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1. Introduction

Lutilisation d’eaux résiduaires pour l'irrigation est une pratique agricole de plus en plus
courante, spécialement dans les régions arides ou semi-arides. Les rendements obtenus
sont plus élevés car, outre que les eaux usées apportent I'eau indispensable a la croissance
végétale, elles contiennent des éléments nutritifs (principalement de I'azote et du phos-
phore). Toutefois, ce recyclage comporte le risque de contribuer a la transmission des
maladies associées aux excreta. Vers la [in des années 80, I'OMS, la Banque mondiale et
I'International Reference Centre for Waste Disposal (Centre international de référence
pour I'élimination des déchets - IRCWD) ont patronné une série de travaux et de réunions
d’experts sur l'étude des risques pour la santé qui découlent de cette pratique.
(International Reference Centre for Waste Disposal, 1985 ; Shuval et al., 1986; Prost, 1988;
Organisation mondiale de la Santé, 1989). La conclusion de ces experts, sur la base des
données épidémiologiques, a été que les principaux risques consistaient dans la transmis-
sion :

- de nématodoses intestinales - d'une part au personnel travaillant dans les champs
irrigués au moyen d’eaux résiduaires, de I'autre aux consommateurs de légumes cul-
tivés dans ces champs - provoquées par Ascaris lumbricoides (ascaris, ver rond
pathogéne pour 'homme), Trichuris trichiura (trichocéphale) et Ancylostoma duo-
denale ou Necator americanus (ankylostomes parasites de ’homme);

- de maladies bactériennes d’origine fécale — diarrhée et dysenterie bactériennes,
typhoide et choléra — aux consommateurs des légumes contaminés.

Pour prévenir la transmission de ces maladies, il a été recommandé (Organisation mon-
diale de la Santé, 1989) :

— que seules des eaux résiduaires traitées soient utilisées pour l'irrigation ; et

- que les eaux résiduaires satisfassent aprés leur traitement aux normes de qualité
microbiologique recommandées au Tableau 1.

On trouvera dans le présent manuel de laboratoire la description des examens a prati-
quer sur des échantillons d’eaux résiduaires traitées pour s'assurer que celles-ci satis-
font aux critéres recommandés au Tableau 1. Le choix de ces méthodes a été motivé par
leur simplicité et leurs besoins extrémement réduits en équipement ; elles sont a la portée
des techniciens de laboratoire, méme sans qualification antérieure en microbiologie. On
trouvera a la section 2 la description d'une méthode de numération des ceufs de néma-
todes intestinaux dans un échantillon d’eaux résiduaires et, a la section 3, celle de deux
méthodes de numération des coliformes fécaux. Ces techniques parasitologiques et bac-
tériologiques sont toutes deux congues principalement en vue de I'analyse d’échantillons
qui répondent sensiblement aux critéres de qualité du Tableau 1, & savoir environ un ceuf
de nématode intestinal par litre et 1000 coliformes fécaux par 100 ml; elles peuvent
néanmoins étre facilement adaptées a la numération de germes beaucoup plus nom-
breux. Enfin, la section 4 contient des recommandations concernant les programmes de
surveillance systématique.
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Tableau 1.

Normes de qualité microbiologique recommandées pour les eaux résiduaires traitées en vue
de leur recyclage pour I'irrigation

Catégorie  Conditions Groupe Nématodes Coliformes Traitement en principe nécessaire
de recyclage expose intestinaux® fécaux (nombre  pour donner aux eaux résiduaires
{nombre moyen moyen la qualité microbiologique requise
arithmétique géométrique
d’ceufs par litre¢)  par 100 mic)
A Irrigation de plantes  Personnel, <1 <1000d Utilisation d’une serie de
destinées normale- consommateurs, bassins de stabilisation
ment & é&tre consom-  grand public spécialement congus
mées non cuites, a cet effet (ou traitement
arrosage de terrains équivalent)
de sport ou de parcs
publics
B Irrigation de cultures  Personnel <1 Aucune Séjour pendant 8-10 jours
céréalieres, de norme dans des bassins de
cultures industrielles, recommandée  stabilisation, ou traitement
de cultures équivalent, en vue d'en
fourragéres, de éliminer les helminthes
paturages et et les coliformes
arrosage d'arbrese fécaux
9] Irrigation localisée Aucun Sans objet Sans objet Traitement préliminaire exigé

de cultures de la
catégorie B si
I'exposition du
personnel et du

grand public est exclue

Source : D'apres Organisation mondiale de la Santé (1989)

compte tenu de la technique
d'irrigation utilisée, mais
consistant au minimum dans
une sédimentation primaire

2 Dans certains cas, il faut tenir compte des facteurs épidémiologiques, socio-culturels et environnementaux locaux et, éventuellement, modi-
fier les normes recommandées en conséquence

b Parasites des genres Ascaris et Trichuris et ankylostomes

¢ Pendant la période d'irrigation

¢ Une norme plus rigoureuse (< 200 coliformes fécaux par 100 ml} doit s'appliquer aux pelouses qui sont ouvertes au grand public, comme
celles des hotels, et comportent de ce fait un risque de contact direct

¢ Dans le cas des arbres fruitiers, l'irrigation doit étre terminée deux semaines avant la cueillette, et aucun fruit ne doit étre ramassé par terre
Lirrigation par aspersion est a prohiber

! Egalement appelée irrigation au goutte-a-goutte




2. Parasitologie
de 'assainissement

2.1 Méthode de Bailenger modifiée
Choix de la méthode et comparaison avec d’autres

Grace aux progres de la parasitologie médicale, on dispose aujourd’hui de toute une gamme
de techniques pour compter les ceufs et les larves d’helminthes intestinaux dans des échan-
tillons de selles et, moyennant 1'adaptation des principes de base, pour compter les ceufs
d’helminthes dans les boues et dans le compost. En revanche, la numération des ceufs et des
larves d’helminthes intestinaux dans les eaux résiduaires est beaucoup moins aisée. On
trouve dans ces eaux un grand nombre d’espéces parasites de 'homme ou des animaux, ainsi
que des formes libres, qui différent par leur taille, leur densité et leurs propriétés surfaciques
et ont une concentration beaucoup plus faible que dans les selles, les boues ou le compost.

La littérature technique contient la description de nombreuses méthodes de numération
des ceufs d’helminthes dans les eaux résiduaires. Chacune a ses avantages et ses inconvé-
nients : certaines comportent un taux de récupération élevé mais sont d’exécution tres
longue; un grand nombre d’autres ne sont pas reproductibles fautes de précisions suffi-
santes, et leur taux de récupération n'est pas indiqué; d'autres encore nécessitent des pro-
duits chimiques d'un cofit excessif ou ne conviennent pas, pour d’autres raisons, a des labo-
ratoires mal équipés; d’autres, enfin, permettent seulement la récupération d'une gamme
limitée d’especes. Il est clair qu'il n'existe aucune méthode qui soit utilisable partout, per-
mette la récupération de tous les ceufs d’helminthes d'importance médicale et comporte
un taux de récupération connu.

Toutes les méthodes connues assurent la séparation des parasites par I'une ou I'autre des deux
grandes méthodes suivantes : leur flottation dans une solution de densité relativement élevée,
qui assure leur séparation des autres débris, et leur sédimentation dans un tampon non mis-
cible tandis que les matiéres grasses ou autres restent dans une solution interphasique (en
principe de I'éther ou de I'acétate d’éthyle). Les deux méthodes font appel a la centrifugation.
La possibilité de concentrer une espéce parasitaire déterminée tient sans doute a deux fac-
teurs principaux : I'équilibre hydrophile-lipophile du parasite et sa densité relative par rapport
au réactif servant a la concentration (Bailenger, 1979). En pratique, cela signifie que le pH ou
la présence de métaux lourds ou d'alcools dans les réactifs utilisés peuvent modifier les pro-
priétés surfaciques du parasite, dans une mesure variable selon les espéces; cela explique
qu’aucune méthode n'assure une concentration identique pour toutes les espéces.

