le signal de détection en MS [1, 31]. Lors de l’analyse de protéines ou de 

peptides, en capillaire en silice vierge, des problèmes d’interactions analyte/paroi peuvent 

parfois être rencontrés, affectant considérablement les séparations. Des traitements de la paroi 

interne des capillaires sont alors nécessaires (cf. partie I.5). La CZE ne permet pas de séparer 

tous les types d’analytes, tels que les espèces neutres. D’autres techniques électrophorétiques 

couplées à la spectrométrie de masse sont alors proposées. 

L’électrophorèse capillaire en milieu non aqueux (NACE) offre plusieurs avantages 

par rapport aux séparations électrophorétiques en milieu aqueux, particulièrement lors du 

couplage avec la détection par spectrométrie de masse. Les séparations en milieu organique 

utilisés en NACE génèrent de faibles courants électriques et permettent d’obtenir de 

meilleures sensibilités de détection, ainsi qu’un spray d’électronébulisation stable, en raison 

de leur faible viscosité et de leur volatilité élevée [98-100]. Les séparations de peptides et de 

protéines par couplage NACE/ESI-MS restent très limitées et ne sont réalisées que pour des 

analyses de mélanges de peptides et de protéines de nature hydrophobe [99, 101-103]. Les 

milieux organiques tels que le méthanol (MeOH), l’acétonitrile (ACN) ou encore 

l’isopropanol (2-propanol) ont été le plus fréquemment utilisés. L’acétonitrile a été plus 

particulièrement utilisé, afin d’améliorer la forme des pics des peptides et d’accélérer le flux 
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électroosmotique [99]. L'effet favorable de ce milieu organique est probablement qu’il 

minimise l'adsorption des peptides et des protéines sur la paroi interne du capillaire [101].  

 

I.4.2 MEKC/ESI-MS 

Afin de réaliser des séparations de composés énantiomères ou encore d’espèces 

neutres, des méthodes utilisant le principe des interactions chromatographiques peuvent être 

utilisées. Malheureusement, de tels systèmes utilisent souvent des additifs non volatils dans 

l'électrolyte de séparation, risquant d’encrasser la source du spectromètre de masse, ayant 

ainsi pour conséquence un bruit de fond élevé sur la ligne de base et réduisant 

considérablement la sensibilité. Néanmoins,  on trouve dans la littérature actuelle différentes 

approches proposant le couplage de séparations électrophorétiques chirales MEKC (Micellar 

Electrokinetic Chromatography), généralement utilisé pour la séparation d’espèces 

énantiomères ou la séparation de composés neutres, avec la détection MS [104, 105]. Pour le 

couplage MEKC avec la détection MS, deux approches différentes peuvent être trouvées, à 

savoir, l'utilisation de surfactants volatils [106] ou des techniques empêchant la migration des 

ingrédients non volatils de l’électrolyte de séparation vers la source MS, avec la méthode de 

remplissage partiel [107, 108].  

 

 

I.4.3 cITP/ESI-MS 

L’isotachophorèse en capillaire (cITP) est considérée comme étant une technique 

électrophorétique préparative, permettant la préconcentration d’échantillons à partir de grand 

volumes injectés (de l’ordre du µL, comparée à la CZE classique de l’ordre du nL). L’ITP est 

le plus souvent utilisée en tant qu’étape de préconcentration en ligne, avant la séparation par 

CZE. La mise en couplage de la cITP avec une détection ESI-MS semble être une technique 

très attrayante pour l’analyse d’échantillons dilués. Des travaux publiés sur ce couplage [109] 

ont montré que pour des échantillons de faibles concentrations, les zones préconcentrées 

généralement bien définies se trouvaient dégradées (chevauchement des zones) lors du 

couplage, engendrant une baisse significative du signal de détection MS. Afin de résoudre ce 

problème, un système de couplage ITP-CZE/MS a été mis en place [109]. 
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I.4.4 CEC/ESI-MS 

 L’électrochromatographie (CEC) est considérée comme une technique hybride de 

l’électrophorèse capillaire et de la chromatographie en phase liquide (HPLC), combinant la 

haute efficacité avec la haute sélectivité de la première technique [110, 111] et la grande 

variété des phases stationnaires disponibles de la deuxième technique [112]. La séparation est 

basée sur le principe de la distribution de l’analyte entre la « phase mobile » et la « phase 

stationnaire » en chromatographique, ainsi que sur la différence de mobilités 

électrophorétiques des espèces chargées [113]. Les solutés sont ainsi séparés suivant leur 

mobilité électrophorétique et leur coefficient de distribution entre la phase mobile et la phase 

stationnaire. Différents types d’interface ont été utilisés pour le couplage CEC/ESI-MS tels 

que les interfaces à liquide additionnel coaxial, les interfaces nanospray et les interfaces à 

jonction liquide [113]. On trouve comme applications au couplage CEC/ESI-MS, 

principalement l’analyse de peptides modèles [112-115],  ainsi que l’analyse de Myoglobine 

digérée [115], d'Hémoglobine, de β-Lactoglobuline A [111] et d’Albumine de sérum de bœuf 

(BSA) [116].  

 

I.4.5 CIEF/ESI-MS 

  L’analyse séparative par focalisation isoélectrique en capillaire (CIEF) fournit les 

efficacités les plus élevées pour les séparations de protéines. De ce fait la mise en couplage de 

la CIEF avec une détection ESI-MS offrirait un outil puissant pour l'analyse d'échantillons 

très complexes [3]. Le couplage CIEF/ESI-MS présente tout de même certaines limitations, 

telles que l’introduction des ampholytes non-volatils vers l’analyseur MS et le transfert des 

zones focalisées vers le spectromètre de masse sans provoquer leur élargissement. Afin de 

pallier ce dernier inconvénient, une  mobilisation cathodique combinée à un système  

gravimétrique a été proposée [117, 118]. Et afin de résoudre le problème concernant 

l'influence des ampholytes sur l'efficacité d'ionisation, une interface de dialyse, placée en 

amont de l’aiguille d’électronébulisation a été développée [119]. En outre, l'introduction d'une 

seconde dimension, telle que la CZE ou la chromatographie liquide en phase inverse (RPLC) 

permet également l’élimination des ampholytes avant leur introduction dans la source du 

spectromètre de masse [120]. Certaines des applications reportées dans la littérature, utilisant 

le couplage CIEF/ESI-MS, ont été réalisées pour la séparation de mélanges de protéine très 

complexes, avec un spectromètre de masse de résonance cyclotronique à Transformer de 

Fourier (FTICR) [117, 118, 121, 122] (cf. chapitre IV). 
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I.5- Traitement de surface de la paroi interne des capillaires 
d’électrophorèse pour le couplage CE/ESI-MS 
 

La paroi interne des capillaires d’électrophorèse, initialement en silice vierge, est 

chargée négativement. Il est  parfois nécessaire de la modifier à l’aide entre autres de 

polymères, en changeant ainsi son état de charge. En effet, la mobilité électroosmotique 

intervient dans la sélectivité apparente (définie comme le rapport des mobilités apparentes) de 

la séparation et joue donc un rôle primordial. Par ailleurs, l’inversion ou la suppression de 

l’écoulement électroosmotique par un changement de l’état de surface du capillaire, permet 

entre autres de limiter les interactions soluté/capillaire, particulièrement dans le cas de 

l’adsorption des peptides ou des protéines [123]. L'adsorption des protéines sur la paroi 

interne du capillaire semble être la principale raison d'une perte d'efficacité notée [124] et de 

la faible répétabilité des temps d’analyse [125]. Lors d'analyses par couplage CE/ESI-MS, on 

rencontre évidemment les mêmes soucis d'adsorption. De plus, un flux électroosmotique 

constant est requis dans la configuration d’un couplage CZE/ESI-MS, afin de maintenir un 

contact électrique stable aux bornes du capillaire de séparation. Le contrôle de l’amplitude et 

de la direction de l’écoulement électroosmotique représente, par conséquent, un des enjeux 

majeurs dans les séparations électrocinétiques capillaires couplées à la spectrométrie de 

masse. Il existe actuellement un nombre de traitements de surface assez important, permettant 

une diminution, une suppression voire une inversion du flux électroosmotique, quel que soit le 

pH de l’électrolyte de séparation [1, 3 24, 126]. Malheureusement tous ne sont pas 

compatibles avec le couplage CE/ESI-MS, à cause d’un éventuel relargage des polymères 

adsorbés sur la paroi du capillaire vers la source du spectromètre de masse, pouvant 

l’encrasser et engendrer une détérioration de la sensibilité de détection [127, 128]. Une 

température élevée au sein de l’aiguille d’interface apportée par le gaz nébulisation, pourrait 

également détériorer ce traitement de surface. Par conséquence, différentes stratégies ont été 

mises au point pour le couplage CE/ESI-MS, afin de surmonter cette limitation [1, 83].  

Une des approches consiste à utiliser des capillaires dont la paroi interne a été greffée 

de manière covalente par des polymères cationiques tels que le ((3-aminopropyl)- 

triméthoxysilane (APS) [129-131], le chlorure de 3-(méthacryloylamino)-propyl 

triméthylammonium (MAPTAC) [90, 132], ou le chlorure d’[(acryloylamino)propyl]-

triméthylammonium (BCQ) [133] ; des polymères anioniques tels que l’acide poly(2-

acrylamido-2-methyl-1-propanesulfonique) [134] ou des polymères neutres tels que 

l’hydroxypropylméthylcellulose (HPMC) [135], l’alcool polyvinylique (PVA) [136, 137], ou 
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le polyacrylamide [177, 138]. Cependant, les principales limitations de ces types de greffages 

covalents sont qu’ils nécessitent de longues étapes de traitement du capillaire, qu’ils n’ont 

malheureusement que des durées de vie relativement limitées (1-2 jours), et qu’ils présentent 

une instabilité aux pH extrêmes. Le prix élevé des capillaires greffés, disponibles dans le 

commerce, est également un inconvénient important à prendre en considération [3].  

 

D'autres approches de traitement de la paroi interne du capillaire pour le couplage 

CE/ESI-MS, afin de réduire l'adsorption des protéines,  consistent en la modification 

dynamique de la paroi par une mono-couche [139] ou des multi-couches [140] de polymères.  

Des modifications dynamiques de la paroi interne de capillaires avec du polybrène 

(bromure d’héxadimétrine), polymère polycationique, ont souvent été utilisées pour des 

analyses par couplage CZE/ESI-MS [141, 142]. Grâce à ces capillaires, de meilleures 

résolutions ont été obtenues en limitant l’adsorption des composés sur la paroi interne des 

capillaires [143]. Il a également été montré que la réalisation de la modification dynamique 

avec le polybrène était reproductible, durable et facile à mettre en œuvre. L’inconvénient de 

cette modification est qu’elle est instable en milieux organiques (méthanol), sachant que ceux-

ci sont souvent rajoutés à l’électrolyte de séparation lorsque des interfaces à 

électronébulisation « sheathless » sont utilisées [126]. Une régénération du polymère est 

parfois nécessaire entre chaque analyse [144], ce qui peut être un inconvénient majeur pour le 

couplage CE/ESI-MS. Le capillaire devra alors être retiré de l’aiguille d’interface, entre 

chaque analyse pendant l’étape de régénération, afin de minimiser la contamination de la 

source MS par le polymère. Afin de pallier certains de ces inconvénients et de « renforcer » le 

maintien de la modification dynamique, une alternative a été proposée, la modification 

dynamique multicouches (SMIL : Successive Multiple Ionic-polymer Layers) [145]. Ce 

traitement consiste en un dépôt successif multiple de polymères ioniques, avec un état de 

charge global de la paroi interne positif. Les polymères utilisés sont le polybrène, en tant que 

polymère polycationique, et le sulfate de dextran ou l’acide hyaluronique, en tant que 

polymères polyanioniques, compatibles avec la source MS. Il a été démontré que la 

modification était très stable avec une résistance élevée. Des séparations de protéines et de 

peptides ont montré des analyses rapides et reproductibles [146]. Ce type de traitement a 

également été utilisé pour l’analyse d’autre type de composés tel que les phospholypase [147] 

ou l’analyse d’espèces anioniques comme les métabolites intracellulaires [148]. 

Une modification de la paroi interne du capillaire pour le couplage CE/ESI-MS a été 

proposée utilisant un polymère, l’éthylpyrrolidine méthacrylate-N,N-diméthylacrylamide 
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(EPyM-DMA). Ce type de modification est assez simple et facile à mettre en œuvre, 

n’exigeant qu’une étape de pré- conditionnement du capillaire avec la solution de polymère 

aqueux pendant 2 min. Il a été démontré que l'utilisation de ce type de capillaire modifié 

réduisait significativement l'adsorption électrostatique des protéines basiques sur la paroi 

interne du capillaire, et était compatible avec l’ESI-MS, permettant d’obtenir des séparations 

reproductibles de ces protéines basiques [149]. L’inconvénient  majeur de cette technique est 

qu’elle nécessite une régénération de la paroi avant chaque analyse avec la solution de 

polymères. 

On trouve également dans la littérature l’utilisation d’autres polymères 

polycationiques polyaminés pour la modification de la paroi interne du capillaire : le poly E-

323 [150] et le poly-LA 313 [151], permettant d’obtenir des séparations relativement rapides 

de protéines basiques. Ces polymères ont l’avantage d’être compatibles avec le méthanol et 

l’acétonitrile, et présentent également une bonne stabilité de la modification sur la gamme de 

pH de 2 à 10. La mise en œuvre de cette modification dynamique est aisée et rapide à réaliser, 

mais nécessite une régénération fréquente.  

Des modifications de la paroi interne du capillaire par adsorption d’une double-couche 

de polymères sont aussi proposées. La formation de cette double- couche est réalisée par des 

rinçages successifs de la paroi interne du capillaire avec une solution de polymères 

positivement chargés et une solution de polymères négativement chargés. La paroi interne du 

capillaire est alors chargée négativement, permettant de réaliser des séparations en polarité 

positive, tout en minimisant l’interaction analyte/paroi. On trouve comme exemple de 

modification par double-couche, compatible pour des analyses par couplage CE/ESI-MS, le 

polybrène (polymère polycationique) et le sulfonate de polyvinyle (PVS) (polymère 

polyanionique) [152]. Les résultats obtenus avec ce type de capillaires modifiés, ont montré 

des séparations rapides d’un mélange de peptides, ainsi qu’une bonne efficacité de séparation. 

De plus, la présence de la double-couche de polymère n’a pas engendré de bruit de fond 

supplémentaire, et les séparations obtenues étaient stables et reproductibles [153]. D’autres 

polymères anioniques, associés au polybrène, ont été utilisés pour la modification double-

couche de la paroi interne du capillaire, pour les analyses par couplage CE/ESI-MS, tel que  

l’éthylène glycol [154]. Les inconvénients liés à ces polymères sont leur instabilité en milieu 

organique, et  la nécessité d’une régénération quotidienne de la paroi avec la solution de 

polymères. 

Des modifications de la paroi interne du capillaire par des polymères neutres 

hydrophiles, sont également réalisées. Le traitement du capillaire est soit réalisé par une 
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modification de la paroi interne du capillaire par le polymère ou bien le polymère est rajouté à 

l’électrolyte de séparation. Des polymères hydrophiles neutres tel que le Dextran [155], ont 

été utilisés pour des greffages covalents ou des modifications dynamiques. Ces polymères 

forment une couche épaisse de viscosité très élevée contre la paroi interne du capillaire, 

permettant ainsi d’éliminer efficacement le flux électroosmotique.  

Des kits pour la modification dynamique de la paroi interne du capillaire pour des 

analyses par couplage CE/ESI-MS sont également proposés dans le commerce. Les polymères 

utilisés sont déclarés compatibles avec la source du spectromètre de masse et ne provoquent 

pas son encrassement. Cette modification permet d’obtenir un écoulement électroosmotique 

cathodique rapide et constant dans le domaine des faibles pH. [156, 157]. Le protocole 

consiste à faire percoler successivement deux solutions de polymères, l’un cationique 

(l’initiateur) et l’autre anionique (l’accélérateur). 

Ainsi, plusieurs procédés de traitement de la paroi interne du capillaire ont été 

proposés, permettant d’aboutir à des résultats satisfaisants. Cependant, il serait très intéressant 

de comparer toutes ces approches. C’est dans cette optique qu’une étude a par ailleurs été 

effectuée afin d’optimiser la stabilité et la performance de différent type de modifications de 

la paroi interne des capillaires d’électrophorèse, en termes de nature et de concentration des 

polyélectrolytes [158]. 

On dispose donc de différentes approches de traitement de la paroi interne du 

capillaire d’électrophorèse, pour les analyses en couplage CE/ESI-MS. Ces techniques 

peuvent parfois être laborieuses à mettre en œuvre, et risquer d’encrasser la source du 

spectromètre de masse. Il serait alors souhaitable, lorsque cela est permis, de trouver d’autres 

alternatives permettant d’utiliser des capillaires en silice vierge. 
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I.6- Applications du couplage CE/ESI-MS  
 

L’électrophorèse capillaire est une technique séparative intrinsèquement adaptée à 

l’analyse de composés chargés ou très polaires, voire neutres avec un phénomène d’affinité 

avec une phase chargée. Les principes de séparation caractéristiques de l’électrophorèse 

capillaire apportent des informations complémentaires à celles qui peuvent être obtenues en 

chromatographie liquide entre autres. Cette technique séparative miniaturisée permet par 

ailleurs de bénéficier d’une très faible consommation d’échantillon et de solvants, et d’une 

grande efficacité de séparation. Le couplage CE/ESI-MS permet de bénéficier des avantages 

de l’électrophorèse capillaire alliés à la sensibilité et aux grandes capacités d’identification de 

la spectrométrie de masse.  

Un intérêt majeur s’est donc porté sur l’utilisation du couplage CE/ESI-MS pour 

l’analyse et la caractérisation de divers composés. Ce couplage a connu un développement 

considérable en ce qui concerne sa mise en place et son application pour l’analyse et la 

caractérisation de divers composés, avec l’utilisation de divers mode de CE,  et ce dans de 

multiples domaines. On a constaté également l’apparition d’un nombre croissant de fabricants 

proposant des instruments de couplage CE/ESI-MS prêts à l’emploi, représentant un grand 

pas en avant pour l'application de cette technique pour des analyses de routine. Les différents 

types d'interfaces utilisées pour la mise en ligne du couplage CE/ESI-MS se sont aussi 

largement développés, et on retrouve une large gamme d’interfaces spécifiques aux analyses 

requises. La diversité des instrumentations de spectrométrie de masse permet également de 

réaliser des analyses plus complexes et d’accéder à des informations essentielles.  

Ce grand nombre d’applications a été reporté dans différentes revues de la littérature 

relatant de l’engouement accru du couplage CE/ESI-MS pour l’analyse de différents types de 

molécules, dont les biomolécules, les composés pharmaceutiques et les polluants 

environnementaux, ainsi que de la complexité de la mise au point de ce types d’analyses, et 

les problèmes pouvant parfois être rencontrés [3, 4, 22, 24, 126, 159, 160].  

Une description non exhaustive de certaines applications sera reportée dans les 

tableaux qui suivent, selon les divers domaines d’application [, 126]. 
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- Analyse d’acides aminés, de peptides et de protéines  

Plusieurs approches sont proposées pour l’analyse et la séparation des peptides  et des 

protéines par couplage CE/ESI-MS, utilisant différentes technologies, suivant la nature et la 

complexité des échantillons, mais également suivant les résultats escomptés.  

Un certain nombre de travaux, traitant de l'analyse des acides aminés par 

électrophorèse capillaire peut être trouvé dans la littérature [161]. Ces espèces présentent une 

faible absorbance en UV, et des procédures de dérivation sont ainsi nécessaires afin de 

faciliter leur détection lors d’analyses par électrophorèse capillaire. Pour cette raison, une 

attention particulière a été prêtée à l'élaboration de méthodes alternatives de détection pour 

ces analytes telles que la détection par conductimétrie [162] ou la détection par spectrométrie 

de masse [163, 164]. En raison des avantages que confère la détection MS (l'information 

structurale, la sélectivité et la sensibilité) ce mode de détection a été employé pour 

l’identification de ces composés. 

 

Analytes et mécanismes CE 
mode 

Type d’analyseur 
MS 

Type 
d’interface ESI*  Réf. 

Métalloprotéines CZE Triple quadripôle Jonction liquide [165] 

Peptides β-amyloides CZE Simple quadripôle Jonction liquide  [166] 

Mélange de peptides CZE TOF Jonction liquide [167] 

Apolipoprotéines  NACE TOF Jonction liquide [102] 

Aspartyltripeptide CZE Trappe d’ions Jonction liquide [168] 

Mélange de peptides par digestion tryptique CZE Trappe d’ions Sheathless [169] 

Acides aminés et vitamine B6 CZE Simple quadripôle Jonction liquide [170] 

Peptides bioactifs par digestion tryptique CZE Trappe d’ions Sheathless [171] 

Peptides et protéines de l’urine CZE TOF Jonction liquide [172] 

Acides aminés de l’urine CZE Triple quadripôle Jonction liquide [173] 

Protéines digérées CZE Simple quadripôle Jonction liquide [174] 

Polypeptides de fluides corporels CZE TOF Jonction liquide [175] 

Mélange de peptides et de protéines CZE Trappe d’ions Jonction liquide [176] 

Constantes d’affinité protéine/métal (MBPs) tCITP Trappe d’ions Jonction liquide [177] 

Mélange de protéines CZE Trappe d’ions Jonction liquide [178] 

Mélange de protéines CIEF Trappe d’ions Jonction liquide [179] 

Marqueurs peptidique pour l’identification CZE Trappe d’ions Jonction liquide [180] 
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bactérienne 

Acides aminés d’origine végétale CZE Simple quadripôle Jonction liquide [181] 

Glycopeptides CZE 
Quadripôle/ Trappe 

d’ions 
Jonction liquide [182] 

Métallothionéine (foie de lapin) CZE TOF Jonction liquide [183] 

Protéines ribosomales d’E. coli  CZE TOF Jonction liquide [184] 

Gélatine, caséine, jaune d’oeuf   CZE Simple quadripôle Jonction liquide [185] 

Protéines de bactérie pathogène CZE Trappe d’ions Jonction liquide [186] 

Séquence d’acides aminés de l’alaméthicine 

F30 
NACE Trappe d’ions Jonction liquide [187] 

Sidérophores CZE Trappe d’ions Jonction liquide [188] 

rhEPO CZE TOF Jonction liquide [189] 

Conjugués d’oestriol dans le fluide 

amniotique 
CZE Trappe d’ions Jonction liquide [190] 

Protéome de salive humaine CIEF Trappe d’ions Jonction liquide [191] 

Peptides synthétisés CZE Trappe d’ions Jonction liquide [192] 

Peptides opioides, neuropeptides CZE TOF Jonction liquide [193] 

N-glycanes relargués de façon enzymatique 

de rHUEPO 
CZE TOF Jonction liquide [194] 

Eydromorphone, opioide semi-synthétique CZE Trappe d’ions Jonction liquide [195] 

Protéines extraites de micro-algues CZE TOF Jonction liquide [196] 

γ-Glutamyl-S-éthényl-cystéine (GEC) CZE Trappe d’ions Jonction liquide [197] 

Peptides d’urine humaine CZE QTOF Jonction liquide [198] 

Protéines de cellules cancéreuses humaines prepIEF TOF Jonction liquide [199] 

« cross linker » avec fonctions acryliques  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [200] 

Empreinte protéique CIEF QTOF Jonction liquide [201] 

Protéines standards pCEC Trappe d’ions Jonction liquide [202] 

* le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
   le terme « sheathless » correspond à interface sans apport extérieur de liquide 

 

Tableau 1 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour l’analyse 
d’acides aminés, de peptides et de protéines 
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- Analyse de saccharides  

Les difficultés majeures rencontrées lors de l’analyse des saccharides sont reliées à la 

sensibilité de la détection, et peuvent être vues comme un problème important dans l'analyse 

de ces composés [203]. En raison de l’absence d’un groupement chromophore dans la 

structure des saccharides, le mode de détection UV-direct est difficilement envisageable pour 

la détection de ces espèces, à moins qu'une étape préliminaire de dérivation soit inclue dans le 

processus analytique. De multiples applications, utilisant le couplage CE/ESI-MS, dans le 

domaine de l'analyse de saccharides peuvent être trouvées dans la littérature [25]. En voici 

quelques exemples récents dans le tableau qui suit. 

 

Analytes et mécanismes CE 
mode 

Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Oligosaccharides de l’héparine  CZE Simple quadripôle/ 
trappe d’ions 

Jonction liquide [59, 204] 

Glycanes dérivatisés et non  dérivatisés CZE Trappe d’ions Jonction liquide [205] 

Oligosaccharides d’acide hyaluronique CZE Trappe d’ions Jonction liquide [206] 

Oligosaccharides glycosamineglycane CZE TOF Sheathless [207] 

Lipopolysaccharides CZE Triple quadripôle Jonction liquide [208] 

Régioisomères  de glucooligosaccharides  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [209] 

Glycoconjugates CZE TOF Sheathless [210] 

Polysaccharides CZE Triple quadripôle Jonction liquide [211] 

Polysaccharide (O-Chain) CZE Triple quadripôle Jonction liquide [212] 

Lipopolysaccharides de souches pathogènes CZE QTOF Jonction liquide [213] 

Lipopolysaccharides gylcoformes  (bacteries) CZE Triple quadripôle Jonction liquide [214] 

Isomères du fucoidane de fucose mono 
sulfaté 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [215] 

Complexes pentasacharide 
d’héparine/antithrombine  

FACE**  Trappe d’ions Jonction liquide [216] 

* le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
   le terme « sheathless » correspond à interface sans apport extérieur de liquide 
** détermination des paramètres d’interactions et identification du ligand ayant effectivement 
réagi 
 
Tableau 2 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour l’analyse de 
saccharides 
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- Bioanalyse de composés d’intérêt présents dans les matrices alimentaires 

Le couplage CE/ESI-MS joue également un rôle de plus en plus important dans 

l'analyse de produits naturels et alimentaires. Un champ d’application important dans l'analyse 

de produits alimentaires est le contrôle des échantillons alimentaires, mais également la 

détection des résidus de « drogues » provenant des produits alimentaires utilisés pour 

l’élevage du bétail. Le tableau suivant recense certaines applications utilisant le couplage 

CE/ESI-MS pour l’analyse de ce type d’analytes. 

