


Méthode d’essai biologique : essai de survie
et de croissance des vers polychètes spionides
(Polydora cornuta) dans les sédiments

Section de l’élaboration et de l’application des méthodes
Centre de technologie environnementale
Environnement Canada
Ottawa (Ontario)

Rapport SPE 1/RM/41
Décembre 2001



ii

Données de catalogage avant publication de la Bibliothèque nationale du Canada

Vedette principale au titre :

Méthode d'essai biologique : essai de survie et de croissance des vers polychètes spionides (Polydora
cornuta) dans les sédiments 

(Rapport ; SPE 1/RM/41) 
Publ. aussi en anglais sous le titre: Biological test method: test for survival and growth in sediment using
spionid polychaete worms (Polydora Cornuta). 
Comprend des références bibliographiques. 
ISBN 0-660-96659-X 
No de cat. En49-24/1-41F  

1. Écotoxicologie – Atlantique, Côte de l' (Canada) – Méthodologie. 
2. Vers – Effet de la pollution de l'eau sur les – Atlantique, Côte de l' (Canada). 
3. Eau – Qualité – Essais biologiques – Atlantique, Côte de l' (Canada). 
4. Sédiments contaminés – Toxicologie – Atlantique, Côte de l' (Canada). 
I. Centre de technologie environnementale (Canada). Section de l'élaboration et de l'application

des méthodes. 
II. Canada. Environnement Canada. 
III. Coll.: Rapport (Canada. Environnement Canada) ; SPE 1/RM/41.  

QH90.8T68.B50 2002 363.739'463'09715 C2002-980033-1 

© Sa Majesté la Reine du Canada (Environnement Canada) 2001
ISBN 0-660-96659-X

N  de cat. En49-24/1-41 Fo



iii

Commentaires

Tout commentaire sur le contenu de présentes doit être acheminé à:

Richard Scroggins
Section de l’élaboration et de l’application des méthodes
Centre de technologie environnementale
Environnement Canada
335 River Road 
Ottawa, Ontario
K1A 0H3

This report is also available in English, under the title “A Biological Test Method: Test for
Survival and Growth in Sediment Using Spionid Polychaete Worms (Polydora cornuta)”, from:

Environmental Protection Publications
Environment Canada
Ottawa (Ontario)
K1A 0H3

Avis de révision

Le personnel de la Direction générale de l’avancement des technologies environnementales
d’Environnement Canada a révisé ce rapport et en a autorisé la publication.  La mention
d’appellations commerciales ou de produits offerts sur le marché ne constitue ni une
recommandation ni une approbation de l’emploi de ces derniers par Environnement Canada.



iv



v

Résumé

Le présent rapport décrit les méthodes recommandées par Environnement Canada pour évaluer
la toxicité de sédiment à l’aide de vers polychaetes spionides (Polydora cornuta).  Ce ver
endofaunique, détritivore et tubicole appartient à la famille des spionides et vit dans les
sédiments estuariens ou marins des eaux canadiennes de la côte Atlantique.  Les paramètres de
mesure sont la survie et le poids d’organismes juvéniles élevés en laboratoire. La période d’essai
est de 14 jours.

L’essai se déroule à 23 ± 1 °C dans des bechers en verre de 300 mL (forme haute) contenant une
couche sédimentaire de 50 mL (~ 2 cm) et une colonne d’eau de 200 mL.  Pour chaque variante
de l’essai, on a recours à un minimum de cinq répétitions de l’enceinte expérimentale, contenant
chacune cinq vers.  Pour déterminer le seuil à partir duquel se manifeste l’effet, on peut faire
porter l’essai sur une seule concentration (p. ex. utilisation d’échantillons non dilués de
sédiment prélevé sur le terrain) ou sur une gamme de concentrations (p. ex. sédiment enrichi
d’un mélange de substances chimiques ou d’un autre sédiment).  On utilise des vers juvéniles
d’âges semblables (soit de 3 à 4 semaines post-éclosion) pour débuter l’essai.  Ces vers sont
nourris trois fois par semaine, d’une mouture à parts égales de flocons de nourriture pour
poissons tropicaux (p. ex. TetraMarin ) et d’algue verte estuarienne (du genre Enteromorpha) àMC

raison de 2,0 mg de matière sèche par ver.  Environ 80 % de la colonne d’eau est renouvelée le
7  jour.e

Outre les conditions et modes opératoires universels (généraux) à adopter dans le cadre de la
préparation et de la réalisation de l’essai, le présent rapport fait état de conditions et de modes
opératoires additionnels propres à l’objectif de celui dont il est question ici.  Celui-ci vise à
mesurer et à évaluer la toxicité d’échantillons de sédiment, de boues ou d’autres matières
particulaires semblables prélevés tels quels sur le terrain ou de sédiment enrichi (mélangé) au
laboratoire de produits ou de substances chimiques, de sédiment contaminé ou d’autres matières
particulaires.  On trouve également dans le présent document des instructions et des exigences
relatives aux installations d’essai, au prélèvement, à la manipulation et à l’entreposage
d’échantillons, à l’élevage des organismes d’essai, à la préparation des mélanges de sédiments
ou leur enrichissement, au démarrage des essais, aux conditions expérimentales requises, aux
observations et aux mesures appropriées, aux paramètres de mesure et à leurs modes de calcul
ainsi qu’à l’utilisation d’un toxique de référence.
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Abstract

Procedures recommended by Environment Canada for performing sediment toxicity tests using
spionid polychaete worms (Polydora cornuta) are described in this biological test method.  The
species of worm selected for this test is a deposit-feeding, tube-dwelling, infaunal worm of the
family Spionidae, which is found in estuarine or marine sediment within Canada's Atlantic
coastal waters.  The endpoints for the test are survival and weight of juvenile, laboratory-
cultured worms at the end of a 14-day assay.  Test duration and temperature are 14 days and
23°C, respectively.

This 14-day sediment toxicity test is conducted at 23 ± 1°C in 300-mL “high form” glass
beakers containing a 50-mL (~2-cm) layer of sediment and 200 mL of overlying water.  A
minimum of five replicate test chambers, each containing five worms of a chosen species, are
normally used for each treatment.  The test may be run as a single-concentration assay (e.g.,
using undiluted samples of field-collected sediment), or as a multi-concentration assay (e.g., a
spiked sediment test with chemical/sediment mixtures) to determine the threshold of effect. 
Juvenile worms of a similar age (i.e., 3-4 weeks' post-release) are used to start the test.  Worms
in each test chamber are fed three times per week, using a 1:1 mixture of ground tropical
fishfood flakes (e.g., TetraMarin ) and ground estuarine green algae (Enteromorpha sp.) and aTM

per-feeding rate of 2.0 mg dry feed per worm.  Approximately 80% of the overlying water is
renewed on Day 7.

General or universal conditions and procedures are outlined for test preparation and
performance.  Additional conditions and procedures are stipulated that are specific to the
intended use of the test.  This test is suitable for measuring and assessing the toxicity of samples
of field-collected sediment, sludge, or similar particulate material; or of sediment spiked (mixed)
in the laboratory with chemical(s) or chemical substance(s), contaminated sediment, or other
particulate material.  Instructions and requirements are included on test facilities, sample
collection, handling and storing samples, culturing test organisms, preparing sediment or
spiked-sediment mixtures and initiating tests, specific test conditions, appropriate observations
and measurements, endpoints and methods of calculation, and the use of a reference toxicant.
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Avant-propos

Le présent document fait partie d’une série de méthodes recommandées pour mesurer et évaluer
les effets toxiques sur une seule espèce d’organismes aquatiques ou terrestres causés par
l’exposition de ces derniers à des échantillons de matières ou de substances d’essai, le tout dans
des conditions de laboratoire contrôlées et définies. Ces méthodes ont été élaborées et publiées
par Environnement Canada (EC) et sont recommandées pour les applications suivantes :

• mesures de la toxicité dans les laboratoires d’Environnement Canada ou dans ceux relevant
des ministères de l’environnement provinciaux;

• essais confiés en sous-traitance par Environnement Canada ou requis par des organismes ou
entreprises externes;

• mesures pour lesquelles on ne dispose pas d’instructions sufisamment précises (p. ex., une
réglementation);

• comme fondement pour l’élaboration d’instructions particulièrement explicites, comme
pourraient en exiger un protocole réglementaire ou une méthode de référence normalisée.

On a retenu les divers types d’essais compris dans cette série parce qu’ils étaient acceptables
aux fins des programmes de protection et de conservation de l’environnement mis en œuvre par
Environnement Canada. Les documents de la collection visent à orienter et à faciliter
l’utilisation de méthodes cohérentes, pertinentes et exhaustives pour la collecte de données
relatives aux effets toxiques pour la vie aquatique et terrestre de certaines substances ou
matières destinées à se retrouver dans l’environnement ou s’y trouvant déjà. Selon la méthode
d’essai biologique choisie et le milieu environnemental menacé, les substances ou matières dont
on veut mesurer la toxicité pourraient comprendre des échantillons de sédiment ou de matière
particulaire semblable, de produits ou de substances chimiques, ou encore, s’il y a lieu,
d’effluents, d’élutriats, de lixiviats ou d’eaux réceptrices. L’annexe A contient une liste des
méthodes d’essai biologique et des guides connexes publiés à ce jour par la Section de
l’élaboration et de l’application des méthodes (Ottawa, Ontario) d’Environnement Canada, et
devrait être consultée.

Les termes définis dans la section Terminologie du présent document sont mis en italique
lorsqu’ils sont utilisés pour la première fois dans le corps du texte; l’italique est en outre utilisé
pour mettre ces termes, ou d’autres mots, en évidence.
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Terminologie

Les termes suivants ont été mis en italiques lorsqu’ils apparaissent pour la première fois dans le
texte du rapport tels que définis ci-après.  Les italiques ont également été utilisés dans
l’ensemble du rapport pour mettre ces termes ainsi que d’autres en évidence. 

Nota : toutes les définitions s’inscrivent dans le contexte du présent rapport; il se pourrait
qu’elles ne soient pas adaptées à d’autres contextes.

Verbes auxiliaires

L’auxiliaire doit (doivent) exprime une obligation absolue.
L’auxiliaire devrait (devraient) et le conditionnel d’obligation (il faudrait), etc. expriment une

recommandation ou la nécessité de respecter dans la mesure du possible la condition ou la
méthode.

L’auxiliaire peut (peuvent) autorise une action.
L’auxiliaire pourrait (pourraient) indique la possibilité ou l’éventualité.  

Termes techniques généraux

acclimatation, adaptation physiologique à une valeur précise d’une ou de plusieurs variables
environnementales, par exemple à la température.  S’applique généralement à des conditions
contrôlées en laboratoire.

conformité, respect des exigences officielles en matière de réglementation ou de délivrance de
permis. 

croissance, augmentation de la taille ou du poids résultant de la prolifération de nouveaux tissus. 
Dans le cadre du présent essai, cette croissance se mesure par l’accroissement du poids sec.

estuarienne, se dit d’une eau qui, provenant d’une région côtière de l’océan, est diluée de façon
mesurable par de l’eau douce d’origine continentale.

lux, unité d’éclairement, c’est-à-dire l’intensité lumineuse par mètre carré.  Un lux = 0,0929 pied-
bougie; 1 pied-bougie = 10,76 lux.  

marin(e), qui se trouve dans la mer ou qui provient de la mer ou de la proximité de la côte, où il
n’y a pas de dilution appréciable par l’eau douce naturelle d’origine continentale. 

méthode de référence, protocole particulier visant un essai de toxicité donné (une méthode
d’essai biologique, p. ex.) et décrivant une série de conditions expérimentales et de modes
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opératoires formellement approuvés par les parties en cause et décrits avec précision dans un
document écrit.  Contrairement au présent document et à d’autres méthodes d’essai biologique
universelles (génériques) publiées par Environnement Canada, les méthodes de référence sont
souvent réservées aux essais associés à des règlements particuliers.

pH, logarithme négatif de l’activité des ions hydrogène, mesurée par leur concentration en moles
par litre.  Le pH exprime le degré ou l’intensité des réactions acides et alcalines sur une
échelle de 0 à 14, où le pH 7 représente la neutralité. Les pH inférieurs à 7 correspondent, en
ordre décroissant, à des réactions acides de plus en plus fortes, alors que les pH supérieurs à 7
indiquent, en ordre croissant, des réactions basiques ou alcalines de plus en plus fortes.

photopériode, durée quotidienne de la période d’éclairement.

pourcentage (%), concentration exprimée en nombre de parties sur cent.  En ce qui a trait aux
matières ou substances à l’essai, dix pour cent (10 %) représente 10 unités ou parties de la
substance diluées dans un sédiment ou dans l’eau jusqu’à concurrence de 100 parties en tout. 
Selon la substance, la concentration s’exprime en pourcentage en masse de la substance sur la
masse du mélange final de sédiment ou de solution finale, en pourcentage en masse sur le
volume ou, encore, en pourcentage en volume sur le volume.

prétraitement, traitement d’un échantillon de sédiment ou d’une portion de cet échantillon, avant
que les organismes d’essai n’y soient exposés.

salinité, quantité totale, en grammes, de solides en dissolution dans 1 kilogramme d’eau (de
mer); on l’exprime souvent en parties par milliers (‰).  Se détermine après conversion de tous
les carbonates en oxydes, après remplacement de tous les bromures et iodures par des
chlorures et après oxydation de toute la matière organique.  On peut également la mesurer
directement, grâce à un salinimètre, un conductimètre ou par d’autres moyens (APHA et al.,
1995).

surveillance, vérification courante (p. ex. quotidienne, hebdomadaire, mensuelle ou
trimestrielle), de la qualité, de la collecte et de la communication de données.  Dans le présent
rapport, s’applique à certaines variables biologiques ou variables relatives à la qualité de l’eau
ou au prélèvement et à la mesure de la toxicité d’échantillons de sédiments.