Bouhoum & Schwartzbrod (1989) ont comparé toute une gamme de méthodes d’analyse
coprologique dans I'intention de les adapter aux échantillons d’eaux résiduaires. De toute
les solutions de flottation essayées, I'iodomercurate (Janeckso & Urbanyi, 1931) s'est révé-
lée celle qui permettait de concentrer les ceufs du plus grand nombre d’espéces d'hel-
minthes parasitaires, mais ce réactif leur a semblé trop corrosif et cotiteux pour étre utili-
sable en routine. La méthode d’Arthur (décrite in Faust et al., 1938) ott I'on utilise comme
solution de flottation du saccharose saturé, déforme rapidement les ceufs, tandis que la
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solution de sulfate de zinc (Faust et al., 1938) concentre assez mal les ceufs de Trichuris ou
Capillaria. La conclusion de Bouhoum & Schwartzbrod (1989) est que la méthode de
Bailenger (Bailenger, 1979), adaptée par eux aux eaux résiduaires, est dans 1’ensemble la
meilleure : elle n'exige que des réactifs relativement bon marché et assure une bonne
concentration pour toutes les espéces habituelles dans les eaux résiduaires.

Cette méthode de Bailenger modifiée est en général efficace, simple et peu cotiteuse. Elle a
cependant des limitations bien connues (voir plus loin), de sorte qu'il reste nécessaire d'en
poursuivre |'évaluation. Quoi qu'il en soit, de toutes les méthodes disponibles, c'est celle
qui réunit I'ensemble des avantages suivants : elle assure une récupération efficace des
ceufs des nématodes intestinaux indiqués au Tableau 1, elle est reproductible et elle est déja
largement utilisée dans les laboratoires du monde entier. Il est & espérer que le présent
manuel fera pleinement apparaitre les points forts et les points faibles de la méthode, per-
mettra la normalisation de son protocole et encouragera les travaux de recherche encore
nécessaires.

Avanlages et inconvénients

La méthode de Bailenger modifiée présente les avantages ci-dessous :

1. La collecte et la préparation des échantillons ne présentent aucune difficulté. La sédi-
mentation ne nécessite pas de récipients spéciaux et le traitement des échantillons est
possible avec un équipement de laboratoire réduit au minimum. 11 faut disposer de
quelques réactifs chimiques spéciaux, mais on les trouve en général localement et ils
sont peu colteux. Les lames de McMaster nécessaires sont d'utilisation courante dans
les laboratoires de parasitologie, et I'on devrait pouvoir se les procurer sans difficulté
aupres des sociétés spécialisées dans I'approvisionnement des laboratoires.

2. On sait qu'il est tres fatigant de rester longtemps 1'eeil rivé a l'oculaire et que ce peut
étre une source d’erreur. Avec les lames McMaster, I'examen n'exige en général que 1-2
minutes de sorte que I'erreur imputable 2 |'opérateur est réduite.

3. La recherche des ceufs se fait dans un sous-échantillon de chaque échantillon préala-
blement traité. Pour accroitre 1'exactitude du résultat et contrdler I’homogéinisation,
on peut examiner les échantillons en double et faire la moyenne des nombres d’ceufs
observés; il faut normalement examiner 2-3 lames McMaster pour chaque échantillon
et calculer la moyenne arithmétique.

La méthode a en revanche certains inconvénients :

1. Le taux de récupération des ceufs obtenu n'est pas connu, mais on sait que cette
méthode d'extraction soutient favorablement la comparaison avec toutes les autres
techniques (Ayres et al., 1991; Bouhoum & Schwartzbrod, 1989). Bouhoum &
Schwartzbrod ont établi que la récupération des ceufs était satisfaisante pour toute une
série d’helminthes parasites, a savoir Ascaris, Trichuris, Capillaria, Enterobius vermicu-
laris, Toxocara, Taenia et Hymenolepis, tandis qu'Ayres et al. ont également récupéré
régulierement des ceufs d’ankylostome.,

2. La méthode ne convient pas pour bon nombre des ceufs operculés ou des ceufs de tré-
matodes, notamment Clonorchis sinensis, Diphyllobothrium latum, Fasciola hepatica,
Fasciolopsis buski, Paragonimus westermani, P. pulmonalis et Schistosoma. Tous ces
parasites ont des hotes intermédiaires aquatiques et sont importants dans les systémes
de recyclage des eaux en aquaculture (mais non en agriculture). Les ceufs de certains
d’entre eux peuvent flotter dans la solution de sulfate de zinc, mais ils sédimentent de
nouveau rapidement ou se déforment, ce qui en rend l'identification délicate.

3. Léther est hautement inflammable et toxigue. Rude, Peeler & Risty (1987) ont montré
qu’on peut le remplacer, sans perte d'efficacité, par 'acétate d’éthyle pour I'extraction
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des ceufs de parasite dans les selles. L'acétate d’éthyle est beaucoup moins dangereux
que '¢ther, il a un point d’ébullition et d’éclair plus bas, et il est moins toxique. Il est
peu probable que son utilisation diminue le rendement de la méthode avec les eaux rési-
duaires, qu'elles soient brutes ou traitées.

Equipement et produits consommables
Réactifs

Les réactifs nécessaires sont les suivants : solution de sulfate de zinc (33%, densité 1,18);
éther (ou acétate d'éthyle); tampon acéto-acétique (pH 4,5) (15 g d’acétate de sodium trihy-
draté, 3,6 ml d’acide acétique glacial, complétés a 1 litre avec de l'eau distillée); solution
détergente (1 ml de Triton X-100 ou de Tween 80, complété a 1 litre avec de l'eau du robinet).

Equipement

Sont nécessaires : des récipients en matiére plastique pour la collecte des échantillons; une
centrifugeuse réglable jusqu'a 1000 g) et des tubes a centrifuger munis d'un couvercle (de
préférence de 50 ml et de 15 ml); des pipettes Pasteur tétinées; des lames McMaster pour
numération (1 ou 2); un agitateur vibrant, type Vortex (non absolument essentiel); une pompe
4 main (siphon); une éprouvette graduée de 10 ou de 50 ml ou une pipette graduée de 10 ml.

Mode opératoire détaillé illustré

La méthode donne d’excellents résultats avec des eaux résiduaires brutes. En revanche,
quand les eaux usées ont été traitées, il faut porter le volume de 1’échantillon a 10 litres au
moins pour obtenir un bon taux d’extraction des ceufs, car ils sont alors beaucoup moins
nombreux (voir Note 1, p. 10). Les diverses étapes sont les suivantes :

1. Recueillir un échantillon d’eaux résiduaires de volume connu (V litres), en général
1 litre pour des eaux brutes ou partiellement traitées et 10 litres pour des effluents ayant
subi un traitement complet.

2. Laisser décanter pendant 1-2 heures, selon la dimension du récipient (voir Note 2, p. 10).
Il est recommandé d'utiliser un récipient cylindrique ouvert & son sommet, car cela faci-
lite I'élimination du surnageant et permet un ringage soigneux (Fig. 1).

—
_:IPM-
—
— e
RIS,
700 — 1€ .
g0 — Fig. 1
a0 — 0 Récipients ¢
particulierement E'L'IEDTE‘.S

a la sédimentation

3. Eliminer 90% du surnageant avec une pompe aspirante ou une pompe a main (siphon)
(Fig. 2).
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Fig. 2. Fig. 3.
Elimination du surnageant avec une pompe aspirante Rincage des parois latérales du récipient avec une solution
détergente diluée

4. Transvaser soigneusement le sédiment dans
un ou plusieurs tubes a centrifuger, selon
le volume, et centrifuger a 1000 g pendant
15 min. Ne pas oublier de rincer soigneuse-
ment le récipient avec une solution déter-
gente, et ajouter le produit de ringage au sédi-
ment précédemment recueilli (Fig. 3).

5. Eliminer le surnageant. Si 'on a utilisé a
I'étape précédente plusieurs tubes a centrifu-
ger, réunir tous les culots dans un seul tube

| (ne pas oublier de rincer soigneusement avec

une solution détergente pour étre sir que le
sédiment soit recueilli en totalité) et recentri-
fuger a4 1000 g pendant 15 min.