 

Analytes et mécanismes CE mode Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Thiabendazole dans les fruits et les 
végétaux 

CZE dans 
5% MeOH 

Simple quadripôle Jonction liquide [217] 

Glycoalkaloides dans des extraits de 
pomme de terre 

NACE Trappe d’ions Jonction liquide [218, 219] 

Amines biogéniques dans le vin CZE Simple quadripôle Jonction liquide [220] 

Acides alfa et béta oxidés du houblon CZE Trappe d’ions Jonction liquide [221] 

Cytokinines de noix de coco CZE Trappe d’ions Jonction liquide [222] 

Acide hyaluronique CZE Trappe d’ions Jonction liquide [223] 

Gangliosides/phénols CZE Trappe d’ions Jonction liquide [224] 

Lactones  de N-Acylhomosérine  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [225] 

N-hydroxide-L-arginine CZE Tandem quadripôle Jonction liquide [226] 

Atropine, choline CZE Trappe d’ions Jonction liquide [227] 

Nucléotides  cytokinine de noix de 
coco de mer 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [228] 

Antocyanines du vin  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [229] 

Acides aminés dans les aliments CZE Trappe d’ions Jonction liquide [230] 

Extraits méthanoliques de houblon  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [231] 

Extraits phénoliques d’huile d’olive  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [232] 

Résidus de quinolone de poulet et de 
poisson 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [233] 

Antioxidants de Rosemary CZE Trappe d’ions Jonction liquide [234] 

*le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
 
Tableau 3 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour la bioanalyse 
de composés d’intérêt présents dans les matrices alimentaires 
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- Analyses de produits pharmaceutiques et de métabolites 

En faisant la revue des applications utilisant le couplage CE/ESI-MS, on constate que 

cette méthodologie est devenue une méthode analytique de choix dans le domaine 

pharmaceutique. 

Son utilisation s’est largement répandue pour l’analyse et la détection de molécules d’intérêt 

pharmaceutique et de leurs sous-produits dans les préparations pharmaceutiques, ainsi que des 

principes actifs et de leurs métabolites dans les fluides biologiques [235]. Pour répondre aux 

exigences requises en ce qui concerne les facteurs de sensibilité, de sélectivité, et de certitude 

maximale, le couplage CE/ESI-MS a connu une grande avancée et un large développement 

dans ce champ d'application [236, 237]. Quelques exemples de l’application du couplage 

CE/ESI-MS pour les analyses de produits pharmaceutiques, sont proposés dans le tableau qui 

suit. 

 

Analytes et mécanismes CE mode Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Oxydone et métabolites dans l’urine CZE Trappe d’ions Jonction liquide [238] 

Flurosémide dans l’urine CZE Trappe d’ions Jonction liquide [239] 

Sildénafil dans le sérum CZE Trappe d’ions Jonction liquide [240] 

Fluoxétine et composés dérivés NACE Simple quadripôle Jonction liquide [61] 

Mélange de médicaments basiques NACE Simple quadripôle Jonction liquide [241] 

Médicaments énantiomères  CZE dans 25% 
MeOH 

Triple quadripôle Jonction liquide [242] 

Préparations médicinales chinoises CZE dans 60% 
MeOH 

Triple quadripôle Jonction liquide [243] 

Criblage de médicaments selon leur 
pKa  

CZE Trappe d’ions, TOF Jonction liquide [244] 

Ibuprofène, codéine et leurs produits 
de dégradation 

Remplissage 
partiel MEKC 

Simple quadripôle Jonction liquide [107] 

Bupivacaine d’urine de rat CZE dans 20% 
MeOH 

TOF Jonction liquide [245] 

Lidocaine et métabolites dans le 
plasma 

NACE Simple quadripôle Jonction liquide [246] 

Métabolites de l’oxycodone  dans 
l’urine 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [247] 

Médicaments basiques dans l’urine CZE Trappe d’ions, TOF Jonction liquide [157] 

Glucosinolates CZE Trappe d’ions, TOF Jonction liquide [248] 

Marqueurs de maladies rénales CZE TOF Jonction liquide [249] 
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Lectines CZE Trappe d’ions Jonction liquide [250] 

Adénosine de venin de serpent CZE Trappe d’ions Jonction liquide [251] 

Virus humain immunodéficient CZE Quadripôle Jonction liquide [252] 

Protéines d’urine de patients 
diabétiques 

CZE TOF Jonction liquide [253] 

Glycoformes de l’érythropoiétine  
humaine  

CZE TOF Jonction liquide [254] 

Caféine et ses métabolites CZE Simple quadripôle Jonction liquide [255] 

Alaméthicine F30 NACE Trappe d’ions, TOF Jonction liquide [256] 

Biomarqueurs de sérum humain  CZE TOF Sheathless [257] 

Enzymes recombinantes humaines  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [258] 

Biomarqueurs de cancer de la prostate  CZE TOF Jonction liquide [259] 

Analyse protéomique de l’urine CZE TOF Jonction liquide [260] 

Biomarqueurs (urine humaine, fluides 
cérébrospinaux) 

CZE TOF Jonction liquide [261] 

Alkaloïdes d’isoquinoline  NACE Trappe d’ions Jonction liquide [262] 

Galantamine MEKC Trappe d’ions Jonction liquide [263] 

Halides  d’alkyltriméthylammonium  CEC Trappe d’ions Jonction liquide [264] 

β-agonistes du salbutamol NACE TOF Jonction liquide [265] 

Antidépresseurs CZE QTOF Jonction liquide [266] 

Agent de contrast de diméglumine de 
gadobénate  

CZE ESI Jonction liquide [267] 

Candidats de médicament CZE Trappe d’ions Jonction liquide [268] 

Métabolites CZE Simple quadripôle Jonction liquide [269] 

Métabolites secondaires de la plante 
Genista tenera  

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [270] 

Métabolites de prokaryotes CZE Quadripôle/  
Trappe d’ions 

Sheathless [271] 

Urine humaine CZE Triple quadripôle Jonction liquide [272] 

β-Bloquants MEKC/CZE Simple quadripôle Jonction liquide [273] 

Galantamine CZE QTOF Jonction liquide [274] 

Trans-Ketokonazole CZE Trappe d’ions Jonction liquide [275] 

Acide arylpropionique, acide 
abscisique, acides aminés 

CZE Simple quadripôle Jonction liquide [276] 

Amphétamine dérivée CZE Simple quadripôle Jonction liquide [277] 

Enantiomères de salbutamol  NACE Trappe d’ions Jonction liquide [278] 

β-Bloquants CEC Simple quadripôle Jonction liquide [279] 
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Extasy et méthadone dans le plasma Chiral CE Simple quadripôle Jonction liquide [280] 

* le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
   le terme « sheathless » correspond à interface sans apport extérieur de liquide 

 

Tableau 4 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour la l’analyse de 
produits pharmaceutiques et de métabolites 
 
 

- Analyses biomédicales 

On retrouve l’utilisation du couplage CE/ESI-MS en chimie analytique bio-médicale 

moderne. Le champ d’application de ces études s’est porté sur la recherche médicale et plus 

particulièrement sur l’analyse de nucléosides d’origine virale de lignées de cellules humaines. 

En voici quelques exemples dans le tableau suivant. 

 

Analytes et mécanismes CE mode Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Nucléosides du virus du  SIDA CZE Simple quadripôle Jonction liquide [281] 

Adduits platine de nucléotides d’ADN CZE Trappe d’ions Jonction liquide [282] 

Adduits benzo[a]pyrène époxyde d’ADN CZE Triple quadripôle 
TOF 

Jonction liquide 
[283, 
284] 

Sérotonine en milieu plasma CZE TOF Jonction liquide [285] 

Acide γ-hydroxybutyrique(GHB) dans 
l’urine 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [286] 

Amines aromatiques hétérocycliques dans 
l’urine 

CZE dans 
60% MeOH 

Trappe d’ions Jonction liquide [287] 

Etudes In vitro de glycolysation  CZE Simple Quadripôle Jonction liquide [288] 

Nicotine et métabolites dans l’urine CZE dans 
10% ACN 

Triple quadripôle Jonction liquide [289] 

Dopamine et méthoxycatécholamines de 
l’urine 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [290] 

Catécholamines et  métanéphrines dans 
l’urine 

CZE TOF Jonction liquide [291] 

Catécholamines NACE Triple quadripôle Sheathless [292] 

Adduits oxyplatine 5’-GMP CZE Trappe d’ions Jonction liquide [293] 

Adduits platine 5’-GMP CZE Trappe d’ions Jonction liquide [294] 

 * le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
    le terme « sheathless » correspond à interface sans apport extérieur de liquide 
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Tableau 5 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour des analyses 
biomédicales 
 
 

- Analyses environnementales de composés néfastes (pesticides) 

 Une condition principale, lors d'analyses environnementales, est la capacité de détecter 

des traces de composés néfastes, tels que les pesticides, dans des matrices complexes, tels que 

les extraits de sol, extraits aqueux, fluides biologiques et végétaux. Pour cette raison, la 

combinaison de l’électrophorèse capillaire et de la détection par spectrométrie de masse pour 

l'information structurale additionnelle est un bon choix pour ce type d’analyses. Le tableau 

suivant propose quelques exemples. 

 

Analytes et mécanismes CE mode Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Pesticides dans des extraits de blé CZE dans 
50% MeOH 

Trappe d’ions Sheathless  [295] 

Pesticides dans les fruits CZE Simple quadripôle Jonction liquide [296, 297] 

Matériaux énergétiques à base de 
nitramine (TNT) 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [298] 

Herbicides : sulfoanilide de 
triazolopyrimidine  

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [299] 

Ammonium de méthyl triéthanol  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [300] 

Glyphosate CZE Simple quadripôle Jonction liquide [301] 

Produits de biodégradation de teinture 
sulfonatée 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [302] 

Amines hétérocycliques  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [303] 

Herbicides (triazine)  CEC Trappe d’ions Jonction liquide [304] 

Amines CZE Trappe d’ions Jonction liquide [305] 

Agents libérateurs d’amino alcools, et 
de formaldéhyde  

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [306] 

Antidépresseurs dans des eaux usées 
superficielles 

CZE TOF Jonction liquide [307] 

Arsenic  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [308] 

Antibiotiques à base de quinolone 
dans le lait brut bovin 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [309] 

N-titrosamines spécifiques du tabac  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [310] 

Biocide à base de chlorure de 
benzalkonium  

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [311] 

Sulfonamides CZE Simple quadripôle Jonction liquide [312] 
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* le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
   le terme « sheathless » correspond à interface sans apport extérieur de liquide 
 
Tableau 6 : Liste non exhaustive d’applications du couplage CE/ESI-MS pour des analyses 
environnementales de composés néfaste (pesticides) 
 
 
 

- Autres types d’application. 

Bien que le couplage CE/ESI-MS puisse également fournir des avantages dans 

l'analyse des polymères ou des oligomères synthétiques, peu d’études ont été réalisées traitant 

de l'analyse de ces composés, utilisant cette technique de couplage. En voici quelques 

exemples, entre autres applications, dans le tableau qui suit. 

 

 Analytes et mécanismes CE 
mode 

Type d’analyseur 
MS 

Type d’interface 
ESI*  Réf. 

Polymères synthétiques NACE Trappe d’ions Jonction liquide [313] 

Oligomères diastéréomérique d’ammonium 
quaternaire  

MEKC Simpla quadripôle Jonction liquide [314] 

Produit d’hydrolyse du 3-
Methacryloxypropyltriméthoxysilane 

CZE Trappe d’ions Jonction liquide [315] 

Fluorosurfactants polydiperses  NACE MALDI-TOF MALDI [316] 

Nucléotides intracellulaires  CZE Trappe d’ions Jonction liquide [317] 

Résines de mélanine  CZE Simple quad./TOF Jonction liquide [318] 

Oligonucléotides CZE QTOF Jonction liquide [319] 

Produits de dégradation d’agents chimiques 
de guerre  

CZE ** Trappe d’ions Jonction liquide [320, 
321] 

* le terme « jonction liquide » correspond essentiellement à l’interface à liquide additionnel 
coaxial 
** Préconcentration par ITP transitoire en ligne 

 

Tableau 7 : Liste non exhaustive d’autres types d’applications du couplage CE/ESI-MS  

 

Les tableaux précédents, relatant une liste non exhaustive d’un grand nombre 

d’applications décrites dans différentes revues de la littérature, nous montrent l’intérêt accru 

du couplage CE/ESI-MS pour l’analyse d’un grand nombre de composés et ce dans divers 

domaines d’application. 
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CHAPITRE II  : Etude approfondies sur les effets de 

succion et de dilution dans un couplage électrophorèse 

capillaire - spectrométrie de masse via une interface à 

électronébulisation 

 

 

A- Introduction  

 

Le couplage de  l’électrophorèse capillaire avec la spectrométrie de masse (CE/MS) 

est  à ce jour considéré comme une approche analytique multidimensionnelle  complémentaire 

et / ou compétitive aux méthodes séparatives classiques couplées à la spectrométrie de masse. 

Elle apparaît comme un outil analytique essentiel dans les domaines de la vie, de 

l'environnement et de la médecine médico-légale. Le couplage CE/MS additionne les 

avantages des deux méthodes ; l’aspect d’identification (mobilité électrophorétique) et de 

quantification (aires des pics) de l’électrophorèse capillaire, combiné à l’information 

structurale et la détermination des masses moléculaires par la spectrométrie de masse. D'un 

côté, l’électrophorèse capillaire est une méthode séparative très attrayante, en raison de sa 

faible consommation en échantillon, des faibles durées d’analyse, de sa haute efficacité de 

séparation, et de sa facilité d’emploi et d’automatisation, mais aussi par le fait qu'elle est 

exempte de phase stationnaire, ce qui est favorable à l’étude de mécanismes d'interaction. De 

l'autre côté, la spectrométrie de masse  est une technique de détection universelle, permettant 

non seulement la détection de pratiquement n'importe quel analyte, mais fournit également 

des informations structurales pour une identification sans équivoque des composés.  

La combinaison de l’électrophorèse capillaire à la détection par spectrométrie de 

masse remonte à deux décennies, lorsque Smith et ses collègues ont présenté la première 

interface de travail [1-3]. Le module d'interface doit fournir la robustesse, la stabilité, la 

sensibilité et le maintien de l'efficacité de séparation. Diverses interfaces CE/MS ont été 

développées pour plusieurs types de sources d'ionisation, l’ionisation par électronébulisation 

ESI [4], l’ionisation chimique à pression atmosphérique APCI [5], l’ionisation photochimique 

sous pression atmosphérique APPI [6, 7], l’ionisation/désorption assistée par laser MALDI 
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(Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation) [8], l’induction par couplage plasma ICP [9] et 

le bombardement rapide à débit continu d'atome FAB (Flow Fast Atom) [10]. L’ionisation par 

électronébulisation, développée et mise au point par Dole et al. [11] et Fenn et al. [12], est 

l'interface la plus commune car c'est la technique d'ionisation la plus douce. Elle est 

considérée comme l’interface idéale pour le couplage en ligne de l’électrophorèse capillaire 

avec la spectrométrie de masse, car elle facilite le transfert des analytes de la phase liquide de 

l’électrophorèse en phase gazeuse vers le spectromètre de masse, produisant des ions 

directement à partir des liquides à pression atmosphérique, avec une grande sensibilité pour 

l’analyse d’un large éventail d'analytes. L’ionisation par électronébulisation permet la 

détection d’une large gamme d’espèces moléculaires, générant des ions avec de multiples 

charges. Même les espèces de masse moléculaire élevée pourront être détectées à leur rapport 

masse sur charge (m/z) avec la plupart des analyseurs MS. Trois modèles d’interface à 

électronébulisation ont été développés au cours des 20 dernières années pour le couplage de 

l’électrophorèse capillaire avec la spectrométrie de masse [4, 13-15], (i) l’interface sans 

liquide additionnel « Sheathless », dans laquelle le capillaire de séparation est directement 

connecté à une interface nanoelectrospray [16], (ii) l'interface à jonction liquide, composée 

d'un petit compartiment contenant du liquide, permettant la jonction entre le capillaire de 

séparation et l’aiguille d’interface à électronébulisation et (iii) l’interface à liquide additionnel 

coaxial, consistant en la jonction à l’extrémité du capillaire de séparation avec un autre 

capillaire à travers lequel arrive un écoulement constant en liquide additionnel. Cette dernière 

interface est, à ce jour, la plus fréquemment utilisée pour les couplages CE/ESI-MS. 

 

L'une des principales difficultés du couplage de l’électrophorèse capillaire avec la 

spectrométrie de masse réside dans le maintien du contact électrique aux bornes du système 

d'électrophorèse, afin d'assurer la séparation électrophorétique d’une part, mais aussi au 

niveau du spectromètre de masse pour assurer l’efficacité d’ionisation/désorption dans la 

source et donc permettre l’obtention d’une bonne sensibilité de détection. Dans la 

configuration d’un couplage CE/MS, la sortie du capillaire de séparation doit être connectée à 

la source MS et le réservoir d’électrolyte, habituellement utilisé en sortie en configuration 

CE-UV, est retiré. L’interface CE/MS doit alors permettre d'appliquer une tension à la sortie 

du capillaire. La seconde difficulté concerne la différence entre les débits de liquide provenant 

de l’électrophorèse (de l’ordre d’une centaine de nL/min) et celui d’un spray de nébulisation 

classique (de l’ordre du µL/min). Afin de pallier ces difficultés un liquide additionnel est alors 

délivré par l'interface : il permet de réaliser le contact électrique à l’extrémité de la sortie du 
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capillaire d’électrophorèse d’une part, de pallier les faibles débits d’électrophorèse et de 

permettre l’obtention un spray d’électronébulisation suffisant et stable d’autre part. Dans une 

interface à électronébulisation, un gaz nébulisant est utilisé afin d’aider la formation des 

petites gouttelettes et de permettre de fournir un spray stable. La pression du gaz nébulisant 

devra être fixée à une valeur optimale afin de répondre à un compromis entre la sensibilité et 

la stabilité du spray. Un gaz séchant est introduit à l'entrée du capillaire de transfert pour 

compléter le transfert des analytes en phase gazeuse.  

Lors de quelques études pour l’analyse de divers types de composés  par couplage 

CE/ESI-MS avec une interface à liquide additionnel coaxial, l’influence des paramètres de 

l’interface (débits de liquide additionnel, de gaz séchant, de gaz nébulisant, température de 

gaz séchant, position du capillaire dans l’interface …), sur la sensibilité de détection, a entre 

autres été étudiée et ces paramètres optimisés. Il a été principalement constaté que la pression 

du gaz nébulisant était un paramètre à ne pas négliger, ayant une influence significative sur 

les temps de migration des analytes, la sensibilité de détection et la résolution de la séparation. 

[17-21]. Une perturbation du système électrophorétique a été constatée lors de l’augmentation 

du débit de gaz nébulisant. Celle-ci a conduit à des temps d’analyses plus courts, un 

élargissement de pics et donc une baisse de l’efficacité de séparation, et une moins bonne 

résolution des composés. Ceci a été expliqué par le fait, que le débit du gaz nébulisant, 

arrivant de manière coaxiale, produisait un effet de succion à l’extrémité de la sortie du 

capillaire d’électrophorèse, engendrant un flux hydrodynamique laminaire additionnel au sein 

du capillaire de séparation. Il a également été constaté que ce phénomène était d’autant plus 

accentué que le diamètre du capillaire était plus grand [17] et sa longueur plus faible. Par 

ailleurs, l’augmentation de la pression du gaz nébulisant permettait d’améliorer la sensibilité 

de détection en MS, car celle-ci est bénéfique pour le processus d’électronébulisation. Elle 

favorise le passage des composés de l’état liquide à l’état gazeux, par la formation de plus 

petites gouttelettes dans le spray d’électronébulisation [22]. Il a été également décrit dans la 

littérature, que durant l’étape d’injection des composés, une quantité d’air était susceptible de 

pénétrer à l’intérieur du capillaire de séparation, du à l’effet de succion, pouvant conduire à 

une instabilité du courant d’électrophorèse et donc perturber la séparation électrophorétique 

[23]. Une étude plus approfondie sur cet effet de succion a été effectuée sur deux types 

d’interface, présentant des géométries différentes [24]. Il a principalement été constaté que ce 

phénomène était engendré par le débit du gaz nébulisant mais également que le diamètre 

externe du capillaire pouvait avoir une influence importante. En ce qui concerne le liquide 

additionnel, [20, 25] il a été constaté que l’abondance des pics diminue lorsque le débit du 
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liquide additionnel augmente. Cette baisse de sensibilité a été expliquée comme étant due à un 

effet de dilution, résultant du mélange entre les deux fluides (liquide additionnel et électrolyte 

de séparation) à l’aiguille d’interface. Il a également été constaté qu’aux faibles débits de 

liquide additionnel, le spray d’électronébulisation n’était plus très stable. 

Beaucoup d'auteurs notent également l'importance majeure du positionnement de 

l’extrémité du capillaire d ‘électrophorèse au niveau de l’interface par rapport à l’arrivée du 

liquide additionnel. La réponse du signal et la stabilité optimale du système ont été obtenues 

lorsque le capillaire de séparation dépassait de 0,05-0,3 mm par rapport au capillaire 

d’introduction du liquide additionnel [26-31].  

 

Dans le cadre de la compréhension des mécanismes mis en jeu dans le système 

d’interfaçage par électronébulisation entre l’électrophorèse capillaire et la spectrométrie de 

masse, nous nous sommes intéressés à ces deux phénomènes inhérents au couplage, l’effet de 

succion et l’effet de dilution, qui n’avaient pas été étudiés de façon systématique jusqu’alors. 

Dans une étude réalisée par notre groupe (voir Chapitre III), les données expérimentales 

avaient montré que l'effet de succion ne semblait pas être uniquement généré par le débit de 

gaz nébulisant, mais également par le débit de liquide additionnel coaxial et probablement par 

d'autres paramètres comme la température et la position du capillaire au niveau de l’interface. 

Dans la première partie de ce chapitre, nous présenterons une étude plus approfondie sur ce 

phénomène. Nous étudierons systématiquement les différents paramètres intervenant à 

l'interface, c'est-à-dire la position du capillaire, la température et le débit du gaz séchant, la 

pression du gaz nébulisant, le débit du liquide additionnel, ainsi que les débits 

électroosmotiques et hydrodynamiques dans le capillaire de séparation. Les résultats seront 

discutés en termes de débits dans les trois capillaires concentriques de l’interface ESI à 

jonction liquide coaxiale. 

Dans la seconde partie du chapitre, l'étude se concentrera sur l’effet de dilution 

résultant du mélangeage des trois fluides au niveau de l’aiguille d’interface ESI (liquide 

additionnel, gaz nébulisant et électrolyte de séparation), et par conséquent de l’effet de 

succion aussi. Cet effet de dilution, brièvement noté [20, 25], peut avoir des conséquences 

importantes sur la sensibilité de détection en couplage CE/ESI-MS. 
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Abstract 

 

 

The hyphenation of CE with MS is nowadays accepted as a powerful analytical 

approach. Employing ESI, the most common interface, one challenge is to provide 

quantitative information, which is quite a difficult task, as it is linked, among other factors, to 

suction and dilution effects. In the coaxial ESI configuration, the suction effect has been 

presented in literature as stemming from nebulizing gas (NG) flow rate and drying gas 

temperature. But as this interface consists in three concentric capillaries, allowing for BGE, 

sheath liquid (SL) and NG mixing, it is demonstrated herein that other parameters are also 

involved in this suction effect: the CE capillary protrusion from the interface needle, SL flow 

rate, and overall BGE flow rate and velocity profile. Whereas NG flow rate is the parameter 

affecting suction to a greater extent, separation capillary protruding length, SL, and overall 

BGE flow rate have a significant additional impact on this phenomenon. It is shown that SL 

flow rate can affect suction differently according to the NG velocity, which may be explained 

by modification of the Taylor cone geometry. Furthermore, it appears that suction effect is 

noticeably favoured by a parabolic velocity profile of the BGE, again probably due to the 

Taylor cone shape modification. Finally, the temperature gradient created by the contact 

between the heated NG and the separation capillary enhances this effect. 
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1- Introduction 

 

The hyphenation of CE with MS (CE-MS) is nowadays accepted as a multidimensional 

analytical approach, complementary and/or competitive to classical MS-hyphenated 

separation techniques, and emerging as an essential analytical tool in the fields of life, 

environmental and forensic sciences. CE-MS combines the advantage of both techniques so 

that qualitative (migration times) and quantitative (peak areas) information, in combination 

with molecular masses and/or fragmentation patterns can be obtained in a single run. On one 

side, CE is a very attractive separation method because of its low sample consumption, short 

analysis time, high separation efficiency, ease of operation and automation, and that it is free 

of stationary phase, which is adequate for interaction studies. On the other side, MS is a well 

established universal detection technique allowing not only the detection of virtually any 

analyte, but also providing structural information for unequivocal analyte identification. The 

combination of CE to MS detection dates back to two decades, when Smith and coworkers 

introduced the first working interface [1–3]. The interface module must provide robustness, 

stability, sensitivity and maintain separation efficiency. Various CE-MS interfaces for several 

types of ionization sources have been developed, i.e. ESI [4], atmospheric pressure chemical 

ionization [5], atmospheric pressure photochemical ionization [6], MALDI [7], inductively 

coupled plasma [8] and FAB [9] ionizations. ESI, developed by Dole et al. [10] and Fenn et 

al. [11], serves as the most common interface as it is the softest ionization technique. It is 

considered as the ideal technique for on-line interfacing of CE to MS, because it facilitates the 

transfer of analytes from the liquid phase of CE to the gas phase of MS, producing ions 

directly from liquids at atmospheric pressure, with high sensitivity for a wide range of 

analytes. ESI allows the detection of large molecular species: by generating ions with multiple 

charges, even species with high Mr will fall within the limited mass-to-charge ratio detection 

range of most MS analyzers. Three ESI interface designs have been developed in the last 20 

years for coupling CE with MS [4, 12–14], (i) the sheathless interface, wherein the separation 

capillary is connected directly to a nanoelectrospray emitter [15], (ii) the liquid junction 

interface, made of a small liquid-filled gap between the separation capillary and an ESI 

emitter and (iii) the coaxial sheath flow interface, consisting in enclosing the end of the 

separation capillary with another capillary through which flows a constant supply of sheath 

liquid ; the latter interface being to date the most frequently used coupling device. 
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One of the main issues for coupling CE to MS consists in maintaining a continuous 

electric contact for both the electrophoretic system, providing separation, and the mass 

spectrometer for efficient ionization in the source and thus detection sensitivity. In CE-MS, 

the outlet of the separation capillary has to be connected to the MS ion source and obviously, 

no outlet buffer vial can be used. A CE-MS interface should provide a means to apply voltage 

to the capillary outlet. The second main issue concerns the flow rate adjustment between CE 

(in the hundred nL/min range) and the classical sprayers (in the mL/min range), that can be 

performed through an additional liquid (sheath liquid (SL)) provided by the interface. 