Termes se rapportant aux substances ou matières d’essai

eau déchlorée (municipale), eau chlorée à l’origine (généralement eau potable municipale) qu’on
a traitée afin d’en éliminer le chlore et ses composés.

eau de porosité (également dite eau interstitielle), eau occupant les interstices entre les particules
de sédiment.
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eau désionisée, eau qu’on a débarrassée des ions Ca  et Mg  par passage dans des colonnes de++ ++

résine ou dans un système d’osmose inverse.

eau d’essai, eau recouvrant la couche de sédiment dans les enceintes expérimentales, c’est-à-dire
l’eau surnageante.  Désigne également l’eau servant à manipuler le sédiment, au besoin (p. ex.
pour la préparation d’un sédiment artificiel ou de mélanges de sédiments enrichis ou pour le
tamisage hydraulique de sédiments témoins), ou l’eau témoin/de dilution pour les essais dans
l’eau seulement avec toxiques de référence.

eau distillée, eau qu’on a traitée au moyen d’un appareil de distillation (de verre borosilicaté ou
d’un autre matériau) pour en éliminer les impuretés.  

eau reconstituée, eau désionisée ou distillée dans le verre, de grande pureté, à laquelle on a ajouté
des produits chimiques de qualité « réactif ».  L’eau synthétique ainsi obtenue devrait être
exempte de contaminants et posséder le pH, l’alcalinité et la dureté recherchés.  L’eau
reconstituée peut également consister en une eau à laquelle on a ajouté de la saumure ou du sel
de mer déshydraté du marché, en quantité nécessaire pour obtenir la salinité (et le pH) requis
pour l’élevage d’organisme ou pour la réalisation d’essais donnés (utilisant un sédiment
estuarien, p. ex.).

eau surnageante, eau recouvrant le sédiment de l’enceinte expérimentale.  Voir eau témoin/de
dilution et eau d’essai.

eau témoin ou de dilution, eau servant à la préparation d’une série de solutions filles d’un produit
chimique d’essai ou utilisée dans le cadre d’un essai dans l’eau seulement avec toxique de
référence.  Elle est souvent identique à l’eau d’élevage et à l’eau (surnageante) d’un essai
donné.

enrichissement (dopage), ajout d’une quantité connue de produit(s), de produit(s) chimique(s) ou
d’autre(s) substance(s) ou matière(s) d’essai (p. ex., échantillon de déblais ou de boues de
forage) dans un sédiment naturel ou articifiel.  Le ou les produits, substances ou matières
ajoutés le sont généralement à un sédiment témoin négatif, à un sédiment de référence ou à un
autre sédiment non contaminé, mais le sont parfois à un sédiment contaminé ou
potentiellement contaminé.  Après ces ajouts (cet « enrichissement »), le sédiment est mélangé
à fond.  Selon la terminologie d’Environnement Canada, si la matière ajouté est un sédiment
provenant d’un lieu de prélèvement, on ne parle plus d’enrichissement, mais bien de
« dilution » ou, plus simplement, d’ « ajout ».  Voir aussi sédiment enrichi (dopé).    

essai (toxicologique) dans l’eau seulement, essai (de toxicité) effectué en l’absence de sédiment
ou d’autre matière solide (p. ex., un essai avec toxique de référence en solution aqueuse
seulement).  
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essai toxicologique de référence, essai utilisant, pour la mesure de la toxicité d’un sédiment, un
toxique de référence afin d’évaluer la sensibilité des organismes au moment où on évalue la
substance ou de la matière d’essai ainsi que la précision et la fiabilité des résultats obtenus par
le laboratoire à l’égard de ce produit chimique.  Si les résultats s’écartent d’un intervalle
normal établi, cela signifie que la sensibilité des organismes ainsi que la performance et la
précision de l’essai sont douteuses.  Le plus souvent, les essais de toxicité de référence
utilisant une espèce choisie de ver polychète spionide sont effectués en l’absence de sédiment
(essai dans l’eau seulement), bien qu’on puisse, en l’occurrence utiliser un sédiment enrichi. 

lieu (de prélèvement), parcelle délimitée de sédiment à l’étude ou considérée comme telle,
normalement présumée contaminée ou potentiellement contaminée par des substances
xénobiotiques.

lot, quantité totale de sédiment d’essai ou d’eau d’essai, préparés en vue d’un essai particulier de
mesure de toxicité sédimentaire.  Suivant sa préparation, un lot de sédiment d’essai peut
ensuite être subdivisé dans des enceintes expérimentales répétées; un lot d’eau d’essai peut
également être subdivisé et ajouté en guise d’eau surnageante dans chaque enceinte ou en
guise d’eau témoin/de dilution dans le cadre d’un essai de toxicité de référence dans l’eau
seulement.  On peut aussi employer le terme lot pour décrire un élevage ou un groupe
d’organismes d’essai distincts.  

matière, substance ou ensemble de substances qui compose un élément.  Une matière peut
présenter des caractéristiques hétérogènes, même après avoir été mélangée.  Aux fins des
présentes, le sédiment, le sol et l’eau surnageante sont considérés comme étant des matières. 
Habituellement, une matière contient plusieurs ou de nombreuses substances.  

produit, préparation commerciale constituée d’un ou de plusieurs produits chimiques.  Voir aussi
produit chimique.

produit chimique, dans le présent rapport, tout élément, composé, formule ou mélange de
substances chimiques qui pourraient se retrouver associés à des sédiments ou à de l’eau ou y
être mélangés ou ajoutés.

sédiment, matériau naturel formé de particules ayant été transportées dans l’eau puis déposées au
fond.  Peut également désigner un substrat artificiel, constitué de matières particulaires
choisies (p. ex. du sable d’une granulométrie donnée, de la bentonite [argile], etc.) dans lequel
les organismes soumis à l’expérience peuvent fouir.

sédiment artificiel, sédiment synthétique (reconstitué) préparé en laboratoire suivant une formule
précise, conçue pour imiter un sédiment naturel.

sédiment contaminé, sédiment renfermant des concentrations de substance(s) chimique(s) qui
posent une menace réelle ou potentielle pour l’environnement ou la santé humaine.
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sédiment contaminé normalisé, sédiment prélevé sur le terrain dont les concentrations en
contaminants sont connues, documentées et accessibles (du Conseil national de recherches du
Canada, p. ex.) et qu’on sait toxique pour les organismes d’essai (ici, P, cornuta) exposés aux
conditions expérimentales et modes opératoires décrits aux présentes.

sédiment d’essai, échantillon de sédiment entier, prélevé sur le terrain, dans un endroit qu’on
croit contaminé par un ou plusieurs produits chimiques, et qu’on se propose d’utiliser dans des
essais toxicologiques (ici, en présence de vers polychètes).  Ce peut parfois être un échantillon
ou un mélange de sédiment(s) entier(s) (sédiment témoin négatif, sédiment de référence,
déblais de dragage ou sédiment enrichi) utilisé dans l’essai.

sédiment de référence, échantillon, prélevé sur le terrain, d’un sédiment présumé non contaminé,
choisi pour ses propriétés (p. ex. granulométrie, densité et teneur en matières organiques
totales), qui correspondent étroitement à celles du ou des échantillons du sédiment d’essai,
sauf pour ce qui concerne la teneur en contaminants chimiques.  On le prélève souvent dans
un endroit à l’abri des sources de contamination anthropique ou peu influencé par ces
dernières, mais généralement à proximité du ou des endroits où on prélève le sédiment d’essai. 
Un ou plusieurs sédiments de référence devraient être inclus dans chaque série d’essais
toxicologiques employant un sédiment d’essai donné.  Il se peut que ce sédiment soit rendu
toxique par la présence de substances chimiques naturelles (sulfure d’hydrogène, ammoniac,
etc.) ou de contaminants anthropiques (causés par l’activité humaine) à des concentrations
nocives.  Le cas échéant, il ne devrait plus servir de référence dans le cadre d’essais ultérieurs,
à moins que le plan expérimental n’en tienne compte et que le ou les chercheurs souhaitent
comparer les résultats obtenus avec ces échantillons à ceux produits avec le sédiment d’essai.

 

sédiment enrichi (dopé), sédiment (contaminé ou non) auquel, pour les besoins de l’expérience,
on a ajouté une substance ou une matière d’essai, par exemple un produit chimique, un
mélange de produits chimiques, de la boue (y compris des boues de forage), des déblais
contaminés ou du sédiment contaminé, après quoi on a mélangé le tout à fond afin de
l’homogénéiser dans tout le sédiment.

 

sédiment entier, sédiment intact, auquel on expose les organismes d’essai. Ce n’est ni une forme
ni un dérivé du sédiment tel que l’eau de porosité ni un sédiment remis en suspension.

 

sédiment non contaminé, sédiment qui ne contient pas de concentrations de substance(s) pouvant
causer des désordres observables chez les organismes d’essai, abréger leur survie ou ralentir
leur croissance durant l’essai.

 

sédiment témoin, voir sédiment témoin négatif. 
 

sédiment témoin négatif,  sédiment non contaminé exempt de contaminants en concentrations
susceptibles de nuire à la survie, à la croissance ou au comportement des organismes d’essai. 
Ce sédiment peut être naturel, prélevé sur le terrain d’un site non contaminé, ou artificiel,
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reconstitué en laboratoire suivant un mélange approprié de limons, d’argiles ou de sables non
contaminés.  Il ne doit contenir aucune substance ou matière d’essai ajoutée, et doit permettre
à l’organisme d’essai (ici, P. cornuta) de présenter des taux de survie et de croissance
acceptables selon les conditions expérimentales et modes opératoires décrits aux présentes. 
Le sédiment témoin négatif constitue une base d’interprétation des résultats d’essais
toxicologiques sur des sédiments donnés, et peut également être utilisé comme point de départ
pour l’enrichissement.

 

sédiment témoin positif, sédiment qu’on sait contaminé par un ou plusieurs produits chimiques
toxiques et qui engendre des réactions prévisibles chez les organismes d’essai selon les
conditions expérimentales et modes opératoires décrits aux présentes.  Ce sédiment peut être : 
un sédiment contaminé normalisé; un sédiment artificiel ou de référence auquel on a ajouté un
produit chimique toxique au laboratoire; un échantillon prélevé sur le terrain de sédiment très
contaminé dont on a déjà démontré la toxicité pour l’organisme d’essai (ici, P. cornuta) dans
le cadre de la présente méthode d’essai biologique, et dont les caractéristiques
physicochimiques sont connues.  Le sédiment témoin positif aide à interpréter les résultats
d’essais toxicologiques sur des sédiments donnés.

 

solution mère, solution concentrée de la substance à soumettre à l’essai.  On ajoute des volumes
mesurés de la solution mère à de l’eau de dilution afin de préparer des solutions filles à des
concentrations voulues.

 

station d’échantillonnage, endroit précis, au sein d’un lieu ou d’une unité d’échantillonnage
donnés (selon le plan d’étude), où le ou les échantillons de sédiment sont prélevés sur le
terrain en vue d’essais toxicologiques et d’analyses physicochimiques connexes. 

substance, type particulier de matière possédant des propriétés plus ou moins uniformes.
 

témoin, au cours d’une enquête ou d’une étude, variante reproduisant toutes les conditions et
facteurs qui pourraient influer sur les résultats, sauf sur la condition particulière faisant l’objet
de l’étude.  Dans un essai toxicologique effectué sur le milieu aquatique, le témoin doit
reproduire toutes les conditions d’exposition, mais il ne doit pas renfermer de substance ou de
matière d’essai ajoutée.  Le témoin sert à déterminer l’absence de toxicité mesurable qui serait
attribuable aux conditions de base de l’essai (p. ex. température, santé des organismes soumis
à l’essai ou effets dus à leur manipulation). 

 

toxique de référence, produit chimique étalon servant à mesurer la sensibilité des organismes
d’essai, afin d’établir le degré de confiance dans les résultats d’essais toxicologiques sur une
substance ou une matière donnée.  Dans la plupart des cas, l’essai toxicologique employant un
toxique de référence sert à évaluer la sensibilité des organismes au moment où on évalue la
substance ou la matière d’essai ainsi que la précision et la fiabilité des résultats obtenus par le
laboratoire à l’égard de ce produit.
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Termes se rapportant aux analyses statistiques et toxicologiques
 

aigu, qui se manifeste dans une courte période (en secondes, en minutes, en heures ou en
quelques jours) relativement à la durée de vie de l’organisme d’essai.

 

à renouvellement intermittent, se dit d’appareillages ou d’essais dans lesquels on renouvelle
périodiquement la solution ou l’eau surnageante dans les enceintes expérimentales ou
d’élevage.  Syn. à renouvellement périodique, à renouvellement de lots, à renouvellement
statique et semistatique.

 

batterie d’essais toxicologiques, combinaison de plusieurs essais de toxicité, touchant
normalement des organismes d’espèces différentes (p. ex., une série d’essais de toxicité
sédimentaire employant P. cornuta, une ou plusieurs espèces d’amphipodes marins ou
estuariens et Vibro fischeri).  

 

carte de contrôle, graphique utilisé pour suivre les variations dans le temps, pour le calcul des
paramètres de mesure d’un toxique de référence.  La date de l’essai apparaît sur l’axe
horizontal, tandis que la concentration associée à un effet est indiquée sur l’axe vertical d’une
échelle logarithmique.

 

chronique, qui survient au cours d’une période relativement longue d’exposition, habituellement
une fraction importante, par exemple 10 % au moins, de la durée de vie de l’organisme.

 

coefficient de variation (CV), écart-type (F) d’un ensemble de données en pourcentage de la
moyenne.  Se calcule comme suit :  CV (%) = 100 F/moyenne.

 

concentration avec effet de seuil observé (CESO), moyenne géométrique de la concentration sans
effet observé (CSEO) et de la concentration avec effet minimal observé (CEMO).  Dans
certains pays, on peut l’appeler concentration maximale aceptable de toxique.  Les termes
concentration chronique ou subchronique ont également été utilisés ailleurs et pourraient
convenir, selon la durée de l’essai.

concentration avec effet minimal observé (CEMO), concentration minimale de substance ou de
matière causant, chez l’organisme qui y est exposé et relativement aux organismes témoins,
des effets sublétaux observés et statistiquement significatifs.  Par exemple, ce pourrait être la
concentration minimale qui, à la fin de l’essai, correspond à un poids sec d’organismes
exposés significativement inférieur au poids sec des organismes témoins.

concentration inhibitrice (CIp, p désignant le pourcentage d’effet), concentration estimative
ponctuelle de la substance ou de la matière d’essai qui inhibe, selon le pourcentage précisé et
comparativement à un témoin, une fonction biologique quantifiable telle que la croissance. 
Par exemple, la CI25 pourrait être la concentration qui, estime-t-on, réduit de 25 % le gain de
poids sec des organismes d’essai, par rapport au poids sec des organismes témoins à la fin de
l’essai.  La notion est à utiliser dans tout essai toxicologique mesurant un effet variant de
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façon continue, par exemple le poids sec à la fin de l’essai, la reproduction ou la respiration.

concentration létale médiane (CL50), concentration de substance ou de matière dans le sédiment
(p. ex. en mg/kg) ou l’eau (p. ex. en mg/L) qu’on estime mortelle pour 50 % des organismes
d’essai.  La CL50 et ses limites de confiance à 95 % découlent habituellement de l’analyse
statistique de la mortalité observée à au moins cinq concentrations, après une période fixe
d’exposition.  La durée de l’exposition doit être précisée (p. ex. CL50 après 96 h, pour un
essai toxicologique de référence dans l’eau seulement avec P. cornuta, ou CL50 après 14
jours, pour un essai de survie et de croissance mesurant la toxicité d’un sédiment, toujours
avec P. cornuta).

concentration sans effet observé (CSEO), concentration maximale d’une substance ou d’une
matière d’essai ne causant aucun effet sublétal observé et statistiquement significatif chez
l’organisme exposé.  Par exemple, ce pourrait être la concentration maximale à laquelle le
poids sec à la fin de l’essai n’est pas significativement inférieur au poids sec des organismes
témoins.