R

6. Mettre le culot de centrifugation en suspen-
sion dans son volume de tampon acéto-
acétique a pH 4,5 (autrement dit, si le volume
du culot est de 2 ml, ajouter 2 ml de tampon)
(voir Note 3, p. 10). Toutefois, si le culot a un
volume inférieur & 2 ml, compléter a 4 ml
avec le tampon afin qu'apreés extraction par
l'acétate d'éthyle (étapes 7 et 8) il reste une
quantité suffisante de tampon au-dessus du
culot pour qu’on puisse éliminer la couche
d’acétate d’éthyle en inclinant le tube sans

Fig. 4.
Culot de centrifugation additionné de 1 volume de tampon et . .
de 2 volumes de solvant risquer de remettre le culot en suspension.
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Fig. 5a. Fig. 5b.
L'homogénéisation de I'échantillon peut se faire @ I'aide d'un On peut aussi homogénéiser I'echantillon a la main.
agitateur vibrant, type Vortex.

-
"
= |
A .
Fig.6. 5 . . o . Fig. 7.
Séparation de ['échantillon en trois phases distinctes, aprés Aprés rejet du surnageant, seul subsiste le culot de centrifu-

centrifugation, gation.
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7. Ajouter deux volumes d'acétate
d’éthyle ou d’éther (soit 4 ml dans
I'exemple ci-dessus) (Fig. 4) et
mélanger soigneusement la solu-
tion au moyen d'un agitateur
vibrant type Vortex. On peut aussi
agiter, ce qui est parfaitement
admissible & défaut d’'un agitateur
mécanique (Fig. 5).

8. Centrifuger & 1000 g pendant 15
min. Léchantillon comporte alors
trois phases distinctes. Tous les
débris lourds de nature non grais-
seuse, notamment les ceufs et
larves d’helminthes et les proto-
zaires, sont rassemblés dans la
couche inférieure. Au-dessus se
trouve le tampon, qui doit étre
clair. Les matiéres grasses et autres
ont migré dans l'acétate d’éthyle
ou 'éther et forment un bouchon
épais de couleur foncée au sommet
de I'échantillon (Fig. 6).

9. Noter le volume du culot de centri-
fu.gaFlon contenant les ceufs, puis [Ig'ci-\ot, de 1 ml dans cet exemple, est remis en suspension
éliminer le reste du surnageant en dans 5 fois son volume de solution de sulfate de zinc.
une seule fois en inclinant le tube
avec précaution (Fig. 7). Il faut parfois commencer par détacher le bouchon graisseux de
la paroi du tube a centrifuger avec une aiguille fine.

10. Remettre le culot en suspension dans 3 fois son volume de solution de sulfate de zinc
(par exemple, pour un culot de 1 ml, ajouter 5 ml de ZnSOy,). Noter le volume du pro-
duit final (X ml) (Fig. 8). Mélanger soigneusement, de préférence a I’aide d'un agitateur
vibrant, type Vortex. A noter qu’il faut au moins 1,5 ml pour remplir une lame
McMaster a deux cellules.

11. Prélever rapidement une fraction avec une pipette Pasteur et la déposer sur une lame
McMaster en vue de I'examen final (Fig. 9) (voir p. 9).

12. Laisser reposer la lame McMaster remplie sur une surface plane pendant 5 min avant de
'examiner. Cela laisse le temps & tous les ceufs de venir flotter a la surface.

13. Placer la lame McMaster sur la platine d’'un microscope et I'examiner au grossissement
10x ou 40x. Compter tous les ceuls visibles & I'intérieur du micrometre dans chacune
des cellules de la lame McMaster (Fig. 10). Pour plus de précision, répéter la numéra-
tion dans deux lames, ou de préférence trois, et noter le nombre moyen trouvé,

14. Calculer le nombre d’ceufs par litre a I'aide de la formule ci-dessous :

N = AX/PV

N = nombre d’ceufs par litre d’échantillon

A = nombre d'ceufs comptés sur la lame McMaster ou moyenne des nombres
trouvés dans deux ou trois lames

X = volume du produit final (ml)

P = Contenance de la lame McMaster (0,3 ml)

V = volume de "échantillon initial (litres).

Ne pas oublier que, si l'on utilise une lame McMaster & une seule cellule, P = 0,15 ml (Fig. 11).
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Fig. 9.
Remplissage d'une lame McMaster, en
évitant la formation du bulies d"air.

Fig. 10.

Lame McMaster de ['ancien modéle ;
un volume de 0,15 ml est emprisonné
sous chague micrometre,

Fig. 11.

Lame McMaster du nouveau modéle ;
un volume de 0,15 ml est emprisonné
sous 'unigue micrométre.,
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Note 1 : taille de Uéchantillon

On admet que les ceufs ont au stade final du traitement une distribution uniforme dans
I'échantillon, ce qui justifie I'utilisation de régles de trois pour passer du nombre d’ceufs
compté au nombre d’'ceufs par litre. En fait, quand on procede a la numération des ceufs
uniquement dans un échantillon, la teneur ainsi calculée risque d’étre fortement suresti-
mée. En outre, quand 1'échantillon initial est de petite taille, il est peu probable, vu qu'on
procede ensuite & un sous-échantillonnage, qu'on puisse déceler la présence d’ceufs s'ils
sont trés peu nombreux. Le nombre d’échantillons positifs obtenu a partir d’eaux rési-
duaires traitées est nettement accru si 'on porte la taille de 1'échantillon initial & 10 litres
(Ayres et al., 1991).

Note 2 : durée de sédimentation

On peut utiliser la loi de Stokes pour calculer la vitesse de sédimentation des ceufs de
nématodes dans 1'eau. A 20 °C, cette vitesse est la suivante pour les trois types d’ceufs les
plus fréquents :

Ascaris lumbricoides 20 mm/min
Trichuris trichiura 16 mm/min
ankylostomes 6 mm/min

Pour étre certain de recueillir tous les ceufs, il est recommandé de laisser décanter pen-
dant au moins le double de la durée de sédimentation théorique pour la longueur du réci-
pient utilisé.

Note 3 : tampon acéto-acétique

On sait, a la suite des travaux approfondis de Bailenger (1979), que l'extraction des hel-
minthes contenus dans des échantillons de selles ne dépend pas uniquement de méca-
nismes de sédimentation ou de flottation, fonction de la densité, mais que 1'équilibre
hydrophile-lipophile des ceufs de parasites par rapport au milieu d’extraction joue aussi un
role trés important. En ajustant le pH, on peut modifier cet équilibre de fagon & obtenir une
concentration d’ceufs optimale. On s’est apercu que le tampon acéto-acétique & pH 4,5 était
a cet égard celui qui convenait le mieux pour toute une série d’helminthes.

2.2 Techniques de laboratoire de base
Réglage du microscope

Equipements

Les dispositifs ci-dessous sont nécessaires :

Micrometre étalon a poser sur la platine : lame pour microscope portant une échelle gravée
de 1 mm, subdivisée en 100 parties égales (dont chacune mesure donc 10 pm).

Micrometre a insérer dans Uoculaire : disque spécial portant une échelle gravée, a insérer
dans 'oculaire. Les subdivisions ne sont pas identiques pour tous les disques (mais dépen-
dent du fabricant).

Etalonnage du micrométre a insérer dans I'oculaire

Chacun des microscopes et des oculaires utilisés doivent faire 1'objet d'un étalonnage,
comme suit :

1. Poser le micrométre étalon sur la platine et mettre au point sur la platine en utilisant
I'objectif & sec de plus faible grossissement, par exemple 4x ou 10x.

2. Insérer le disque micrometre dans |'oculaire et le faire tourner jusqu’a obtenir la super-
position des deux graduations.
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3. Déplacer la platine mécanique de fagon a faire coincider le zéro des deux graduations.

4. Sans déplacer le micrometre étalon, posé sur la platine, rechercher un autre endroit
vers la droite ot deux autres traits sont exactement superposés (Fig. 12).

5. Compter le nombre de subdivisions comprises, sur le micrométre oculaire, entre le zéro
et le deuxiéme point de superposition.

6. Recommencer I'opération en utilisant successivement chacun des objectifs, par exemple
de grossissements 4x, 10x, 40x, 100x. Noter que plus le grossissement est élevé, plus les
traits du micrométre étalon paraissent épais. Il faut choisir un trait du micrometre ocu-
laire qui se superpose exactement avec 1'axe (ou avec l'extrémité droite ou gauche) d'un
trait du micromeétre étalon.