Alternatively, a miniaturized ESI interfacing system should be used. Other main problems 

concerning this hyphenation are to provide API, to ensure adequate acquisition and scan 

speeds and to allow solvent/chemical consistency. In an ESI interface, a nebulizing gas (NG) 

is used to assist droplet formation and to obtain a stable spray and a drying gas (DG) is 

introduced at the entrance of the transfer capillary to complete analyte transfer into the gas 

phase. The NG pressure should meet a compromise between sensitivity and spray stability. 

Elevated flow rates of NG are known to cause a hydrodynamic flow inside the separation 

capillary due to a suction effect at the capillary tip [16–19]. This phenomenon has been 

described as depending mainly from the NG flow rate and DG temperature [20]. 

In a previous study from our group on the setup of effective strategies for single-run 

analysis of cationic, anionic and polyanionic compounds by CE-ESI-MS using the coaxial 

interface [21], the experimental data showed that the suction effect did not seem to be 

governed only by the NG flow, but also by the coaxial SL flow and hypothetically by other 

parameters such as temperature and capillary position in the interface. In this paper, we 

present a deeper study into this phenomenon. We systematically investigated the various 

parameters involved in the interface, i.e. capillary position, DG temperature, NG and DG flow 

rates, and electroosmotic and hydrodynamic flow rates inside the separation capillary. The 

results were discussed in terms of respective flow rates in the three concentric capillaries 

designing the coaxial SL interface. 
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2- Materials and methods 

 

2.1 Chemicals 

 

Ammonium formate, benzoic acid (BA), triethylamine, and formamide (FA) were 

purchased from Sigma-Aldrich-Fluka (Saint-Quentin Fallavier, France), sodium hydroxide 

and HPLC quality methanol from Prolabo (Fontenay-sous-Bois, France) and ammonia from 

Merck (Darmstadt, Germany). The analyte solutions were prepared by dissolving BA at a 

concentration of ca. 5 mM in water. Deionized water was obtained from an Alpha-Q system 

(Millipore, Saint-Quentin-en-Yvelines, France). The BGE was composed of 30 mM 

ammonium formate and 142.5 mM ammonia, pH 10.0 (ionic strength, 30 mM). Electrolytes 

were filtered through 0.2 mm PVDF membrane filters (Pall Life Sciences, MI,USA) before 

use. 

 

2.2 CE-UV experiments 

 

CE was performed with an HP3DCE instrument (Agilent Technologies, Massy, France) 

equipped with a UV absorbance DAD. Separations were realized in 50 µm id (360 µm od) x 

100 cm (20 cm effective length) bare fused silica capillaries (Photonlines, Marly-le-Roi, 

France). Formamide (0.1% v/v in the BGE) was used as neutral marker to determine EOF. 

Analytes were hydrodynamically injected (5 kPa, 2 s) and separation voltage was varied from 

5 to 30 kV in positive polarity, according to experiments. New capillaries were conditioned 

by successive flushes with 1 M and 0.1 M NaOH and then with water under a pressure of 93.5 

kPa for 15 min each. The temperature in the capillary cassette was set at 25°C. The 

acquisition rate was 10 points/s. Analytes were detected by UV absorbance at 200 nm. 

Between runs, capillaries were rinsed with the BGE for 3 min. Capillaries were rinsed with 

water and dried by air when not in use. 

 

2.3 MS detection 

 

An Agilent Series 1100 MSD single quadrupole mass spectrometer (Agilent 

Technologies) equipped with an orthogonal ESI source was used in the negative ionization 

mode. Nitrogen was used as NG at a temperature of 100°C (pressure in the 0 to 100 kPa 
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range) and as DG at 300°C (flow rate in the 0 to 8 L/min range). Optimized ESI voltage was 

3500 V. Skimmer voltage was 10 V. Peak width and dwell time were set to 0.3 min and 880 

ms, respectively. CE-MS coupling was carried out using a SL coaxial ESI interface (Agilent 

Technologies).MS detection of the compounds by direct injection was performed by 

continuously flushing the sample from the separation capillary to the MS detector under 

pressure via the ESI interface. The SL (50:50 v/v MeOH-H2O mixture containing 0.01% v/v 

triethylamine) was delivered by an Agilent 1100 series isocratic HPLC pump (flow rate in the 

0 –10 µL/min range). 

 

2.4 CE-MS experiments 

 

The MS conditions were those described in Section 2.3. CE-MS experiments were 

realized in 50 mm id (360 mm od) x 100 cm (20 cm effective length to UV detector and 100 

cm effective length to MS detector) bare fused-silica capillaries (Photonlines). Glucose (5 

mM in water) and FA (0.1%v/v in the glucose solution) were used as neutral markers to 

determine EOF in MS and UV detection, respectively. When necessary, a pressure (1 – 5 kPa) 

was continuously applied at the inlet of the separation capillary during CE-MS separations. 

 

 

3- Results and discussion 

 

Coaxial sheath flow interface is to date the most frequently used coupling device, 

employing three concentric capillaries [22–24] (Fig. 1). The innermost capillary, used for the 

electrophoretic separation is inserted into the atmospheric region of the ESI source and is 

surrounded by a metal tube of a larger diameter in a coaxial arrangement, through which the 

SL is introduced and mixes with the BGE directly in the Taylor cone [25–27]. This 

arrangement is surrounded by a third tube through which the NG is pumped, which assists in 

spray formation [28] and scavenges free electrons to prevent corona discharge [20, 29]. The 

major processes involved in electrospray [30, 31] are (i) the production of charged droplets at 

the electrospray tip, (ii) the shrinkage of the charged droplet by solvent evaporation and 

disintegration of the drops resulting from the highly charged droplets, and (iii) the formation 

of the gas-phase ions that can be described by either the ion evaporation model or the charge 

residue model, these latter mechanisms still being the subject of many discussions [32, 33]. 
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When performing separations using CE-ESI-MS hyphenation via a coaxial SL interface, 

the overall hydrodynamic velocity of the fluid in the CE capillary, vhydro, can be described 

according to Eq. (1): 

vhydro = veo + v∆P + vsuction                                                (1) 

where veo is the electroosmotic velocity due to voltage application, v∆P is the velocity resulting 

from possible additional application of a pressure at the inlet of the separation capillary, and 

vsuction the velocity due to the suction effect. The apparent velocity of a charged analyte is 

then:  

vapp = vep +  vhydro                                                (2) 

where vep is the analyte electrophoretic velocity. For now, the origin of the suction effect has 

been mainly associated to the DG temperature and the NG flow rate, and this results in a 

parabolic flow profile which lowered separation efficiency [20]. In a previous study, we 

evidenced that other parameters influenced this phenomenon as well [21]. As the parameters 

involved in such a hyphenation are numerous (capillary position in the interface needle, DG 

flow rate and temperature, NG and SL flow rates, EOF velocity) and act at different positions 

of the coupling, they must be studied independently and/or in combination to estimate their 

impact on the suction effect. Figure 1 represents a diagram of the interface module where the 

action of the parameters previously described is localized. This study was performed with BA 

as charged analyte, FA as neutral marker for UV detection and glucose as neutral marker for 

MS detection in negative mode. SL was composed of a 50:50 v/v MeOH-H2O mixture 

containing 0.01% v/v triethylamine to complete sample ionization. In this configuration, no 

moving boundary of triethylammonium ion should occur because (i) triethylamine was 

scarcely protonated in the mixture and (ii) triethylammonium ion could not migrate to the 

positive capillary inlet [34]. Results were identical whatever the mixture proportion within the 

20:80 to 80:20 v/v MeOH:H20 range. It was firstly verified that vhydro values, determined as 

the apparent velocity of the neutral markers under CE-MS arrangement, were always 

identical, whether the detection was performed by UV at 20 cm from capillary inlet or by MS 

at 100 cm from capillary inlet (results not shown), which confirms the absence of any 

additional extra-column residence time originating from the interface and points to the 

constancy of the overall hydrodynamic velocity over time. Furthermore it was verified that 

skimmer voltage did not influence vhydro, whereas an increase in ESI voltage from 1500 to 

4000 V led to a slight but significant increase in vhydro by about 5% (for a NG pressure of 55 

kPa, a SL flow rate of 6 µL/min and a separation voltage of 30 kV). The study was focused on 
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the position of the separation capillary at the interface outlet, DG temperature and flow rate, 

and the flow rates of the three fluids emerging from the interface needle, i.e. NG, SL and 

BGE. 

 

3.1 Capillary position at the interface outlet 

 

The protrusion of the CE capillary from the SL tube (Fig. 1) has serious consequences 

on the spray performances [35 – 39], i.e. spray stability and ionization efficiency or yield, as it 

influences the mixing quality between SL and BGE. The signal intensity was studied as a 

function of the protruding length (distance from the SL tube (a-value, see Fig. 1), in the 0.1 to 

0.4 mm range) which was set via a micrometric screw and modified randomly. Analytes were 

either infused continuously under pressure into the MS instrument via the separation capillary 

or introduced hydrodynamically into the separation capillary as a short plug. The signal 

intensity goes past a sharp maximum for a protruding length of 0.25 ± 0.05 mm from the SL 

tube (with NG pressure set at 55 kPa and SL flow rate at 6 µL/min), leading up to a repeatable 

(n = 10) three-fold increase in ion abundance, as compared with other lengths, and repeatable 

vhydro values, as previously reported in literature [40]. As far as suction effect is concerned, 

it appeared that vhydro decreased by about 20% when the protruding length increased from 0 

to 0.4 mm, this trend being in accordance with literature [20]. A hypothesis to explain this 

tendency can be that, in the configuration of a protruding length different from zero, SL and 

NG merge before the contact with the BGE is realized. This could induce an anticipated 

partial evaporation of SL, leading to a lower final SL flow rate when entering the Taylor cone, 

thus inducing a lower suction effect. Furthermore, an anticipated SL heating could occur in 

this configuration, that could lead to an increased ionization/desorption efficiency. Eventually, 

the capillary position should be optimized according to several criteria: spray stability, 

sensitivity and suction effect. Subsequently, the capillary position in the electrospray needle 

was optimized for each series of analyses. 
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Figure 1. Schematic presentation of the ionization source in the case of the coaxial sheath 
flow ESI interface. (A) Interface needle comprising three concentric tubes, the innermost one 
being the separation capillary, surrounded by a first metal tube where the SL flows and by a 
second one for NG. (B) Transfer capillary for MS at the inlet of which DG flows. “a” is the 
protrusion length of the CE capillary tip from the SL tube. 
 

 

3.2 DG temperature and flow rate 

 

When introducing a short plug of BA under an electric field and for a constant DG 

temperature (300°C), the BA peak intensity and area and its corresponding migration time 

were constant for a DG flow rate in the range 2–8 L/min. At a DG flow rate of 1 L/min, the 

peak intensity was twice lower, but the migration time remained unchanged, whereas no 

signal appeared when no DG flow was applied. This indicates that the presence of a DG is 

essential to complete nebulization, but its flow rate has no influence on the suction effect, as 

already observed in the literature [20]. Upon setting the DG flow rate at 7 L/min, a MS signal 

appeared only when DG temperature was higher than 200°C, in the conditions of this study 

(BGE, analytes, SL flow rate, 6 mL/min and NG pressure, 55 kPa). This limit likely depends 

on the analyte nature and on BGE and SL compositions. When varying the DG temperature 

and monitoring UV detection in the 100 to 350°C range and MS detection in the 200–350°C 

range, a slight linear increase in vhydro and vep appeared as a function of temperature (9 and 

6%, respectively, in the 100–350°C range), with a decrease in efficiency (about 30%). This 
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emphasizes that DG temperature has a slight impact on suction effect and electrophoretic 

migration as well, both phenomena may be caused by a decrease in viscosity, induced by a 

slight temperature gradient within the separation capillary, although the temperature source 

corresponding to the DG was not in direct contact with the capillary extremity. 

 

3.3 Fluids intervening at the interface: NG and SL 

 

The apparatus used in this study did not allow to vary the NG temperature, which was 

fixed at 100°C. Keeping the SL flow rate at a constant value (6 µL/min), the NG pressure was 

varied between 30 and 100 kPa. Below a pressure of 30 kPa, nebulization was not effective 

and above a pressure of 100 kPa, noise became excessive. Figure 2 shows a linear increase in 

vhydro and vapp by about 30% on increasing the NG pressure from 30 to 100 kPa, followed by a 

levelling-off or even perhaps a slight decrease above 100 kPa. Over the whole NG pressure 

range, vep (determined as the difference between vapp and vhydro) turned out to be constant.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 2. Influence of NG pressure on hydrodynamic (A) and apparent (B) velocities, under 
electrophoretic separation conditions. CE conditions: bare fused-silica capillary, 50 µm id x 
100 cm length. BGE: 30 mM ammonium formate, 142.5 mM ammonia, pH 10.0 (ionic 
strength, 30 mM). Applied voltage, 30 kV. Cassette temperature, 25°C. Hydrodynamic 
injection, 5 kPa, 2 s. MS conditions: sheath liquid, water-methanol (1:1, v/v) with 0.01% (v/v) 
triethylamine; flow rate, 6 µL/min. Nebulizing gas, nitrogen (100°C, 27.6 to 103.4 kPa); 
drying gas, nitrogen (350°C, 7 mL/min).  Negative ionization mode. ESI voltage: 3500 V. 
Skimmer voltage, 10V. Continuous lines are just a guide for the eyes. 

 

 

Then, keeping the NG pressure constant (55 kPa), the SL flow rate was varied from 3 

to 10 µL/min, which was the domain for which electric contact was maintained and spray was 

stable. Figure 3 shows a slight increase in vhydro by about 10% and vapp up to a flow rate of 9 
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mL/min, followed by a levelling-off or slight decrease afterwards, whereas vep remains 

constant. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3. Influence of SL flow rate on hydrodynamic (A) and apparent (B) velocities, under 
electrophoretic separation conditions. CE and MS conditions: see Fig. 2, except for SL flow 
rate (3 to 10 µL/min) and NG pressure (55.1 kPa). Continuous lines are just a guide for the 
eyes. 

 

So, it appears that the flow rates of both NG and SL had an influence on suction effect, 

with a more pronounced impact for NG. Above a certain value of both NG and SL flow rates, 

the suction effect seems to decrease.  

To go deeper into the understanding of this phenomenon, complementary experiments were 

performed. According to Eq. (1), vsuction can be easily calculated if veo and v∆P are 

determined. It was verified that the value for v∆P determined experimentally in the classical 

CE arrangement by applying a pressure (1–5 kPa) at the capillary inlet (50 µm id x 1 m, 

cassette temperature, 25°C) in the absence of separation voltage, SL, NG and DG flows, was 

equal to the value calculated from the Hagen–Poiseuille law (using the viscosity value for 

water at 25°C), allowing to use this law for further v∆P determinations. veo was calculated from 

the migration time of FA with the same capillary in the classical CE arrangement. vhydro was 

also determined with the same capillary in the CE-MS arrangement (with an SL flow rate of 6 

µL/min and an NG pressure of 55 kPa). When varying the voltage value in the 5 to 30 kV 

range, veo (CE) ,vhydro (CE-MS), which confirmed the existence of the suction effect. vhydro 

(CE-MS) exhibits a linear variation in terms of voltage, with a slope higher than that of the veo 

(CE) vs. voltage plot by about 15% (not shown) suggesting that the suction effect increased 

with voltage. At this point it has to be reminded that a section of ca. 8 cm length of the 

separation capillary is sheathed by the NG at a temperature of 100°C within the interface 

needle. This should lead to a temperature gradient inside the separation capillary, modifying 
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electroosmotic and overall hydrodynamic flows. This temperature gradient may be dependent 

on the respective values for electroosmotic, NG and SL velocities. To estimate this gradient, 

experiments were performed with the same capillary either in CE or in CE-MS arrangements. 

Figure 4 shows the variations of vhydro and vapp in the CE-MS arrangement, as compared with 

the variations of veo and vapp in the classical CE arrangement, according to the temperature 

imposed in the capillary cassette.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 4. Influence of capillary cassette temperature on hydrodynamic (A, B) and apparent 
(C, D) velocities, under classical CE (A, C) and CE-MS (B, D) arrangements. CE and MS 
conditions: see Fig. 2 except for cassette temperature (25 to 60°C) and NG pressure (55.1 
kPa). Equations for the least-squares regression straight lines: veo (A): y = 0.003x + 0.1135 
(R2 = 0.99) (in classical CE arrangement); vhydro (B): y = 0.0011x + 0.187 (R2 = 0.99) (in CE-
MS arrangement); vapp (C): y = 0.0004x + 0.103 2(R2 = 0.99) (in classical CE arrangement) 
and (D): y = 0.0012x + 0.0671 (R2= 0.99) (in CE-MS arrangement). 

 

 

It should be reminded that, with the apparatus employed in this study, about 90% of 

the capillary length was inserted in the cassette in the classical CE arrangement, as compared 

to only 45% (for a 1 m long capillary) in the CE-MS arrangement. The results indicate that at 

ambient temperature (25°C), the overall hydrodynamic flow velocity vhydro in the CE-MS 

arrangement is higher than veo in CE arrangement, and corresponds to the sole electroosmotic 

contribution (as measured in classical CE arrangement) at a cassette temperature of 32°C. 

This result demonstrates that at ambient temperature, the mean temperature inside the 

separation capillary should not excess 32°C. Above 37°C, the tendency is reversed, as a larger 

part of the capillary is thermostated in the classical CE arrangement than in CE-MS 

arrangement. Thus, the flow rates of NG and SL play an important part in the temperature 
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gradient along the separation capillary, which in turn influences the overall hydrodynamic 

velocity 

 

3.4 Fluid emerging from the separation capillary 

 

As the coaxial SL interface design implies three concentric tubes and thus three fluids (NG, 

SL and BGE), the overall hydrodynamic flow velocity of the BGE should also be considered 

as a possible parameter in this study. Apart from the suction contribution, two parameters 

influencing the overall hydrodynamic flow can be varied: voltage allowing for electroosmotic 

contribution, and pressure at the capillary inlet allowing for the purely hydrodynamic 

contribution. As vsuction can be easily calculated when only pressure is applied (veo = 0, Eq. 1), 

this parameter was first considered. According to the previous results, the temperature in the 

separation capillary can be estimated in the 25–32°C range. The hydrodynamic contribution 

v∆P at 32°C was measured in the same way as for a temperature of 25°C and the results 

obtained were again in agreement with the values calculated using the Hagen–Poiseuille 

equation (with the viscosity value for water at 32°C). At constant NG and SL flow velocities, 

the variation of vhydro as a function of the pressure applied at the capillary inlet is presented in 

Fig. 5 (curve A) and the v∆P contribution is also displayed for the two limiting temperatures 

(curves D and E). The vsuction contribution calculated from Eq. (1) was then estimated as being 

comprised in the hatched domain delimitated by curves B and C. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5. Influence of the pressure applied at the inlet of the separation capillary on the 
overall hydrodynamic flow velocity (A, experimental) and flow velocity due to suction effect 
(B and C, calculated from Eq.1) under CE-MS arrangement. Theoretical variation of v∆P at 
25°C (D, y = 0.0089x) and 32°C (E, y = 0.0102x) according to Hagen-Poiseuille law. CE and 
MS conditions: see Fig. 2 except for applied voltage (0 kV), applied pressure at the inlet of 
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the separation capillary (1 to 5 kPa) and NG pressure (55.1 kPa). Equations for the least-
squares regression straight lines: vhydro (A): y = 0.0128x + 0.0367 (R2 = 0.99). vsuction (25°C) 
(B): y = 0.0041x + 0.0367 (R2 = 0.99). vsuction (32°C) (C): y = 0.0028x + 0.0367 (R2 = 0.99). 
 

 

It appears that suction effect slightly increases with pressure, which demonstrates that 

the suction effect should be identified as a phenomenon depending on the respective velocities 

of the three fluids. When applying a 5 kPa pressure at the inlet of the separation capillary 

(zero voltage) and a 6 µL/min SL flow, the suction effect increases almost linearly with NG 

flow (Fig. 6, v∆P calculated at 32°C).  

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Figure 6. Influence of  NG pressure on overall hydrodynamic flow velocity (A, experimental) 
and flow velocity due to suction effect (B, calculated from Eq.1 using v∆P at 32°C) under CE-
MS arrangement and pressure application at the inlet of the separation capillary. CE and MS 
conditions: see Fig. 2 except for applied voltage (0 kV) and applied pressure at the inlet of the 
separation capillary (5 kPa). Equations for the least-squares regression straight lines: vhydro 
(A): y = 0.0009x + 0.0395 (R2 = 0.99); vsuction (B): y = 0.0009x – 0.0113 (R2 = 0.99). 

 

 

On extrapolating this curve to zero NG flow, a zero suction velocity was obtained 

within the range of experimental errors, which demonstrates that the NG is an essential 

parameter for suction, i.e. SL cannot produce any suction without the presence of NG.  

In the same manner, the SL flow was varied (1–10 µL/min) for different NG pressures 

under constant applied pressure at the inlet of the separation capillary and in the absence of 

voltage applied. Figure 7 indicates that for NG pressure lower than about 50 kPa, the flow 

velocity due to suction effect, vsuction, remains almost independent of the SL flow rate. 

Above this value of pressure, vsuction tends to decrease upon increasing SL flow rate.  
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Figure 7. Influence of SL flow rate on the flow velocity due to suction effect (vsuction, 
calculated from Eq.1 under CE-MS arrangement and pressure application at the inlet of the 
separation capillary, for different NG pressures: (A): 96.5 kPa; (B): 55.1 kPa; (C): 34.1 kPa; 
(D): 0 kPa. CE and MS conditions: see Fig. 2 except for applied voltage (0 kV), applied 
pressure at the inlet of the separation capillary (5 kPa), NG pressure (as specified above) and 
SL flow rate (1 to 10 µL/min). Equations for the least-squares regression straight lines: (A): y 
= -0.0021x + 0.0941 (R2 = 0.97); (B): y = -0.0006x + 0.0516 (R2 = 0.98); (C): y = 0.0002x + 
0.0179 (R2 = 0.96); (D): y = 9.10-5x + 0.0055 (R2 = 0.43). 

 

 

Furthermore, this figure confirms that suction effect increases with NG flow rate. 

However, the evolution of the curves for different NG pressures seems to indicate that 

opposite phenomena took place according to the respective velocities. It is worth noticing that 

an SL flow rate around 6 µL/min, is about 20 times higher than the BGE flow rate inside the 

separation capillary. The two fluids (NG and SL) merging at the outlet of the separation 

capillary lead to the formation of the Taylor cone, where electronebulization occurs. Its 

geometry may depend on the respective velocities of the fluids, influencing the suction effect 

differently. Above a certain NG flow, the added SL flow may increase the cone angle (thus 

shortening the cone length), producing a lower area for the gas-liquid interface, and thus may 

reduce the suction effect. 

The influence of voltage and pressure applied at the inlet of the separation capillary 

was then studied separately at constant NG (55 kPa) and SL (6 µL/min) flow rates, and the 

flow velocity due to suction effect was again calculated from Eq. (2) (Fig. 8). By applying a 

pressure in the 1 to 5 kPa range, v∆P varies from 0.0089 to 0.044 cm/s (Fig. 8A), introducing a 

parabolic contribution to the velocity profile. By applying a voltage in the 5 to 30 kV range, 

veo varies from 0.03 to 0.20 cm/s, with an intrinsically flat profile (Fig. 8B). From these data, 

it appears that for a given value of vhydro, the suction effect is higher when a pressure is 
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applied. These unexpected results may be explained by differences in the velocity profiles of 

the fluid emerging from the separation capillary, which may have an impact on the width and 

depth of the Taylor cone. A flatter profile may be associated with a shorter Taylor cone, 

which may again lower the suction effect. The same evolution still occurred when both 

pressure and voltage were applied (Fig. 8C): at the same voltage, the addition of a pressure 

increased vsuction drastically, keeping in mind that suction effect itself should enhance the 

parabolic character of the velocity profile. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8. Influence on the flow velocity due to suction effect (vsuction, calculated from Eq.1) of 
the respective contributions of pressure and voltage applications to the overall BGE velocity 
under CE-MS arrangement. CE and MS conditions: see Fig. 2  except for NG pressure (55.1 
kPa), and (A) applied pressure at the inlet of the separation capillary (1 to 5 kPa) and applied 
voltage (0 kV) ; (B) applied pressure (0 kPa) and applied voltage (5 to 30 kV) and (C) applied 
pressure (1 to 5 kPa) and applied voltage (30 kV). Equations for the least-squares regression 
straight lines: vsuction: (A) y = 0.2755x + 0.037 (R2 = 0.98); (B) y = 0.1416x – 0.0013 (R2 = 
0.98); (C) y = 0.0869x + 0.0557 (R2 = 0.93). 