  
écart significatif minimal (ESM), écart entre les valeurs obtenues pour chaque variante (ici, c’est

l’écart entre les poids moyens ou les taux moyens de mortalité des vers polychètes spionides)
nécessaire à la constatation d’un écart significatif entre les groupes.  Cette valeur s’obtient au
moyen de certains tests statistiques normalisés (comme celui de Williams). 

échantillons répétés, échantillons répétés de sédiment prélevés de la même station afin de
pouvoir estimer les éventuelles erreurs d’échantillonage ou d’augmenter la précision des
estimations.  Si un seul échantillon est prélevé d’une station donnée, il sera traité comme seule
répétition.  Tout échantillon supplémentaire devient un échantillon répété s’il est traité de la
même manière, mais stocké dans un récipient distinct (c’est-à-dire, s’il n’est pas composé).

effets quantiques, dans le cadre d’un essai toxicologique, présence ou absence de réactions chez
les organismes étudiés.  Un animal peut par exemple réagir à un sol contaminé en évitant ce
dernier ou en mourant.  Voir aussi effets quantitatifs.

effets quantitatifs, dans le cadre d’un essai toxicologique, effets mesurable et continuellement
variable sur une échelle numérique.  On peut citer comme exemple le poids sec de P. cornuta
à la fin d’un essai donné.  Voir aussi effets quantiques.  

effet sublétal, effet néfaste chez un organisme, observé à une concentration en deçà de celle qui
entraîne la mort au cours de l’essai.

en conditions statiques, se dit d’un essai toxicologique au cours duquel on ne renouvelle ni les
solutions d’essai ni l’eau surnageante.
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essai toxicologique, opération visant à déterminer l’effet d’une substance ou d’une matière sur un
groupe d’organismes choisis (p. ex. P. cornuta) dans des conditions précises.  Appliqué au
milieu aquatique, l’essai permet habituellement de mesurer : a) la proportion d’organismes
touchés (essai quantique); et/ou b) le degré de l’effet observé (essai quantitatif ou gradué)
après exposition à une substance ou à une matière (p. ex. un échantillon de sédiment) ou à un
mélange (p. ex. de sédiments et de produits chimiques).

létal, qui cause directement la mort.  Chez les organismes d’essai, la mort est l’interruption de
tous signes visibles de mouvement ou d’autres activités vitales. 

limite de la zone de confiance, limite, calculée logarithmiquement, située à plus ou moins deux
écarts-types (± 2F), de part et d’autre de la moyenne géométrique historique des paramètres de
mesure d’essais effectués avec un toxique de référence. 

moyenne géométrique, moyenne d’une série de mesures, calculée de manière logarithmique. 
Plus avantageuse que les moyennes arithmétiques, celle-ci n’est pas influencée par les valeurs
extrêmes de la série sur laquelle elle se fonde.  Elle correspond à la n  racine du produit deième

« n » valeurs, et peut également être obtenue en calculant l’antilogarithme de la moyenne des
logarithmes de ces « n » valeurs.

paramètre de mesure, mesure(s) ou valeur(s) dérivée(s) caractérisant les résultats de l’essai (p.
ex. CL50, CSEO, CEMO, CIp) ou variable indiquant la réaction des organismes d’essai à la
fin de ce dernier (ici, durée de vie et poids sec atteint). 

précision, mesure de la dispersion (c’est-à-dire de l’écart) de mesures répétées de la même
quantité. Elle décrit la certitude entourant un résultat ou la petitesse de l’intervalle dans lequel
se situe le résultat du calcul statistique d’un paramètre de mesure, par exemple la CIp.

répétition, chaque enceinte expérimentale renfermant le nombre prescrit d’organismes, exposés
soit à une concentration de la matière ou de la substance d’essai ou à des essais témoins ou de
référence.  Un essai toxicologique constitué de cinq échantillons répétés d’un sédiment non
dilué prélevé en quatre endroits (y compris un lieu de référence) sur le terrain, plus les
échantillons répétés d’un sédiment témoin exigeraient 25 enceintes pour sa réalisation.  Pour
chaque variante (c’est-à-dire le lieu précis du prélèvement d’un sédiment ou, dans le cas d’un
essai portant sur plusieurs concentrations d’un sédiment enrichi par l’ajout de contaminant),
on conterait normalement au moins cinq enceintes expérimentales ou répétitions.  La
répétition est une unité expérimentale indépendante; c’est pourquoi tout transfert
d’organismes ou de matières d’une répétition à l’autre invalide l’analyse statistique fondée sur
cette répétition.

sublétal, nocif pour un organisme, mais en deçà de la concentration qui entraîne directement la
mort au cours de l’essai.
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toxicité, capacité propre d’une substance ou d’une matière de provoquer des effets nocifs, létaux
ou sublétaux, chez les organismes vivants. 

toxique, pris sous forme adjectivale, signifie « qui empoisonne ».  Les produits chimiques ou
matières toxiques, présents en quantités suffisantes dans un milieu donné, peuvent produire
des effets nocifs sur les organismes vivants.  Ce terme peut également être utlisé comme nom
(voir toxique [n]).

toxique [n], substance ou matière toxique.

variante, sédiment d’essai donné (soit d’un lieu de prélèvement, soit un sédiment de référence
d’une station d’échantillonage et d’une profondeur particulières), ou concentration de ce
dernier.  Les échantillons et sous-échantillons de sédiment d’essai utilisés dans une variante
donnée sont normalement répétés dans le cadre d’essais toxicologiques.  Voir aussi répétition. 
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Section 1

Introduction

1.1  Contexte

Dans le milieu aquatique, les sédiments
hébergent quantité d’organismes, tout en
constituant un dépôt important de
nombreuses substances chimiques parmi les
plus persistantes qui s’introduisent dans les
eaux de surface.  Or, force est de constater
que l’accumulation de ces substances
provoque une dégradation de
l’environnement et nuit aux organismes
vivant dans les sédiments ou à proximité de
ces derniers, et ce, même quand les critères
fédéraux ou provinciaux en matière de
qualité de l’eau sont respectés.  Par ailleurs,
dans certains cas, des sédiments contaminés
par de fortes concentrations de substances
dont on craint la toxicité accueillent
d’entières communautés d’organismes
benthiques et épibenthiques qui ne semblent
aucunement affectées.  

Les essais toxicologiques sédimentaires
employant une seule espèce constituent un
moyen rentable de déterminer si les
contaminants présents dans les sédiments
sont nocifs pour le benthos, l’épibenthos et
les autres organismes de la colonne d’eau
surnageante.  Ces essais peuvent servir à
diverses fins, notamment : 

• déterminer la répartition spatio-
temporelle dans les sédiments de
contaminants toxiques pour les
organismes benthiques ou épibenthiques;

• mesurer la toxicité de déblais de dragage
et d’autres matières destinées à
l’immersion dans des eaux de surface;

• classer les milieux aquatiques contigus
aux sites industriels selon leur qualité
et/ou leur besoin de décontamination;

• évaluer l’intégrité environnementale de
lieux d’immersion approuvés;

• estimer l’efficacité de pratiques de
gestion ou de décontamination;

• étudier les interactions pertinentes sur le
plan environnemental entre divers
contaminants présents dans les
sédiments et l’eau surnageante;

• comparer la sensibilité relative de divers
organismes benthiques et épibenthiques;

• déterminer le rapport entre les effets
toxiques et la biodisponibilité des
contaminants sédimentaires; et,

• élaborer et mettre en œuvre des objectifs
et des lignes directrices en matière de
qualité des sédiments.  

Au laboratoire, on peut utiliser les résultats
d’essais toxicologiques employant des
échantillons de sédiments non contaminés
auxquels on a ajouté des contaminants en
diverses concentrations pour évaluer les
relations de cause à effet entre les produits
chimiques et les réactions biologiques qu’ils
produisent.  De son côté, l’évaluation
spatiale (horizontale et/ou verticale) et
temporelle de la qualité sédimentaire se
révèle plus efficace si on combine une
batterie d’essais de toxicité des sédiments



2

utilisant une seule espèce à des analyses
chimiques (portant entre autres sur le
sédiment entier et l’eau de porosité) et des
relevés biologiques dans le milieu. 

Au Canada comme ailleurs, on a
systématiquement recours aux essais
toxicologiques pour déterminer et faire un
suivi des effets toxiques de substances
particulières ou de mélanges complexes
susceptibles de nuire à la vie aquatique
indigène, tant au niveau des sédiments que
de l’eau surnageante.  Les résultats de ces
essais peuvent être utilisés pour évaluer la
nécessité de réglementer les rejets, pour
fixer des normes environnementales, ou à
des fins de recherche ou autres.  Ne
s’attendant pas à ce qu’une seule méthode
d’essai biologique ou qu’un seul organisme
réponde à tous les besoins d’une démarche
globale en matière de conservation et de
protection de l’environnement, le Groupe
intergouvernemental de la toxicité aquatique
(voir annexe B) du Canada a proposé un
ensemble d’essais toxicologiques utilisant
une seule espèce marine, estuarienne ou
dulcicole susceptibles de répondre aux
exigences des chercheurs canadiens.  Les
essais dont Environnement Canada a
approuvé l’élaboration et la normalisation
permettent d’évaluer différents effets
toxiques au moyen de diverses substances
ou matières (échantillons de produits
chimiques, d’effluents, d’eaux réceptrices,
ou de sédiment), de divers paramètres de
mesure (de létalité ou sublétalité, de toxicité
aiguë ou chronique) et d’organismes
représentatifs d’un éventail de niveaux
trophiques et de groupes taxonomiques.  

En 1987, Environnement Canada et le
Groupe intergouvernemental de la toxicité
aquatique ont recommandé l’élaboration

d’un ensemble cohérent de méthodes pour la
mesure systématique de la toxicité
sédimentaire aux fins de prévention,
d’évaluation, de réduction de la
contamination et de gestion de sédiment
contaminé (Sergy, 1987).  Les laboratoires
régionaux d’Environnement Canada (annexe
C) ont alors entrepris une série d’études
(McLeay et al., 1989, 1991, 1992, 1993;
Paine et McPherson, 1991a, b; Doe et Wade,
1992; Yee et al., 1992) visant à concevoir et
valider une méthode normalisée d’essai
biologique qui permettrait d’évaluer la
toxicité d’échantillons de sédiment
contaminé. Cette méthode utiliserait une ou
plus de six espèces d’amphipodes marins ou
estuariens communément trouvés dans les
eaux des côtes Pacifique et Atlantique du
Canada (EC, 1992a).  De nouvelles
méthodes de référence (ou protocoles
normalisés) pour la mesure de la toxicité
sédimentaire ont ensuite été publiées (EC,
1998 – annexe A) ou le seront bientôt (EC,
2001a).  Environnement Canada a également
normalisé des méthodes (p. ex., EC, 1992b,
c) dont tous pourront se servir pour,
notamment, mesurer et évaluer la toxicité de
sédiments entiers, d’eau de porosité ou
d’élutriats.  On a par ailleurs publié des
guides décrivant la marche à suivre pour
prélever et manipuler les échantillons de
sédiment et pour enrichir des sédiments non
contaminés de produits chimiques en vue
d’essais toxicologiques de référence utilisant
des sédiments entiers (EC, 1994, 1995).  Des
essais toxicologiques visant à mesurer les
taux de survie et de croissance (poids sec
moyen à la fin de l’essai) de l’amphipode
Hyalella azteca (EC, 1997a) ou de larves de
chironomes dulcicoles (Chironomus tentans
ou C. riparius; EC, 1997b) dans les
sédiments ont en outre été publiés par
Environnement Canada dans le cadre d’une
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série de méthodes d’essai biologique visant
à répondre aux exigences du Canada en
matière d’évaluation et de protection de
l’environnement.

Dite générique (ou polyvalente), la présente
méthode contient des conseils et des modes
opératoires particuliers relativement à la
mesure de la toxicité sédimentaire au moyen
d’une espèce choisie de ver polychète
spionide (Polydora cornuta) propre aux
eaux de la côte Atlantique du Canada.  On
peut l’appliquer à un ou plusieurs
échantillons de sédiments prélevés sur le
terrain (§ 5) ou à des sédiments non
contaminés enrichis au laboratoire par
l’ajout d’un produit chimique ou d’une
substance en une ou plusieurs concentrations
(§ 6).  Les essais effectués selon cette
méthode peuvent porter sur une seule
concentration (p. ex., des sédiments prélevés
in situ et laissés intacts) ou sur plusieurs
concentrations (sédiment non contaminé
auquel on a ajouté un ou plusieurs produits
chimiques ou substances ou sédiment
prélevé sur le terrain et mélangé à un
sédiment non contaminé pour obtenir une
gamme de concentrations).  Cet essai
emploie des organismes élevés en
laboratoire dont on mesure le taux de survie
et le poids sec à la fin de l’essai, lesquels
constituent les paramètres biologiques de
mesure.  La méthode proposée s’inspire
grandement de documents semblables
élaborés pour l’United States Environmental
Protection Agency (USEPA, 1990a, b),
l’American Society for Testing and
Materials (ASTM, 1994) et l’United States
Army Corps of Engineers (USACE, 1995)
relativement aux essais de survie et de
croissance dans les sédiments utilisant des
vers polychètes juvéniles de l’espèce
Neanthes (§ 1.2).  Un résumé partiel des

marches à suivre particulières mises de
l’avant par ces entités américaines pour
l’élevage des vers polychètes ainsi que pour
la mesure de la toxicité sédimentaire et la
réalisation d’essais de référence connexes
apparaît aux annexes D, E et F. Parmi les
autres rapports significatifs utilisés dans le
cadre de l’élaboration de la présente
méthode, on compte également ceux visant
la mesure de la toxicité de contaminants
associés aux sédiments, publiés en 1994 par
l’USEPA (1994a, b).
 

Le présent rapport décrit les modes
opératoires universels pour la préparation et
la réalisation d’essais de toxicité
sédimentaire à l’aide d’une espèce choisie de
ver polychète spionide (Polydora cornuta). 
On y trouve également les modes opératoires
et conditions expérimentales requis ou
recommandés pour l’analyse de substances
ou matières particulières (p. ex., échantillons
de sédiment ou de déchets particulaires
prélevés sur le terrain ou échantillons d’un
ou de plusieurs produits chimiques ou
substances mélangés à des sédiments
naturels ou artificiels, ou mis en contact
avec ces derniers).  