7. Calculer la longueur exacte de chaque subdivision de la graduation du micrométre ocu-
laire, pour chacun des objectifs, comme suit (en se guidant sur I'exemple de la Fig. 12) :

— avec l'objectif 10x : on constate que 33 subdivisions du micrométre oculaire corres-
pondent exactement & 22 subdivisions du micromeétre étalon. Pour I'objectif consi-
déré, chaque subdivision du micrométre oculaire correspond donc a 22 x 10/33 =
6,7 um.

— avec 'objectif 40x : & supposer, par exemple, que 37 subdivisions du micrometre
oculaire correspondent exactement & 6 subdivisions du micrométre étalon, chaque
subdivision du micromeétre oculaire correspond donc, pour 'objectif considéré, a
6 x10/37 = 1,6 um.

Utilisation de Ia lame McMaster

La lame de numération McMaster est une lame spéciale pour microscope qui permet de
compter les ceufs ou les larves d’helminthes contenus dans un volume connu de solution de
flottation. La plupart des fournisseurs d'équipements de laboratoire proposent aujourd hui
deux modeles. Dans le plus ancien, le plus utilisé (Fig. 10), la lame est divisée en deux cel-
lules dont chacune comporte sur sa face supérieure, un quadrillage gravé a I'eau forte. Le
volume précis emprisonné sous chaque quadrillage est de 0,15 ml. Dans le nouveau modele
(Fig. 11), la lame ne comporte qu’une seule cellule, mais le volume emprisonné sous le qua-
drillage est encore de 0,15 ml.

Le principe de la lame McMaster est que les ceufs placés dans la solution de flottation
viennent en surface, au contact immédiat du verre supérieur, tandis que les débris plus
lourds décantent. Quand la mise au point est faite sur le quadrillage, les ceufs sont nets,
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contrairement aux débris. En explorant systématiquement le champ vers le haut et
vers le bas, on peut compter le nombre exact d’'ceufs en suspension dans le volume de
0,15 ml.

Pour remplir une lame McMaster a deux cellules, procéder comme suit :

1. Mélanger soigneusement la suspension de flottation définitive, de préférence avec un
agitateur vibrant type Vortex, pour obtenir un mélange homogéne. Remplir rapide-
ment une pipette Pasteur et vider doucement la solution dans 1'une des cellules de la
lame. Remplir complétement la cellule sans se soucier du fait que la numération n’est
effectuée que dans la partie située sous le quadrillage. Il faut opérer rapidement et
en douceur pour que les ceufs ne commencent pas a venir a la surface dans le tube
a essais ou dans la pipette. Veiller & ce qu’il n'y ait pas de bulles d’air sous le qua-
drillage.

2. Remplir I'autre cellule de la lame McMaster aprés avoir de nouveau homogénéisé la
solution.

3. Laisser reposer quelques minutes avant la numération, le temps que tous les ceufs vien-
nent flotter a la surface tandis que les débris décantent.

4. Compter le nombre d'ceufs sous chacun des quadrillages. Quand les ceufs sont trés
nombreux et que certains se trouvent traversés par les traits extrémes, 1'usage est de
compter ceux qui sont traversés par deux d'entre eux (par exemple le trait supérieur et
le trait gauche) et de ne pas tenir compte de ceux qui sont partagés par les deux autres
(dans I'exemple, le trait inférieur et le trait droit). On obtient ainsi une bonne estimation
du nombre d’ceufs contenus dans 0,3 ml.

5. Procéder & au moins deux (de préférence trois) numérations sil'on dispose d'une quan-
tité suffisante de solution de flottation, et faire la moyenne des deux (ou trois) résultats
trouvés. Calculer le nombre d’ceufs contenus dans I'échantillon initial en utilisant la
formule de la page 8 ( ne pas oublier que P = 0,15 si I'on se sert des nouvelles lames de
numération a une seule cellule).

Les lames de numération McMaster sont généralement en verre et peuvent étre comman-
dées aupres des gros fournisseurs d’équipement scientifique. Certaines sociétés fabriquent
aujourd’hui des lames en matiére plastique meilleur marché (et moins fragiles). Si l'on se
sert de ce type de lame, il faut prendre soin de ne pas les rayer.

Utilisation d’une centrifugeuse

Dans la plupart des simples opérations comportant l'utilisation d'une centrifugeuse, la
vitesse de celle-ci est exprimée sous forme de la force centrifuge relative (exprimée en
nombre de g). Il arrive cependant que la vitesse soit exprimée en tours par minute (tr/min).
La conversion entre ces deux unités se fait au moyen de la formule suivante :

FCR = r. N2/k
olt:  FCR = force centrifuge relative (g),
r = rayon de la centrifugeuse, mesuré de 1'axe de rotation au centre du bol (cm),
N = vitesse de rotation (tr/min),
k = 89 456.

La conversion en sens inverse se fait au moyen de la formule :

N =~/%k. FCR/r
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Identification des eufs d’helminthes

Il est fréquent que les eaux résiduaires contiennent les ceufs d’helminthes parasites d’ani-
maux comme le rat, les animaux domestiques - porc, chien - et les oiseaux. S'il est inutile
d’identifier exactement ces parasites, il importe de bien voir qu'ils ne sont pas d'origine
humaine. Les planches I-XVII représentent les ceufs d'un certain nombre d’helminthes
parasites de 'homme parmi les plus fréquents dans les échantillons d'eaux résiduaires.
Bien que ces ceufs soient caractéristiques de chaque espéce, il ne faut pas oublier qu'ils
n'ont pas tous exactement les mémes dimensions ni la méme forme. Il existe diverses publi-
cations auxquelles on peut se reporter pour l'identification (voir Pour en savoir plus, p. 32).
Cependant, il est parfois pratiquement impossible de savoir si les ceufs observés sont d’ori-
gine humaine ou animale : c’est le cas, par exemple, des ceufs d’Ascaris suum (parasite du
porc) et des ceufs d’A. lumbricoides (parasite de 'homme) qui ne se distinguent pas par
leur morphologie. De méme, les ceufs des diverses espéces de Trichuris ont tous sensible-
ment la méme couleur et la méme forme. Seules des mesures soigneuses permettent de dis-
tinguer les ceufs du trichocéphale, T. trichiura, de ceux des espéces parasites d’animaux.
Les planches de Thienpont, Rochette & Vanparijs sont excellentes pour la comparaison des
ceufs d’helminthes d’origine humaine ou animale.

On peut identifier exactement les ceufs des helminthes parasites de I'homme en utilisant un
microscope équipé d'un micromeétre oculaire étalonné selon la méthode décrite pages 10-11.

Pour cela, on améne ['ceuf, par exemple un ceuf de Trichuris trichiura, sous I'échelle gra-
duée du micrometre oculaire. S'il recouvre huit subdivisions et qu'on utilise, par exemple,
1'objectif 10x étalonné dans 1'exemple de la page , sa longueur réelle est de :

8 x 6,7 = 53,6 pm.

De fagon analogue, si 'on mesure le méme ceuf avec U'objectif 40x étalonné du méme
exemple et si I'ceuf recouvre 33,5 subdivisions, sa longueur réelle est de :

33,5x 1,6 = 53,6 um.

Le longueur ainsi trouvée peut étre comparée, a des fins d'identification, a celle des spéci-
mens types représentés sur les planches des pages 13-15.

Identification des formes larvaires ou adultes libres

Dans les eaux résiduaires non traitées comme dans les effluents a la sortie de n'importe
quel type d'installations de traitement, on trouve fréquemment des nématodes a I'état de
formes larvaires et adultes libres qu’on peut prendre a tort pour des formes parasitaires;
¢’est notamment le cas des stades rhabditoides ou filariformes d’Ancylostoma duodenale, de
Necator americanus ou de Strongyloides stercoralis. Ces nématodes libres se nourrissent de
bactéries, d’algues ou de petites particules organiques. On en compte des centaines d’es-
peces dont bon nombre n'ont pas encore été décrites.