 

 

4- Concluding remarks 

 

A deeper study, into suction effect appearing with the coaxial sheath flow ESI 

interface when coupling CE to MS was performed. This effect is not only dependent on the 

NG flow rate and DG temperature, as previously described in literature, but also on the 

capillary protrusion from the interface needle, SL and overall BGE flow. Suction effect 

originates from the mixing of the three fluids involved at the separation capillary outlet (i.e. 

NG, SL and BGE), and depends on the respective velocities of each of them. Whereas NG 

flow rate is the parameter affecting suction to a greater extent, SL flow rate, separation 
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capillary protruding length and overall BGE flow have a significant additional impact on this 

phenomenon. It is shown that SL flow rate can affect suction differently according to the NG 

velocity, which may be explained by modification of the Taylor cone geometry. Suction effect 

is also noticeably favoured by a parabolic velocity profile of the BGE, which may equally 

alter the shape of the Taylor cone. 
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Abstract 

 

 

The hyphenation of capillary electrophoresis (CE) with mass spectrometry (MS) is 

nowadays accepted as a powerful analytical approach. As far as electrospray ionization (ESI), 

the most common interface, is concerned, one challenge is to provide the most sensitive as 

well as quantitative information, which is quite a difficult task, as it is linked, among other 

factors, to suction and dilution effects. In the coaxial ESI configuration, it has been previously 

demonstrated that suction effect depends on many parameters inherent to the ESI interface 

geometry, the prevailing ones being the CE capillary protrusion from the interface needle, the 

sheath liquid (SL) and the overall BGE flow rates and velocity profile. In this paper, dilution 

effect is studied, as the CE electrolyte is mixed with SL at the interface. Considering peak 

intensity and efficiency, this effect was studied as a function of the various parameters of the 

interface (capillary protrusion from the SL tube, nebulizing gas (NG), SL and CE electrolyte 

flow rates) or of the source (skimmer and ESI voltages, drying gas (DG) flow rate and 

temperature). It appears that the dilution effect seems slightly lower than what can be 

anticipated from the proportions of the liquid flow rates. This study also indicates that suction 

effect has to be considered first to better understand the dilution phenomenon, as suction 

effect leads to an increase in peak intensity, before a dilution effect appears. 
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1- Introduction 

 

The hyphenation of capillary electrophoresis (CE) with mass spectrometry (MS) (CEMS) 

is nowadays accepted as a multidimensional analytical approach, complementary and / or 

competitive to chromatographic MS-hyphenated separation techniques, and emerging as an 

essential analytical tool in the fields of life, environmental and forensic sciences. CE-MS 

combines the advantage of both techniques so that qualitative (migration times) and 

quantitative (peak areas) information, in combination with molecular masses and/or 

fragmentation patterns can be obtained in a single run. On one side, CE is a very attractive 

separation method because of its low sample consumption, short analysis time, high 

separation efficiency, ease of operation and automation, and that it is free of stationary phase, 

which is adequate for interaction studies. On the other side, MS is a well established universal 

detection technique allowing not only the detection of virtually any analyte, but also 

providing structural information for unequivocal analyte identification. The combination of 

CE to MS detection dates back to two decades, when Smith and coworkers introduced the 

first operating interface [1-3]. The interface device must provide robustness, stability, 

sensitivity and maintain separation efficiency. Various CE-MS interfaces for several types of 

ionization sources have been developed, namely electrospray ionization (ESI) [4], 

atmospheric pressure chemical ionization (APCI) [5], atmospheric pressure photochemical 

ionization (APPI) [6,7] matrix-assisted laser-desorption ionization (MALDI) [8], inductively 

coupled plasma (ICP) [9] and fast-atom bombardment (FAB) [10] ionizations. ESI, developed 

by Dole et al [11] and Fenn et al [12] serves as the most common interface as it is the softest 

ionization technique. It is considered as the ideal technique for on-line interfacing of CE to 

MS, because it facilitates the transfer of analytes from the liquid phase of the CE to the gas 

phase of the MS, producing ions directly from liquids at atmospheric pressure, with high 

abundance for a wide range of analytes. ESI allows the detection of high molecular mass 

species: by generating ions with multiple charges, even species with high Mr will fall within 

the limited m/z detection range of most MS analyzers. Three ESI interface designs have been 

developed in the last 20 years for coupling CE with MS [13-15]: (1) the sheathless interface, 

wherein the separation capillary is connected directly to an electrospray emitter, (2) the 

liquid-junction interface, made of a small liquid-filled gap between the separation capillary 

and an ESI emitter and (3) the triple coaxial sheath flow interface, consisting in enclosing the 

end of the separation capillary with another capillary through which flows a constant supply 
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of sheath liquid. Coaxial sheath flow interface is to date the most frequently used coupling 

device, employing three concentric capillaries [16-19]. 

 In a previous study [20], a deeper insight into suction effect appearing with the coaxial 

sheath flow ESI interface when coupling CE to MS was provided. This effect was 

demonstrated to be dependent on capillary protrusion from the interface needle, drying gas 

temperature, temperature gradient created by the contact between the heated NG and the 

separation capillary inside the interface needle, and nebulizing gas, sheath liquid and BGE 

flow rates. Suction effect originates from the mixing of the three fluids involved at the 

separation capillary outlet (i.e. nebulizing gas, sheath liquid and separation BGE), and 

depends on (1) the respective velocities of each of them and (2) the velocity profile of the 

BGE (either flat or parabolic, according to whether separation voltage or pressure is applied, 

respectively), that could modify the Taylor cone geometry. In this paper, the study is focused 

on the dilution effect resulting from the mixing of the three fluids at the ESI interface needle 

and consequently from the suction effect as well. This effect, that has been briefly noted [21] 

can have major consequences on detection sensitivity in CE-ESI-MS configuration. 
 

 

2- Materials and methods 

 

2.1 Chemicals 

 

Ammonium formate, benzoic acid (BA), triethylamine, and formamide were 

purchased from Sigma-Aldrich-Fluka (Saint-Quentin Fallavier, France), sodium hydroxide 

and HPLC-grade methanol from Prolabo (Fontenay-sous-Bois, France) and ammonia from 

Merck (Darmstadt, Germany). The analyte solutions were prepared by dissolving benzoic acid 

at a concentration of ca 5 mM in water. Deionized water was obtained from an Alpha-Q 

system (Millipore, Saint- Quentin-en-Yvelines, France). The BGE was composed of 30 mM 

ammonium formate and 142.5 mM ammonia, pH 10.0 (ionic strength, 30 mM). Electrolytes 

were filtered through 0.2 µm PVDF membrane filters (Pall Life Sciences, MI, USA) before 

use. 
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2.2 CE-UV experiments 

 

CE was performed with an HP3DCE instrument (Agilent Technologies, Massy, 

France) equipped with a UV absorbance DAD. Separations were realized in 50 µm id (360 

µm od) x 100 cm (20 cm effective length) bare fused-silica capillaries (Photonlines, Marly-le-

Roi, France). Formamide (0.1% v/v in the BGE) was used as neutral marker to determine 

EOF. Analytes were hydrodynamically injected (5 kPa, 2 s) and separation voltage was varied 

from 5 to 30 kV in positive polarity, according to experiments. New capillaries were 

conditioned by successive flushes with 1 M and 0.1 M NaOH and then with water under a 

pressure of 93.5 kPa for 15 min each. The temperature in the capillary cassette was set at 

25°C. The acquisition rate was 10 points/s. Analytes were detected by UV absorbance at 200 

nm. Between runs, capillaries were rinsed with the BGE for 3 min. Capillaries were rinsed 

with water and dried by air when not in use. 

 

2.3 MS detection 

 

An Agilent Series 1100 MSD single quadrupole mass spectrometer (Agilent 

Technologies, Massy, France) equipped with an orthogonal ESI source was used in the 

negative ionization mode. Nitrogen was used as NG at a temperature of 100°C (pressure in 

the 0 to 100 kPa range) and as DG at 300°C (flow rate in the 0 to 8 L.min-1 range). ESI 

voltage was varied in the 1500 to 4000 V range. Skimmer voltage was in the 10 to 150 V 

range. Peak width and dwell time were set to 0.3 min and 880 ms, respectively. BA was 

detected in single ion monitoring (SIM) mode at m/z 121.3. The sheath liquid (50:50 v/v 

MeOH-H2O mixture containing 0.01% v/v triethylamine) was delivered by an Agilent 1100 

series isocratic HPLC pump (flow rate in the 0 - 10 µL.min-1 range). 

 

2.4 CE-MS experiments 

 

The MS conditions were those described in Section 2.3. CE-MS coupling was carried 

out using a SL coaxial ESI interface (Agilent Technologies). CE-MS experiments were 

realized in 50 µm id (360 µm od) x 100 cm (20 cm effective length to UV detector and 100 

cm effective length to MS detector) bare fused-silica capillaries (Photonlines). Glucose (5 

mM in water) and formamide (0.1% v/v in the glucose solution) were used as neutral markers 

to determine EOF in MS and UV detection, respectively. 
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3- Results and discussion 

 

In the coaxial sheath flow ESI interface, the innermost capillary, used for the 

electrophoretic separation is inserted into the atmospheric region of the ESI source and is 

surrounded by a metal tube of a larger diameter in a coaxial arrangement, through which the 

SL is introduced and mixes with the BGE directly in the Taylor cone [22-24]. This 

arrangement is surrounded by a third tube through which the NG is pumped, which assists in 

spray formation [25] and scavenges free electrons to prevent corona discharge [26, 27]. In this 

ESI interface configuration, a suction effect appears that causes a hydrodynamic flow inside 

the separation capillary in the direction of its outlet. Suction effect originates from the mixing 

of the three fluids involved at the separation capillary outlet (i.e. nebulizing gas, sheath liquid 

and BGE). It was previously demonstrated that several parameters were involved, that 

modulated this suction effect [20] : separation capillary protruding length from the interface 

needle, drying gas temperature, temperature gradient created by the contact between the 

heated NG and the separation capillary inside the interface needle, and nebulizing gas, sheath 

liquid and overall BGE flow rates. Whereas NG flow rate is the parameter affecting suction to 

a greater extent, SL and overall BGE flow rate have a significant additional impact on this 

phenomenon. According to the respective velocities of the three fluids, a modification of the 

Taylor cone geometry was supposed to occur, influencing suction effect. Suction effect is also 

noticeably favored by a parabolic velocity profile of the BGE, which may equally alter the 

shape of the Taylor cone. Finally, the temperature gradient created by the contact between the 

heated NG and the separation capillary inside the interface needle enhances this effect [20]. 

Another consequence of the mixing of the three fluids at the ESI interface needle is the 

sample dilution effect, as overall BGE flow rate is lower (100 to 500 nL.min-1 range) than SL 

(1 to 5 µL.min-1 range). Furthermore, in the CE-ESI-MS coupling employed in this study, ESI 

voltage is on during sampling (either hydrodynamic or electrokinetic injection). As suction 

effect leads to a higher overall BGE flow rate than the one due to solely voltage and/or 

pressure application at the separation capillary, it implies that a higher quantity of sample is 

injected compared to the quantity injected in a classical CE arrangement, the other conditions 

being similar. As suction effect induces a parabolic BGE flow profile, the separation 

efficiency diminishes when suction effect increases. In this context, the different parameters 

that potentially act on suction effect were examined again to better understand their impact on 

dilution. This study was performed with benzoic acid (BA) as charged analyte, formamide 
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(FA) as neutral marker for UV detection and glucose (Gl) as neutral marker for MS detection 

in negative mode. Dilution effect was studied for hydrodynamically injected BA, by 

determining its UV and MS peak intensities (IUV and IMS, respectively) and efficiencies (NUV 

and NMS, respectively). Each experiment was performed three times. Unless otherwise 

specified, the separation and detection conditions were as following: NG pressure set at 55 

kPa, SL flow rate at 6 µL.min-1, and separation voltage at 30 kV. For each study, a 

comparison of the evolution of linear velocity due to suction effect demonstrated in the 

previous paper for various parameters [20] was performed. The overall BGE flow rate was 

calculated from FA velocity ; SL and NG flow rates were set by the software. The ratio 

between IMS and IUV allows to eliminate the influence of suction and thus represents the 

concentration modification after passing the interface, due to dilution and 

ionization/desorption effects. Thus IMS/IUV was drawn as a function of FBGE/FSL, the overall 

BGE flow rate to the SL flow rate ratio, that represents the theoretical dilution factor. It has to 

be noticed that the optimum experimental conditions described in this work are specific of the 

chemical properties of the studied molecule (BA), but the observed trends can be expected for 

all types of compounds analyzed by CE-ESI-MS. SIM spectra were used as it is possible to 

achieve better precision and accuracy in ion-intensity measurement compared to the scan 

spectra [28]. Dilution effect was studied as a function of the various parameters of the 

interface (capillary protrusion from the SL tube, NG, SL and CE electrolyte flow rates) or of 

the source (skimmer and ESI voltages, DG flow rate and temperature). 

 

 

3.1 Skimmer and ESI voltages: 

 

In the 10 to 150 V skimmer voltage range, IUV and NUV remained quite stable, as skimmer 

voltage does not influence suction effect [20]. On the other hand, IMS presents a maximum at 

75 V that can be explained by the fact that while increasing skimmer voltage, ionization in the 

source is favored, whereas at higher values, fragmentation can also occur, inducing a loss of 

sensitivity. This general evolution was already described by Huikko et al [29]. NMS presents a 

slight minimum at 75 V. When ESI voltage was varied between 1500 and 4000 V, IUV 

presents a very slight maximum at 3500 V (corresponding to an increase of around 5 %) along 

with a quite stable NUV, which is in agreement with a slight increase in vhydro by about 5 % 

[20] Whereas no MS signal was detected for ESI voltage lower than 1500V, a deep increase 

in IMS occurred (ca 13 times increase from 2000 to 4000 V), the general evolution of which 
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being in accordance with literature [30-32] This deep increase evidences the strong influence 

of ESI voltage on ionization/desorption. NMS presents a maximum at 3000 V (value doubled 

from 2000 to 3000 V), which indicates that suction is not the single phenomenon influencing 

efficiency. 

 

 

3.2 Drying gas temperature and flow rate 

 

In the 0 to 8 L.min-1 DG flow rate range, IUV and NUV remained constant whereas IMS 

drastically increased from 0 to 3 L.min-1 and then stayed at a constant value. In effect, it was 

previously shown that suction effect remained constant whatever the DG flow rate [20], 

which explains the constancy of IUV and NUV. As the drying gas is introduced at the entrance 

of the transfer capillary to complete analyte transfer into the gas phase, increasing its flow rate 

increases the ionization efficiency. Above 3 L.min-1, this effect seems to level-off. It has to be 

noted that NMS presents a minimum for 3 L.min-1. When varying the DG temperature from 

100 to 350°C, it appears that IUV increases and NUV decreases, which is consistent with the 

increase in suction effect with this temperature [20]. Concerning IMS, no signal appears for a 

temperature below 200°C, as described previously. Above 200°C, a deep increase in IMS 

appears as compared to IUV with a maximum for 300°C, (whereas NMS presents a minimum at 

300°C). This tendency was already observed [32]. Especially, upon varying temperature from 

250°C to 300°C, an increase in IUV by 8% and in IMS by 180% occurs, that can be mainly 

explained by an increase in ionization efficiency. 

 

 

3-3 Capillary position at the interface outlet 

 

As for the protrusion of the CE capillary from the SL tube, the response signals were 

studied as a function of the protruding length (“a” value), which was set via a micrometric 

screw in the 0 to 0,4 mm range. As previously explained [20], an increase in protruding length 

could induce an increased anticipated partial evaporation of SL, leading to both (1) a decrease 

in suction effect (that could lead to a decrease in IUV and IMS) and (2) an increase in ionization 

efficiency (inducing an increase in IMS). IUV presents a non significative minimum at a 

distance of 0.15 mm while NMS does not significantly vary. On the other hand, IMS presents a 

maximum for a distance of 0.2 mm. The non monotonous variation of IMS, which was already 



 103 

reported by Para et al [33], emphasizes the effects of both ionization/desorption efficiency, 

which prevails for a values lower than 0.2 mm, and of suction effect, which prevails for a 

values higher than 0.2 mm. Figure 1 represents the influence of FBGE/FSL on IMS/IUV ratio, 

where FBGE/FSL depends on a value as indicated on the graph. A maximum appears at a = 0.2 

mm : below this value, ionization/desorption is increasing with increasing a value; above 0.2 

mm and for increasing a values, a perturbation of the Taylor cone can explain the diminution. 
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Figure 1. Variation of IMS/IUV in terms of theoretical dilution factor (FBGE / FSL) : influence of  
capillary protruding length from the SL tube. 
CE conditions : bare-fused silica capillary, 50 µm id x 100 cm. BGE : 30 mM ammonium 
formate and 142,5 mM ammonia, pH 10.0 (ionic strength, 30 mM). Applied voltage, 30 kV. 
Cassette temperature, 25°C. Hydrodynamic injection, 5 kPa, 2s. MS conditions : SL, water-
methanol (1:1, v/v) with 0.01% (v/v) triethylamine; flow rate, 6 µL.min-1. NG, nitrogen 
(100°C); pressure, 55 kPa. DG, nitrogen (350°C, 7 µL.min-1). Negative ionization mode. ESI 
voltage : 3500 V. Skimmer voltage, 10V. Continuous lines are just a guide for the eyes. 

 

 

3.4 Sheath liquid flow rate: dilution effect? 

 

While keeping NG pressure to 55 kPa, Figure 2 presents the evolution of IUV and IMS 

according to SL flow rate. An increase in IUV (curve A) appears when SL flow rate increases 

up to 8 µL.min-1, followed by a levelling-off. On the other hand, IMS (curve B) presents a 

maximum at around 7 µL.min-1. For IMS, a similar evolution was found by Bezy et al [34], 

without discussion of a possible suction effect during injection. Within the frame of this 

study, IUV is only influenced by suction effect and IMS by both suction, ionization/desorption 

efficiency and dilution effects. The increase in peak intensity in the first part of both curves is 

correlated to the increase in suction effect demonstrated previously [20]. The diminution of 

IMS for the highest SL flow rates should mainly be attributed to dilution and 
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ionization/desorption effects that only appear when the sample passes the ESI interface, i.e. in 

the MS signal. 

100

150

200

250

300

109876543

SL flow rate (µL/min)

IU
V
 (m

A
U

)

1500

1700

1900

2100

2300

2500

N
U

V
 (a

rb
itr

a
ry

 u
ni

t).
   

N(UV)

I(UV)

 A

 

20000
22000
24000
26000
28000
30000
32000
34000

9876543

SL flow rate (µL/min)

 IM
S  

(m
A

U
)

5000

6000

7000

8000

9000

10000

N
M

S  
(a

rb
itr

a
ry

 u
ni

t).
  

N(MS)

I(MS)

 B

 

Figure 2. Influence of SL flow rate on (A) IUV and NUV , and (B) IMS and NMS. 
CE and MS conditions : see Fig. 1, except for SL flow rate (3 to 10 µL.min-1).  

 

 

The ratio between IMS and IUV, that allows to eliminate the influence of suction, 

decreases when SL flow rate increases, indicating that this dilution effect occurs at all SL 

flow rates, even if its consequence is masked by the suction effect at the lowest SL flow rates. 

When plotting IMS/IUV in terms of FBGE/FSL, representing the theoretical dilution factor, 

(Figure 3), an almost linear increase for the lowest FBGE/FSL values appears (i.e. the highest SL 

flow rates) followed by a levelling-off : the first increasing zone indicates the region where 

dilution and ionization/desorption effects predominate over suction effect. Furthermore, when 

SL flow rate varies from 5 to 9 µL.min-1, the ratio between overall BGE flow rate and SL 

flow rate (FBGE/FSL) diminishes by 40 % whereas IMS/IUV, which is influenced by both dilution 

effect and ionization/desorption efficiency, and thus expected to decrease by more than 40%, 

diminishes by only 34 %. This indicates that dilution effect is not directly proportional to the 

ratio of flow rates of the two fluids that mix in the interface, i.e. BGE and SL. Dilution effect 

seems to appear lower than expected. 
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Figure 3. Variation of IMS/IUV in terms of theoretical dilution factor (FBGE / FSL) : influence of 
SL flow rate. 
CE and MS conditions: see Fig. 2.  

 

 

Furthermore, NUV presents a minimum at 5 µL.min-1 and NMS diminishes up to 6 

µL.min-1 and levels off afterwards. As suction should induce a decrease in efficiency due to 

the generation of a parabolic flow profile, the unexpected increase of NUV above 5 µL.min-1 

should be due to another phenomenon, such as possible temperature variation in the interface 

when SL flow rate varies, leading to different sample zone profiles. As for NMS, its decrease 

up to a flow rate of 6 µL.min-1 is explained by the increase in suction effect, whereas it’s 

levelling off may be explained by a modification of the Taylor cone geometry for the highest 

SL flow rates. 

In the ESI configuration of this study, it appears that dilution effect should occur at all 

SL flow rates, but it is masked by suction effect at the lowest flow rates, and is not directly 

proportional , at the highest flow rates, to the ratio between the overall BGE and SL flow rates 

emerging at the ESI interface. 

 

 

3-5 Nebulizing gas flow rate: 

 

Keeping the SL flow rate at a constant value (6 µL.min-1), the NG pressure was varied 

between 30 and 100 kPa. IUV (Figure 4A) presents a linear increase up to a pressure of 96 kPa 

and then a slight decrease. IMS (Figure 4B) presents a slight, followed by a steeper increase 

ending by a sharp maximum at around 97 kPa.  

 

70

90

110

130

150

170

190

0,03 0,05 0,07 0,09 0,11 0,13
FBGE/FSL

I M
S/

I U
V

5 µL/min 

9 µL/min 



 106 

0

50

100

150

200

250

103979083696255484134

pressure (kPa)

IU
V
 (m

A
U

)

0

2000

4000

6000

8000

10000

12000

N
U

V
  (

a
rb

itr
a

ry
 u

ni
t).

   

N(UV)

I(UV)

A

 

0

2000

4000

6000

8000

10397908369625548

pressure (kPa)
 IM

S  
(m

A
U

)

6000

7500

9000

10500

12000

13500

N
M

S  
(a

rb
itr

a
ry

 u
ni

t).
   

N(MS)

I(MS)

 B

 

 
Figure 4. Influence of NG pressure on (A) IUV and NUV , and (B) IMS and NMS. 
CE and MS conditions : see Fig. 1, except for NG pressure (34 to 103 kPa).  

 

 

The general evolution of both curves corresponds to the influence of NG flow rate on 

suction effect. The particularly drastic increase in IMS can be due to an additional increase in 

ionization efficiency, while increasing NG flow rate.  

Figure 5 represents the influence of FBGE/FSL on IMS/IUV ratio, where FBGE/FSL depends 

on NG pressure as indicated on the graph. It appears that dilution effect does not only explain 

IMS/IUV variation: in the 30 to 60 kPa range, FBGE/FSL increases by around 9 % whereas 

IMS/IUV is multiplied by a factor of 4 ; in the 60 to 90 kPa range, FBGE/FSL increases by 15 % 

whereas IMS/IUV is multiplied by a factor of 6. This tendency seems to indicate that an increase 

in NG flow rate does not much enhance dilution effect, but mainly helps for a better 

ionization/desorption efficiency. 
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Figure 5. Variation of IMS/IUV as a function of theoretical dilution factor (FBGE / FSL): 
influence of NG pressure. 
CE and MS conditions : see Fig. 4.  

 

 

 

4- Concluding remarks 

 

A deeper study into dilution effect appearing with the coaxial sheath flow ESI interface 

when coupling CE to MS was performed. This effect is due to the mixing, at the interface, of 

the BGE with the SL, in the presence of the NG, and is also related to the suction effect 

already studied [20]. Dilution effect was studied for hydrodynamically injected BA, by 

determining its UV peak intensity (IUV) and its MS peak intensity (IMS) in terms of various 

parameters, and by correlating their IMS/IUV ratio to the theoretical dilution factor. In the frame 

of this study, IUV is only influenced by suction effect and IMS by both suction, 

ionization/desorption and dilution effects, leading to a IMS/IUV ratio being independent of 

suction effect. Concerning the interface parameters that are skimmer voltage, ESI voltage and 

DG flow rate, IUV remains quite constant whatever their value, meaning that suction effect is 

hardly modified. On the other hand, IMS drastically varies, indicating the strong influence of 

these parameters on ionization/desorption efficiency. Concerning the forth external parameter, 

DG temperature, both suction and ionization/desorption effects were evidenced. The dilution 

effect was then studied for the parameters involved at the interface, i.e. protrusion of the CE 

capillary from the SL tube and SL and NG flow rates. As for the protrusion of the CE 

capillary from the SL tube, combined effects of enhancement of ionization/desorption 

efficiency and of diminution of suction effect where demonstrated. Concerning SL flow rate, 
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suction and dilution appeared in the whole range experienced, but dilution tends to 

predominate over suction for the highest SL flow rates. Furthermore, the actual dilution effect 

is slightly lower than what can be anticipated from the FBGE/ FSL ratio. On the other hand, an 

increase in NG flow rate did not enhance dilution effect, but helped for a better 

ionization/desorption efficiency. 
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D- Conclusion 

 

Une étude approfondie de l’effet de succion apparaissant avec une interface ESI à 

liquide additionnel coaxial dans un couplage  électrophorèse capillaire – spectrométrie de 

masse a été réalisée. Cet effet est non seulement engendré par le débit de gaz nébulisant, 

comme cela avait déjà été décrit dans la littérature, mais également par d’autres paramètres (la 

position du capillaire au niveau de l’aiguille d’interface, les débits de liquide additionnel et 

d’électrolyte de séparation de CE). Cet effet de succion est généré par le mélangeage des trois 

fluides de l’interface à la pointe du capillaire (c'est-à-dire gaz nébulisant, liquide additionnel 

et électrolyte de séparation), et dépend des vitesses respectives de chacun d'eux. Il a été 

démontré au cours de cette étude que le débit du gaz nébulisant était le paramètre influant le 

plus sur l’effet de succion. Cependant, le débit de liquide additionnel, la position du capillaire 

de séparation et le flux d’électrolyte ont tout de même un impact, moins important, mais 

significatif sur ce phénomène. Il a également était démontré que le débit de liquide 

additionnel pouvait affecter différemment l’effet de succion en fonction du débit de gaz 

nébulisant, ce qui peut s'expliquer par la modification de la géométrie du cône de Taylor. 