L’organigramme de la figure 1 donne un
aperçu général des sujets abordés aux
présentes et énumère des éléments propres à
l’évaluation d’échantillons de sédiments
prélevés sur le terrain ou d’autres matières
particulaires (boues, boues de forage ou
déblais de dragage) ou encore de sédiments
enrichis en laboratoire par l’ajout de
produits ou de substances chimiques, de
sédiments contaminés ou d’autres matières
particulaires.  La présente méthode est
destinée à la mesure de la toxicité
d’échantillons des matières suivantes : 
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(1) sédiments d’eau marine ou
estuarienne prélevés sur le terrain;

(2) déblais contaminés potentiellement
destinés à l’immersion en mer;

(3) boues industrielles ou municipales
et déchets particulaires semblables
susceptibles de nuire aux milieux
marins ou estuariens;

(4) mélanges expérimentaux de
sédiments contaminés et non
contaminés, ou d’au moins un
produit ou une substance chimique
dans la masse de sédiments marins
ou estuariens les recouvrant.

En formulant cette méthode d’essai
biologique générique (polyvalente), on a
tenté d’équilibrer diverses considérations
scientifiques, pratiques et économiques, tout
en s’assurant que les résultats seront
suffisamment précis pour la plupart des
situations auxquelles on les appliquera.  On
présume ici que les utilisateurs de la
méthode posséderont une certaine
connaissance des essais toxicologiques
appliqués au milieu aquatique.  Par
conséquent, les directives pouvant être
exigées dans le cadre d’une méthode de
référence (i.e., protocole réglementaire) ne 
sont pas décrites aux présentes et ce, bien
que ce rapport se veuille un guide utile dans
un tel cas comme dans d’autres.
 

Pour obtenir des directives quant à
l’application de cette méthode et d’autres, de
même que sur l’interprétation et
l’application des paramètres de mesure, le
lecteur devrait consulter Environnement
Canada (1999).
  

1.2  Emploi antérieur des vers             
  polychètes dans les essais             
 toxicologiques

 

L’emploi de vers polychètes comme
principaux organismes expérimentaux dans
le cadre d’essais toxicologiques visant à
contrôler la qualité de milieux marins gagne
en popularité depuis les deux dernières
décennies (Reish, 1980a, b, 1985;
Pocklington et Wells, 1992).  Justifiée sur
plusieurs plans, cette popularité est
attribuable :
 

• à la répartition à l’échelle mondiale d’un
grand nombre d’individus et d’espèces
de polychètes dans les sédiments
intertidaux et infratidaux  (Berkeley,1

1927; Farke et Berghuis, 1979;
Bailey-Brock, 1984; Maurer et Reish,
1984; Brinkhurst, 1987; Pocklington,
1989);

 

• à leur utilisation comme indicateurs
d’intégrité et de détérioration de
l’environnement dans les relevés
biologiques côtiers (Carr et Neff, 1984;
Grassle et Grassle, 1976, 1984; Long et
Champman, 1985; Waldichuk, 1988;
Zajac et Whitlach, 1988; Parrish et al.,
1989; Becker et al., 1990; Power et
Chapman, 1991;  Pocklington et Wells,
1992).

• à leur importance écologique en qualité
de proies et de prédateurs au sein du
réseau trophique marin (Pocklington et
Wells, 1992; ASTM, 1994); 

  Les polychètes constituent généralement plus de1

40 % du nombre d’espèces et de spécimens trouvés

dans le benthos des sédiments meubles de la zone

infratidale, et ce, quelles que soient la profondeur ou

la latitude (Reish, 1980a).
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• à la masse croissante de données
historiques sur leur taxonomie et leur
biologie (p. ex., Herpin, 1926; Klawe et
Dickie, 1957; Reish, 1957, 1970, 1977,
1979; Akesson, 1967; Reish et Alosi,
1968; Abati et Reish, 1972; Grassle et
Grassle, 1974; Davis et Reish, 1975;
Schroeder et Hermans, 1975; Rice et
Reish, 1976; Fauchald et Jumars, 1979;
Bailey-Brock, 1984; Pesch et al., 1987,
1988; Gremare et al., 1989a, 1989b); et,

• à la sensibilité de certaines espèces, à
leur processus et stade vitaux en
présence de contaminants aquatiques et
associés aux sédiments.  

Le fait qu’on ait démontré la facilité
d’élevage en laboratoire de diverses espèces
de vers polychètes au laboratoire (Reish,
1976, 1980a, b, 1981; Carr et Curran, 1986;
Pesch et Schauer, 1988; Pocklington et al.,
1995; Corbin et al., 2000) en augmente la
valeur en ce qui a trait à la mesure l’année
durant de la toxicité d’échantillons de
sédiments ou d’autres matières particulaires
prélevés tels quels sur le terrain (§ 5), de
mélanges de sédiments enrichis (§ 6), d’eau
de porosité sédimentaire ou de contaminants
aqueux associés à des sédiments.

On a beaucoup utilisé les vers polychètes
pour évaluer la toxicité de matières aqueuses
ou de sédiments entiers normalement
trouvés dans les milieux marins ou
estuariens.  Cependant, les essais
toxicologiques utilisant ces organismes se
limitent fréquemment à la mesure de la
létalité aiguë de métaux ou de contaminants
organiques dans l’eau ou les sédiments (Carr
et Reish, 1977; Pesch et Morgan, 1978;
McLeese et al., 1982; Reish et LeMay,
1991; Schiff et al., 1992; Casas et Crecelius,

1994; Reish et Gerlinger, 1997).  De tels
essais continuent d’être utiles, bien que dans
de nombreux cas, la tolérance aux
conditions de létalité aiguë de polychètes
aux stades juvénile ou adulte s’avère élevée
si on la compare à celle d’autres invertébrés
marins ou estuariens plus sensibles, comme
les amphipodes.  Divers essais de toxicité
aiguë ou sublétale chronique ont permis de
mesurer ou d’examiner les éléments suivants
chez les vers polychètes :

• divers effets négatifs de contaminants
aquatiques dans l’eau ou les sédiments, y
compris certains changements
biochimiques ou physiologiques (Abati
et Reish, 1972; Cripps et Reish, 1973;
Carr et Neff, 1982, 1984; Neuhoff, 1983;
Johns et al., 1985);

• des histopathologies (Gentile et al.,
1990) et des réactions d’évitement ou
d’autres effets comportementaux
(Rubinstein, 1979; Akesson et
Ehrenstrom, 1984; Olla et al., 1988;
Rice et al., 1994);

• des effets génotoxiques (Pesch et al.,
1981; Harrison et al., 1984, 1987;
Anderson et Harrison, 1986; Anderson et
al., 1987, 1990; Pesch, 1990);

• des troubles de croissance (Foret, 1974;
Reish et al., 1974; Chapman et al., 1985;
Walsh et al., 1986); 

• des effets sur la reproduction (Reish et
Carr, 1978; Oshida et al., 1981;
Chapman et Fink, 1984; McCoppin-
Frohoff, 1983; Reish et Gerlinger, 1984;
Anderson et al., 1987; Jenkins et Mason,
1988; Carr et al., 1989; Johns et Ginn,
1990; Long et al., 1990; Johns et al.,



6

1991a; Moore et al., 1991; Pesch et al.,
1991; Carr et Chapman, 1992; Gerlinger
et al., 1993a; Moore et Dillon, 1993). 

De nombreuses études ont également
employé des vers polychètes pour évaluer la
bioaccumulation de contaminants
organiques ou inorganiques à partir de l’eau
ou du sédiment ou la bioamplification de ces
contaminants dans la chaîne alimentaire
(Neff et al., 1978; Jenkins et Sanders, 1986;
LeMay et Reish, 1988; Olla et al., 1988;
Mason et al., 1988; Weston, 1990; Moore et
al., 1991; Reish et LeMay, 1991; USACE,
1993a).  On constate depuis près de vingt
ans une recrudescence des essais de survie
et/ou de croissance chronique utilisant des
polychètes détritivores comme organismes
d’essai pour la mesure de la toxicité de l’eau
ou du sédiment (Anderson, 1977; Neuhoff,
1983; Pesch et Hoffman, 1983; Chapman et
al., 1985; Jenkins et Sanders, 1986; Johns et
Ginn, 1989, 1990; Pastorok et Becker, 1990;
Johns et al., 1991b; Moore et al., 1991;
Pesch et al., 1991; Tay et al., 1992; Dillon et
al., 1993a, b; Moore et Dillon, 1993;
Gerlinger et al., 1993b, 1995; Rice et al.,
1994, 1995; Bridges et Farrar, 1997; Bridges
et al., 1997; Anderson et al., 1998; Farrar et
al., 1998).  Ces essais se sont révélés
considérablement plus sensibles aux
contaminants environnementaux que ceux
de létalité aiguë effectués auprès des mêmes
espèces.  Des études comparatives sur la
croissance et la reproduction de Neanthes
arenaceodentata ont par ailleurs démontré,
du moins pour cette espèce, qu’il existe un
rapport entre une réduction de la croissance
et des échecs sur le plan reproductif
attribuables soit à des sédiments contaminés
(Johns et al., 1991a), soit à une diminution

des rations alimentaires (Moore et Dillon,
1993).   

Aux États-Unis, des chercheurs ont déployé
des efforts considérables en vue d’élaborer
et de normaliser un essai de survie et de
croissance visant à évaluer la toxicité
sédimentaire au moyen de ce ver polychète
détritivore et tubicole.  Ces travaux (p. ex.,
Johns et Ginn, 1989, 1990; USEPA, 1990a)
se sont soldés par la publication d’un
protocole d’essai de survie et de croissance
normalisé de 20 jours employant cette
espèce (USEPA,1990b).  L’ASTM (1994) a
ensuite publié un guide normalisé décrivant
la réalisation d’un essai de 20 à 28 jours
conçu pour évaluer la survie et la croissance
de N. arenaceodentata dans des sédiments
d’essai.  Plus tard, des travaux effectués par
des scientifiques de l’USACE Waterways
Experiment Station, à Vicksburg au
Mississippi, tels que consignés dans une
excellente série de rapports techniques (p.
ex., USACE, 1990, 1992, 1993a, b, c, d, e,
1994a, b) ainsi que dans des documents de
base (p. ex., Dillon et al., 1993a, 1993b;
Moore et Dillon, 1993), ont entraîné
l’élaboration par l’USACE d’un essai
normalisé de survie et de croissance de 28
jours utilisant N. arenaceodentata pour
l’évaluation réglementaire de déblais de
dragage (USACE, 1995).     
 
En 1992, Environnement Canada a initié un
programme de recherche dans le but
d’élaborer et de normaliser un essai de
survie et de croissance pour évaluer la
toxicité sédimentaire au moyen d’une ou de
plusieurs espèces de vers polychètes.  On
s’est d’abord penché sur la détermination
d’espèces potentielles communément 
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MODES OPÉRATOIRES UNIVERSELS

                              
 • Obtention d’organismes pour les élevages
 • Élevage de Polydora cornuta
• Manipulation et tri des animaux

 • Conditions expérimentales (éclairage, température, etc.)
 • Début de l’essai
 • Renouvellement de l’eau surnageante
 • Observations et mesures en cours d’essai
 • Paramètres de mesure et calculs
 • Validité des résultats
 • Essais toxicologiques de référence

POINTS TRAITÉS DANS DES SECTIONS PARTICULIÈRES DU PRÉSENT DOCUMENT

   

Figure 1. Points à considérer dans la préparation et l’exécution d’essais toxicologiques

utilisant des vers polychètes spionides (P. cornuta) et divers types de matières

ou de substances

  SÉDIMENT OU DÉCHET PARTICULAIRE         
  PRÉLEVÉ SUR LE TERRAIN

          SÉDIMENTS ENRICHIS

         •   Récipients et étiquetage •   Propriétés chimiques

         •   Transport et entreposage des échantillons •   Eau d’essai

         •   Caractérisation des échantillons •   Sédiment témoin

         •   Prétraitement des échantillons •   Préparation des mélanges

         •   Eau d’essai           •   Mesures chimiques

         •   Sédiment témoin/de référence •   Étiquetage et entreposage

         •   Observations en cours d’essai  •   Observations en cours d’essai

         •   Mesures en cours d’essai •   Mesures en cours d’essai
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trouvées dans les eaux côtières canadiennes2

(de l’Atlantique, du Pacifique ou de
l’Arctique) et sur l’évaluation de leur valeur
en tant que spécimens d’essai . Ainsi, quatre3

espèces de l’Atlantique (Polydora cornuta,
Clymenella torquata, Nephtys neotena,
Nereis [Neanthes] diversicolor), quatre
espèces du Pacifique (Boccardia
proboscidea, Axiothella rubrocincta,
Nephtys caecoides, Hediste limnicola) et
deux espèces de l’Arctique (Polydora
quadrilobata, Euchone papillosa) ont été
présélectionnées (Arenicola Marine, 1992). 
Une série d’essais portant sur des spécimens
prélevés sur le terrain de chacune de ces dix
espèces ont ensuite été entrepris, dont des
essais de survie et de croissance dans des
sédiments témoins et contaminés, ainsi que
des essais de référence dans l’eau seulement
avec le cadmium (Arenicola Marine, 1993,
1994).  En se fondant sur les résultats
obtenus, on a procédé à des essais d’élevage
de même qu’à des évaluations connexes
avec ou sans effets de contaminants sur trois
espèces polychètes de la famille des
spionidés (c.-à-d., P. cornuta, B.
proboscidea, P. quadrilobata) et deux de la
famille des maldanidés (c.-à-d., C. torquata,
A. rubrocincta).  Ces démarches ont permis
de retenir deux espèces spionides (c.-à-d., P.
cornuta et B. proboscidea) et d’éliminer

pour de bon la troisième d’entre elles de
même que les deux maldanidés (Pocklington
et al., 1995).  Les résultats d’essais
subséquents (d’élevage ou autres, Corbin et
al., 1998, 2000; Fennell et Bruno, 1997,
1998; McPherson et al., 1998) ont poussé
Environnement Canada à rejeter B.
proboscidea, limitant ainsi l’essai
toxicologique sédimentaire de survie et de
croissance de 14 jours décrit aux présentes à
une seule espèce de ver polychète spionide,
soit P. cornuta. 

1.3  Identification, répartition et
cycle biologique de P. cornuta

L’espèce Polydora cornuta est
représentative d’une famille très répandue
d’organismes polychètes, soit les spionidés. 
Elle appartient au groupe polydoride de ces
derniers, dont les membres se distinguent
par une modification structurelle au niveau
du quatrième ou du cinquième métamère,
lequel porte au moins un jeu de soies
spécialisées.  L’annexe G contient des
descriptions taxonomiques, des illustrations
des caractéristiques distinctives ainsi que des
données relatives à la répartition et au cycle
biologique (c.-à-d., écologie, reproduction et
développement) de P. cornuta.