Dans les échantillons de selles, le risque d’erreurs d’identification est minime, car les formes
libres y sont normalement rares. On peut reconnaitre les larves rhabditoides des ankylostomes
et celles de Strongyloides stercoralis d’apres la morphologie comparée de leur cavité buccale.
De méme, un examen attentif des deux extrémités — téte et queue - permet d'identifier les
larves filariformes. En revanche, dans les échantillons d’'eaux résiduaires, 1'identification
rigoureuse de ces formes est rendue délicate par la multitude d’espéces de nématodes libres
qu’on y trouve; il est donc indispensable d'effectuer des mesures précises des caractéres mor-
phologiques intéressants. Pour cela, il faut monter et colorer les nématodes individuellement et
les examiner sous fort grossissement. La plupart des méthodes d’examen des eaux résiduaires,
notamment la méthode de Bailenger modifiée, ne se prétent pas a cette procédure.

Sauf lorsqu’on peut examiner chacun des nématodes comme il est indiqué ci-dessus, il est
proposé de ne pas tenir compte des formes larvaires et adultes. Méme si elles contiennent
des formes parasitaires, on ne connait pas assez la survie et la viabilité de ces formes dans
les eaux résiduaires pour pouvoir apprécier le risque qui en résulte pour la santé.




3. Bactériologie de
I’assainissement

En général, la numération des coliformes fécaux dans les échantillons d'eaux résiduaires se
fait par deux catégories de méthodes : a) les méthodes du nombre le plus probable (NPP);
b) la méthode de filtration sur membrane. Deux méthodes NPP sont décrites a la section
3.1, tandis que la méthode de filtration sur membrane fait I'objet de la section 3.2.

3.1 Méthodes NPP

Le nombre de coliformes trouvé par cette technique constitue la meilleure estimation sta-
tistique du nombre réel de germes (d’oil le nom de « méthode du nombre le plus pro-
bable »; on l'obtient en mettant en culture un certain nombre (généralement 5) d’échan-
tillons et (ou) de dilutions de ces échantillons. Lestimation est fondée sur le principe de la
« dilution jusqu'a extinction ». Par exemple, si I'on examine une fraction de 1 ml pour
chaque dilution d’'une série de dilutions de 10 en 10 (voir p. 27) et que 1'on observe une
croissance a la dilution de 10-3 mais non a la dilution de 10-4, la meilleure estimation du
nombre de coliformes est de 103 bactéries par ml. En augmentant, généralement jusqu'a 5,
le nombre de fractions de 1 ml examinées pour chaque dilution, on améliore cette estima-
tion.

Dans la premiére des deux méthodes NPP décrites ici, on examine cing fractions de 1 ml
prélevées dans la méme dilution, de sorte qu'on obtient seulement une valeur approxima-
tive du NPP de coliformes fécaux. Trés simple et peu colteuse, cette méthode convient pour
I'analyse réguliére d’eaux résiduaires traitées dont la teneur en coliformes fécaux est
conforme au critére fixé, soit un maximum de 100 germes par 100 ml (voir Tableau 1).

Dans la seconde méthode NPP, on examine cinq fractions de 1 ml pour chacune des dilu-
tions d'une série de trois, ce qui donne une meilleure estimation du nombre de coliformes
fécaux. Moyennant la modification des dilutions examinées (voir méthode B, étape 10, p. 21),
cette méthode peut étre adaptée a 'analyse d’eaux résiduaires ayant une teneur quelconque
en coliformes fécaux.

Equipement et produits consommables
Produits consommables

Sont nécessaires les produits chimiques énumérés ci-aprés pour le milieu A-1, ainsi qu'une
solution de Ringer diluée au quart (qu'on trouve dans le commerce sous forme de compri-
més) ou une solution de chlorure de sodium (8,5 g de NaCl par litre d’eau distillée). Il faut
également disposer d’ouate non hydrophile.

Il est recommandé d'utiliser le milieu A-1 (American Public Health Association, 1995), car
on peut s’en servir pour une incubation directe & 44° C. Comme on ne le trouve pas dans le
commerce sous forme déshydratée, il faut le préparer (voir p. 27) conformément aux pro-
portions ci-dessous :
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lactose 5g
tryptone 20g
salicinoside 05¢g
NaCl S5g

Triton X-100 1 ml

eau distillée 1 litre

On répartit ce milieu en fractions de 5 ml dans des tubes a essais (ou des flacons & bouchon
vissé) dont chacun contient un tube de Durham inversé (il s'agit d'un trés petit tube a
essais). Les tubes & essais sont fermés au moyen d'un tampon d’ouate non hydrophile puis
stérilisés (voir p. 27). Pendant la stérilisation, I'air contenu dans le tube de Durham est
chassé, de sorte que le tube se remplit entiérement de milieu.

Equipement

Il faut disposer des éléments ci-dessous :

— flacons de 100 ml a bouchon vissé

— tubes 2 essais (100 mm x 12 mm) ou flacons a bouchon vissé de 14 ml
- pipettes sérologiques a écoulement, de 1 ml

—  bec Bunsen

- porte-tubes 2 essais

- incubateur ou bain-marie

- autoclave ou autocuiseur

- balance (£ 0,01 g).

Mode opératoire détaillé illustré

On trouvera ci-apres la description de deux méthodes NPP. La méthode A est la plus simple
et convient pour l'examen régulier (voir section 4) d’eaux résiduaires traitées, lesquelles
contiennent environ 1000 coliformes fécaux par 100 ml au maximum.

Plus précise, la méthode B est utilisable par la teneur de I'échantillon soit, comme ci-des-
sus, de 1000 coliformes fécaux par 100 ml ou qu'elle soit trés supérieure.

Méthode A

1.

Recueillir un échantillon d’eaux résiduaires dans un flacon stérile de 100 ml & bouchon
vissé.

Agiter vigoureusement et prélever aseptiquement 1 ml en utilisant une pipette stérile a
écoulement de 1 ml, transvaser dans un tube a essais ou un flacon a bouchon vissé sté-
rile contenant 9 ml de solution de Ringer diluée au quart (ou de solution de NaCl) a
8,5 g/l) (Fig. 13). Aspiration buccale a exclure - utiliser une micro-pompe aspirante
pour pipette.

. Agiter vigoureusement cette dilution au dixieme et, en utilisant une nouvelle pipette stérile

de 1 ml (la méme dans tous les cas), transvaser 1 ml de solution dans chacun d'une série
de cinq tubes a essais ou flacons a bouchon vissé stériles contenant un tube de Durham
inversé et 5 ml de milieu A-1 (Fig. 14). Munir chaque tube ou flacon d'une étiquette ol
'on inscrira le code de I'échantillon, la date et la valeur de la dilution (1 : 10).

Mettre ces cing tubes a essais ou flacons dans un incubateur ou un bain-marie maintenu
244 °C (£ 0,25 °C) (voir p. 27).




Bactériologie de I'assainissement

Fig. 13. Fig. 14.

Addition de 1 ml d’échantillon @ 9 ml de diluant, de fagon & Addition de 1 ml de dilution & 1:10 dans un tube a essais
obtenir une dilution au dixiéme (1:10), contenant 5 ml de milieu A-1, ainsi quun tube de Durham
Inverse,
Fig. 15.

Aprés incubation @ 44° C pendant 24 h, on observe la pro-
duction de gaz dans trois des tubes. On voit au Tableau 2
que le NPP est de 910 coliformes fécaux par 100 ml
d'échantillon (d'eaux résiduaires traitées).
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5.Apres incubation pendant 24 h, examiner chaque
tube a essais ou flacon pour voir s'il y a eu produc-
tion de gaz. (Les coliformes fécaux fermentent le lac-
tose du milieu A-1 avec production de gaz dont une
partie est emprisonnée dans le tube de Durham
inversé.) Compter le nombre de tubes ou flacons
positifs (c’est-a-dire contenant du gaz) (Fig. 15) et
déterminer le NPP d’aprés le Tableau 2.

Tableau 2.

NPP de celiformes fécaux par 100 ml d’échantillon,
pour une série de cing tubes contenant chacun 0,1 mi
d’échantillon:

Nombre de NPP
w ] o ; 2 tubes positifs pour 100 ml
P e s e
0 240
1 350
2 540
3 910
4 1600
5 >1800

a Adapté d'aprés Department of the Environment (1994) avec I'aimable autorisa-
tion de Her Majesty’s Stationery Office

Méthode B

1. Recueillir un échantillon d’eaux résiduaires con-
formément aux indications données pour la
méthode A.

2. Préparer une dilution a 1:10 (comme pour la
méthode A) et une dilution & 1:100 (simple dilut-
ion au dixieme de la premiére dilution a 1:10);
(voir p. 27).