L’effet de succion semble être également, sensiblement favorisé par un profil parabolique de 

vitesse de l’électrolyte dans le capillaire d’électrophorèse, ce qui peut aussi engendrer une 

modification de la forme du cône de Taylor. 

 

 Lors de la seconde partie, une étude approfondie sur l’effet de dilution a été réalisée. 

Cet effet est dû au mélange, à l'interface, entre l’électrolyte de séparation et le liquide 

additionnel, à des débits sensiblement différents, en présence de gaz nébulisant. Cet effet de 

dilution a été étudié, lors d’injections hydrodynamiques d’acide benzoïque, en fonction de 

différents paramètres. L'intensité des pics en détection UV (IUV) a été déterminée, ainsi que 

celle des pics en détection MS (IMS), et le rapport IMS/IUV a été corrélé en fonction du facteur 

théorique de dilution. Dans le cadre de cette étude, IUV était uniquement influencé par l’effet 

de succion et IMS influencé à la fois par les effets de succion, de dilution et d’efficacité 

d’ionisation/désorption. Le rapport IMS/IUV a donc été calculé afin de s’affranchir de l’effet de 

succion. Concernant les paramètres externes à l'interface, que sont les tensions de 

fragmentation et d’électrospray et le débit de gaz séchant, il s’est avéré qu’aucune influence 

n’a été notée sur IUV, ce qui signifie que l’effet de succion n’a pas été affecté par ces derniers. 

D'autre part, IMS a varié considérablement, ce qui indique la forte influence de ces paramètres 
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sur l'efficacité d’ionisation/désorption. Concernant le quatrième paramètre externe, qui est la 

température du gaz séchant, des effets de succion et d’efficacité d'ionisation/désorption ont 

été mis en évidence. L'effet de dilution a par la suite été étudié en fonction des paramètres 

associés à l'interface, c'est-à-dire la position du capillaire de CE à l’interface et les débits de 

liquide additionnel et de gaz nébulisant. En ce qui concerne la position du capillaire de CE, il 

a été démontré qu’il y avait des effets combinés entre l’augmentation de l’efficacité 

d’ionisation/désorption et la diminution de l’effet de succion. Concernant le débit de liquide 

additionnel, les effets de succion et de dilution ont été mis en évidence dans la gamme de 

débit étudiés, mais la dilution tend à prédominer sur la succion aux débits élevés de liquide 

additionnel. En outre, cet effet de dilution semble être légèrement inférieur à ce qui pouvait  

être prévu par le rapport théorique des débits d’électrolyte de séparation et de liquide 

additionnel (FBGE/FSL). D'autre part, l’augmentation du débit de gaz nébulisant n'a pas 

renforcé l’effet de dilution, mais a plutôt contribué à une amélioration de l’efficacité 

d’ionisation/désorption. 

 

En bref, nous pouvons conclure que l’effet de succion est principalement influencé par 

la pression du gaz nébulisant, mais également de manière moins importante par la position du 

capillaire à l’interface et  par les débits de liquide additionnel et d’électrolyte de séparation. 

En outre, il semble que l’effet de dilution ou du mélangeage des trois fluides à l’interface, est 

moins important que ce qu’on pouvait attendre. Il apparait également que la géométrie du 

cône de Taylor est un paramètre important ayant une influence sur les effets de succion et de 

dilution. Cette géométrie semblerait dépendre principalement du profil et de la vitesse des 

fluides émergeant à l’interface.  
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CHAPITRE III : Stratégie de séparation pour l’analyse 

simultanée de composés cationiques et polyanioniques par 

électrophorèse capillaire couplée à la spectrométrie de 

masse via une interface à électronébulisation 

 

A- Introduction  

 

Depuis une quinzaine d’année, le couplage entre l’électrophorèse capillaire et la 

spectrométrie de masse a connu un intérêt croissant. Sachant que l’électrophorèse capillaire, 

d’une part, permet de consommer de faibles quantités d’échantillon, d’avoir des temps 

d’analyse courts, d’utiliser divers modes de séparation avec une haute efficacité, mais aussi de 

travailler avec une méthode automatisée ; et que la détection par spectrométrie de masse, 

d’autre part, permet d’obtenir une information structurale sur les composés, il paraît évident 

que le couplage de ces deux systèmes est une avancée dans le domaine des sciences 

séparatives et analytiques. L’interface ESI a été la plus couramment employée pour ce type de 

couplage, du fait de sa sensibilité, de sa souplesse, sa relative facilité d’utilisation, et de son 

aptitude à l’analyse de composés polaires, généralement séparés par électrophorèse capillaire 

[1]. Ce couplage est généralement utilisé pour diverses applications, telles que l’analyse de 

biomolécules [2-8], de produits pharmaceutiques [9] et de ses métabolites [10], mais aussi 

pour l'analyse de produits alimentaires [11], ou encore l'analyse environnementale [12, 13], 

mais aussi dans l’investigation de produits plus techniques [14]. 

Toutefois une des problématiques du couplage CE/MS avec une interface ESI, réside 

dans le maintien du contact électrique au bornes du capillaire d’électrophorèse lors de 

séparations électrophorétiques. L’électrode et le flacon d’électrolyte de séparation à 

l’extrémité de la sortie du capillaire ayant été remplacés par un système d’interfaçage (une 

aiguille d’interface), pour que le contact électrique se fasse de manière continue, un 

écoulement minimum de liquide est nécessaire entre l’électrophorèse capillaire et le 

spectromètre de masse. Ce contact est généralement obtenu par l’écoulement 

électroosmotique cathodique lorsqu’un capillaire en silice vierge est employé, pour l’analyse 

de composés cationiques ou de composés anioniques peu mobiles. Dans le cas contraire, c'est-

à-dire lors de la séparation en polarité négative de composés polyanioniques de mobilité 
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électrophorétique supérieure, en valeur absolue, à la mobilité électroosmotique, dans des 

capillaires en silice vierge, une déplétion en électrolyte à l’extrémité de sortie du capillaire 

empêcherait le contact électrique de se faire. C’est pourquoi on retrouve peu de références 

dans la littérature, traitant de l’analyse de composés anioniques par couplage CE-ESI-MS.  

Une méthode pour l’analyse de métabolites anioniques, par couplage CE-ESI-MS, a 

été proposée par Soga et ses collaborateurs [15]. Une modification dynamique du capillaire, a 

été réalisée par la technique SMIL (+), décrite par Katayma [16], à l’aide d’un polymère 

cationique, le polybrène (bromure d’hexadiméthrine). Cette modification dynamique du 

capillaire permet donc une inversion du flux électroosmotique au sein de celui-ci, de manière 

plus ou moins durable, et éviter ainsi d’avoir recours à l’ajout d’un surfactant dans 

l’électrolyte de séparation. La séparation a été donc réalisée en polarité négative, en milieu 

basique (acétate d’ammonium, pH 9). Un mélange contenant 27 standards de différents types 

de métabolites mono-anioniques (acides carboxyliques, acides carboxyliques phosphorylés, 

saccharides phosphorylés et nucléotides) a pu être analysé avec des temps d’analyse courts, de 

très bonnes sensibilité et sélectivité, ainsi qu’une bonne reproductibilité des temps d’analyse. 

Cette technique permet donc l’analyse de divers types d’anions sans dérivation préalable, dans 

un large éventail de domaines d’application. Toutefois, cette technique présente quelques 

limites, les composés polyanioniques sont susceptibles de s’adsorber sur la paroi interne du 

capillaire chargé positivement. Pour l’analyse de composés polyanioniques, les mêmes 

auteurs ont proposé d’utiliser un capillaire dont la paroi interne est revêtue par un polymère 

neutre, le poly(diméthylsiloxane) afin d’éviter l’adsorption des composés polyanioniques sur 

la paroi interne du capillaire. Par ailleurs une pression hydrodynamique a été appliquée à 

l’entrée du capillaire, durant la séparation électrophorétique, afin de générer un écoulement 

vers l’anode (coté MS) (électrophorèse capillaire assistée par pression PACE/ESI-MS [17]) et 

donc de permettre de maintenir la jonction liquide entre le capillaire d’électrophorèse et 

l’aiguille d’interface ESI [18]. Les avantages de cette méthode sont tels qu’elle permet 

l’analyse simultanée des composés polyanioniques (tels que les citrates, les nucléotides, les 

coenzymes nicotinamides et les coenzymes A), avec de bonnes sensibilité et sélectivité et des 

temps d’analyse relativement  courts. Par contre il existe des inconvénients majeurs à cette 

technique, décrits ultérieurement par les mêmes auteurs [19]. Ils ont remarqué une fluctuation 

du courant d’électrophorèse durant les analyses, des temps de rétention non reproductibles, 

mais aussi que l’entrée du capillaire était souvent obstruée. Ils ont donc proposé une méthode 

alternative, pour l’analyse de nucléotides par PACE/ESI-MS. Il a été mis en évidence dans la 

littérature [20, 21] qu’une adsorption d’espèces phosphorylées sur les groupements silanols de 
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la paroi interne du capillaire, pouvait se produire. Afin d’éviter ce type d’adsorption, les 

groupements silanols ont été « masqués » par des ions phosphates lors de l’étape de 

préconditionnement et l’analyse des nucléotides a été réalisée avec un électrolyte volatil 

exempt d’ions phosphate. L’arrivée du gaz nébulisant a par ailleurs été coupée lors de la 

première étape, afin d’éviter la contamination de la source MS par les ions phosphates. Pour 

l’analyse de ces nucléotides en polarité positive par électrophorèse capillaire à pH 7,5, il a été 

nécessaire d’appliquer une pression à l’entrée du capillaire durant la séparation, afin que les 

composés soient entrainés vers la cathode par le flux électroosmotique cathodique d’une part 

et par le flux hydrodynamique d’autre part. Il a également été préconisé de changer les flacons 

d’électrolyte à chaque analyse afin d’obtenir une meilleure répétabilité des temps d’analyse. 

Ainsi grâce à cette méthode, il a été possible d’analyser simultanément différents types 

d’espèces phosphorylées (comme les nucléotides, nicotinamide-adénine dinucléotides, et les 

coenzymes A) avec des sensibilités et sélectivités suffisamment élevées pour la quantification 

de ces espèces, mais également avec une bonne reproductibilité et linéarité des analyses. 

D'autres groupes de recherche ont proposé une méthode permettant la séparation 

simultanée des petits acides carboxyliques (tels que les succinates, malates, tartratres, 

maléates et citrates) avec un capillaire en silice vierge [22]. Pour ce faire les séparations ont 

été effectuées en milieu basique (formiate d’ammonium pH 10), car la mobilité 

électroosmotique en valeur absolue est supérieure à la mobilité électrophorétique des acides 

carboxyliques étudiés à ce pH [23]. Ainsi les acides carboxyliques de petite taille ont pu être 

entrainés vers la MS et donc analysés par couplage CE-ESI-MS. 

 D’autres auteurs ont utilisé la même approche que la méthode précédemment décrite, 

c'est-à-dire l’utilisation d’un capillaire en silice vierge en milieu très basique, pour l’analyse 

cette fois-ci de métabolites anioniques et polyanioniques (phosphate de sucres, acides 

organiques, nucléotides et coenzymes A), par PACE-ESI-MS [24]. Ils ont dans un premier 

temps employé la triéthylamine comme additif qui entraine une suppression partielle du flux 

électroosmotique. Ce ralentissement du flux électroosmotique engendre donc des analyses 

plus longues, une meilleure résolution des composés anioniques et une meilleure séparation.   

Dans un deuxième temps, l’analyse des composés polyanioniques a été effectuée dans les 

mêmes conditions, en arrêtant le champ électrique après un temps déterminé et en appliquant 

ensuite une pression hydrodynamique pour entrainer les composés séparés vers l’analyseur de 

masse. Ainsi la résolution et l’efficacité sont augmentées en palliant le phénomène de 

diffusion, du au temps d’analyse trop long. Cette méthode en deux étapes permet donc 

l’analyse simultanée d’un grand nombre de composés anioniques et polyanioniques. Celle-ci 
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présente quelques limitations : des temps d’analyse relativement longs (de l’ordre de 50 min) 

et seulement l’analyse des composés polyanioniques de mobilité électrophorétique inférieure 

à la mobilité électroosmotique en valeur absolue. 

Toutefois, pour l’analyse simultanée d’un mélange complexe de composés 

cationiques, anioniques, et polyanionique, aucun protocole n'a, à notre connaissance, encore 

été développé. Par exemple, l’étude et l’analyse quantitative de métabolites chargés, par 

couplage CE/ESI-MS, a été réalisée en utilisant trois protocoles différents [10]. Pour les 

métabolites cationiques, la séparation a été réalisée sur un capillaire en silice vierge. Quant 

aux métabolites anioniques, les capillaires utilisés pour les séparations sont des capillaires 

dont la paroi interne a été traitée par un dépôt de couches ioniques successives (SMIL) [16]. 

Enfin pour les composés polyanioniques (nucléotides et coenzymes) la séparation a été 

réalisée avec un capillaire neutre PDMS greffé DB-1 en superposant une pression 

hydrodynamique, à l’entrée du capillaire, pour générer un écoulement vers la MS et donc 

permettre le maintien du contact électrique lors de la séparation électrophorétique. 

Lors de notre étude, nous avons entrepris plusieurs approches afin de permettre la 

séparation simultanée de composés cationiques, anioniques, et polyanioniques par couplage 

CE/ESI-MS. 

Trois stratégies ont été envisagées au cours de cette étude. 

- La première a consisté à utiliser un capillaire avec un écoulement électroosmotique 

cathodique. L’objectif à été de tenter d’accélérer l’écoulement électroosmotique 

généré dans un capillaire en silice vierge, et d’obtenir une vitesse électroosmotique 

supérieure à la vitesse électrophorétique des composés polyanioniques afin de pouvoir 

détecter ces derniers. 

- La seconde stratégie a consisté quant à elle, en l’utilisation d’un capillaire avec un 

écoulement électroosmotique résiduel (capillaire greffé neutre), en imposant une 

tension négative à l’entrée du capillaire. Ainsi dans ce cas de figure les polyanions 

pourraient être détectés aisément. Mais la difficulté résidera dans le maintien du 

contact électrique et la détection des cations. 

- Enfin, la dernière stratégie envisagée, a été d’utiliser un capillaire avec un écoulement 

électroosmotique anodique, permettant ainsi d’obtenir des vitesses électroosmotiques 

et électrophorétiques de même sens pour les anions. Par ailleurs, il faudra que la 

vitesse électroosmotique soit suffisamment élevée pour pouvoir entrainer les cations 

du mélange réactionnel. 
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Ces différentes approches ont été réalisées et appliquées dans la mise en place du 

couplage CE/MS, pour la séparation d'un mélange de composés à la fois polyanioniques et 

cationiques, intermédiaires de synthèse d’une classe de produits de contraste utilisés en 

imagerie médicale. 
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Abstract 

 

 

A method for a single-run separation of cationic, anionic, and polyanionic compounds 

by CE hyphenated to ESI-MS (CE-ESI-MS) is described. One of the main issues for coupling 

CE to MS with an ESI source consists in maintaining an electric contact for the 

electrophoretic separation. This condition is only performed if a liquid flow arising from the 

separation capillary is directed to the needle, making it coupling-compatible. This latter 

situation is incompatible with the separations of polyanionic compounds of higher 

electrophoretic mobility (in absolute value) than the electroosmotic mobility, performed in 

bare fused-silica capillaries under a negative polarity. In this study, several alternative 

approaches were evaluated to circumvent this difficulty, and applied to the setup of the CE-

MS separation of a mixture containing both cationic and polyanionic compounds, which are 

synthesis intermediates of contrast agents for medical imaging. Eventually, the detection of 

the cationic and anionic compounds in a single run could be obtained by either using neutrally 

coated polymethylsiloxane (DB-1) capillaries and simultaneously applying a negative voltage 

polarity and a pressure allowing to compensate for the residual cathodic EOF or by 

dynamically modifying the inner wall of a bare fused-silica capillary with a polycationic 

polymer (hexadimethrine bromide) and using it afterwards under negative voltage polarity. 
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1- Introduction 

 

For about 15 years, the hyphenation between CE and MS has received increasing 

attention. Whereas CE provides low sample consumption, short analysis time, high separation 

efficiency, various separation modes, and ease of operation and automation, MS detection 

brings unambiguous identification and m/z separation capability. For coupling CE to MS, the 

ESI interface is the most commonly employed for its sensitivity, versatility, relative easiness 

of use, and its suitability for the analysis of polar compounds, thereby showing a good match 

with the type of analytes usually separated by CE [1]. This hyphenation is widely used in a 

variety of fields, such as biomolecules [2–8] pharmaceuticals [9] and metabolites [10], food 

analysis [11], environmental analysis [12, 13], and investigation of technical products [14]. 

However, the major limiting difficulty for coupling CE to MS through an ESI interface 

consists in maintaining an electric contact for the electrophoretic separation. When the outlet 

electrode and vial are replaced by the interfacing system (interface needle), the electric 

connexion is provided if a liquid flow arising from the separation capillary is directed to the 

needle, making it coupling compatible. If not, electrolyte depletion at the outlet end of the 

capillary hinders this contact, resulting in a current drop. This latter situation is encountered 

for the separation of polyanionic compounds of higher electrophoretic mobility (in absolute 

value) than the electroosmotic mobility, performed in bare fused-silica capillaries under 

negative CE voltage polarity. For this reason, few papers on anion analysis have been 

reported by CE-ESI-MS using this configuration. A method for the determination of anionic 

metabolites based on CE-ESI-MS was developed by Soga et al. [15], requiring inversion of 

EOF and CE voltage polarity by using a cationic polymer-coated capillary. Various types of 

monoanionic metabolites could be analyzed in a short time with a relatively high sensitivity, 

selectivity, and reproducibility. For the case of polyanions, the same authors proposed using a 

neutral-polymer capillary coating to avoid wall adsorption, and applying pressure during 

separation to produce constant liquid flow toward the anode on the MS side [16]. Other 

groups developed a new method allowing the simultaneous separation of some anions and 

polyanions using EOF suppression and an air pressure gradient [17, 18]. However, for a more 

complex mixture of both cationic, anionic, and polyanionic compounds, no single protocol 

has, to our knowledge, yet been developed. For example, the comprehensive and quantitative 

analysis of charged metabolites by CE-ESI-MS was performed applying three different 

separation protocols [10]. Whereas the separation of cationic metabolites was performed in 
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bare silica capillaries, successive multiple ionic layer (SMIL) coatings [19] were employed 

for the anionic metabolites. Last, the separation of multivalent anions (nucleotides and 

coenzymes) was performed with a neutral PDMS DB-1-coated capillary on superimposing air 

pressure to create electrolyte suction and hence complete the electric circuit.  

 In this paper, several alternative approaches were evaluated to allow the simultaneous 

separation of cationic, anionic, and polyanionic compounds by CE-ESI-MS. They are based 

on (i) the speed-up of the cathodic EOF, generated in bare fused-silica capillaries, by 

superimposing a pressure at the capillary inlet or by dynamically modifying the inner wall of 

the capillary by a polyanionic layer; (ii) the use of neutral coated capillaries and the offset of 

the residual cathodic EOF by superimposition of a low pressure at the capillary inlet; (iii) the 

reversal of EOF from cathodic to anodic direction by dynamically modifying the inner wall of 

the capillaries with ammonium groups. These different approaches are discussed and applied 

to the setup of the CE-MS separation of a mixture containing both polyanionic and cationic 

compounds, which are synthesis intermediates of contrast agents for medical imaging. 

 

 

2- Materials and methods 

 

2.1 Chemicals 

 

Trimesic acid, Bis-Tris [bis(2-hydroxyethyl)imino-tris(hydroxyethyl)-methane], acetic 

acid, triethyl amine, formamide, and hexadimethrine bromide (Polybrene) were purchased 

from Sigma-Aldrich-Fluka (Saint-Quentin Fallavier, France), sodium hydroxide and HPLC-

quality methanol from Prolabo (Fontenay-sous-Bois, France), ammonia from Merck 

(Darmstadt, Germany), maleic acid from Lancaster (Strasbourg, France), and formic acid 

from Acros Organics France (Noisy le Grand, France). A CEofix MS kit was kindly donated 

by Analis (Namur, Belgium). The reactional mixture used as sample in this work was 

provided by Guerbet (Roissy, France). It contained the tetraacidic target synthesis 

intermediate of a proprietary contrast agent denoted A2 (Mr 1359.8) and two main impurities 

originating from uncompleted reaction, a pentaacidic one denoted A1 (Mr 248.1), and a 

monobasic one denoted B (Mr 1129.6). For confidentiality purposes, only their molecular 

masses and maximum negative or positive charges at high or low pH can be disclosed. The 

sample solutions were prepared by dissolving each analyte at a concentration of ca. 3.5 mM in 



 125 

water. Deionized water was obtained from an Alpha-Q system (Millipore, St. Quentin-en-

Yvelines, France). Electrolytes were filtered through 0.2 mm PVDF membrane filters (Pall 

Life Sciences, MI, USA) before use. 

 

2.2 Capillary coating 

 

For capillary modification with CEofix MS kit, bare fused silica capillaries were 

successively flushed (950 mbar) with 1 M NaOH for 15 min, 0.1 M NaOH for 2 min, CEofix-

MS Initiator (polycation solution in 1 M formic acid) for 2 min, BGE (16.8 mM ammonia, 

330 mM formic acid (20 mM ionic strength, pH 2.5) with 1:24 v/v CEofix-MS Accelerator) 

for 4 min, 0.1 M NaOH for 2 min, and CEofix-MS Initiator for 2 min, according to a 

procedure described by Analis [20, 21]. All these steps were carried out after disconnecting 

the MS source in order to minimize contamination risks. 

Capillaries were dynamically coated with polybrene as described in the literature [22–

24]. Briefly, a new bare fused silica capillary was first flushed with 1 M NaOH for 15 min 

and rinsed with water for 5 min. Next, the capillary was flushed with a polybrene solution at 3 

g/100 mL in water for 25 min using a syringe pump (Cole-Parmer, Vernon Hills, IL, USA) at 

a flow rate of 240 mL/h, corresponding to 50 capillary volumes (100 mL). Finally, the 

capillary was rinsed with water for 5 min and conditioned with BGE for 5 min, all these steps 

being performed under a pressure of 950 mbar. Recoating of the capillary with the cationic 

polymer was accomplished by using the same method restarting from NaOH flushing. 

 

 2.3 CE-UV experiments 

 

CE was performed with an HP3DCE (Agilent Technologies, Massy, France) equipped 

with a UV absorbance DAD. Separations were realized in 50 µm id x 35 cm (26.5 cm 

effective length) bare fused-silica capillaries (Photonlines, Marly-le-Roi, France). Indirect UV 

detection was carried out with separation electrolytes composed of trimesate or maleate as 

chromophore ion and different concentrations of Bis-Tris, sodium or ammonium to adjust the 

electrolyte pH to the desired value and ionic strength to 20 mM. Formamide (0.0003% v/v in 

the BGE) was used as neutral marker to determine EOF. Analytes were hydrodynamically 

injected (5 kPa, 3 s) and separation voltage was set to 20 kV in positive or negative polarity. 

New capillaries were conditioned by successive flushes with 1 M and 0.1 M NaOH and then 

with water under a pressure of 935 mbar for 15 min each. The temperature in the capillary 
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cartridge was set at 25°C. The acquisition rate was 10 points/s. Analytes were detected by 

indirect UV absorbance at 200 nm. Between runs, capillaries were rinsed with electrolyte for 

3 min. Capillaries were rinsed with water and dried by air when not in use. 

 

2.4 MS detection 

 

An SL simple quadrupole mass spectrometer (Agilent Technologies) equipped with an 

orthogonal ESI source was used in the negative ionization mode. Nitrogen was used as 

nebulizing gas at a temperature of 100°C and a pressure of 10 psi (1 psi = 6894.76 Pa) and as 

drying gas at 350°C and a flow rate of 7 L/min. Optimized ESI voltage was 3500 V. Skimmer 

voltage was 10 V. CE-MS coupling was carried out using a sheath liquid coaxial ESI interface 

(Agilent Technologies). MS detection of the compounds by direct injection was performed by 

continuously flushing the sample from the CE capillary to the MS detector under pressure via 

the ESI interface. The sheath liquid (80:20 v/v MeOH-H2O mixture containing 0.01% v/v 

triethylamine) was delivered by an Agilent 1100 series isocratic HPLC pump. The acquisition 

time was 60 s. 