Cette espèce est trouvée à l’état naturel dans
les eaux de la côte Atlantique du Canada et a
été introduite à celles de la côte Pacifique
d’Amérique du Nord (Rice, 1975; Blake et
Maciolek, 1987; Pocklington, 1989).  On
constate en général que les spionidés se
reproduisent rapidement (Schroeder and
Hermans, 1975) et qu’ils sont faciles à
prélever dans la zone intertidale (p. ex.,
obtention d’organismes pour démarrer les
élevages).  Les vers de l’espèce P. cornuta
vivent dans le sable fin et limoneux, où ils

  L’espèce Neanthes arenaceodentata n’est pas2

trouvée dans les eaux canadiennes.

On a examiné les données publiées relatives à3 

chacune des espèces en ce qui a trait notamment à

leur répartition, leur biologie, leurs exigences

écologiques, leurs cycles biologiques courts, leur

adaptabilité aux conditions de laboratoire, leur

facilité d’élevage ou celle d’espèces semblables, leur

sensibilité aux contaminants et leur tolérance envers

des facteurs confusionnels (non reliés à la

contamination) comme la granulométrie des

sédiments et leur teneur en matières organiques.
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construisent des tubes qui dépassent
d’environ 0,5 cm de la surface sédimentaire
et qui pénètrent, sous la surface
sédimentaire, sur une distance d’environ
2,0 cm.  Ils se servent de leurs palpes pour
recueillir des particules du fond marin en
guise de nourriture ou de matériau de
construction.  Cette espèce tolère un certain
niveau d’anoxie dans le sédiment,
probablement parce qu’elle peut accéder à
l’eau oxygénée surnageante au moyen des
tubes qu’elle fabrique.  Comme d’autres
espèces polychètes, les spionidés sont
abondants et dominent souvent les
communautés benthiques des sédiments
marins ou estuariens.  Ils constituent en
outre une importante source alimentaire pour
de plus gros invertébrés, des poissons
migrateurs ou résidents et certains oiseaux
littoraux.  Les spionidés, de même que
d’autres vers polychètes, contribuent
grandement aux procédés biogéochimiques
par leurs activités de bioturbation, de
remaniement et d’aération des sédiments. 
Le cycle biologique court de P. cornuta
(environ 28 jours, en conditions de
laboratoire), sa petite taille, son euryhalinité,
sa facilité d’élevage et la croissance rapide
des juvéniles en conditions de laboratoire
(Pocklington et al., 1995; Corbin et al.,
1998; 2000; Fennell, 1998; Fennell et
Bruno, 1997, 1998; Jackman et al., 1999) en
font un candidat idéal pour les essais de
survie et de croissance visant à évaluer la
toxicité sédimentaire sur une base régulière.  

1.4  Tolérance et sensibilité relative   
  de P. cornuta en laboratoire

Les polychètes spionides sont robustes et
résistent à un large éventail de conditions de
laboratoire. Arenicola Marine (1994) fait
état des résultats d’essais avec ou sans effets

de contaminants utilisant des spécimens de
P. cornuta prélevés sur le terrain, tandis que
les conclusions d’essais semblables portant
sur des organismes élevés en laboratoire (P.
cornuta et Boccardia proboscidea, un autre
polychète spionide) sont résumées par
McLeay et al. (1997), Corbin et al. (1998) et
Jackman et al. (1999), et publiées en détail
dans les rapports de Pocklington et al.
(1995), Fennell (1998), McPherson et al.
(1998) et Corbin et al. (2000).  

P. cornuta survit bien en laboratoire.  On
rapporte en effet un taux de survie de 80 %
pour les spécimens gardés 30 jours dans de
l’eau de mer aérée (28 ‰) en l’absence de
nourriture ou de sédiment; de leur côté, les
organismes nourris et gardés pendant la
même période de temps dans un sédiment
témoin négatif ont présenté des taux de
survie allant de 92 à 100 % (Arenicola
Marine, 1994).  Des groupes de juvéniles
élevés en laboratoire et nourris dans un
sédiment témoin négatif pour des périodes
variant de 14 à 20 jours ont également eu
des taux de survie de 92 à 100 % quand
l’eau surnageante était renouvelée toutes les
semaines (Pocklington et al., 1995). Une
expérience témoin sans renouvellement de la
colonne d’eau s’est soldée par un taux de
survie plus faible, soit de 84 % en moyenne. 

Des essais de 20 jours sans effets de
contaminants réalisés avec des groupes
répétés de vers cultivés et maintenus dans
des sédiments témoins négatifs à des
salinités de 28, de 15 et de 5 ‰, ont produit
des taux de survie moyens de 100, 95 et
90 %, respectivement.  Bien que la
croissance n’ait pas été compromise à une
salinité de 15 ‰, on a noté une baisse
approximative de 50 % dans les variantes
dont la colonne d’eau n’affichait que 5 ‰ de
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salinité (Pocklington et al., 1995).  Ces
résultats indiquent que P. cornuta peut être
utilisé dans les essais de survie et de
croissance où les sédiments présentent une
eau de porosité d’une salinité $ 15 ‰. 
D’autres expériences effectuées par Corbin
et al. (1998, 2000) avec des organismes
adaptés à la salinité ont démontré que P.
cornuta peut survivre et se reproduire à une
teneur en sel $ 10 ‰ et que les vers de cette
espèce survivent et croissent bien lorsqu’ils
sont acclimatés à une salinité de 30 ‰ puis
gardés pendant 14 jours dans un sédiment
témoin négatif dont l’eau interstitielle
présente un taux de salinité $ 10 ‰.  Par
ailleurs, les animaux élevés à une
température de 20 °C, puis soumis à des
essais de survie et de croissance dans un
sédiment témoin négatif à des températures
de 20 ou de 10 °C, ont exhibé une
diminution de 50 % de leur poids sec moyen
à la fin de l’essai réalisé à basse température
et une réduction de leur taux de survie
moyen sur 20 jours (c.à-d., 100 % à 20 °C et
72 % à 10°C) (Pocklington et al., 1995). 
Ces résultats indiquaient que les essais
toxicologiques employant P. cornuta
pouvaient se réaliser à une température de
20 °C.  Des essais parallèles subséquents
réalisés par Corbin et al. (1998, 2000) ont
démontré que les taux de survie de cet
organisme étaient tout aussi bons à 23 °C
qu’à 20 °C, bien que les animaux croissaient
davantage et avaient une plus importante
progéniture à la température plus élevée.  Le
rendement témoin d’essais de survie et de
croissance de 14 jours a également été
supérieur à 23 °C par rapport à celui obtenu
à 20 °C.  On a donc conclu (Corbin et al.,
1998, 2000) que la meilleure température
pour élever et utiliser cette espèce dans le
cadre d’essais était de 23 °C.   

Au cours de la démarche d’élaboration et de
normalisation de cette méthode d’essai, lds
chercheurs d’Environnement Canada se sont
en outre penchés sur les effets de diverses
enceintes expérimentales et rations
alimentaires sur la survie et la croissance de
P. cornuta maintenu pendant 14 jours dans
des sédiments témoins et d’essai. 
Conformément à des méthodes de nature
semblable (USEPA, 1990b; ASTM, 1994;
USACE, 1995), les essais utilisant des
cultures de cet organisme se sont d’abord
déroulés dans des jarres ou bechers en verre
de 1 L avec un volume sédimentaire de
175 mL (couche d’environ 2 cm) et une
colonne d’eau surnageante de 625 mL
(Pocklington et al., 1995; Corbin et al.,
1998; 2000).  Dans de telles enceintes, on
avait constaté que des rations d’une mouture
à parts égales de flocons pour poissons
tropicaux (p. ex., TetraMarin ) et d’algueMC

verte estuarienne broyée (du genre
Enteromorpha), données trois fois par
semaine à raison de 5 mg de matière sèche
par ver par service, optimisaient la survie et
la croissance, tout en évitant les problèmes
de salissure attribuables à un excès de
nourriture (Pocklington et al., 1995). 
D’autres études ont ensuite démontré qu’on
pouvait simplifier et améliorer l’essai en
utilisant plutôt des bechers en verre de
300 mL (forme haute) contenant un volume
sédimentaire de 50 mL et un volume d’eau
surnageante de 200 mL, et en réduisant les
rations à 2 mg de matière sèche par ver par
service de la même mouture, servies à la
même fréquence (Fennell, 1998; McPherson
et al., 1998).  Ces améliorations font partie
intégrante de la méthode décrite aux
présentes.

Dans le cadre de cette démarche, on a aussi
étudié la sensibilité de P. cornuta à la
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granulométrie et à l’enrichissement
organique des sédiments.  Les premières
études ont indiqué une certaine (légère)
réduction des taux de survie sur 20 jours de
spécimens gardés dans un sédiment de
référence (« propre ») naturel composé à
46 % de fines particules par rapport à ceux
d’une enceinte témoin dont la granulométrie
fine était de 4 % (Arenicola Marine, 1994;
Pocklington et al., 1995).  Plus tard, Corbin
et al. (1998, 2000) ont découvert que, si la
survie et la croissance de cette espèce dans
un sédiment formé à 100 % de sable ou à
25 % d’argile ne différaient pas beaucoup de
celles observées dans un sédiment témoin
négatif, elles diminuaient dans un mélange
artificiel de $50 % d’argile de même qu’au
sein d’un sédiment de référence prélevé sur
le terrain et composé à 82 % de particules
fines (65 % de limon et 17 % d’argile).  On
a donc conclu que P. cornuta est sensible à
la granulométrie de son milieu et, par
conséquent, qu’il faut se servir de sédiments
naturels ou artificiels (reconstitués) de
référence non contaminés présentant des
caractéristiques granulométriques
semblables à celles du sédiment d’essai.  

D’autres travaux de Corbin et al. (1998,
2000) ont démontré que la survie et la
croissance sur 14 jours de P. cornuta 
pouvaient être notablement réduites par
l’ajout dans le sédiment de matières
organiques à des concentrations aussi faibles
que 1 % (carbone organique total), selon la
matière ajoutée.  D’autre part, et toujours
selon la matière employée, les sédiments
non contaminés auxquels on a ajouté jusqu’à
5 % de carbone organique total ont permis
d’obtenir des résultats semblables à ceux des
sédiments témoins négatifs quant à la survie
et à la croissance pendant 14 jours des
organismes de cette espèce (Corbin et al.,

1998, 2000).  On constate par ailleurs que
l’enrichissement organique des sédiments
d’essai (p. ex., teneur élevée en ammoniac
ou en sulfure d’hydrogène dans l’eau
interstitielle) est susceptible de produire des
effets confusionnels qu’on ne peut attribuer
aux concentrations de matières organiques
comme telles (Corbin et al., 1998, 2000).

La tolérance de P. cornuta à une gamme de
concentrations d’ammoniac dans l’eau de
porosité de sédiments artificiels (sable
siliceux à 100 %) enrichis de chlorure
d’ammonium a également fait l’objet
d’études.  Les résultats ont indiqué une
CL50 après 14 jours pour l’ammoniac dans
l’eau interstitielle de 21,7 mg de N/L
lorsqu’exprimée sous forme d’ammoniac
total et de 0,3 mg de N/L lorsqu’exprimée
sous forme d’ammoniac non ionisé (Corbin
et al., 2000).  On a également constaté que
la croissance de P. cornuta  était inhibée à
des concentrations d’ammoniaque dans l’eau
interstitielle de $ 3,9 mg de N/L (ammoniac
total), ou $ 0,05 mg de N/L (ammoniac non
ionisé).  En comparant ces résultats à ceux
obtenus pour le spionidé B. proboscidea
(Corbin et al., 2000) ou pour l’organisme
marin Neanthes arenaceodentata (Dillon et
al., 1993a; Bailey et al., 1997), on en vient à
la conclusion que P. cornuta  est plus
sensible aux concentrations élevées
d’ammoniaque dans l’eau interstitielle que
l’une ou l’autre de ces deux espèces de vers
polychètes.

Des essais de quatre jours à 23 °C dans
l’eau seulement visant à évaluer la toxicité
du chlorure de cadmium pour des spécimens
de P. cornuta élevés en laboratoire ont
révélé des CL50 après 96 heures allant de 3
à 9 mg de Cd/L (McPherson et al., 1998;
Doe et al., 2000a).  Dans le cadre de deux
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séries d’essais comparatifs effectués par
quatre laboratoires distincts, les CL50
moyennes étaient de 5,4 et de 5,2 mg de
Cd/L (écarts-types de 1,5 et de 2,4 mg/L,
respectivement) (McPherson et al., 1998). 
Pour ce toxique de référence et cette
méthode d’essai au moins, la sensibilité des
spécimens d’élevage de P. cornuta en essais
de létalité dans l’eau seulement semble
légèrement plus élevée que celle des
organismes juvéniles (de culture également)
de N. arenaceodentata (CL50 après 96 h
dans l’eau seulement de 12 à 14 mg de
Cd/L) [Reish et al., 1976; Reish, 1984;
Reish et Gerlinger, 1997].

On a en outre réalisé dans quatre
laboratoires des essais comparatifs de 14
jours de survie et de croissance avec P.
cornuta et un autre polychète spionide, B.
proboscidea, maintenus dans un nombre
donné de sédiments contaminés et non
contaminés prélevés sur le terrain, ainsi que
dans des sédiments enrichis de diverses
concentrations de cuivre. Les résultats de ces
essais ont démontré que P. cornuta est plus
sensible aux effets des contaminants que B.
proboscidea (McPherson et al., 1998).  Pour
P. cornuta, les coefficients de variation
(CV) associés aux moyennes générales (tous
les laboratoires) des données de survie après
14 jours d’exposition aux cinq
concentrations de cuivre ajoutées aux
sédiments (dans lesquels certains vers, mais
pas tous, ont survécus), oscillaient entre 4 et
46 %.  Les CV associés à la moyenne
générale des données de poids sec à la fin de
l’essai de P. cornuta variaient entre 28 et
53 %, selon la concentration (McPherson et
al., 1998).  

Parmi les travaux connexes réalisés par
Farrar et al. (1998), on compte des
évaluations de survie et de croissance de
deux espèces de vers polychètes spionides
(P. cornuta et B. proboscidea) après 14 jours
d’exposition à des sédiments enrichis de
diverses concentrations de cuivre
(McPherson et al., 1998), de même que des
essais employant les méthodes et les espèces
suivantes : 

• essais de survie et de croissance sur 28 j
du vers polychète marin Neanthes
arenaceodentata;

• essais de survie et de reproduction sur
14 j du copécode méiofaunal Schizopera
knabenia; et,

• essais de survie, de croissance et de
reproduction sur 28 j de l’amphipode
estuarien Leptocheirus plumulosus.  