3. Munir chacun des cing tubes a essais ou flacons a

Fig. 16. bouchon vissé stériles contenant un tube de

Apres incubation a 44° C pendant 24 h, cing des tubes

contenant 1 ml d'échantillon sont positifs (production de
gaz), de méme que deux des tubes contenant 0,1 m!

(1 ml de dilution & 1:10) et deux de ceux contenant

0,01 ml (1 mi de dilution & 1:100). Pour plus de clarte les

Durham inversé et 5 ml de milieu A-1 d'une éti-
quette o1 I'on inscrira le code de 1'échantillon, la
date et la valeur de la dilution (1:100).

schémas placés a coté des tubes montrent ceux qui sont
positifs et ceux qui sont négatifs. On voit au Tableau 3 que
le NPP est de 950 coliformes fécaux par 100 ml d'échan-
tillon (d'eaux résiduaires traitées).

&

Recommencer, en indiquant comme valeur de la
dilution 1:10; recommencer une troisiéme fois,
en indiquant comme valeur de la dilution 1:1.

5. En utilisant une nouvelle pipette stérile de 1 ml, transvaser 1 ml de dilution a 1:100
dans chacun des cinq tubes a essais ou flacons & bouchon vissé stériles dont I'étiquette
porte l'indication 1:100.

6. En utilisant la méme pipette (mais en veillant & ne pas la poser sur la paillasse et 4 ne
rien toucher avec son extrémité), transvaser 1 ml de dilution & 1:10 dans chacun des
cing tubes 2 essais ou flacons & bouchon vissé stériles de la deuxiéme série, dont 1'éti-
quette porte l'indication 1:10.

7. Toujours avec la méme pipette, transvaser 1 ml de Iéchantillon non dilué dans chacun
des cinq tubes i essais ou flacons & bouchon vissé stériles de la troisieme série, dont
I'étiquette porte l'indication 1:1.

8. Installer les 15 tubes a essais dans un porte-tubes et mettre celui-ci dans un incubateur
ou un bain-marie maintenu a 44 °C (+ 0,25 °C).
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9. Aprés incubation pendant 24 h, compter le nombre de tubes positifs (montrant la pro-
duction de gaz) pour chaque dilution (Fig. 16), et chercher le NPP de coliformes fécaux
au Tableau 3.

10. Si le nombre de coliformes fécaux est nettement supérieur a 1800 par 100 ml, prendre
une quantité d'échantillon plus faible (en utilisant toujours des fractions de 1 ml, mais
prélevées dans une dilution plus poussée). Si les tubes & essais contiennent 0,1 ml,
0,01 ml et 0,001 ml d’échantillon, multiplier le nombre NPP indiqué au Tableau 3 par
10. De méme, si les tubes 2 essais contiennent 0,01 ml, 0,001 ml et 0,0001 ml d’échan-
tillon, multiplier le NPP indiqué au Tableau 3 par 100.

Tableau 3.

NPP de coliformes fécaux pour 100 ml d’échantillon, pour trois séries de tubes contenant
chacun respectivement 1 ml, 0,1 ml et 0,01 ml d’échantillon:

Nombre de tubes positifs NPP

1ml 0,1 ml 0,01 mi pour 100 ml

oo

90
130
130
160
160
110
140
160
200
200
250
250
310
320
380
220
290
410
310
430
600
850
500
700
950

1200
750
1100
1400
1750
2100
1300
1700
2200
2800
3 450
2400
3500
5400
9100
16 000
>18 000
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2 Adapté d’aprés Department of the Environment (1994) avec I'aimable autorisation de Her Majesty's Stationery Office
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nalys

3.2 Méthode de filtration sur membrane

La filtration sur membrane permet de compter les coliformes fécaux en faisant passer a
travers le filtre un volume connu d'échantillon d’eaux résiduaires (ou d'une dilution de cet
échantillon). Cette membrane filtrante consiste dans un papier-filtre spécial, a pores suffi-
samment petits (0,45um) pour arréter tous les coliformes fécaux. Elle est ensuite placée
sur un tampon absorbant saturé d'un milieu de culture pour coliformes fécaux, puis mise a
incuber. Pendant I'incubation, chacun des coliformes donne naissance a une colonie bacté-
rienne de couleur jaune. Une fois I'incubation terminée, on compte les colonies et I'on en
déduit le nombre de coliformes pour 100 ml.

Equipement et produits consommables

Equipement

11 faut disposer des éléments ci-dessous :
- pince & membrane filtrante
- boites de Petri {en verre ou en matiére plastique, jetables, de 60 mm de diamétre)
— unités de filtration sur membrane (en verre ou en matiére plastique)
- pipettes sérologiques 4 écoulement, de 5 ml ou 10 ml et de 1 ml
- micro-pompe aspirante pour pipette
- pompe a vide (pompe électrique, pompe manuelle ou trompe a vide)
- bec Bunsen
- incubateur
- autoclave ou autocuiseur

— balance (= 0,01 g)

Produits consommables
Sont nécessaires les éléments ci-dessous :
- membranes filtrantes (porosité de 0,45um, diamétre de 47 mm)
— tampons absorbants (47 mm de diamétre)
— bouillon au laurylsulfate pour membrane
— solution de Ringer diluée au quart
- éthanol.

On trouve du bouillon au laurylsulfate pour membrane dans le commerce, sous forme
déshydratée. A défaut, on peut le préparer conformément aux proportions ci-dessous
(Department of the Environment, 1994) :

peptone 40¢g
extrait de levure 6g
lactose 30¢g
rouge de phénol

(en solution aqueuse a 4 g/l) 50 ml
laurylsulfate de sodium 1g
eau distillée 1 litre

(pH 7,6 avant stérilisation)
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On trouve également de la solution de
Ringer diluée au quart dans le com-
merce, sous forme de comprimés; on
peut aussi se servir d'une solution de
chlorure de sodium (8,5 g de NaCl par
litre d’eau distillée).

Mode opératoire détaillé illustré

Le mode opératoire ci-aprés convient
pour les échantillons d’eaux résidu-
aires contenant 200-2000 coliformes
fécaux par 100 ml. Dans le cas d'une
teneur plus élevée, se reporter a I'étape
11 ci-dessous. Il faut constamment opé-
rer de maniére aseptique (voir p. 26).

1. Recueillir un échantillon d’eaux
résiduaires dans un flacon stérile
de 100 ml a bouchon vissé.

2. Plonger la pince a membrane fil-
trante dans de 1'éthanol et la pas-
ser dans la flamme du bec Bunsen.
En se servant de la pince ainsi sté-
rilisée, garnir d’'un tampon absor-
bant stérile une série de trois
boites de Petri stériles.

3. Avcec une pipette stérile de 5 ou 10
ml, déposer aseptiquement 1,8 ml

Fig. 17

Addition de 1,8 ml de bouillon stérile au laurylsulfate
pour membrane sur une bolte de Petri garnie d’un tampon

absorbant stérile

de bouillon stérile au laurylsulfate pour membrane sur chacune des trois boites de Petri,
de facon a saturer le tampon absorbant (mais sans le submerger) (Fig. 17).

4. Plonger la pince a membrane filtrante dans de I'éthanol et la passer dans la flamme du
bec Bunsen. Déposer de maniére aseptique une membrane filtrante stérile sur I'unité de

filtration sur membrane (Fig. 18).

5. Verser environ 20 ml de solution de Ringer stérile diluée au quart dans 'unité de filtra-
tion sur membrane (Fig. 19), puis 5 ml de I'échantillon d’eaux résiduaires en se servant

d’une pipette stérile (Fig. 20).

Fig. 18

Installation d’'une membrane filtrante
stérile sur I'unité de filtration sur
membrane
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Fig. 19. Fig. 20.

Addition d'environ 20 ml de diluant dans l'unité de filtration Addition de 5 mi d’échantillon dans I'unité de filtration sur
sur membrane membrane

Fig 21.

Utilisation d’'une pompe a vide
manuelle pour aspirer I'echantilion
a travers la membrane filtrante

6. Brancher la pompe a vide puis, lorsque tout le liquide s'est écoulé a travers la mem-
brane filtrante, débrancher; on peut également se servir d’'une pompe a vide manuelle
(Fig. 21).