 

2.5 CE-MS experiments 

 

The MS conditions were those described in Section 2.4. CE-MS experiments were 

realized in 50 µm id x 100 cm (20 cm effective length to UV detector and 100 cm effective 

length to MS detector) bare fused-silica capillaries (Photonlines), poly(methylsiloxane) DB-1-

coated capillaries (Agilent Technologies) or dynamically modified capillaries (see Section 

2.2). The BGE was made up with 19.9 mM ammonia, 119 mM acetic acid (20 mM ionic 

strength), pH 4.0 or with 16.8 mM ammonia, 330 mM formic acid (20 mM ionic strength), 

pH 2.5). Analytes were hydrodynamically injected (5 kPa, 2 s) and separation voltage was set 

to -20 kV or +20 kV according to cases. When necessary, a 5 kPa pressure was continuously 

applied during CE-MS separations. 
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3- Results and discussion 

 

The main difficulty in the separation of a complex mixture of cationic, anionic, and 

polyanionic compounds by CE-ESI-MS consists in maintaining the electric contact required 

for the electrophoretic separation. Indeed, as the electrode and the BGE vial normally 

positioned at the capillary outlet are replaced by the interfacing system (interface needle), the 

electric connexion is provided when a liquid flow arising from the separation capillary is 

directed to the needle, thus allowing consistent conditions for coupling. When not, an 

electrolyte depletion at the capillary outlet will hinder this contact. This latter situation is 

encountered especially for the separations of polyanionic compounds of higher 

electrophoretic mobility (in absolute value) than electroosmotic mobility, that are performed 

in bare fused-silica capillaries under negative voltage polarity. In this study, different 

alternative approaches were evaluated to circumvent this difficulty and allow the CE-ESI-MS 

separation of polyanionic and cationic compounds in a single run. This purpose was 

exemplified through the separation of a model mixture, containing two polyanionic species, 

denoted A1 and A2, and a cationic species denoted B, which are synthesis intermediates of 

contrast agents for medical imaging, according to reaction: 

A1 +B = A2 

For the sake of simplicity, charges, which are dependent on pH, were omitted in writing this 

reaction. The maximum negative charge rate at high pH is five for A1 and four for A2, while 

the maximum positive charge rate is one for B at low pH. The final aim was to determine the 

presence of A1 and B precursors in A2 batches during synthesis in a single run. Direct UV 

detection was only possible for B and A2. MS detection of a mixture of A1, B, and A2 could 

be performed in negative ionization mode with a sheath liquid made up with a 80:20 v/v 

MeOH–H2O mixture containing 0.01% v/v triethylamine. In these conditions, the 

pseudomolecular ion of A1 [A1–H]– appeared at m/z 247.1. The deprotonated forms of B 

appeared at m/z 1128.4 [B–H]– and 564.3 [B–2H]2–. The deprotonated forms of A2 appeared 

at m/z 1359.2 [A2–H]– and 679.3 [A2–2H]2–. Nevertheless, the MS apparatus available for this 

work can only record the signals from four specific ions simultaneously. 

 When separating the sample mixture in bare fused-silica capillaries under positive CE 

voltage polarity with a 10.7 mM Bis-Tris, 4 mM trimesic acid (20 mM ionic strength) 

electrolyte (pH 5.0), only species B and A2 could be detected (UV and MS). Indeed, as the 

anionic compounds were migrating counter electroosmotically, they could be detected only if 
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their electrophoretic mobility was lower (in absolute value) than the electroosmotic mobility. 

In view of fulfilling this condition, the variations of the electroosmotic mobility and anion A1 

electrophoretic mobility was studied in terms of BGE pH in the range of 3.5–7.5 (Fig. 1). 

Whatever the pH value, the electrophoretic mobility of polyanion A1 still remained higher (in 

absolute value) than the electroosmotic mobility. We then turned to different alternative 

approaches to solve the problem. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Figure 1. Influence of BGE pH on electroosmotic mobility (meo) and effective electrophoretic 
mobility (mep) of polyanion A1.  
Bare fused-silica capillary, 50 µm id x 100 cm length (UV detection, 20 cm). BGE: 
trimesate/ammonium (20 mM ionic strength) for pH 3.4–4.8 (T/NH4

+); trimesate/sodium (20 
mM ionic strength) for pH 4.1 and 4.45 (T/Na+); maleate/ammonium (20 mM ionic strength) 
for pH 4.5–5 (M/NH4+); trimesate/Bis-Tris (20 mM ionic strength) for pH 4.5–7.5 (T/BT). 
Applied voltage, +20 kV; temperature, 25°C; hydrodynamic injection, 5 kPa, 2 s. UV 
absorbance detection at 200 nm. 
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Figure 2. Schematic representation of the various contributions to the transport of cationic 
and (poly)anionic species in the separation capillary.  
(A) CE-MS coupling under pressure-assisted cathodic EOF, (B) CE-MS coupling under 
enhanced cathodic EOF, (C) reversed voltage polarity, pressure-assisted CE-MS coupling 
under reduced cathodic EOF, (D) reversed voltage polarity CE-MS coupling under anodic 
EOF. Uapp, apparent (overall) velocity; Uep, electrophoretic velocity; Ueo, electroosmotic 
velocity; Uhydro, hydrodynamic velocity; Uhydro = Up + Usuction. UP, contribution of applied 
pressure; Usuction, contribution of the suction effect.  

 

 

3.1 CE-MS coupling under pressure-assisted cathodic EOF 

 

A first alternative consisted in keeping the CE separation of the polyanionic 

compounds under counter-EOF conditions using a bare fused-silica capillary and compensate 

for the high electrophoretic mobility of polyanion A1 by superimposing a pressure during CE 

separation in positive voltage polarity, thus allowing the net motion of more mobile polyanion 

A1 to the MS detector (Fig. 2A). The conditions retained were 20 mM ionic strength 

ammonium acetate, pH 4 as BGE with a 5 kPa superimposed pressure. Under these 

conditions, cation B and polyanion A2 were detected in positive voltage polarity, with 

effective electrophoretic mobility values of 8.2 x 10-5 and -16 x 10-5 cm2.V-1.s-1 respectively, 

which are similar to the values obtained in CE-UV arrangement under the same electrolyte 

conditions without applying any pressure (9.2 x 10-5 and -18.1 x 10-5 cm2.V-1.s-1, 

respectively). Unfortunately, the highest pressure value provided by the Agilent apparatus 

during separation (5 kPa) did not allow to obtain a higher overall linear flow velocity (which 

is the sum of the electroosmotic velocity, the hydrodynamic velocity generated by the 

pressure application and a possible additional velocity due to suction effect) than the 

migration velocity of polyanion A1 in the opposite direction (Fig. 3). Indeed, the overall flow 

velocity through the separation capillary was calculated from the time it took to the neutral 

marker to reach the UV detection window, yielding (Ueo + Uhydro) = 9.10-2 cm/s. According to 

Hagen–Poiseuille law, the hydrodynamic linear velocity resulting from a 5 kPa pressure 

application in such a capillary (50 µm id x 1 m) amounted to UP = 4.4 x 10-2 cm/s, which 

contributed to the overall flow velocity by no more than ca. 50%. 
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Figure 3. CE-UV-ESI-MS of the reactional mixture of polyanions A1 and A2 and cation B 
under pressure-assisted cathodic EOF.  
(a) UV absorbance electropherogram; (b) MS detection at m/z 247.1 ([A1–H]–); (c) MS 
detection at m/z 1128.4 ([B–H]–); (d) MS detection at m/z 564.3 ([B–2H]–2); (e) MS detection 
at m/z 679.3 ([A2–2H]–2). CE conditions: bare fused-silica capillary, 50 µm id x 100 cm length 
(UV detection, 20 cm). BGE: ammonium acetate (20 mM ionic strength) pH 4.0. Applied 
voltage, +20 kV; temperature, 25°C; hydrodynamic injection, 5 kPa, 2 s. UV absorbance 
detection at 200 nm. Continuous application of pressure during separation (5 kPa). MS 
conditions: sheath liquid, water–methanol (20:80, v/v) with 0.01% triethylamine v/v; flow 
rate, 5 µL/min. Nebulizing gas, nitrogen (100°C, 70 kPa); drying gas, nitrogen (350°C, 5 
L/min). Negative ionization mode. Skimmer voltage, 10 V. Peak assignment: see 
electropherograms. NM, neutral marker. 
 

 

3.2 CE-MS coupling under enhanced cathodic EOF 

 

Another strategy was based on the speed-up of cathodic EOF by dynamically 

enhancing the negative charge density borne by the capillary wall. This was achieved using a 

commercial procedure developed by Analis, which consists in dynamically coating the inner 
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surface of the capillary by a double layer of cationic and anionic polyelectrolytes [20, 21] 

(Fig. 2B). The polyanionic layer, deposited last, produced a fast and constant cathodic EOF 

whatever the pH, which was stable during about 20 runs. Capillaries modified accordingly 

were already recognized for being implemented in CE-MS experiments without risking to 

foul the MS source ([24] or [25]). Nevertheless, this approach did not succeed in allowing 

most negatively charged compound A1 to be detected by MS in the same run as cation B and 

polyanion A2, using a classical ammonium formate BGE (20 mM ionic strength, pH 2.5, 

containing 1:24 v/v of CEofix-MS Accelerator) under positive CE voltage polarity and 

negative ionization mode. In effect, as calculated from Fig. 4, cation B and polyanion A2 were 

detected under these conditions with effective electrophoretic mobilities of 9.5 x 10–5 cm2.V–

1.s–1 and –18.2 x 10–5 cm2.V–1.s–1, respectively, in agreement with previous results, but the 

electroosmotic mobility obtained (46.6 ± 2.26 x 10–5 cm2.V–1.s–1) was not high enough to 

provide simultaneous detection of polyanion A1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 4. CE-UV-ESI-MS of the reactional mixture of polyanions A1 and A2 and cation B 
under enhanced cathodic EOF.  
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(a) UV absorbance electropherogram; (b) MS detection at m/z 247.1 ([A1–H]–); (c) MS 
detection at m/z 1128.4 ([B–H]–); (d) MS detection at m/z 1359.2 ([A2–H]–); (e) MS detection 
at m/z 679.3 ([A2–2H] –2). Experimental conditions: see Fig. 3, except for capillary 
pretreatment with CEofix MS kit (see Section 2.2), BGE (20 mM ionic strength ammonium 
formate + 1:24 v/v CEofix accelerator, pH 2.5) and the absence of applied pressure during 
separation. 

 

3.3 Reversed voltage polarity, pressure-assisted CE-MS coupling under reduced 

cathodic EOF 

 

The next attempt consisted in reducing the cathodic EOF occurring in bare fused-silica 

capillaries, so that this flow can be easily reversed applying a counterpressure on the 

downstream side and simultaneously in reversing the CE voltage polarity (Fig. 2C). In this 

trend, a neutrally poly-(methylsiloxane) DB-1 coated capillary was employed, usually 

presenting residual cathodic EOF. A pressure-assisted CE separation was then set up with 20 

mM ammonium acetate, pH 4.0 as BGE under negative voltage polarity, in such a way as to 

obtain an anodic overall flow, thus preserving the electric contact at the CE-MS interface. In 

this strategy, all three A1, B, and A2 ions were effectively detected by MS, with a CE 

resolution depending on the pressure value applied. The pressure value was next varied in the 

1–5 kPa range (upper available limit of the CE apparatus), and the best resolved peaks were 

obtained for a 1 kPa value (Fig. 5), as expected. Except for the experiment under 5 kPa 

pressure, no UV-detection window was created on the capillary, so as to diminish fragility at 

this position.  
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Figure 5. Reversed voltage polarity, pressure-assisted CE-ESI-MS of the reactional mixture 
of polyanions A1 and A2 and cation B under reduced cathodic EOF.  
(a) MS detection at m/z 247.1 ([A1–H]–); (b) MS detection at m/z 564.3 ([B–2H]–2); (c) MS 
detection at m/z 679.3 ([A2–2H]–2); (d) MS detection at m/z 1128.4 ([B–H]–). Experimental 
conditions: see Fig. 3, except for fused silica capillary (neutrally, DB-1 coated, same 
dimensions), applied voltage (–20 kV) and continuous application of a pressure during 
separation (1 kPa). 

 

 

Figure 6 represents the theoretical variation of the linear flow velocity due to the 

pressure application according to Hagen–Poiseuille law and the experimental linear velocity 

for each compound in terms of the applied pressure. The fact that the slope of the analyte 

velocity variation was higher than the expected one, should be due to temperature effects on 

BGE viscosity inside the spray needle heated by the nebulizing gas. This phenomenon might 

be less pronounced for higher applied pressures, because of the higher liquid flow inside the 

separation capillary under these conditions. This graph clearly shows that even cationic 

compound B migrating upward in the capillary coelectroosmotically could be detected 

without applying any back-pressure, which emphasized the importance of the suction effect 

resulting from both the coaxial sheath liquid and nebulizing gas flows.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6. Variation of the theoretical linear velocity due to pressure application (UP) and 
experimental linear velocity for compounds A1, B, and A2 (UA1, UB, and UA2) in terms of the 
applied pressure value.  
Experimental conditions: see Fig. 5. 
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experimental conditions (capillary dimensions, coaxial sheath liquid, nebulizing gas, and 

temperature), applying a 5 kPa pressure at the CE capillary inlet will result in an overall linear 

flow velocity of ca. 23 x 10–2 cm/s, which will allow cations having electrophoretic mobilities 

less than 90 x 10–5 cm2.V–1.s–1 to be detected in under 30 min. 

 

 

3.4 Reversed voltage polarity CE-MS coupling under anodic EOF 

 

Another way to arrange MS detection of all anions and of cations having mobilites 

under a given limit was to reverse cathodic EOF (as those naturally existing in bare fused-

silica capillaries) into anodic EOF, as produced in positively coated capillaries (Fig. 2D). To 

our knowledge, long enough capillaries (80 cm minimum) with a positively charged covalent 

coating and presenting an anodic EOF for use in CE-MS separations are not commercially 

available. A variety of noncovalently, home-modified, positively coated capillaries has been 

described in the literature, but the main problem for CE-MS separation is the compatibility of 

such coatings with MS interfacing conditions, i.e., heating at the last few centimeters of the 

capillary outlet by the nebulizing gas and risk of bleeding. Nevertheless, a few number of MS-

compatible cationic coatings have been proposed in literature, either as a single layer of 2-

ethyl-(2-pyrrolidine)methacrylate-dimethylacrylamide (EPyM-DMA) copolymer [25], PolyE-

323 polyamine coating [26], Polybrene [27, 28] or Polybrene/ethyleneglycol [29], or as SMIL 

coatings of Polybrene/dextran sulphate [15, 30]. For this study, a Polybrene monolayer was 

chosen because of its ease of preparation and use (see Section 2.2) and quite good stability 

within approximately 20 runs. Under these conditions, all three compounds could be MS-

detected in a short analysis time and with good CE resolution (Fig. 7). Anion A1 was not 

visualized on the CE-UV electropherogram as it does not contain any UV-absorbing moiety 

and could thus only be detected by MS. Interestingly, a MS signal at m/z 1128.4 

corresponding to the pseudomolecular ion of B appears at two different times, among which 

one corresponds to A2 detection time. This indicates an A2 fragmentation into B during 

ionization. As the electroosmotic mobility was –44.6 x 10–5 cm2.V–1.s–1, a cation MS-detected 

at 30 min (or 1 h) would have an electrophoretic mobility of about 17 x 10–5 cm2.V–1.s–1 (30  x 

10–5 cm2.V–1.s–1). 
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Figure 7. Reversed voltage polarity CE-UV-ESI-MS of the reactional mixture of polyanions 
A1 and A2 and cation B under anodic EOF.  
(a) UV absorbance electropherogram; (b) MS detection at m/z 247.1 ([A1–H]–); (c) MS 
detection at m/z 1128.4 ([B-H]–); (d) MS detection at m/z 679.3 ([A2–2H]–2). Experimental 
conditions: see Fig. 3, except for fused-silica capillary (dynamically modified by a polybrene 
monolayer, as described in Section 2.2), applied voltage –20 kV) and the absence of applied 
pressure during separation. 

 

 

 

4- Concluding remarks 

 

Effective on-line coupling of CE to ESI-MS requires the presence of a liquid flow 

from the CE capillary to maintain proper electric contact for the CE separation. This condition 

is most often met when using bare fused-silica capillaries presenting cathodic EOF for 

cationic analytes migrating coelectroosmotically and slow-migrating anionic analytes 

electroosmotically carried to the ESI needle. The situation of fast-migrating anionic analytes 

having a net motion opposite to EOF is somewhat more intricate. For this special case, two 

effective strategies for single-run analysis of cationic, anionic, and polyanionic compounds by 

CE hyphenated to ESI-MS were developed in this work. Two parameters were considered: 
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EOF direction and magnitude, and superimposition of a pressure at the inlet of the CE 

capillary during separation, in connection with the suction effect generated by sheath liquid 

and gas flow at the ESI interface. The speed-up of cathodic EOF either by superimposition of 

a pressure in bare fused-silica capillaries or by enhancement of the negative charge at the 

capillary wall by a dynamic double layer coating did not allow us to detect fastest-migrating 

polyanions by CE-MS. Eventually, the detection of the cationic and polyanionic compounds 

in a single run could be obtained under negative CE voltage polarity by either using neutrally 

coated polymethylsiloxane DB-1 capillaries and simultaneously applying a slight pressure 

allowing to compensate for the residual cathodic EOF, or dynamically modifying the inner 

wall of the bare fused-silica capillary with a polycationic polymer, such as polybrene. In the 

latter case superimposition of a pressure may not be needed. Both strategies can be applied to 

practically all kinds of complex mixtures, allowing CE-MS analysis of all sample anions and 

almost all cations (depending on the additional suction effect) in a reasonable time (most 

likely in under 30 min) and with satisfactory resolution. 
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C-  Conclusion 

 

La mise en place du couplage en ligne de l’électrophorèse capillaire avec la 

spectrométrie de masse via une interface à électronébulisation, nécessite la présence d'un flux 

continu de liquide de la CE vers la MS, afin de maintenir un contact électrique pour la 

séparation électrophorétique. Cette condition est le plus souvent rencontrée lors de l'utilisation 

d’un capillaire en silice vierge, présentant un flux électroosmotique cathodique pour l’analyse 

de composés cationiques, migrant dans le sens coélectroosmotique, et pour l’analyse de 

composés anioniques, de faible mobilité électrophorétique, pouvant être entrainés vers 

l’interface ESI. Lorsque l’on se trouve dans le cas de figure où les anions à analyser ont une 

mobilité électrophorétique très élevée, supérieure à la mobilité électroosmotique, en valeur 

absolue, au sein du capillaire, la situation est un peu plus complexe. Dans ce contexte, deux 

stratégies efficaces ont été développées au cours de ce travail, permettant l’analyse simultanée 

de composés cationiques, anioniques et polyanioniques de mobilité élevée, par couplage 

CE/ESI-MS. Deux paramètres ont donc été pris en considération lors de cette étude: la 

direction et la vitesse du flux électroosmotique, ainsi que la surimposition d'une pression 

hydrodynamique à l'entrée du capillaire d’électrophorèse au cours de séparation, pouvant 

augmenter l'effet de succion, engendré par les arrivées de liquide additionnel et gaz nébulisant 

au niveau de l’interface ESI, et donc pouvant accélérer le mouvement du fluide au sein du 

capillaire d’électrophorèse.  

La tentative d’accélération de la vitesse du flux électroosmotique cathodique d’une part 

par surimposition d’une pression hydrodynamique à l’entrée d’un capillaire en silice vierge ou 

d’autre part par l’accroissement du taux de charge négative sur la paroi interne du capillaire, 

par une modification dynamique par une double couche de polymères ne nous a pas permis de 

détecter les composés polyanioniques très mobiles, par CE/MS.  

Finalement, deux stratégies nous ont donc permis la détection simultanée des composés 

cationiques et polyanioniques par couplage CE/ESI-MS. La première est l’utilisation d’un 

capillaire greffé par le polyméthylsiloxane (DB-1), avec application d’une tension négative à 

l’entrée du capillaire et la surimposition d’une pression hydrodynamique afin de contre-

balancer l’écoulement électroosmotique cathodique résiduel. La seconde a été la modification 

dynamique sur des capillaires longs (sur une longueur de 1 m) en silice vierge à partir d’un 

polymère cationique couramment disponibles (le polybrène) en inversant l’écoulement 



 141 

électroosmotique. Dans ce dernier cas, la surimposition d’une pression hydrodynamique à 

l’entrée du capillaire n’est pas toujours nécessaire.  

Ces deux stratégies peuvent être appliquées à pratiquement toutes sortes de mélanges 

complexes, permettant l'analyse simultanée par couplage CE/MS de tous les composés 

anioniques et de presque tous les composés cationiques (selon l'effet de succion additionnel), 

avec des temps raisonnables (en moins de 30 minutes) et avec une bonne résolution. 
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CHAPITRE IV : Couplage en ligne de la focalisation 

isoélectrique capillaire avec la spectrométrie de masse via 

une interface à électronébulisation pour la caractérisation 

de protéines hydrophiles et hydrophobes 

 

 

A- Introduction  

 

La focalisation isoélectrique capillaire (CIEF), qui est la deuxième technique 

électrophorétique la plus populaire, permet la séparation de composés de nature amphotère, 

tels que les protéines. Celles-ci sont séparées selon leur point isoélectrique (pI) : un mélange 

d'ampholytes de pI légèrement différent et d’analytes est introduit dans le capillaire 

d’électrophorèse; sous l’action du  champ électrique, un gradient de pH se forme grâce aux 

ampholytes le long du capillaire et les protéines chargées se déplacent vers la zone où le pH 

est égal à leur pI. Aucune force électromotrice ne s’exerce sur ces molécules dans cette zone 

focalisée car elles sont alors neutres, si l’écoulement électroosmotique est nul. Si elles 

diffusent dans une zone voisine de pH différent de leur pI, elles sont alors chargées et donc 

soumises au champ électrique jusqu’à ce qu’elles retournent dans leur zone de neutralité, à 

leur pI. Les zones focalisées sont par la suite mobilisées vers le détecteur par des voies 

diverses (par flux hydrodynamique [1-3], seul ou associé à l'application d’une tension 

électrique, par mobilisation chimique [4, 5], électroosmotique  [6-9], ou par déplacement 

isotachophorétique [10]. La CIEF est considérée comme étant une méthode séparative avec un 

pouvoir de résolution des plus élevés parmi toutes les méthodes électrophorétiques, 

permettant même la  séparation de protéines isoformes avec substitution délétion ou insertion 

d'un seul acide aminé, et avec une résolution autour de 0,02 par unité de pH. L'étape de 

focalisation permet de concentrer les protéines avec un facteur de 50 à 100 [11, 12], rendant 

les échantillons, même dilués, accessibles à l'analyse par spectrométrie de masse. La CIEF 

couplée en ligne avec la spectrométrie de masse est considérée comme une alternative 

prometteuse à la 2D-PAGE pour des analyses protéomiques plus rapides. Ce couplage permet 

de fournir des informations sur les pI et les masses moléculaires, avec de hautes capacités de 

résolution et des informations structurales améliorées, tout en en faisant abstraction des 
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inconvénients liés à l’électrophorèse sur gel conventionnelle, comme les limitations en termes 

de sensibilité et de débit, ainsi que les procédures de détection laborieuses [13].  

Un couplage « off-line » CIEF/MS avec un détecteur MS-MALDI a été réalisé par 

Karger et al. [14, 15], avec un système de collecteur de fractions. Chartogne et al. [16] ont 

développé un système de collecteur sur cible. Un couplage d’un capillaire RPLC dans une 

première dimension, avec la CIEF en deuxième dimension, suivi par une détection MALDI-

MS a également été développé [17, 18], par adsorption et concentration de fraction, et 

élimination des ampholytes par un lavage puis digestion tryptic, le tout sur la cible MALDI.  

Le couplage en ligne de la CIEF avec la détection par spectrométrie de masse via une 

interface à électronébulisation présente quelques difficultés inhérentes à ce couplage : (i) le 

maintien du contact électrique requis pour les séparations électrophorétiques ; (ii) la nature et 

la composition de l’électrolyte arrivant du capillaire de séparation, qui devra être compatible 

avec les détecteurs MS ; et (iii) la nature de la paroi interne du capillaire de séparation qui 

devra également être compatible avec l'interface à électronébulisation. Ce couplage a montré 

des avances remarquables [12, 13, 19, 20], cependant en raison des difficultés précédemment 

décrites, il a souvent été exécuté avec un protocole « semi-en-ligne », comme par exemple 

lors du premier essai du couplage de la CIEF avec la MS réalisé par Tang et al. en 1995 [21, 

22], avec une interface à liquide additionnel coaxial. En effet, en raison de l'absence du 

réservoir de sortie dans la configuration du couplage CE/ESI-MS, différentes approches ont 

été proposées afin d’assurer le contact électrique pour le couplage potentiel en ligne 

CIEF/ESI-MS. L’une des approches consiste durant l’étape de focalisation, de positionner le 

capillaire de séparation dans l’aiguille d’interface, de manière à ce que l’extrémité ne dépasse 

pas de l’aiguille et le catholyte est délivré de manière coaxiale (via l’arrivée prévue pour le 

liquide additionnel) et un débit de gaz nébulisant est alors réduit afin d’assurer la formation 

d'une suspension statique de la goutte de catholyte à l’extrémité de l'aiguille 

d'électronébulisation. Une fois l'étape de focalisation  terminée, on fait légèrement dépasser 

l’extrémité du capillaire de l'aiguille d'électronébulisation (0,5 mm) et l’anolyte est délivré via 

l’arrivée du liquide additionnel pour mobiliser des zones de protéine focalisées [23-25]. Dans 

une autre approche, le réservoir de catholyte a été placé à la sortie du  capillaire durant l’étape 

de focalisation des protéines, puis retiré avant l’étape de mobilisation et le processus 

d’électronébulisation via le positionnement de l'interface [12, 21, 26-28]. Durant l’étape de 

mobilisation, les ions (anions) du liquide additionnel s’introduisent dans le capillaire de 

séparation (attirés par l’anode), et perturbent la zone du gradient de pH formée ; mais 

également ralentissent la migration des protéines vers la source d’ESI [12]. Cette frontière 
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ionique qui se déplace, pourrait également contribuer à une perte de résolution et une 

inversion de l'ordre de migration. La solution à cet inconvénient serait de générer un flux 

hydrodynamique induit par la gravité pendant l’étape de mobilisation [13, 22]. Dans ces deux 

approches, la coupure du champ électrique entre les étapes de focalisation et de mobilisation 

gêne l'automatisation de la méthode et peut induire une perte d'efficacité de la séparation. 