Les résultats de cette série d’essais ont
permis de classer les organismes concernés
par ordre de sensibilité relative aux
sédiments enrichis de cuivre, soit : S.
knabenia > N. arenaceodentata > P. cornuta
> B. proboscidea = L. plumulosus (Farrar et
al., 1998).  Des essais antérieurs de survie et
de croissance ou de survie seulement visant
à évaluer la toxicité de sédiments pour
diverses espèces de vers polychètes marins
ou estuariens communément trouvés dans
les eaux côtières canadiennes, tous de la
même durée, ont en outre indiqué que P.
cornuta compte parmi les organismes
d’essai les plus sensibles (Arenicola Marine,
1993, 1994).
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Section 2
 

Organismes d’essai

2.1  Espèce et stade

La présente méthode d’essai emploie des
vers polychètes spionides élevés en
laboratoire de l’espèce Polydora cornuta. 
Ces vers détritivores et tubicoles vivent
normalement dans les couches supérieures
(p. ex., à # 2 cm) de sédiments estuariens ou
marins.  Les données relatives à
l’identification, à la répartition et au cycle
biologique de P. cornuta sont résumées au §
1.3.  Pour en savoir plus à ce sujet, on
devrait également consulter l’annexe G,
laquelle contient des renseignements
supplémentaires sur, notamment, la
répartition, l’écologie, la reproduction et le
développement de cette espèce. 
L’identification des vers devrait être
confirmée et étayée par du personnel
compétent en la matière à l’aide des
caractéristiques taxonomiques décrites et
illustrées à l’annexe G.
 

Les essais de toxicité sédimentaire décrits
aux présentes doivent être effectués à partir
de spécimens juvéniles cultivés en
laboratoire, nouvellement installés dans le
sédiment et métamorphosés.  Ces juvéniles,
devraient être de trois à quatre semaines
post-éclosion , et devraient avoir été élevés4

au laboratoire à une température de
23 ± 2 °C. Afin d’obtenir des résultats plus
normalisés et uniformes en ce qui a trait au
poids sec, il est préférable (bien que pas
toujours pratique) d’utiliser des animaux
dont l’âge ne diffère pas plus que de un ou
deux jours (§ 2.3.10).  Le poids sec moyen
des juvéniles du lot utilisé pour démarrer
l’essai doit varier entre 0,06 et 0,5 mg par
ver (Doe et al., 2000b; § 2.3.10). 
 

2.2  Origine et acclimatation
 

Tous les vers d’un essai donné doivent
provenir de la même population.  Pour
obtenir les géniteurs dont on a besoin (v.
§ 2.3) pour établir les élevages on peut
s’adresser aux laboratoires publics ou privés
qui élèvent P. cornuta aux fins d’essais de
toxicité sédimentaire, ou on peut faire appel
à un fournisseur commercial.5

 Ici et ailleurs dans le présent rapport, on exprime
4

l’âge des vers sous forme de jours « post-éclosion ». 

Ceci correspond au nombre de jours suivant le

passage des larves en développement de la capsule

ovigère au sein de l’adulte femelle à l’eau de mer

libre.  Il importe en effet de distinguer l’âge en

« jours post-éclosion » de celui en « jours »,

puisqu’on ne connaît pas (et qu’on ne peut déterminer

au moyen des procédés d’observation actuels) le délai

entre la fertilisation des œufs et la sortie des larves

dans le milieu environnant.

Certains chercheurs pourraient s’inquiéter des effets 5

d’une consanguinité excessive dans les élevages de

laboratoire, ou souhaiter utiliser la progéniture

d’organismes provenant d’un endroit en particulier. 

On peut donc établir des élevages à partir de

populations sauvages.  Pour ce faire, on devrait

consulter l’annexe G pour la sélection de sites de

collection appropriés, confirmer la taxonomie des

spécimens prélevés, en élever plusieurs générations et

en évaluer la sensibilité à un ou des toxiques de

référence avant de se servir de leur progéniture dans

le cadre d’essais toxicologiques.  On devrait

cependant éviter de se procurer des spécimens

sauvages en vue d’essais avant d’en avoir démontré la

capacité de croisement avec les populations de

laboratoire existantes (USEPA, 1994a).
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On peut se procurer des géniteurs en
s’adressant aux organismes canadiens
suivants :  
 

Laboratoire de toxicologie
Section de la qualité environnementale
Centre des sciences environnementales de
l’Atlantique
Environnement Canada
C.P. 23005
Moncton (N.-B.) E1A 6S8
Téléphone : (506) 851-3486
 

Section de la toxicologie environnementale
Centre des sciences environnementales du
Pacifique
Environnement Canada
2645, route Dollarton
North Vancouver (C.-B.) V7H 1B1
Téléphone : (604) 924-2513
 

Les géniteurs devraient être transportés au
laboratoire dans l’eau de même origine que
celle qui a servi à leur élevage.  On devrait
bien oxygéner cette eau (saturée de 90 à
100 %) avant l’expédition et fournir un
substrat convenable (§ 2.3.7).  Les
contenants d’expédition devraient être isolés
afin de réduire au minimum les variations de
température en cours de transport.  On
devrait assurer une livraison rapide des
organismes vivants, soit dans un délai de
24 heures.  On devrait en outre éviter de
surpeupler les contenants afin de réduire au
minimum le stress chez les animaux et de
prévenir les déficits en oxygène en cours de
route.  
 

Dès leur arrivée au laboratoire, les
organismes peuvent être gardés dans leur
eau de transport tant que les températures de
cette dernière et de l’eau d’élevage n’auront
pas été uniformisées, ou peuvent être
transférés dans de l’eau d’élevage bien

oxygénée et ajustée, aux mêmes température
et salinité que l’eau de transport.  On
recommande une exposition graduelle à
l’eau d’élevage dans les cas où il existe des
écarts de qualité (p. ex., salinité, pH)
marqués entre celle-ci et celle utilisée pour
le transport.  On peut se reporter aux
conseils apparaissant à la section  4.1 en ce
qui a trait à l’acclimatation des organismes à
l’eau d’essai lors de transferts d’un
contenant à un autre.
 

La température et la salinité devraient être
graduellement amenées aux niveaux de
celles d’élevage (§ 2.3), à des taux ne
dépassant pas 2 °C (USEPA, 1994a; EC,
1997a, b) et 5 ‰ (EC, 1992a) par jour,
respectivement.  Pendant cette période
d’acclimatation, on devrait aérer
modérément l’eau de mer dans laquelle les
organismes sont gardés (§ 2.3.4 et 3.4).  On
devrait également s’assurer que les autres
conditions d’acclimatation soient aussi
semblables que possible à celles de l’élevage
(§ 2.3).  
 

2.3  Élevage
 

2.3.1  Généralités
La présente section contient des conseils et
des recommandations sur l’élevage de P.
cornuta en vue de son utilisation pour la
mesure de la toxicité sédimentaire. 
Cependant, sachant que ce qui fonctionne
bien dans un laboratoire risque de décevoir
dans un autre (USEPA, 1994A; EC, 1997a,
b), il importe de laisser à la discrétion du
personnel de laboratoire les détails relatifs
au choix des enceintes d’élevage, du nombre
d’organismes par enceinte, des conditions de
renouvellement de l’eau, du substrat et des
rations alimentaires.  Pour déterminer
l’adéquation des organismes qu’on a élevés
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pour les essais prévus et l’acceptabilité des
résultats subséquents, on a recours à une
série de critères de performance .  Pour6

convenir aux essais, les animaux élevés
doivent présenter un faible taux de mortalité,
sembler en bonne santé, et se comporter et
se nourrir normalement.  Les organismes
témoins doivent eux aussi afficher de faibles
taux de mortalité (§ 4.2).  L’acceptabilité de
l’élevage devrait également être démontrée
par des essais parallèles ou permanents
employant un toxique de référence (§ 4.9). 
Les lots ou groupes d’élevage qui ne
satisfont pas à ces exigences devraient être
écartés.
  

Il revient à chaque laboratoire de démontrer
sa capacité d’obtenir des résultats constants
et précis pour un toxique de référence donné
lorsqu’on s’apprête à y effectuer des essais
de toxicité sédimentaire à l’aide de
spécimens élevés de P. cornuta.  Pour ce
faire, on devrait déterminer sa précision
intralaboratoire, laquelle est exprimée par le
coefficient de variation des CL50 découlant
d’au moins cinq essais, réalisés avec
différents lots d’organismes d’essais de
même origine, et le même toxique de
référence (ici, du chlorure de cadmium),
ainsi que des conditions et des modes
opératoires identiques (§ 4.9; USEPA,
1994a; EC, 1997a, b).  Chaque laboratoire
devrait en outre confirmer la précision
actuelle de ses essais en réalisant cinq essais
ou plus de survie et de croissance d’une
durée de 14 j employant un sédiment témoin

négatif et divers lots d’organismes d’essai
(USEPA,1994a; EC, 1997a, b).  Les
conditions et modes opératoires de ces essais
initiaux devraient être identiques et
conformes aux directives apparaissant à la
section 4.
 

Quand on utilise P. cornuta dans le cadre de
mesures courantes de la toxicité, on
recommande d’effectuer des essais de
référence mensuels employant les élevages
du laboratoire, et suivant les conditions et
modes opératoires énoncés à la section 4.9. 
À défaut d’effectuer cette démarche
mensuelle, on devrait évaluer le rendement
de spécimens provenant de l’élevage ayant
servi au démarrage des essais de toxicité par
le biais d’un essai de référence parallèle.  Le
rendement de la progéniture récente de
nouveaux géniteurs (§ 2.2) devrait
également être vérifié au moyen d’un essai
de référence, essai dont les résultats
devraient être jugés acceptables (§ 2.3.11 et
4.9) avant que cette progéniture puisse être
utilisée dans le cadre de mesures
toxicologiques. 
 

On devrait observer fréquemment et
régulièrement les élevages de P. cornuta (p.
ex., tous les jours ou, au moins, de 2 à 3
jours non consécutifs par semaine). 
Idéalement, on devrait consigner le nombre
de larves viables utilisées pour démarrer
chaque élevage, le taux de survie et le poids
des larves à mesure qu’elles se développent,
le nombre estimé d’adultes survivants, la
progéniture produite dans chaque enceinte,
la date des renouvellements d’élevage, la
quantité et le groupe d’âges des spécimens
transférés, le régime alimentaire (y compris
le type et la quantité de nourriture par
service) ainsi que les diverses mesures de
qualité de l’eau.
 

 Parmi ces critères de performance, on compte : la6

survie et l’état des organismes prévus pour l’essai

(§ 2.3.11); les conditions de validation de l’essai par

des organismes témoins (§ 4.2); le comportement de

groupes d’organismes dans des essais toxicologiques

de référence (§ 4.9). 
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Un sommaire des divers conditions et modes
opératoires recommandés par l’USEPA
(1990b), l’ASTM (1994) et l’USACE (1995)
pour l’élevage des vers polychètes apparaît à
l’annexe D. On présume que ces façons de
faire ont produit de bons résultats en ce qui a
trait à l’élevage d’espèces de Neanthes en
vue de leur utilisation dans des essais de
toxicité sédimentaire et, à moins
d’indications contraires dans ce rapport,
qu’elles peuvent s’avérer utiles dans le cadre
des présentes.  On peut trouver une liste de
contrôle des conditions et modes opératoires
recommandés pour l’élevage de P. cornuta
aux fins de mesure de la toxicité
sédimentaire au tableau 1 (d’autres détails
apparaissent à l’annexe H).
 

2.3.2  Installations et appareillage
On doit élever les vers dans des installations
thermostatées.  Les instruments à régulation
de température (incubateurs, bains d’eau à
recirculation ou chambres à température
constante) doivent être en mesure de
maintenir celle-ci dans les limites exigées
(§ 2.3.5).  On doit isoler l’animalerie des
locaux d’essai, de préparation ou
d’entreposage des échantillons afin d’éviter
la contamination provenant de ces sources. 
Cette aire de culture doit en outre être
conçue et construite de manière à empêcher
la contamination des élevages (p. ex.,
absence d’éléments ou de conduites en
cuivre ou galvanisés susceptibles de laisser
s’écouler des condensats contaminés).  Le
système d’aération de l’animalerie devrait
être conçu et fonctionner de manière à
prévenir l’entrée ou la reprise d’air
provenant des installations d’essai ou
d’autres parties du laboratoire où des
contaminants sont présents.  

 

Tout l’équipement, tous les contenants et
accessoires risquant d’entrer en contact avec
les organismes ou l’eau de l’animalerie
doivent tous être propres, rincés au besoin et
fabriqués de matériaux non toxiques
(comme du verre, du Téflon , de l’acierMC

inoxydable 316, du nylon, du Nalgene , deMC

la porcelaine, du polyéthylène, du
polypropylène ou de la fibre de verre).  Les
matériaux toxiques comme le cuivre, le zinc,
le laiton, le métal galvanisé, le plomb et le
caoutchouc naturel ne doivent pas entrer en
contact avec l’appareillage, l’équipement, ou
l’eau d’élevage.  Au besoin, on devrait filtrer
l’air comprimé qui alimente directement
l’animalerie afin de s’assurer qu’il est
exempt d’huile et d’émanations.  
 

Pour l’élevage, on peut utiliser divers
contenants, comme des cuves de
cristallisation en Pyrex  d’un diamètre deMC

12,5 cm et d’une profondeur de 6,5 cm, des
cocottes de Corning  ou des seaux enMC

plastique de 2 ou de 4 L munis d’un
couvercle.  Le choix du contenant pourrait se
fonder sur la quantité d’organismes juvéniles
requis pour la réalisation d’une série d’essais
toxicologiques.

 

2.3.3  Éclairage
On devrait se servir de lampes
surplombantes à spectre étendu
(fluorescentes ou l’équivalent) pour éclairer
les élevages.  La photopériode devrait être
réglée à 16 heures.  L’intensité lumineuse à
proximité de la surface de l’eau des
enceintes d’élevage devrait osciller entre
500 et 1 000 lux.

2.3.4  Eau d’élevage
L’eau servant à l’élevage des organismes
d’essai provient d’une source non
contaminée d’eau estuarienne ou marine ou
peut être préparée à partir d’eau de mer
reconstituée réglée à la salinité voulue,
conformément aux recommandations
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d’Environnement Canada (2001b; § 3.4). 
Cette salinité doit se situer à l’intérieur des
seuils de tolérance de P. cornuta, soit entre
15 et 35 ‰ (§ 1.4).  Étant donné les (bons)
résultats de survie et de croissance sur 14
jours de spécimens de P. cornuta acclimatés
à une salinité de 30 ‰ et mis à l’essai entre
10 et 30 ‰ (Corbin et al., 2000), on
recommande d’adopter une salinité de 30
± 4 ‰ pour l’élevage de spécimens dont les
essais seront effectués dans cette gamme.
 