7. Déposer aseptiquement la membrane filtrante sur une boite de Petri stérile garnie d'un
tampon absorbant tout juste saturé de bouillon stérile au laurylsulfate pour membrane.
Le mieux est d’opérer en déroulant la membrane sur la boite pour empécher la forma-
tion de bulles d’air entre la membrane et le tampon (Fig. 22).

8. Recommencer deux fois les étapes 4-7.
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10.

11

-

Fig. 22.

Déposer la membrane filtrante sur un
tampon absorbant sature de bouillon
au laurylsulfate pour membrane, en la
déroulant progressivement

Fig. 23.

Aprés incubation a 44 °C pendant 24 h, compter les colo-
nies jaunes visibles sur la membrane filtrante. Dans le cas
présent, il y en a 40; comme c'est le nombre trouvé dans
un volume de 5 mi (volume filtré), la teneur correspondante
en coliformes fécaux est de 800 germes pour 100 ml

Apreés les avoir retournées, mettre les trois boites de Petri dans un incubateur maintenu
a44°C (£ 0,5°C).

Aprés incubation pendant 24 h, compter les colonies de couleur jaune visibles sur cha-
cune des trois membranes filtrantes, quelles qu’en soient les dimensions (Fig. 23). (Les
coliformes fécaux fermentent le lactose contenu dans le bouillon au laurylsulfate pour
membrane en donnant naissance a un acide qui fait virer du rouge au jaune le phénol
indicateur de pH. Calculer la moyenne des trois nombres observés et, comme ces colo-
nies se rapportent a un volume de 5 ml (volume filtré¢), multiplier le résultat par 20
pour obtenir le nombre de coliformes fécaux par 100 ml.

Si le nombre de colonies dépasse la centaine sur chaque membrane filtrante, prendre
une quantité d’échantillon (ou d'une de ses dilutions, voir p. 27) plus faible, car la
numération devient alors délicate. C'est ainsi qu’on peut utiliser 1 ml d’échantillon tant
que le nombre de coliformes fécaux ne dépasse pas 10 000 pour 100 ml, 1 ml de dilu-
tion a 1:10 s'il est plus élevé mais sans dépasser 100 000 pour 100 ml, et ainsi de suite.
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3.3 Techniques de laboratoire de base
Asepsie

11 faut veiller spécialement a ne pas contaminer 1'échantillon d’eaux résiduaires (ou une
dilution de cet échantillon) pendant 'examen. 1l est en effet indispensable d'avoir la certi-
tude que seuls sont comptés les coliformes fécaux contenus dans 1'échantillon, a l'exclu-
sion des germes qui pourraient se trouver a la surface de la verrerie ou sur les doigts de
'opérateur. 11 faut donc stériliser systématiquement avant emploi (voir plus loin) la verre-
rie, les milieux et les diluants (solution saline ou solution de Ringer diluée au quart), ainsi
que les membranes filtrantes et les tampons absorbants. Cependant, la stérilisation ne
constitue qu'un des aspects de 1'asepsie; il faut en outre respecter les procédures asep-
tiques habituelles, rappelées ci-dessous :

1. Se laver soigneusement les mains avant de se mettre au travail au laboratoire.

2. Opérer dans une partie du laboratoire a 1'abri de la poussiére et des courants d'air, et
sur une paillasse propre; frotter cette derniére avec un tampon imbibé d'éthanol juste
avant le début du travail.

3. Veiller & ne pas toucher la partie supérieure des flacons contenant un milieu ou un
diluant stérile ou des flacons utilisés pour recueillir I'échantillon. De méme, s’abstenir
de toucher l'extrémité ou la moitié inférieure des pipettes stériles.

4. Au moment de 'ouverture d'un flacon (ou d'un tube 2 essais) contenant un milieu sté-
rile, un diluant stérile ou I'échantillon, passer rapidement le col ouvert dans la flamme
d'un bec Bunsen en tenant le bouchon du flacon (ou le tampon d’ouate du tube 4 essais)
dans l'autre main (ne se servir que du petit doigt en 'enroulant autour du bouchon ou
du tampon). De méme, lorsqu’on retire une pipette de son emballage (ou récipient) sté-
rile, la passer rapidement dans la flamme d'un bec Bunsen et veiller & ne pas en toucher
I'extrémité ni A la laisser entrer en contact avec quoi que ce soit; en cas de contact acci-
dentel, jeter la pipette au rebut et utiliser une autre pipette stérile.

5. Le pipettage a la bouche est rigoureusement exclu. Toujours utiliser une micro-pompe
aspirante pour pipette.

S'il n'existe aucune personne qualifiée en bactériologie dans le laboratoire, mieux vaut
faire appel a un technicien d'un laboratoire d’analyses médicales qui pourra faire la
démonstration des procédures aseptiques.

Stérilisation

Les tubes a essais contenant le milieu NPP, les flacons contenant du diluant et du milieu
pour filtration sur membrane, ainsi que les membranes filtrantes et les tampons absorbants
doivent tous étre stérilisés a I'autoclave ou a I'autocuiseur (voir p. 27).

Les flacons & bouchon vissé utilisés pour le recueil de 1'échantillon sont stérilisés au four a
160 °C pendant 1 h. Pendant la stérilisation, le bouchon doit étre légérement dévissé (pour
laisser I'air s’échapper, sinon le flacon exploserait); une fois la stérilisation terminée et la
température du four retombée a la température ambiante, retirer les flacons, revisser les
bouchons a fond et coller & la partie supérieure de chaque flacon une courte bande de
ruban adhésif (portant de préférence I'indication STERILE).

1l faut également stériliser les pipettes au four a 160 °C pendant 1 h. Avant la stérilisation,
obturer 1'extrémité supérieure de chaque pipette avec un tampon d’ouate non hydrophile.
Envelopper ensuite les pipettes dans une feuille d’aluminium, soit une par une, soit par
groupes de cing au maximum; une marque doit étre faite du coté des extrémités supé-
rieures (pour éviter que 1'emballage soit ouvert de 1'autre coté et que les extrémités infé-
rieures des pipettes soient contaminées).
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Préparation et stérilisation du milieu
Ces opérations comportent les étapes suivantes :

1. Peser tous les produits chimiques nécessaires a la préparation du milieu (se reporter
p. 17 et p. 22, respectivement, pour la composition du milieu A-1 et du bouillon au lau-
rylsulfate pour membrane) ou le cas échéant, la quantité voulue de bouillon au lauryl-
sulfate pour membrane déshydraté. Compléter au volume requis avec de I'eau distillée
et laisser dissoudre entierement. (Il n'est pas toujours judicieux de préparer a 'avance
1 litre de milieu, car, aprés stérilisation, il faut le conserver 4 moins de 10 °C dans I'obs-
curité et I'utiliser dans les trois mois.)

2. Répartir le milieu en flacons ou en tubes a essais avant stérilisation. Pour le milieu A-1,
en mettre 5 ml par tube a essais ou par flacon a bouchon vissé contenant un tube de
Durham inversé; dans le premier cas, les tubes doivent étre obturés avec un tampon
d’ouate non hydrophile. Pour le bouillon au laurylsulfate de sodium pour membrane, en
mettre de petites quantités dans des flacons a bouchon vissé (6 ml suffisent pour I'exa-
men d'un échantillon) (voir p. 23, étape 3). Préparer le diluant, soit en dissolvant un
comprimé de solution de Ringer diluée au quart dans 500 ml d’eau distillée, soit en dis-
solvant 8,5 g de NaCl dans 1 litre d'eau distillée (ou selon les mémes proportions pour
un plus faible volume). Répartir le diluant en fractions de 9 ml dans des flacons a bou-
chon vissé (pour la préparation des dilutions décimales — voir ci-aprés) ou en fractions
de 100 ml pour le diluant destiné 2 la filtration sur membrane (voir p. 23, étape 5).

3. Une fois achevées la répartition du milieu et celle du diluant, stériliser a I'autoclave ou a
|'autocuiseur comme suit :

- milieu A-1 et bouillon au laurylsulfate pour membrane : 115 °C, 67 kPa, pendant
10 minutes une fois terminée la montée en température et en pression;

- solution de Ringer diluée au quart ou solution de NaCl : 121 °C, 101 kPa, pendant
15 minutes une fois terminée la montée en température et en pression.