Afin de permettre la continuité entre les étapes de focalisation et de mobilisation, une autre 

approche propose une nouvelle configuration. Celle-ci consiste en l’utilisation du liquide 

additionnel comme anolyte pour l’étape de  focalisation isoélectrique, mais également pour 

favoriser le processus d’électrospray. Le catholyte sera donc placé à l'entrée du capillaire de 

séparation et la polarité sera inversée [29]. Mais le déplacement de la frontière peut toujours 

se produire dans cette configuration. Une autre configuration consiste à coupler la CIEF-cITP 

transitoire/CZE avec un analyseur FTICR-MS. Cela a démontré des améliorations 

significatives en termes de résolution, de sensibilité et de débit d’analyse [30]. 

L'autre contrainte lors de la mise en place d’un couplage entre la CIEF et MS est la 

nature et la composition des fluides entrant dans la source du spectromètre de masse, c'est-à-

dire la présence d'un gel anticonvectif et d’ampholytes afin de réaliser le gradient pH pour la 

focalisation isoélectrique. Bien que les rapports m/z des ampholytes soient pour la plupart au 

dessous de la gamme de masse de la majorité des protéines, leur présence dans le spray de 

d’électronébulisation engendre une diminution de l'intensité du signal MS en raison du 

phénomène de suppression d'ionisation [21, 31-33] d’une part, mais également un bruit de 

fond supplémentaire dans le signal et diminue la résolution en masse. Des approches 

proposant d’éviter l’introduction des ampholytes dans la source MS ont été développées. Un 

système de microdialyse est placé à la jonction de l’interface à électronébulisation permettant 

d’éliminer les ampholytes du fluide arrivant de la CE, évitant ainsi l’interférence des 

composés lors de la détection MS [34-37] mais ce système a été rarement employé car très 

laborieux à mettre en place. Le couplage en ligne de la CIEF et la chromatographie liquide en 

phase inverse (RPLC) avec une détection ESI-MS est une autre approche pour contourner les 

problèmes liés à la présence des ampholytes lors de la détection MS [31, 38-42]. En ce qui 

concerne le gel aqueux de polyacrylamide usuellement employé en CIEF-UV, il est 

particulièrement à éviter lorsque la CIEF est couplée à la MS, en raison de son incompatibilité 

avec le détecteur MS. L'utilisation d'un milieu (ou matrice) purement aqueux pour les étapes 

de focalisation et de mobilisation pourrait augmenter l'effet de convection au sein du 

capillaire. En outre, dans ce milieu aqueux, les protéines hydrophobes ne pourraient pas être 

correctement caractérisées.  
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La dernière principale contrainte concerne la modification de la paroi interne du 

capillaire de séparation. La CIEF est habituellement réalisée avec des capillaires dont la paroi 

interne a été modifiée avec des polymères de nature hydrophile, tels que le polyacrylamide, 

ou l’alcool polyvinylique [21, 26, 27, 31, 43, 44] afin de supprimer ou au moins de réduire le 

flux électroosmotique. Cependant, peu de polymères, usuellement utilisés en CIEF-UV sont 

compatibles avec les conditions d’interface et de détection MS. L’extrémité du capillaire 

modifié au niveau de l’aiguille d’interface chauffe du à la présence du gaz nébulisant (TNG = 

100°C dans notre configuration), pouvant engendrer une instabilité du greffage et un 

relargage du polymère vers la source du spectromètre de masse [45-51].   

 

Dans cette étude, nous proposons un nouveau couplage en ligne intégré entre la CIEF et 

la MS, répondant aux principales contraintes décrites ci-dessus, c'est-à-dire (i)  le couplage en 

ligne automatisé tenant compte du maintient du contact électrique entre les étapes de 

focalisation et de mobilisation, (ii) l'utilisation d'un milieu (ou matrice) anticonvectif  

permettant la caractérisation de protéines hydrophiles et hydrophobes, tout en étant 

compatible avec le détecteur MS et (iii) l'utilisation d'un capillaire de séparation en silice 

vierge afin d’éviter l’utilisation de capillaire greffés dont le recouvrement peut parfois être 

long et laborieux et/ou présenter un coût  onéreux. Dans une étude  précédente [52], nous 

avons démontré la faisabilité de réaliser une CIEF en milieu eau/glycérol pour l’analyse et la 

caractérisation de protéines hydrophiles et hydrophobes. Grâce à sa viscosité élevée, le 

glycérol, connu pour stabiliser et solubiliser des protéines hydrophobes, joue également, dans 

ce cas de figure, le rôle de milieu anticonvectif et permet aussi l’utilisation de capillaires de 

silice vierge, car il réduit considérablement le flux électroosmotique. La bonne concordance 

avec la séparation obtenue par le système CIEF conventionnel, a indiqué l'adéquation de ce 

système. En outre, ce système semble être une alternative prometteuse, comparé au gel 

aqueux conventionnel de la CIEF, pour la caractérisation de protéines hydrophobes dans des 

conditions natives. Dans cette étude nous avons mis en place un couplage entre la CIEF en 

milieu eau/glycérol et la détection par ESI-MS et un mélange de six protéines standards a été 

analysé et séparé.   

 

 

 

 



 148 

B- Article  

 

ON-LINE CAPILLARY ISOELECTRIC FOCUSING 

ELECTROSPRAY IONIZATION MASS SPECTROMETRY 

FOR HYDROPHOBIC AND HYDROPHILIC PROTEIN 
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Abstract 

 

A new on-line coupling of capillary isoelectric focusing (CIEF) with electrospray 

ionization mass spectromery (ESI-MS) that allows for hydrophilic and hydrophobic protein 

characterization has been developed. This improved protocol provides (i) the electric 

continuity during the whole analysis by a partial filling of the capillary with 60:40 (cm/cm) 

catholyte / protein-ampholyte mixture, (ii) the use of an anticonvective medium, i.e. 30:70 

glycerol/water (v/v), compatible with MS detection and allowing for hydrophobic protein 

solubilization (iii) and the use of unmodified bare fused-silica capillaries, as the 

glycerol/water medium strongly reduces EOF. Focusing was performed in positive polarity 

and cathodic mobilization was achieved by both voltage and pressure application. The set-up 

was optimized with respect to analysis time, sensitivity and pI determination precision. The 

optimized anolyte and catholyte were composed of 50 mM formic acid / 1 mM glutamic acid 

(pH 2.35) and 100 mM NH3 / 1 mM lysine (pH 10.6), respectively. The effects of ampholyte 

concentration, focusing time and ESI parameters were presented for model proteins and 

discussed. This new integrated protocol should be an easy and effective additional tool for 

proteome characterization, providing a means for the characterization of a large number of 

hydrophilic and hydrophobic proteins. 
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Introduction 

 

CIEF, which is the second most popular CE mode, allows separating amphoteric 

compounds, like proteins, according to their isoelectric point (pI) : a mixture containing 

carrier ampholytes of slightly different pI and the sample is introduced into a capillary ; under 

an electric field, a pH gradient is formed by the carrier ampholytes along the capillary, and the 

proteins migrate until they reach the point of the capillary where the pH value matches their 

pI and they stop there. The focused zones are mobilized to reach the detector by various ways 

(i.e. hydrodynamic flow1-3 either alone or combined with voltage application, chemical 

mobilization4, 5, electroosmosis6-9 or isotachophoretic displacement10). CIEF is considered to 

provide the highest resolving power of all CE modes, even separating protein isoforms with 

single amino acid substitution, deletion or insertion, and affords a resolution of around 0.02 pI 

unit. The focusing effect concentrates proteins by a factor of 50-100 11, 12, making even 

diluted samples accessible to MS detection. CIEF coupled on-line with MS is regarded as a 

promising alternative to 2-D PAGE for fast proteome analysis, providing information on pI 

and Mr, with high resolving capabilities and enhanced structural information, omitting 

drawbacks of conventional slab-gel electrophoresis, such as restrictions in sensitivity and 

throughput as well as tedious staining procedures13.  

The off-line CIEF-MS coupling with MALDI-MS detection has been realized by 

Karger et al14, 15, with fraction collection. Chartogne et al16 developed an on-target collection 

system, with subsequent matrix mixing for the off-line coupling of CIEF to MALDI-MS. A 

coupling of capillary reversed-phase LC (RPLC) as the first dimension with CIEF as the 

second dimension followed by MALDI-MS was developed17, 18, with incorporation of fraction 

adsorption and concentration, ampholyte removal by washing and tryptic digestion on the 

MALDI-target.  

On-line coupling CIEF-MS coupling using ESI interfaces presents some difficulties; 

among which (i) maintaining the electrical continuity required for the electrophoretic 

separation; (ii) the compatibility of the composition of the fluid arising from the separation 

capillary with MS detector; and (iii) the compatibility and resistance of the inner wall of the 

separation capillary with the ESI interface. Although this coupling has shown remarkable 

advances12, 13, 19, 20 ; it has however been mainly performed thus far in a semi-on-line protocol 

, as exemplified in the first report on CIEF coupling to MS with a sheath flow interface by 

Tang et al in 1995 21, 22. Indeed, due to the inherent absence of the outlet vial in CE-ESI-MS 
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configuration, different approaches have been utilized to ensure electrical continuity during 

separation and detection. One of them consists in retracting the CE capillary into the ESI 

needle and in coaxially delivering the catholyte as the sheath liquid (SL) under reduced 

nebulizing gas flow rate to ensure the formation of a static hanging catholyte drop at the tip of 

the ESI needle. Once the focusing step is terminated, the capillary tip is passed out of the ESI 

needle and anolyte is delivered via the (SL) line to mobilize protein bands23-25 Alternatively, a 

catholyte reservoir is attached to the capillary outlet during protein focusing and is removed 

prior to the mobilization and spray process via the manual positioning of the interface 12, 21, 26-

28.During the mobilization, ions from the SL enter the capillary, shift the pH gradient and 

make the proteins migrate towards the ESI source12. This moving ionic boundary however 

could also contribute to a loss in resolution and an inversion of migration order but the 

problems could be remediated by applying a gravity-induced hydrodynamic flow during 

mobilization13, 22. In these two configurations, the removal of electric field between the 

focusing and the mobilizing steps hinders automation and can result in a loss of separation 

efficiency. To avoid switching of electric field from focusing to mobilizing, a new 

configuration was proposed consisting in employing the sheath liquid as the anolyte for 

isoelectric focusing and as an aid to electrospray performance, the catholyte being at the 

capillary entrance29. But moving boundary may still occur. Another configuration consists in 

coupling CIEF-transient cITP/CZE with FTICR-MS, that furthermore demonstrated 

significant improvements in resolution, sensitivity and throughput30.  

The other constraint for the set up of a coupling between CIEF and MS is the 

composition of the fluids required by CIEF, i.e. the presence of ampholytes and an 

anticonvective gel to establish and stabilize the pH gradient. Although the m/z values of 

ampholytes are mostly beyond the m/z range of most proteins, their presence in the sprayed 

solution causes a reduction in the MS signal intensity due to ion suppression 21, 31-33 and 

background signal, and decreases the mass resolution. Approaches aiming at preventing the 

ampholytes from entering the ion source have been developed. A microdialysis system at the 

ESI junction may allow the removal of the ampholytes out of the CE effluent leading to 

interference-free detection of proteins34-37, but this complicated system has not gained wide 

acceptance. The on-line combination of CIEF and RPLC with ESI-MS detection is another 

option to circumvent ampholyte-related detection problems31, 38-42. Concerning aqueous 

polyacrylamide gel medium currently employed in CIEF-UV, it is most often not incorporated 

when CIEF is coupled to MS, due to its incompatibility with the MS detector, but the use of a 



 151 

purely aqueous medium for focusing and mobilizing could lead to more convective effect. 

Furthermore, in aqueous medium, hydrophobic proteins cannot be correctly characterized.  

The last main constraint concerns the chemical modification of the inner wall of the 

separation capillary. So as to suppress or at least lower EOF, CIEF is usually performed in 

fused-silica capillaries coated with hydrophilic moieties, such as polyacrylamide or 

polyvinylalcohol21, 26, 27, 31, 43, 44. However, few wall modifications are compatible with MS 

interfacing conditions, i.e. heating at the last few centimetres of the capillary outlet by the 

nebulizing gas, which may lead to coating breakage and risk of bleeding45-51.  

 

In this paper, we propose a new on-line coupling between CIEF and MS, that satisfies 

the main constraints described above, i.e. (i) unattended preservation of electric continuity, 

(ii) the use of a MS compatible anticonvective medium that allows for hydrophilic and 

hydrophobic protein stabilization and (iii) the use of a bare fused-silica separation capillary 

that precludes the use of expensive and short-lifetime coated capillaries. Indeed, in a previous 

work52, we demonstrated the feasibility of performing CIEF in glycerol-water media and in 

uncoated capillaries for hydrophilic and hydrophobic proteins. Thanks to its high viscosity, 

glycerol, which is known to better solubilize and stabilize hydrophobic proteins, can both play 

the role of anticonvective medium and allow employing bare silica capillaries, as it 

considerably reduces EOF. The good concordance with separations obtained by the 

conventional CIEF implementation indicated the adequacy of this system. Furthermore, this 

system appeared to be a promising alternative to conventional aqueous gel CIEF for 

hydrophobic protein characterization under native conditions. The set-up of the coupling 

between this original glycerol-water CIEF and ESI-MS was investigated in this work and 

evaluated with a standard mixture of six proteins. 
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EXPERIMENTAL SECTION 

 

Chemicals and reagents  

 

The CIEF kit comprising an aqueous gel, phosphoric acid, sodium hydroxide, carrier 

ampholytes pH 3–10 and protein markers ribonuclease A (Rnase, pI = 9.45, Mr 13 676 Da), 

carbonic anhydrase II (CA II, pI = 5.9, Mr 29 080 Da), β-lactoglobulin A (β-Lac, pI = 5.1, Mr 

18 357 Da) was obtained from Beckman Instruments (Fullerton, CA, USA). α-

chymotrypsinogen A type II (α-Tryp, bovine pancreas pI = 8.3, Mr 25 661 Da), myoglobin 

(Myo, horse heart pI = 6.3, Mr 16 946 Da), trypsin inhibitor (TI, type I-S soy bean pI = 4.5, 

Mr 19 982 Da), glycerol, acetic acid and formic acid were purchased from Sigma-Aldrich-

Fluka (St.-Quentin Fallavier, France). Methanol of Normapure grade and lysine were from 

Prolabo (Fontenay-sous-Bois, France) and glutamic acid and ammonia from Merck 

(Darmstadt, Germany). Water used throughout was produced by an Alpha Q system 

(Millipore, Bedford, MA, USA). 

 

CE apparatus 

 

CE was performed with an HP3DCE instrument (Agilent Technologies, Massy, France) 

equipped with a UV absorbance DAD. This apparatus automatically realizes all the steps of 

the analytical protocols, including capillary conditioning, sample introduction, voltage 

application and diode array detection, and allows running unattended method sequences. 

Separations were realized in 50 µm id (360 µm od) x 100 cm or 80 cm bare fused-silica 

capillaries (Photonlines, Marly-le-Roi, France). New capillaries were conditioned by 

successive flushes with 1 M and 0.1 M NaOH and then with water under a pressure of 93.5 

kPa for 15 min each. The temperature in the capillary cassette was set at 25°C. The 

acquisition rate was 10 points/s. Between runs, capillaries were rinsed with water for 3 min, 

10 mM HCl for 10 min and finally water for 5 min. Capillaries were rinsed with water and 

dried by air when not in use. 

 

MS detection 

 

An Agilent Series 1100 MSD single quadrupole mass spectrometer (Agilent 

Technologies, Massy, France) equipped with an orthogonal ESI source was used in the 
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positive ionization mode. In the optimized conditions, nitrogen was used as nebulising gas 

(NG) at a temperature of 100°C (pressure 55 kPa) and as drying gas (DG) at 350°C (flow rate, 

7 L.min-1). Optimized ESI and skimmer voltage were 3500 V and 10 V, respectively. Peak 

width and dwell time were set to 0.3 min and 880 ms, respectively. CE-MS coupling was 

carried out using a SL coaxial ESI interface (Agilent Technologies). The sheath liquid (50:50 

v/v MeOH-H2O mixture containing 1% v/v acetic acid) was delivered by an Agilent series 

1100 isocratic HPLC pump (flow rate, 6 µL.min-1, in the optimized conditions). 

 

CIEF-MS protocols 

 

For the glycerol-water CIEF system, the separation was performed in bare fused-silica 

capillaries. Glycerol was diluted with water in proportions 30:70, 20:80 or 10:90 v/v. The 

separation electrolyte was made up with the carrier ampholyte mixture pH 3–10 (0.5 to 2 % 

v/v) supplemented in the glycerol-water medium. The proteins to separate were added to this 

electrolyte at concentrations between 0.019 and 0.228 mg/mL. Prior to loading, the electrolyte 

was vortexed for 10 s and centrifuged for 10 min at 5000 rpm to homogenize and avoid air 

bubbles. According to cases, anolytes were 30 mM glutamic acid (pH 3.35), 50 mM formic 

acid (pH 2.5), or 50 mM formic acid// 1 mM glutamic acid (pH 2.35) in the glycerol-water 

mixture ; catholytes were 100 mM ammonia (pH 11.2), 100 mM ammonia / 50 mM lysine 

(pH 11.6) or 100mM ammonia /1 mM lysine (pH 10.6) in the glycerol-water mixture. By 

doing so, anolyte and catholyte viscosity was the same as that of the separation electrolyte, 

which prevented dispersion during the mobilization step due to viscosity differences. For a 80 

cm length, the capillaries were flushed for 3 min at 950 mbar with the catholyte and next the 

ampholytes/proteins mixture was injected over a capillary length equal to 40 cm (taking into 

account the viscosity of the mixture). Unless otherwise specified, the focusing step was 

achieved by applying a voltage of 30 kV for 6 min. Mobilization to cathodic side was 

performed under a 50 mbar pressure, while maintaining focusing voltage applied, until all 

proteins were detected.  
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RESULTS AND DISCUSSION 

 

 CIEF separations are usually performed with neutral coated fused-silica capillaries in 

aqueous anticonvective gels. In a previous paper, we demonstrated that glycerol, a very 

viscous solvent, was a promising alternative to conventional aqueous gels for CIEF 

separations52. A 30:70 (v/v) glycerol-water medium appeared as a good compromise for 

performing CIEF in a bare fused-silica capillary, as it strongly reduced EOF. Moreover, as 

glycerol is known to help stabilize any kind of proteins and solubilize hydrophobic ones, this 

mixture appeared interesting for hydrophobic protein characterization, under their native 

form52. As one of the main constraints for coupling classical CIEF to MS detection via an ESI 

interface is the presence of gel in the separation medium, the coupling of glycerol-water CIEF 

with MS seemed a promising way and was therefore investigated. It has been previously 

shown that addition of glycerol to electrospray of protein solutions results in an increase in the 

number of charge states in the gas-phase, related to the high surface tension of glycerol53. 

Furthermore, such addition at levels up to 43% did not measurably affect the intensity of ESI 

signal. When glycerol-water mixtures with 10 to 30% glycerol were employed during this 

study, no clogging of the MS transfer capillary was observed and no specific washing had to 

be performed between runs. The second main constraint for an on-line CIEF-ESI-MS 

coupling is to maintain the electric contact for the CE separation, although the outlet vial is 

replaced by the ESI interface, so as to perform a real unattended “on-line” coupling providing 

better efficiency and reproducibility. The general configuration selected during this study for 

CIEF-ESI-MS was as follows : (1) SL consisted in a 50:50 (v/v) MeOH-H2O mixture 

containing 1% v/v acetic acid, so as to help for positive ionization of the proteins, as the 

positive ionization mode is more sensitive than the negative ionizaton mode ; (2) a 

discontinuous electrolyte filling was performed in a 100 cm length separation capillary : the 

60 cm closest to the interface were filled with the catholyte and the 40 cm closest to the 

capillary inlet were filled with the proteins/ampholyte mixtures. The lengths selected for the 

partial filling have been optimized in CIEF-UV with respect to total analysis time and peak 

efficiencies. The inlet vial contained the anolyte and the electrophoretic separation was 

performed under positive voltage (Figure 1).  
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Figure 1 : Schematic representation of the on-line glycerol/water CIEF-ESI-MS protocol 
developed in this work for separation in bare fused-silica capillaries.  
SL: sheath liquid, NG: nebulizing gas. DG: drying gas. 
 

This configuration allows an actual on-line coupling, i.e. no discontinuity in electric 

field application took place during the entire process. Furthermore, the fact that the length of 

the protein/ampholytes mixture is shorter than the total capillary length permitted shorter 

detection times for the pH gradient zone, and thus globally shorter analysis time. Likewise, 

the contact between the pH gradient zone and the catholyte was not located at the interface, 

which improved the electrospray stability. After the focusing step (under a 30 kV voltage), a 

50 mbar pressure was applied, while keeping the same voltage to move the entire content of 

the capillary to the detector. This original configuration was optimized with respect to anolyte 

and catholyte composition, ampholyte concentration, glycerol content, so as to verify the 

compatibility of the various components entering the interface with the SL. Some parameters 

inherent to the interface, i.e. SL flow rate, NG pressure and DG temperature, were also 

optimized with respect to sensitivity and resolution of the overall analytical process. The 

study was performed with a mixture of model proteins, ribonuclease A (Rnase, pI = 9.45), α-

chymotrypsinogen A type II (α-Tryp, pI = 8.3), myoglobin (Myo, pI = 6.3), carbonic 

anhydrase II (CA II, pI = 5.9), β-lactoglobulin A (β-Lac, pI = 5.1), trypsin inhibitor (TI, pI = 

4.5). During the study, it was observed that myoglobin altered after a one-day dilution in the 

glycerol/water medium, leading to an unexplained shift in Mr from 16946 to 17564 Da..  
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Anolyte and catholyte composition  

 

Anolyte and catholyte must be compatible with on-line MS detection, which is not the 

case for the ones mostly employed in classical CIEF, i.e. phosphoric acid and sodium 

hydroxide, respectively. In the few papers allowing for on-line MS detection, acetic acid was 

employed as anolyte23, 29, 34, 37 and ammonium acetate29 or ammonium hydroxide23, 37as 

catholyte37. In this study, different acidic and basic solutions that were compatible with MS 

detection and could provide a correct frontier with the 3 -10 pH gradient were tested, the 

separation being discussed with respect to the time span of the pH gradient zone and 

resolution: formic and glutamic acid as anolytes, and NH3 and lysine as catholytes (Table 1).  

 

Detection times of the pH 
gradient frontiers (min) Anolyte Catholyte 
cathodic anodic 

Time span of 
the pH gradient 

zone (min) 

Rs 
(CA II/ β-Lac) 

50 mM formic acid  
(pH 2.5) 

100 mM NH3 
( pH 11.2) 

28   40 12 0.64 

30 mM glutamic 
acid (pH 3.35) 

100 mM NH3 
(pH 11.2) 

57  75 18 0.45 

30 mM glutamic 
acid (pH 3.35) 

100 mM NH3 /  
50 mM lysine  

(pH 11.6) 
24  32 8 0.76 

50 mM formic acid / 
1 mM glutamic acid 

(pH 2.35) 

100 mM NH3 /  
1 mM lysine  

(pH 10.6) 
23  31 8 0.65 

 

Table 1. Time span of the pH gradient zone and peak resolution between CA II and β-Lac 
(differencing by 0.8 unit in pI) for different compositions of anolyte and catholyte. 
Experimental conditions : see Figure 2, except for anolyte and catholyte nature and capillary 
length (100 cm). 

 

The detection times include the focusing and mobilizing steps, thus corresponding to 

the overall analysis times. As compound velocities passing through the detector can be 

considered identical, the time span can be directly correlated to the spatial span in the 

capillary. As glutamic acid (Mr 146.2) and lysine (Mr 147.1) are easily detectable by MS, 

they were finally added in small quantity in the anolyte and catholyte respectively, so as to 

visualize the limits of the pH gradient zone. 50 mM formic acid / 1 mM glutamic acid (pH 

2.35) and 100 mM NH3 / 1 mM lysine (pH 10.6) were retained as anolyte and catholyte, 

respectively, as they provided short analysis time, for similar resolutions, and low MS noise. 

Figure 2 presents both the overall scan mode MS signal (Fig. 2A), the single ion monitoring 
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(SIM) mode signal allowing for the detection of the limits of pH gradient zone (Fig 2B) and 

the extracted ion current (EIC) signal (Fig. 2C) for each protein, indicating a very good 

resolving power of the MS detector for the 6 model proteins within 5 min, due to the specific 

MS detection. The mass spectra of the proteins are also presented in Figure 2. For these model 

proteins, the EIC signals were two to three times lower than the ones obtained in SIM mode; 

nevertheless, the EIC mode allows to identify an unlimited number of protein peaks in a 

single run, provided that there was no ionization suppression for proteins detected 

simultaneously. This on-line protocol thus appears as a powerful tool for fast analysis of both 

hydrophilic and hydrophobic proteins, through their characterization in terms of pI and 

molecular mass.  
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Figure 2 : On-line CIEF-ESI-MS and extracted MS spectra of six model proteins. 
(A) Scan mode (m/z 1000-2500) electropherogram ; (B) SIM mode (m/z 148) 
electropherogram ; (C) EIC mode electropherogram : Rnase (m/z 1369), α-Tryp (m/z 2139), 
Myo (m/z 1211), CA II (m/z 1940), β-Lac (m/z 2041), TI (m/z 1666). Mass spectra of the six 
model proteins extracted from the average scan under the peak in Fig. 2A. 
Bare fused-silica capillary, 50 µm ID x 80 cm. Separation electrolyte: Beckman ampholyte 
mixture, pH 3-10 (1.5% v/v) in 30:70 v/v glycerol-water mixture, containing Rnase (0.22 
mg/mL), α-Tryp (0.037 mg/mL), Myo (0.037 mg/mL), CA II (0.037 mg/mL), β-Lac (0.037 
mg/mL), TI (0.037 mg/mL). Anolyte: 50 mM formic acid / 1 mM glutamic acid (pH 2.35) in 
30:70 v/v glycerol-water mixture. Catholyte: 100 mM NH3 / 1 mM lysine (pH 10.6) in 30:70 
v/v glycerol-water mixture. Focusing : 30 kV for 6 min. Cathodic mobilization: 50 mbar, 30 
kV. Cassette temperature: 25°C. 
MS conditions : sheath liquid: water-methanol (1:1, v/v) with 1% (v/v) acetic acid ; flow rate : 
6 µL/min. Nebulizing gas : nitrogen (100°C, 55 kPa). Drying gas: nitrogen (350°C, 7 L/min). 
Positive ionization mode. ESI voltage: 3500 V. Skimmer voltage : 10V. 
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Ampholyte concentration and focusing time 

 

The ampholytes were introduced in the separation capillary at various concentrations, 

ranging from 0.5 to 2% (v/v) and the focusing time, i.e. the time allowed for the focusing step, 

was varied from 6 to 13 min. Table 2 presents the results in terms of the time span of the pH 

gradient zone and peak intensity for two proteins, CA and TI.  