Pour être acceptable, l’eau doit avoir produit
des résultats satisfaisants en ce qui a trait à
la survie, à la croissance et à la reproduction
de P. cornuta en conditions de laboratoire
contrôlées.  Les caractéristiques de l’eau
d’élevage des vers polychètes devraient être
relativement uniformes afin d’augmenter les
chances de réussite et de réduire au
minimum les différences au niveau de l’état
et du développement des organismes élevés.
 
Le choix de la source de cette eau repose sur
un certain nombre de critères, dont
l’euryhalinité (soit la gamme de salinités
préférées et tolérées) des organismes (v.
§ 1.4), le comportement éprouvé de ces
derniers dans les eaux de mer disponibles, la
gamme de salinités de l’eau de porosité des
sédiments d’essai et l’acclimatation requise
des élevages à une salinité donnée avant leur
utilisation dans des essais.  On devrait
consulter les sections 3.4, 4.4, 5.4 et 6.3
relativement au choix de l’eau à utiliser pour
l’élevage des vers destinés à la mesure de la
toxicité sédimentaire.  On trouve notamment
à la section 3.4 des conseils relatifs à
l’évaluation de la qualité des eaux
envisagées pour l’élevage (et la mise à
l’essai) des organismes ainsi qu’à la
préparation d’eau de mer reconstituée ou
traitée (p. ex., par filtrage, stérilisation,
réglage de la salinité, de la température et du
niveau d’oxygène dissous).   

 

La qualité de l’eau des enceintes d’élevage
devrait être vérifiée et consignée
régulièrement.  Les données sur la
température, la salinité, l’oxygène dissous et
le pH devraient ainsi être mesurées au moins
une fois par semaine, de même que pendant
la période de 24 heures précédant le début de
l’essai.  Les autres caractéristiques (p. ex., la
teneur en nitrites, en ammoniaque, en
sulfure d’hydrogène, en matières en
suspension, en gaz dissous totaux, en
métaux, en pesticides et en n’importe quel
autre contaminant dont on a lieu de
s’inquiéter) devraient faire l’objet d’analyses
aussi fréquentes que requises (trimestrielles,
p. ex.).  Dans chaque cas, les analyses
devraient s’appuyer sur des limites de
détection considérablement (p. ex., de 3 à 10
fois) moins élevées que soit la concentration
dans l’eau, soit la concentration la plus
faible dont on a démontré les effets nocifs
sur la survie, le poids atteint ou la
reproduction des vers polychètes ou d’autres
organismes marins ou estuariens
particulièrement sensibles. 
 

On devrait aérer modérément et
continuellement l’eau des enceintes
d’élevage, et la renouveler régulièrement.  7

Pour ce faire, on peut utiliser des méthodes
manuelles ou mécaniques, en employant un
appareil et des techniques qui permettent un
renouvellement intermittent ou continu.  Si
on n’emploie pas de filtres d’aquarium du
commerce pour recirculer l’eau, on devrait
remplacer de 80 à 100 % de l’eau toutes les
semaines.  Suivant la configuration
expérimentale (notamment la densité de la
population d’élevage), il pourrait s’avérer

 On peut également avoir recours à des filtres7

d’aquarium du commerce pour recirculer en continu

l’eau d’élevage de manière à en maintenir la qualité. 

De tels appareils peuvent être employés en guise de

solution de rechange ou supplémentaire pour le

renouvellement de l’eau (selon la qualité de l’eau et le

rendement des élevages). 



18

nécessaire ou prudent de renouveler l’eau
plus souvent afin d’assurer la santé des
organismes.
 

2.3.5  Température
La température moyenne quotidienne de
l’eau des enceintes d’élevage de P. cornuta
doit être de 23 ± 1 °C.  De son côté, la
température instantanée ne peut afficher de
valeurs autres que 23 ± 3 °C.
 

2.3.6  Oxygène dissous
L’eau d’élevage devrait être vigoureusement
aérée juste avant qu’on l’utilise, de manière
à assurer une teneur adéquate en oxygène et
d’empêcher la sursaturation en gaz.  On
devrait alors mesurer le niveau d’oxygène
dissous (OD) pour en confirmer l’adéquation
(p. ex., saturation de 80 à 100 %).  
 

Une fois dans les enceintes d’élevage, l’eau
devrait être modérément aérée (p. ex., 2 à 3
bulles/s par litre d’eau) au moyen d’air
comprimé filtré et exempt d’huile.  Pour ce
faire, on devrait se servir de tubes et de
pipettes jettables en verre ou en plastique ou,
dans le cas d’élevages plus importants, de
pierres poreuses d’aquarium (du commerce). 
Pour faire en sorte que le niveau d’oxygène
dissous permette l’obtention de taux de
survie et de croissance optimaux, on
recommande de maintenir la saturation entre
80 et 100 %. 
 

2.3.7  Substrat d’élevage
Par le passé, on a établi avec succès des
élevages de vers spionides (Pocklington et
al., 1995; Corbin et al., 1998, 2000; Fennell,
1998; McPherson et al., 1998; Jackman et
al., 1999) en employant des sédiments
prélevés aux endroits où on trouve des
populations sauvages de P. cornuta.  Ces
sédiments prélevés sur le terrain ont
également donné de bons résultats lorsqu’on
les a utilisés comme sédiments témoins
négatifs (§ 3.5) dans le cadre d’essais
toxicologiques de survie et de croissance sur
14 jours.  Qu’ils soient utilisés comme

substrats d’élevage ou sédiments témoins
négatifs, les échantillons de sédiments
prélevés sur le terrain devraient être passés
au tamis (0,5 mm) afin d’en éliminer les
détritus et les gros organismes indigènes,
lavés à l’eau d’élevage (Corbin et al., 2000)
et congelés dans de petits contenants (p. ex.,
de 500 mL).  Les portions requises devraient
ensuite être dégelées, lavées trois fois (§ 3.5)
et utilisées sans délai pour éviter leur
détérioration et les problèmes qui s’en 
suivent (Corbin et al., 2000).  On peut
également réussir à établir et à maintenir des
élevages en santé en employant un sédiment
témoin négatif artificiel (formulé en
laboratoire; § 3.5). 
 

2.3.8  Nourriture et alimentation
Le régime et la fréquence d’alimentation de
P. cornuta diffèrent en fonction du stade de
l’organisme.  De leur côté, les larves
planctoniques préfèrent les algues
unicellulaires de l’espèce Dunaliella
tertiolecta, cultivées dans un milieu
d’Erdschreiber.  Une fois les larves
installées et en voie de devenir des
organismes juvéniles, on ajoute à ce régime
des quantités croissantes d’algue verte
estuarienne du genre Enteromorpha et de
flocons de nourriture pour poissons
tropicaux (p. ex., TetraMarin ), mélangés àMC

parts égales et moulus jusqu’à l’obtention
d’une poudre fine (Corbin et al., 2000). 
L’annexe H traite de manière détaillée de la
préparation et de l’entreposage de ces
aliments, ainsi que des quantités
recommandées pour les élevages en fonction
de l’âge, du stade et du nombre de
spécimens présents.
 

Le fait que ce mélange 1/1 sec de flocons et
d’algue verte convienne à l’élevage des vers
spionides juvéniles et adultes a déjà été
établi (Pocklington et al., 1995; Corbin et
al., 1998, 2000; Fennell, 1998; McPherson
et al., 1998; Jackman et al., 1999).  La
section 4.5 explique comment préparer et 
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Tableau 1 Liste de contrôle des conditions et des modes opératoires recommandés pour
l’élevage des spécimens de Polydora cornuta destinés à la mesure de la
toxicité de sédiments

_____________________________________________________________________________
Origine des vers                  – naturelle (vasières intertidales ou infratidales) ou élevage maintenu

dans un autre laboratoire; tous les sujets d’un essai donné doivent
provenir de la même source; confirmation de l’espèce
 

Acclimatation                     – graduelle (# 2 °C/j; # 5 ‰/j), dès ou après l’arrivée, pour ce qui
concerne les écarts de température et/ou de salinité entre l’eau
d’élevage et celle d’essai

Origine et salinité de l’eau  – 
d’élevage

eau de mer naturelle non contaminée ou reconstituée; salinité de 30
± 4 ‰

Renouvellement de l’eau    – aucun (sauf le remplacement de l’eau évaporée) jusqu’à ce que les
larves s’installent, puis un renouvellement hebdomadaire de 80 à
100 % à partir de ce moment

Contrôle de la qualité de     – 
l’eau

mesure de la température, de la salinité, de l’oxygène dissous et du
pH au moins une fois par semaine et durant la période de 24 h
précédant le début de l’essai

Température                        – moyenne quotidienne de 23 ± 1 °C; mesure instantanée de
23 ± 3 °C

Aération /oxygénation         – aération modérée; maintien du niveau d’oxygène dissous à $ 80 %
de la concentration de saturation

Éclairage                              – 500 à 1 000 lux immédiatement au-dessus de l’eau; tubes
(fluorescents ou l’équivalent) débitant un large spectre de longueur
d’onde (en spectre continu) placés au-dessus de l’enceinte;
photopériode de 16 h

Substrat                               – sédiment naturel non contaminé ou reconstitué (p. ex., un sédiment
« propre » prélevé au même endroit que les spécimens de P.
cornuta)

Alimentation                       – selon le stade de développement et le nombre de spécimens par
élevage; mélange égal de TetraMarin  broyé et d’algueMC

Enteromorpha et/ou Dunaliella tertiolecta (se reporter à l’annexe H
pour les quantités de nourriture et fréquences d’alimentation)

Âge et taille requis pour      –
l’essai  

juvéniles; 3 à 4 semaines post-éclosion; poids sec moyen par ver
doit varier entre 0, 06 et 0,5 mg

Critères de santé                  – éliminer les adultes des enceintes si, à n’importe quel moment, plus
de 20 % meurent ou paraissent stressés
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entreposer cette nourriture, et de plus amples
détails sont donnés à l’annexe H. En
dispensant ce mélange deux ou trois jours
non consécutifs par semaine sous forme de
boue d’eau de mer dans les cultures, on
obtient de bons taux de survie et de
croissance à ces stades d’évolution.

On recommande d’utiliser l’algue marine
Dunaliella tertiolecta en guise de source
alimentaire pour élever les vers spionides au
stade larvaire (Reish, 1980b; Reish et
Oshida, 1987; Pocklington et al., 1995; D.J.
Reish, communication privée, Université de
l’État de la Californie, à Long Beach, 1995). 
Or, cette nourriture est également
recommandée comme supplément pour les
spionidés aux stades juvénile et adulte
(Corbin et al., 2000).  On a en outre
déterminé que le fait de nourrir les vers
spionides deux ou trois jours non consécutifs
par semaine (p. ex., les lundis, mercredis et
vendredis, ou les mardis et vendredis)
d’algue D. tertiolecta cultivée assurait la
croissance et le développement tant de P.
cornuta que de B. proboscidea (Pocklington
et al., 1995; Corbin et al., 1998; 2000;
Fennell, 1998; McPherson et al., 1998;
Jackman et al., 1999).  On recommande de
consulter l’annexe H pour en savoir
davantage sur la préparation de cultures de
D. tertiolecta de même que sur les quantités
hebdomadaires à donner à des élevages
d’âges connus de P. cornuta destinés aux
essais toxicologiques.

2.3.9  Manipulation des organismes
Aux stades larvaire, juvénile et adulte, les
spécimens de P. cornuta devraient être
manipulés le moins possible, afin d’éviter
les dommages et le stress excessif.  Le cas
échéant, on devrait procéder de manière
délicate, attentive et rapide de manière à
réduire au minimum les préjudices
potentiels.  On peut transférer les adultes et
les sujets plus jeunes (juvéniles ou larves)

d’un contenant à un autre au moyen d’une
pipette transparente en verre ou en plastique
dotée d’une extrémité polie et d’une
ouverture d’un diamètre d’environ 5 à 6 mm. 
Les animaux ainsi transférés devraient être
relâchés sous la surface de l’eau.  On ne doit
pas mettre à l’essai des organismes qu’on a
échappés, qui sont blessés, qui ont été en
contact avec des surfaces sèches ou qui
semblent traumatisés.  

Le tamisage du sédiment pour en extraire les
organismes (p. ex., pour les transférer dans
d’autres contenants d’élevage ou enceintes
d’essai) devrait être effectué le plus en
douceur possible, en employant un bain d’eau
plutôt qu’un rinçage du sédiment à travers le
tamis à l’aide d’un jet d’eau.  Les organismes
ainsi récupérés devraient rester immergés
dans l’eau d’élevage ou d’essai, puis
transférés dans les plus brefs délais dans le
contenant auquel on les destine (§ 2.3.10 et
4.1).  

2.3.10  Organismes juveniles pour les    
 essais de toxicité

Les procédés d’élevage utilisés dans le cadre
de cette méthode d’essai biologique doivent
produire suffisamment de vers juvéniles de
taille et d’âge (soit de 3 à 4 semaines post-
éclosion) connus et semblables pour débuter
les essais prévus en présence de sédiment
et/ou de toxique de référence.  Le poids sec
moyen de chacun des vers du lot utilisé pour
démarrer l’essai doit varier entre 0,06 et
0,5 mg (Doe et al., 2000b), et les écarts de
taille entre sujets devraient être minimaux. 
Les organismes élevés doivent en outre
répondre à des critères de performance précis
(§ 2.3.11, 4.2 et 4.9)

Lorsqu’on requiert des essais toxicologiques
employant P. cornuta, il est préférable d’en
faire d’abord l’élevage en laboratoire.  Les
élevages d’âges divers sont formés
d’organismes dont le stade et l’âge diffèrent,
et sont gardés dans un ou plusieurs aquariums
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en verre de grosseur appropriée.  Le fond de
ces aquariums est couvert d’une couche
sédimentaire non contaminée de 2 à 3 cm
d’épaisseur (§ 2.3.7) en guise de substrat. 
De leur côté, les élevages d’âges connus
sont composés de larves ou de jeunes
juvéniles dont l’âge ne varie que de 7 jours
ou moins; ces organismes sont élevés dans
des boîtes, des seaux ou d’autres contenants
adéquats isolés les uns des autres de manière
à pouvoir produire des sujets qui sont de 3 à
4 semaines post-éclosion (Corbin et al.,
2000).  Ces organismes d’essai doivent avoir
un poids sec moyen variant entre 0,06 et
0,5 mg par ver (Doe et al., 2000b). 
 

Les paragraphes qui suivent expliquent
brièvement comment mettre sur pied un
élevage de P. cornuta d’âge connu, soit des
organismes juvéniles de 3 à 4 semaines post-
éclosion et d’une taille convenant à la
mesure de la toxicité sédimentaire (soit d’un
poids sec moyen oscillant entre 0,06 et
0,5 mg).  Des explications plus détaillées
sont fournies à l’annexe H, ainsi que dans le
rapport de Corbin et al. (2000).  Ces façons
de procéder ne représentent cependant que
quelques-unes des manières d’obtenir des
organismes d’essai d’âge et de taille connus
et semblables.  La quantité d’organismes
requis de même que la similitude au niveau
de la classe d’âge recherchée peuvent en
effet justifier le choix de procédures autres
que celles décrites aux présentes.  Il revient
au personnel de chaque laboratoire de se
familiariser avec ces diverses approches et
d’acquérir de l’expérience en matière
d’élevage de P. cornuta aux fins d’essais de
toxicité.
 