4. Autoclaver les flacons en laissant le bouchon a moitié¢ dévissé (pour éviter une explo-
sion); apres stérilisation et lorsque les flacons sont revenus  la température ambiante,
visser les bouchons & fond. Dans 'attente de leur utilisation, conserver les flacons 2
I'abri de la poussiere en y apposant une étiquette portant la mention « stérile ».

Préparation d’une série de dilutions décimales

Des dilutions sont utilisées aussi bien dans la méthode A que dans la méthode B de calcul
du NPP (voir pp. 18, 20) et peuvent I'étre dans la méthode de numération sur membrane
filtrante (voir p. 25, étape 11). On procédera comme suit :

1. Avec une pipette stérile de 1 ml, transvaser de maniére aseptique 1 ml d'échantillon
d’eaux résiduaires dans un tube a essais ou un flacon stérile contenant 9 ml de diluant.
Agiter vigoureusement. On obtient ainsi une dilution a 1:10.

2. Avec une nouvelle pipette stérile de 1 ml, transvaser 1 ml de la dilution & 1:10 dans un
second tube a essais ou flacon stérile contenant 9 ml de diluant. Agiter vigoureusement.
On obtient ainsi une dilution a 1:100.

3. Recommencer I'étape 2 selon les besoins, en transvasant chaque fois 1 ml de la der-
niere dilution dans un autre tube a essais ou flacon contenant 9 ml de diluant. On
obtient ainsi une série de dilutions décimales plus poussées, a 1:1000 puis 1:10 000, etc.
(Pour I'utilisation de ces échantillons extrémement dilués, ne pas oublier que les eaux
résiduaires non traitées renferment habituellement 107-10° coliformes fécaux par 100
ml).
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Incubation

Les coliformes fécaux sont incubés a 44 °C (£ 0,25 °C). 1l est préférable d'utiliser un incu-
bateur ventilé (sans ventilation, il est en effet difficile d’obtenir une température uniforme
dans tout I'appareil, alors qu'il est trés important que l'incubation se fasse a une tempéra-
ture trés proche de la température de consigne de 44 °C), encore qu’on puisse se servir
d’un bain-marie pour les tubes a essais utilisés dans les méthodes NPP.

Aprés incubation et examen des échantillons, il faut autoclaver 15 min a 121 °C tous les
tubes a essais ou flacons a bouchon vissé contenant du milieu et toutes les boites de Petri
garnies d'une membrane filtrante et d’'un tampon absorbant, avant de les mettre au rebut,
de facon 2 les stériliser en détruisant les milliards de bactéries qui ont poussé pendant I'in-
cubation.




4. Programmes de
surveillance réguliére

Le nombre de coliformes fécaux dans l'effluent a la sortie d'une installation de traitement
des eaux résiduaires est beaucoup moins variable dans le temps (méme sur 24 h) que celui
des ceufs d’helminthes. On a vu au tableau que les critéres recommandés pour les coli-
formes fécaux et les ceufs d’helminthes sont d'un ordre de grandeur trés différent (1000
coliformes fécaux pour 100 ml, contre 1 ceuf par litre), de sorte que les variations numé-
riques que les programmes de surveillance réguliere cherchent 4 mettre en évidence sont
trés différentes dans les deux cas. Une concentration moyenne de 2 ceufs d’helminthes par
litre peut appeler des mesures immédiates, alors qu'il n'en va pas de méme quand le
nombre de coliformes fécaux pour 100 ml atteint 1002 ou méme 1020 (dans le cas de bac-
téries, 'ordre de grandeur importe beaucoup plus que le nombre effectif). Cet écart (1000
pour 100 ml, contre 1 par litre) et les modalités différentes de 1'élimination des coliformes
et des ceufs dans les installations de traitement des eaux résiduaires, expliquent que les pro-
grammes de surveillance réguliére ne soient pas absolument identiques dans les deux cas.

4.1 Coliformes fécaux

A la saison ol I'on irrigue les champs, il faut prélever au moins une fois, et de préférence
deux fois, par semaine, un échantillon unique de l'effluent final destiné 4 une irrigation
non réglementée pour y dénombrer les coliformes fécaux. Lheure du prélévement sera
fixée sur la base de quelques études conduites sur le nycthémeére, comme suit

1. Sur une durée de 24 h, prélever un échantillon toutes les 3 h (huit échantillons au total)
et compter le nombre de coliformes fécaux dans chacun d'eux, soit Nj, N, . ., N,

2. Calculer le nombre géométrique sur 24 h selon la formule :
Nombre moyen géométrique = N; x N, x ... x Ng) /8

3. Repérer, parmi les nombres obtenus aux différentes heures, celui qui se rapproche le
plus de la moyenne et choisir 'heure correspondante (généralement entre 8 et 10
heures du matin) pour le prélévement régulier d'échantillons. Comme on procéde a
I'échantillonnage pendant toute la période d’irrigation, on calculera la moyenne géo-
métrique mobile au moyen de la formule ci-dessous :

Moyenne géométrique mobile = (N; x N, x ... x N ) I/n

Cest cette valeur qui ne doit pas dépasser 1000.

4.2 (Eufs d’helminthes
Heure du jour

La concentration des ceufs des helminthes parasites de I'homme dans les eaux résiduaires
est extrémement variable sur 24 h. Quand la surveillance s’exerce sur des eaux non traitées,
il est donc important de prélever soit une série d’échantillons sur 24 h, soit un seul échan-
tillon mais & condition qu'il soit représentatif grace i 'application de la méthode décrite
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sous 4.1. Dans le cas des ceufs d’helminthes, mieux vaut utiliser la moyenne arithmétique
que la moyenne géométrique : moyenne arithmétique mobile : (N; + N; + ... + Ny)/n

Les variations journali¢res du nombre d’ceufs d’helminthes sont moins importantes dans
l'effluent a la sortie d'une installation de traitement (surtout s'il s’agit d'un bassin de stabi-
lisation).

Fréquence de I'échantillonnage

Elle dépend des objectifs du systeme de surveillance et de la technique de traitement des
eaux résiduaires. Dans n'importe quelle installation, il faut procéder a une étude sur le nyc-
thémere (24 h) et a des échantillonnages fréquents (une ou deux fois par semaine) pendant
plusieurs semaines a la période initiale.

Dans les bassins de stabilisation, I'élimination des ceufs d’helminthes se fait a vitesse rela-
tivement constante, malgré les surcharges et les variations de débit périodiques; cet échan-
tillonnage préliminaire devrait donc donner une bonne idée de la qualité de 'effluent a
long terme. Dans les installations de traitement classiques, I’élimination des ceufs se fait en
général 2 un rythme beaucoup plus inégal, de sorte que la surveillance doit étre renforcée
de facon a couvrir une large gamme de conditions de marche.

Apreés cet échantillonnage préliminaire, la fréquence de 1'échantillonnage dépend de la
facon dont l'effluent est utilisé, pour une irrigation réglementée ou non. Si les eaux rési-
duaires sont traitées dans des bassins de stabilisation et utilisées pour une irrigation non
réglementée (catégorie A du Tableau 1), un ou deux échantillons par mois suffisent, car la
durée de séjour dans le bassin nécessaire pour atteindre la norme concernant les coli-
formes est nettement supérieure a celle qui permet d'atteindre la norme relative aux ceufs.
En revanche, avec une autre technique de traitement ou si les eaux résiduaires sont desti-
nées a une irrigation réglementée (catégorie B, Tableau 1), il faut prélever au moins un
échantillon par semaine. La surveillance doit s’exercer régulierement pendant toute la
période d'utilisation de I'effluent pour l'irrigation.

Nombre d’échantillons

Sil'on veut connaitre les variations dans le temps du nombre d’ceufs par litre, il faut préle-
ver chaque fois plusieurs échantillons. Un minimum de trois échantillons semble souhai-
table. Le nombre exact dépend de la plus faible différence vraie qu’on souhaite mettre en
évidence et du niveau de signification désiré, ce que décrivent la plupart des manuels de
statistiques (voir par exemple, Sokal & Rohlf, 1981).
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