 

* 100 corresponds to the highest peak intensity 
 
Table 2. Time span of peak intensities and pH gradient zone for CA II and TI as a function of 
ampholyte concentration and focusing time. 
Experimental conditions : see Figure 2 

  

Whatever the focusing time, a maximum was obtained for each protein peak intensity 

and efficiency, while varying the ampholyte content. The influence of ampholyte 

concentration was already studied21 and it was reported that an increase in ampholyte 

concentration led to a decrease in peak intensity, a decrease in protein charge state on the 

mass spectrum and an increase in protein migration times. In the present study, the existence 

of an intensity maximum indicates that a compromise should be found between separation 

performances, favored by high ampholyte concentration, and detection performances, favored 

by low ampholyte concentration. The observed maximum appeared to depend on the protein 

nature through the protein ionization rate and ampholyte concentration. When determining the 

time span of the pH gradient zone (Table 2), it appeared that the lower the ampholyte 

concentration, the larger the pH gradient zone and the higher the detection time. Upon 

increasing the focusing time, the increase in overall analysis time is markedly lower than the 

increase in focusing time. Indeed, during focusing, the pH gradient zone is moving slowly to 

Detection times of the pH gradient frontiers (min)  
(Times span of the pH gradient zone  in min) 

Focusing time (min) % 
ampholyte 

 
 6  10  13  

0.5  
31.4 to 39.9  

(8.5) 
32.7 to 41.4 

(8.7) 
33.1 to 41.1  

(8) 

1  
29.4 to 36.7  

(7.3 ) 
29.7 to 37.2  

(7.5) 
30.3 to 37.9 

(7.6) 

1.5  
28 to 35  

(7) 
29.5 to 36.5  

(7) 
31.4 to 37.6  

(6.2) 

2  
24 to 30.5  

(6.5) 
25.5 to 31.5  

(6) 
26.5 to 32.7  

(6.2) 

Peak intensities (MS detection) (%) * 

CA II TI 

Focusing time (min) 
% 

ampholyte 

  6 10 13  6 10 13 

0.5  100 23.8 7.4  100 61.5 77.8 

1  97.9 53.3 60  49.6 100 100 

1.5  85.6 100 100  70.1 97.5 90.2 

2  50.9 6.5 64.5  51.6 16.2 83 
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the capillary outlet, as a result of the residual EOF and suction effect existing under this CE-

MS configuration54. Figure 3 shows the plot of pI in terms of detection time for 5 model 

proteins, indicating a good linearity whatever the experimental conditions.  
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Figure 3 : Protein pI as a function of detection time for various ampholyte concentrations and 
focusing times. 
Experimental conditions : see Figure 2, except for focusing time (6 min (▲), 10 min (■), 13 
min (●)) and ampholyte concentration : 2% (A), 1.5% (B), 1% (C), 0.5% (D). 
Least-squares regression straight lines : (A) 6 min : y = -1,48x + 45,5 (R2 = 0,97) ; 10 min : y 
= -1,48x + 47,2 (R2 = 0,97) ; 13 min : y = -1,46x + 47,9 (R2 = 0,97) ; (B) 6 min: y = -1,36x + 
46,9 (R2 = 0,97) ;10 min: y = -1,34x + 48,8 (R2 = 0,96) ; 13 min: y = -1,34x + 51,2 (R2 = 
0,96) ; (C) 6 min: y = -1,33x + 48,8 (R2 = 0,97) ; 10 min: y = -1,38x + 50,7 (R2 = 0,98) ; 13 
min: y = -1,39x + 52,2 (R2 = 0,97) ; (D) 6 min: y = -1,56x + 58,5 (R2 = 0,97) ; 10 min: y = -
1,54x + 59,9 (R2 = 0,97) ; 13 min: y = -1,31x + 52,6 (R2 = 0,97). 

 

The limits of pH gradient zone are also indicated in Figure 3 as surrounded points. It 

has to be noted that the pH values of the anolyte and catholyte are ca 0.6 pH unit lower and 

higher, respectively, than the pH gradient limits of the carrier ampholyte mixture. The 

surrounded points featuring the basic frontier correctly fit the regression straight line, whereas 

the points featuring the acidic frontier are apart from this line, corresponding to much higher 

detection times. One explanation could be that the basic frontier was going past the detector 

first, whereas the acidic frontier could be more perturbed due to the longer influence of 

pressure application, as it went past the detector last. The shift for the acidic frontier was 

observed for all the analytes tested in this study, which could also indicate a possible 

distortion of the pH gradient zone on the acidic pH side, may be due to the presence of more 

ampholytes in this pH region. Finally, a 6 min focusing time was considered optimum as it 

provided satisfactory results in less total analysis time. As far as the ampholyte concentration 

was concerned, the mass spectra of the ampholytes may interfere with the protein spectra. In 

the glycerol/water medium used in this work, they were mainly detected in the 800 to 1200 

m/z and in the 1000 to 1400 m/z range in the basic and acidic region of the pH gradient, 

respectively. So, their interferences could be more pronounced for the acidic proteins. 

Nevertheless, the ratios of the higher peak abundance of the more acidic protein, TI, to the 

ampholyte, that are detected at different m/z values (see Figure 2), were 1.2, 1.5, 4.3 and 19 
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for 2, 1.5, 1 and 0.5 % ampholytes concentration, respectively. However, at 1.5% ampholyte 

concentration, TI was well detected either in the SIM mode or in the EIC mode. Finally, a 

1.5% ampholyte concentration seemed to be a good compromise with respects to the signal to 

noise ratio for all six proteins tested.  

 

Glycerol concentration 

 

The CIEF protocol developed previously52 dictates a 30% glycerol content in water 

(v/v) so as to take advantage of both the anticonvective effect due to a high viscosity and a 

low EOF. As the capillary in CIEF-MS is around three times longer that in classical CIEF-UV 

arrangement, reducing the glycerol content could be a sound way to reduce the analysis time, 

by lowering viscosity and enhancing EOF. The glycerol content in the separation media was 

therefore revisited. Upon increasing glycerol content from 10 to 30 %, both peak intensity and 

efficiency increased (see maximum abundance for Rnase in Figure 4, for example). In effect, 

by increasing viscosity, focusing could be more efficient in leading to a thinner, concentrated 

protein zone. The increase in glycerol content in the medium also favored an increase in the 

number of charges in gas-phase, as shown for Rnase ions (Figure 4): from 10 to 30% glycerol, 

the abundance ratio between the peaks corresponding to 10+ and 9+ charge states increased 

from 0.82 to 1.17. Furthermore, the time span of the pH gradient zone were 9 to 13 min, 13 to 

18 min and 23 to 30 min for 10, 20 and 30% glycerol, respectively, and higher efficiencies 

were obtained for the highest glycerol concentration. This indicates that the higher the 

glycerol content, the larger the pH gradient zone and the longer the total analysis time (within 

an acceptable time range), that helps for better protein focusing.  
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Figure 4 : Representative mass spectra of Ribonuclease A (0.22 mg/mL) at different glycerol 
concentrations. 
Experimental conditions : see Figure 2, except for glycerol concentration.  

 

 

Protein pIs were plotted as a function of protein detection time for the three preceeding 

glycerol/water proportions (Figure 5). The slope of the curve is smaller for the higher glycerol 

content, allowing for an easier pI determination when an unknown protein has to be 

characterized. So, 30% glycerol appeared again as the best compromise as regards intensity, 

efficiency and precision on pI determination. 
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Figure 5 : Protein pI as a function of detection time for various glycerol concentrations. 
Experimental conditions: see Figure 2, except for glycerol concentration : 10% (●), 20% (■), 
30% (▲).  
Least-squares regression straight lines: (●): y = -2,81x + 35,2   (R2 = 0,90); (■) : y = -1,95x + 
34,7   (R2 = 0,97) ; (▲): y = -1,09x + 33,8   (R2 = 0,97); 

 
 

ESI interface parameters 

 

First of all, the DG temperature was varied between 200 and 350°C. The highest 

protein peak intensities were obtained for 350°C, indicating that protein ionization/desorption 

was better completed at the highest DG temperature without protein degradation. Upon 

varying NG pressure between 40 and 70 kPa, a maximum in protein peak intensity and 

efficiency was obtained at 55 kPa (Table 3).  

 

Peak intensity (%) NG pressure 
(kPa) Rnase α-Tryp CA II β-Lac TI 

41.5 61 61 89 46 36 

55 100 87 100 100 100 

69 20 100 25 65 71 

 
* 100 corresponds to the highest peak intensity 

 

Table 3. Protein peak intensities as a function of NG pressure. 
Experimental conditions: see Figure 2. 
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Furthermore, the slopes of the plots of pI versus detection time remained identical on 

varying NG pressure (Figure 6), which indicates that the length of the pH gradient within the 

capillary was not affected by this parameter. Figure 6 also shows that, the higher the NG 

pressure, the smaller the detection time, as can be anticipated from the increase in suction 

effect due to NG54. Thus a NG pressure of 55 kPa appeared as a good compromise between a 

higher ionization/desorption efficiency and a shorter time allowed for focusing, that are 

expected on increasing NG pressure (as long as the spray remains stable). 
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Figure 6 : Protein pI as a function of detection time for various NG pressures. 
Experimental conditions : see Figure 2, except for NG pressure : 41.5 kPa (▲), 55 kPa (■), 69 
kPa (●).  
Least-squares regression straight lines : (▲) : y = -1,26x + 31,9 (R2 = 0,93) ; (■) : y = -1,27x 
+ 34,7 (R2 = 0,95) ; (●) : y = -1,34x + 40,0 (R2 = 0,92). 

 

The SL flow rate was then varied between 4 and 8 µL.min-1 : maximum peak 

intensities were obtained at 6 µL.min-1 for α-Tryp; β-Lac and TI, and at 8 µL.min-1 for Rnase 

(Table 4). In the ESI interface configuration, SL flow rate has been shown to be a parameter 

significantly influencing suction, dilution and ionization/desorption efficiency54, 55. In current 

conditions, SL flow rate tends to increase suction effect, but to a lower extent than NG 

pressure. In the present case, no influence of SL flow rate on detection time was observed, 

which can be understood considering the specially high medium viscosity and capillary 

length. Besides, SL flow rate is the main parameter influencing dilution effect, as dilution 

results from the mixing of the BGE with the SL at the interface, in the presence of the NG. 

Ionization/desorption efficiency is known to first increase and next decrease on increasing SL, 
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and to depend on protein nature. Eventually, protein peak intensities reflect both the influence 

of dilution and ionization/desorption efficiency. 

 
* 100 corresponds to the highest peak intensity 

 

Table 4. Protein peak intensities as a function of SL flow rate. 
Experimental conditions: see Figure 2. 

 

 

Conclusions  

 

ESI-MS offers many advantages over traditional UV detection for CIEF separations. 

The coupling of both instruments combines resolving power with high precision mass 

determination. Although not providing physical separation according to molecular mass, 

CIEF-MS thus appears a valuable alternative to a 2D-PAGE separations, as it also actually 

provides information on pI and molecular mass, but with added potential advantages 

including better ease of automation, greater speed and direct mass measurements and likely 

enhanced sensitivity. In this context, a new original protocol intended for on-line CIEF-MS of 

all types of proteins is presented herein. To our knowledge, this automated on-line coupling 

allies for the first time (i) an effective  electric continuity during the whole analysis by a 

partial filling of the capillary with 60:40 (cm/cm) catholyte / protein-ampholyte mixture ; (ii) 

an anticonvective medium, a. 30:70 glycerol/water (v/v), that is compatible with MS detection 

and that allows for hydrophobic protein solubilization and (iii) consistency with unmodified 

bare fused-silica capillaries, as the glycerol/water medium strongly reduces EOF, which 

precludes the use of expensive and short-lifetime coated fused-silica capillaries. The anolyte 

and catholyte composition were selected to be compatible with MS detection and to allow for 

the localization of the pH gradient zone, by adding MS markers. Further optimization with 

respect to peak intensity and efficiency, total analysis time and precision on pI determination 

Rnase  α-tryp  CA II  β-Lac  TI 

SL  
(µL/min)  

Peak 
height 
(%) 

N  
(%) 

 
 

Peak 
height 
(%) 

N 
(%) 

 
 

Peak 
height 
(%) 

N  
(%) 

 
 

Peak 
height 
(%) 

N 
(%) 

 
 

Peak 
height 
(%) 

N 
(%) 

4 37 94 32 98 82 98 50 83 26 68 

6 100 72 100 100 82 97 100 100 100 100 

8 77 100 58 70 100 100 51 76 83 88 
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was performed by investigating ampholyte concentration, focusing time, glycerol content, DG 

temperature, NG pressure and SL flow rates. This new protocol should be an effective tool in 

proteome characterization for samples of intermediate complexity, providing a means for the 

identification of a number of hydrophilic and hydrophobic proteins. As the feasibility of 

employing glycerol/water medium and bare fused-silica capillary in CIEF-MS was 

demonstrated in this work, in the future this new protocol could be applied to the coupling of 

CIEF to more sophisticated MS analyzers, such as Fourier transform ion cyclotron resonance 

(FTICR)12, 56, with a view to improve sensitivity. 
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C- Conclusion 

 

L’ESI-MS présente des avantages majeurs comparativement à la détection UV, 

traditionnellement utilisée lors de  séparations par CIEF. Le couplage entre ces deux 

instruments analytiques permet d’obtenir simultanément une résolution élevée et une 

détermination précise des masses moléculaires des composés analysés. Le couplage 

CIEF/ESI-MS apparait donc comme une alternative de choix à la séparation 2D-PAGE, 

sachant qu’elle fournit d’une part des informations sur les pI et les masses moléculaires, mais 

présente également des avantages potentiels supplémentaires, notamment la facilité 

d'automatisation de la méthode, des temps d’analyses beaucoup plus courts et permet 

d’accéder directement aux masses moléculaires. Dans ce contexte, nous avons donc mis en 

place un nouveau protocole intégré « original », qui permet d’améliorer le couplage de la 

CIEF avec la spectrométrie de masse, pour l’analyse de tout type de protéines. Au moment de 

la rédaction de cette thèse et à notre meilleure connaissance, ce couplage automatisé en une 

seule étape, allie pour la première fois : 

- une continuité électrique, durant tout le processus d’analyse, grâce à un remplissage 

partiel du capillaire : catholyte / mélange protéines-ampholytes dans les proportions 60:40 

(cm/cm),    

- un gel anticonvectif, glycérol/eau 30:70 (v/v), compatible avec la détection MS, et 

permettant la solubilisation des protéines hydrophiles et hydrophobes,  

- l’utilisation de capillaires en silice vierge non modifiés, sachant que le milieu 

glycérol/eau réduit fortement le flux électroosmotique, se passant ainsi de l’utilisation de 

capillaires greffés couteux et à faible durée de vie. 

La composition du catholyte et de l‘anolyte a été optimisée, afin d‘être compatible 

avec la détection  MS et de permettre la localisation de la zone du gradient de pH, par l’ajout 

de marqueurs MS. D’autres facteurs ont également été optimisés tels que la concentration des 

ampholytes, le temps de focalisation, la teneur en glycérol, la température du gaz séchant, la 

pression du gaz nébulisant, ainsi que le débit du liquide additionnel, tenant compte de 

l’intensité des pics et de leur efficacité, du temps d’analyse total et de la précision pour la 

détermination des pI. Ce nouveau protocole devrait être un outil efficace pour la 

caractérisation de mélange de protéines de complexité moyenne, offrant l’avantage de pouvoir 

analyser simultanément un mélange de plusieurs protéines hydrophobes et hydrophiles. Au 

cours de ce travail nous avons donc démontré la faisabilité d’un couplage CIEF/ESI-MS en 
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milieu glycérol/eau avec l’utilisation d’un capillaire en silice vierge. Dans le futur, ce nouveau 

protocole pourrait être appliqué au couplage de la CIEF avec des analyseurs MS plus 

sophistiqués, tel que l’analyseur FTICR [12, 53]. 
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Conclusion générale 

 

Depuis cette dernière décennie le couplage CE/ESI-MS a connu un engouement accru 

et ce dans divers domaines d’applications, car il permet d’avoir un mode de détection très 

sensible et sélectif, et d’apporter une information sur la structure chimique des analytes. C’est 

dans ce contexte que nos travaux se sont portés sur l’étude du couplage de l’électrophorèse 

capillaire avec la spectrométrie de masse, via une interface à électronébulisation (CE/ESI-

MS), qui est l’interface la plus couramment employée, et en particulier la compréhension des 

phénomènes à l’interface et le développement de nouvelles méthodologies pour des 

échantillons complexes et pour les séparations par focalisation isoélectrique. 

 

Dans un premier temps, nous nous sommes penchés sur l’étude des phénomènes 

inhérents à l’interface à électronébulisation à liquide additionnel coaxial, la plus 

communément utilisée pour la mise en place d’un couplage CE/ESI-MS. Une étude 

approfondie a été réalisée sur l’effet de succion apparaissant avec cette interface triple entrée 

à liquide additionnel coaxial. Il est apparu que cet effet était non seulement généré par le 

mélangeage des trois fluides de l’interface à la pointe du capillaire (c'est-à-dire gaz nébulisant, 

liquide additionnel et électrolyte de séparation), et dépendait des vitesses respectives de 

chacun d'eux, mais également par la position du capillaire au niveau de l’aiguille d’interface 

ou encore la température du gaz séchant. Il a été démontré au cours de cette étude que l’effet 

de succion était principalement influencé par le débit du gaz nébulisant. Cependant, la 

position du capillaire de séparation, le débit de liquide additionnel, et le flux d’électrolyte ont 

tout de même un impact, moins important, mais significatif sur ce phénomène. Une étude 

approfondie sur l’effet de dilution a également été réalisée. Cet effet est dû au mélange, à 

l'interface, entre l’électrolyte de séparation et le liquide additionnel, à des débits sensiblement 

différents, en présence de gaz nébulisant. Cet effet de dilution semble être légèrement 

inférieur à ce qui pouvait  être prévu par le rapport théorique des débits d’électrolyte de 

séparation et de liquide additionnel. Finalement, la géométrie du cône de Taylor est un 

paramètre important ayant une influence sur les effets de succion et de dilution. Cette 

géométrie semblerait dépendre principalement du profil et de la vitesse des fluides émergeant 

à l’interface.  
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Dans un second temps, nous avons mis en place une méthodologie pour l’analyse 

simultanée d’un mélange de composés cationiques et polyanioniques, par couplage CE/ESI-

MS. Une des problématiques principales du couplage de l’électrophorèse capillaire avec la 

spectrométrie de masse avec une source à électronébulisation réside dans le maintien du 

contact électrique pour la séparation électrophorétique. En l’absence de flacon d’électrolyte à 

la sortie du capillaire de CE, un écoulement minimum de liquide est nécessaire entre la CE et 

la MS, afin de maintenir le contact électrique de manière continue. Cette condition est le plus 

souvent rencontrée lors de la séparation en polarité positive dans un capillaire en silice vierge, 

pour l’analyse de composés cationiques et pour l’analyse de composés anioniques de faible 

mobilité électrophorétique, pouvant être entrainés vers l’interface à électronébulisation. Lors 

de l’analyse des anions de mobilité électrophorétique supérieure à la mobilité 

électroosmotique en valeur absolue, séparés classiquement en polarité négative, une déplétion 

en électrolyte à l’extrémité de sortie du capillaire empêcherait le contact électrique de se faire. 

Dans ce contexte, nous avons proposé des techniques alternatives qui permettraient d’analyser 

simultanément par couplage CE/ESI-MS des composés cationiques et anioniques de mobilité 

électrophorétique très élevée en valeur absolue. Pour cela, la paroi interne des capillaires de 

CE a été modifiée (type DB-1 ou Polybrène) et une pression hydrodynamique a parfois été 

ajouté à la tension de séparation,  afin de contre-balancer l’écoulement électroosmotique 

cathodique résiduel. Ces deux stratégies peuvent être appliquées à pratiquement toutes sortes 

de mélanges complexes, permettant d'analyser simultanément, par couplage CE/ESI-MS, tous 

les composés anioniques et presque tous les composés cationiques, avec des temps d’analyse 

raisonnables (en moins de 30 minutes) et avec une bonne résolution.  

 

Finalement, nous avons mis en place un nouveau protocole « original », permettant le 

couplage CIEF/ESI-MS, pour l’analyse de tout type de protéines. Cette méthodologie permet 

(i) d’avoir une continuité électrique, durant tout le processus d’analyse, grâce à un 

remplissage partiel du capillaire : catholyte / mélange protéines-ampholytes dans les 

proportions 60:40 (cm/cm), (ii) d’utiliser un milieu anticonvectif, glycérol/eau 30:70 (v/v), 

compatible avec la détection MS, et permettant la solubilisation des protéines hydrophiles et 

hydrophobes, et (iii) l’emploi de capillaires en silice vierge non modifiés, sachant que le 

milieu glycérol/eau réduit fortement le écoulement électroosmotique, évitant ainsi l’utilisation 

de capillaires greffés couteux et à faible durée de vie. Ce couplage a permis d’obtenir 

simultanément une résolution élevée et une détermination précise des masses moléculaires des 

composés analysés. Le couplage CIEF/ESI-MS apparait donc comme une alternative de choix 



 179 

à la séparation 2D-PAGE, sachant qu’elle fournit d’une part des informations sur les pI et les 

masses moléculaires, mais présente également des avantages potentiels supplémentaires, 

notamment la facilité d'automatisation de la méthode, des temps d’analyses beaucoup plus 

courts et l’accès direct aux masses moléculaires. Ce nouveau protocole CIEF/ESI-MS devrait 

être un outil efficace pour la caractérisation de mélange de protéines de complexité moyenne, 

offrant l’avantage de pouvoir analyser simultanément un mélange de plusieurs protéines 

hydrophobes et hydrophiles. Dans le futur, ce nouveau protocole pourrait être appliqué au 

couplage de la CIEF avec des spectromètres de masse plus sophistiqués de haute 

performance.  

Ainsi, ces travaux ont montré en même temps le grand potentiel de ce couplage 

CE/ESI-MS, mais aussi les contraintes et les paramètres influençant ces contraintes. Après 

avoir réussi à mettre en œuvre un couplage en ligne de la focalisation isoélectrique capillaire 

avec la spectrométrie de masse via une interface à électronébulisation, il serait intéressant 

d’appliquer ce couplage CIEF/ESI-MS pour l’analyse d’un mélange réel de protéines 

hydrophiles et hydrophobes de complexité moyenne. Parmi les différents modes de séparation 

électrophorétiques, la CZE et la CIEF ont été le plus souvent couplées à la spectrométrie de 

masse. Il serait intéressant de poursuivre l’effort sur le développement de couplages originaux 

et faciles de mise en œuvre pour les autres modes de séparation électrophorétiques, et en 

particulier pour la CGE, couplage qui a été très peu décrit du fait de l’incompatibilité des gels 

classiques avec la spectrométrie de masse, qui pourrait être envisagée par exemple avec un 

remplissage partiel du capillaire par un gel. 
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Résumé 

 

Au cours de ce travail nous avons étudié les phénomènes de succion et de dilution 

pouvant avoir lieu à l’interface d’électronébulisation dans un couplage en l’électrophorèse 

capillaire et la spectrométrie de masse (CE/ESI-MS). Il a été montré l’influence de différents 

paramètres, dont les débits de mélangeage des trois fluides émergeant de l’aiguille d’interface 

et la géométrie de l’interface, qui modifient le cône de Taylor. Dans le cadre de l’analyse de 

mélanges complexes, une stratégie de séparation simultanée de composés cationiques et 

polyanioniques par couplage CZE/ESI-MS a ensuite été mise en œuvre. Enfin un nouveau 

protocole de couplage CIEF/ESI-MS a été développé, présentant des avantages nouveau : (i) 

une automatisation simple et totale du couplage, (ii) l’analyse de protéines hydrophiles et 

hydrophobes et (iii) l’emploi de capillaires peu coûteux.  

 

 

 

Summary 

 

During this work we have studied suction and dilution phenomena which may occur at 

the electrospray interface between capillary electrophoresis and mass spectrometry coupling 

(CE/ESI-MS). The influence of various parameters was emphasized, among which the flow 

rate of the three mixing fluids emerging from interface and the geometry of the interface, 

which modifies the Taylor cone. As far as complex mixtures are concerned, a strategy of 

simultaneous separation of cationic and polyanionic compounds by CZE/ESI-MS was 

elaborated. Finally, a new protocol of coupling CIEF/ESI-MS was developed, presenting new 

advantages: (i) an easy automation of the coupling, (ii) the analysis of hydrophilic and 

hydrophobic proteins and (iii) the use of low-cost capillaries. 

 