Pour obtenir des cultures de P. cornuta
d’âge connu, on devrait d’abord transférer
un groupe de 10 à 25 adultes (géniteurs)
parmi ceux d’âges divers dans chacun des
contenants (p. ex., 4 ou 5) remplis d’eau
d’élevage et dont le fond a été tapissé d’une
quantité mesurée de sédiment témoin négatif

(Corbin et al., 2000).   Ces contenants8

devraient être modérément et continuellement
aérés, et munis d’un couvercle pour réduire
l’évaporation.  On devrait procéder aux
activités suivantes deux ou trois fois par
semaine (p. ex., les lundis, mercredis et
vendredis, ou les mardis et vendredis) :  
  

(i) vérifier si des larves sont présentes
dans chaque contenant de géniteurs 
(déterminer le nombres de larves); 

  

(ii) à l’aide d’une pipette de transfert,
transférer les larves nouvellement
écloses dans d’autres enceintes
d’élevage (p. ex., des seaux de
plastique de 2 ou de 4 L) contenant de
l’eau de culture fraîche et du sédiment
témoin négatif;

 

(iii) déverser et renouveler sans délai l’eau
d’élevage de tous les contenants de
vers adultes (géniteurs); 

  

(iv) ajouter la ration alimentaire
appropriée (§ 2.3.8); 

  

(v) remettre les couvercles et reprendre
l’aération.  

Toutes les larves de P. cornuta ainsi
transférées pendant une période donnée (p.

Le choix d’un contenant pour l’élevage des adultes
8 

géniteurs ou organismes d’essai d’âge connu se fonde

sur la quantité d’organismes d’âge connu requis pour

un essai donné.  Parmi les contenants possibles, on

compte notamment les cuves rondes de cristallisation

en Pyrex  d’un diamètre de 12,5 cm et d’uneMC

profondeur de 6,5 cm dans lesquelles on aura ajouté de

l’eau d’élevage et 5 g de sédiment témoin négatif, ou

des seaux en plastique de 2 ou de 4 L contenant de

l’eau d’élevage et 20 g de sédiment témoin négatif

(Corbin et al., 2000).
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ex., de 3 à 7 jours ) devraient être élevées9

(suivant les étapes i, ii, iv et v) pendant un
période additionnelle de trois semaines de
manière à constituer un bassin d’organismes
d’essai potentiels, soit jusqu’à ce qu’elles
atteignent l’âge de 3 à 4 semaines post-
éclosion et se soient métamorphosées en
juvéniles prêts à utiliser dans le cadre des
essais.  

Il pourrait s’avérer préférable de raccourcir
la plage d’âges (p. ex., de ± 1 jour) des
organismes, considérant le fait que le gain
pondéral est le principal paramètre de
mesure utilisé.  Une des manières d’y arriver
est de garder les larves issues de vers
femelles adultes le même jour dans des
enceintes d’élevage isolées contenant de
petites quantités (p. ex., 20 g) de sédiment
témoin négatif, jusqu’à ce qu’elles aient
toutes de 3 à 4 semaines post-éclosion, et
que la variation ne soit pas supérieure à
± 1 jour en âge d’une larve à l’autre.  Cette
méthode peut cependant se compliquer si le
nombre d’organismes d’essai requis diffère
de la quantité de larves d’âge connu ainsi
produites.

Si, suivant la méthode décrite au paragraphe
précédent, un nombre suffisant de larves10

sont produites le même jour, ce groupe
pourrait être transféré dans une boîte ou un
seau contenant de l’eau d’élevage et une

petite quantité de sédiment non contaminé
(§ 2.3.7 et 3.5).  Si le sédiment employé n’est
pas artificiel, il devrait avoir été
préalablement gelé afin d’en éliminer les
organismes indigènes.  L’eau de cette
enceinte d’élevage devrait être modérément
aérée (§ 2.3.6) et les organismes, nourris.11

Après trois semaines de détention, on devrait
récupérer les organismes (maintenant
métamorphosés en juvéniles) en inspectant le
sédiment sur un plateau ou dans un bac
blancs, puis en transférant les vers dans des
enceintes d’essai à l’aide d’une pipette à
grande ouverture et d’un contenant de
transfert adéquat (D.J. Reish, communication
privée, université de l’État de la Californie, à
Long Beach, 1995), ou en tamisant
délicatement (§ 2.3.9) le sédiment au moyen
d’un crible au maillage de 0,5 mm.  Si cette
dernière technique est utilisée, on devrait
rapidement  transférer les vers juvéniles12

retenus par le tamis dans un bac d’inspection
contenant de l’eau d’élevage ou d’essai
(§ 2.3.4 et 3.4), puis les transférer de nouveau
dans les enceintes d’essai (§ 4.1).

La taille des vers utilisés pour débuter l’essai
toxicologique devrait être aussi uniforme que
possible.  On recommande donc de trier les
animaux en fonction de leur grosseur, en
écartant du bac d’inspection les vers qui sont
visiblement plus gros ou petits que la
majorité de leurs congénères.

On recommande également de déterminer la
taille moyenne des vers faisant partie
d’élevages d’âge connu un ou deux jours
avant le début de l’essai, afin de s’assurer

 Cette période devrait se limiter au nombre minimal
9

de jours (# 7) requis pour obtenir le nombre adéquat

de juvéniles d’âge connu pour les essais prévus et ce,

afin de faire en sorte que l’âge et la taille des

organismes soient aussi semblables que possible au

début de l’essai.

  

 Si on adopte cette méthode, il est préférable10

d’obtenir au moins trois fois le nombre de larves

requises pour les essais prévus afin de pouvoir

récupérer assez d’animaux du même âge du sédiment

utilisé pour l’essai.

 On devrait ajouter de la nourriture 2 à 3 fois par11

semaine dans l’enceinte d’élevage.  Le type et la

quantité à utiliser dépend de l’âge des organismes (se

reporter à l’annexe H).

 Si on ne procède pas rapidement, les jeunes12

juvéniles pourraient s’insérer dans le maillage du

tamis, devenant ainsi difficiles à récupérer.
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qu’ils sont tous dans la fourchette de taille
requise (§ 2.1).  Pour ce faire, il suffit de
mesurer le poids sec d’un ou de plusieurs
échantillons de spécimens retirés à ce
moment des enceintes d’élevage.  On
pourrait également, à ce moment, retirer de
l’élevage un échantillon aléatoire d’au moins
dix vers de grosseur semblable et déterminer
leur longueur moyenne au moyen d’un
microscope à dissection doté d’un
micromètre oculaire.  On peut ensuite
estimer leur poids sec moyen en utilisant la
régression linéaire de la longueur par rapport
au poids sec (Doe et al., 2000b; annexe 2).

2.3.11  Critères de santé
On devrait vérifier l’état de santé des
élevages au moins deux à trois fois par
semaine (p. ex., les lundis, mercredis et
vendredis, ou les mardis et vendredis), mais
de préférence, quotidiennement.  On devrait
tenir des registres visant à contrôler la
performance de chaque élevage (§ 2.3.1,
2.3.4, 4.2 et 4.9).  On devrait en outre
évaluer régulièrement les procédures de
maintien des élevages, en les modifiant au
besoin pour soutenir ou rétablir la santé des
organismes.  Les vers adultes émergeant de
leur tube devraient être poussés doucement
et écartés s’ils semblent malades, inactifs ou
morts.  Si plus de 20 % des adultes géniteurs
d’une enceinte d’élevage paraissent inactifs
ou morts à un moment donné, toute la
population de l’enceinte doit être écartée.

Idéalement, on devrait toujours procéder à
un essai de référence parallèlement à chaque
essai de toxicité sédimentaire.  Les
laboratoires qui effectuent continuellement
de tels essais utilisant P. cornuta peuvent
cependant choisir de faire les essais de
référence une fois par mois, suivant un
échéancier régulier.  Pour réaliser les essais
employant des toxiques de référence, on
devrait toujours adopter les conditions et
modes opératoires décrits à la section 4.9. 
Cette dernière ainsi que la section 4.2
traitent des critères d’évaluation de la santé et
de la sensibilité des divers élevages.

Pour évaluer la santé des élevages, il pourrait
s’avérer utile de déterminer certaines
caractéristiques biologiques des organismes,
comme la fécondité moyenne des femelles
adultes (soit le nombre moyen de larves
produites par semaine dans chaque enceinte)
ou la durée moyenne de développement, de
l’œuf à la maturité sexuelle.  On encourage la
tenue de registres consignant ces
caractéristiques et d’autres indices de l’état
des élevages.  Bien qu’aucun critère de santé
précis n’ait encore été élaboré relativement
aux mesures physiologiques, il est possible
qu’on ait à en considérer plus tard.
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Section 3
 

Système expérimental
 

3.1  Installations et appareillage

L’essai décrit aux présentes peut être
effectué dans un bain d’eau, un caisson
climatique ou autre installation dotée de
moyens adéquats de régulation de la
température et de l’éclairage (§ 3.2). 
L’installation doit être en mesure de garder
la température moyenne quotidienne des
sédiments et de l’eau des enceintes d’essai à
23 ± 1 °C.  Elle devrait également être bien
aérée, de manière à protéger le personnel des
émanations nocives, et isolée des causes
physiques de perturbation ou de tout
contaminant susceptible de nuire aux
organismes d’essai.  L’endroit où on prépare
les sédiments pour les essais devrait lui aussi
être suffisamment aéré.  
 

On devrait isoler l’installation d’essai de
l’animalerie afin d’éviter la contamination
potentielle des élevages.  De plus,
l’animalerie ne devrait pas se trouver dans
les locaux où on entrepose ou prépare les
échantillons, pour prévenir tout risque de
contamination des enceintes et de leur
contenu.  Le système de ventilation devrait
être conçu, inspecté et utilisé de façon à
empêcher l’air provenant de l’installation
expérimentale de contaminer l’animalerie. 
L’air de reprise des locaux où on manipule
et entrepose des échantillons, ou des locaux
où on traite ou on met à l’essai des produits
chimiques ne devrait pas circuler dans la
partie de laboratoire servant aux essais.  Les
matériaux susceptibles d’entrer en contact
avec les organismes, l’eau ou les enceintes
de l’installation ne doivent pas être toxiques
(§ 2.3.2). 
 

L’air comprimé servant à aérer l’eau doit
être exempt d’huile et d’émanations.  Dans
la mesure du possible, on devrait avoir

recours à des pompes pneumatiques sans
huile.  On devrait mettre en place des filtres
intégrés de manière à éliminer toute trace
d’huile ou de particules dans l’air d’arrivée;
ces filtres devraient être remplacés au besoin
pour assurer leur efficacité.

L’équipement et les fournitures qui entrent
en contact avec le sédiment, l’eau ou les
enceintes d’essai devraient permettre de
réduire au minimum la sorption de produits
chimiques.  On recommande donc des
éléments en verre borosilicaté, en nylon, en
polyéthylène ou polystyrène haute densité,
en polycarbonate, en plastique fluocarboné
et en acier inoxydable 316.  On doit éviter
tous les éléments fabriqués de substances
toxiques (§ 2.3.2).   

L’essai requiert l’emploi de pipettes jetables
en verre ou en plastique et de conduites d’air
(d’aquariums du commerce) pour aérer
continuellement (et modérément) chacune
des enceintes.  On recommande que les
appareils accouplés utilisés pour réguler le
débit d’air soient en acier inoxydable plutôt
qu’en laiton.  On devrait également se doter
de plusieurs verres de montre ou autres
couvercles de dimensions appropriées pour
couvrir chaque enceinte d’essai.

L’installation expérimentale doit être
équipée des instruments de base requis pour
contrôler la qualité (p. ex., température, pH,
oxygène dissous, salinité) des eaux d’essai et
de porosité.  Le laboratoire devrait en outre
être doté d’instruments aptes à favoriser la
rapidité et la fidélité, dans les limites
acceptables de détection, des analyses de
contaminants instables susceptibles de nuire
aux essais, comme l’ammoniaque, le sulfure
d’hydrogène et (dans les cas où on se sert
d’eau municipale déchlorée pour
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reconstituer de l’eau de mer ou en modifier
la salinité) le chlore résiduel.
 
L’ensemble des enceintes, équipements et
fournitures susceptibles d’entrer en contact
avec le sédiment ou l’eau d’essai doivent
être propres et préalablement rincés au
moyen d’eau d’essai, d’eau désionisée ou
d’eau distillée.  Tous les éléments non
jetables devraient être lavés après usage. 
Pour ce faire, on recommande de suivre la
méthode suivante (USEPA, 1994a; EC,
1997a, b) tout en se reportant aux conseils
prodigués par l’ASTM (1994) :
 
1. Trempage dans l’eau du robinet

pendant 15 minutes suivi d’un
récurage au détergent ou d’un lavage
au lave-vaisselle automatique.

2. Double rinçage à l’eau du robinet.

3. Rinçage soigneux à l’acide nitrique

3(HNO ) ou chlorhydrique (HCl) frais,
dilué (10 % en volume ) afin13

d’éliminer le tartre, les métaux et les
bases.

4. Double rinçage à l’eau désionisée.

5. Rinçage à l’acétone non diluée, de
pureté convenant à l’analyse des
pesticides, afin d’éliminer les
composés organiques (travailler sous
une hotte ouverte ou fermée).  Se
servir d’hexane en présence de résidus
huileux.

 
6. Triple rinçage à l’eau désionisée de

qualité supérieure.

 

Les enceintes et l’appareillage susceptibles
d’entrer en contact avec le sédiment ou l’eau
d’essai devraient être rincés en profondeur
au moyen de cette dernière avant de servir
aux essais. 
 

Avant d’entreprendre des essais
toxicologiques dans une nouvelle
installation expérimentale, on devrait
réaliser au moins cinq essais de référence
d’une durée de 96 heures dans l’eau
seulement, ainsi qu’au moins cinq essais de
survie et de croissance sur 14 jours dans un
sédiment témoin négatif afin de confirmer
que P. cornuta s’y comporte de façon
acceptable lorsqu’on y adopte les conditions
et modes opératoires décrits aux présentes
(§ 2.3.1 et 4).  Chacun de ces essais utilisant
un toxique de référence ou un sédiment
témoin négatif devrait cibler un lot distinct
d’organismes d’élevage.  Les données
découlant de ces essais préliminaires
devraient être comparées en procédant à
l’estimation et à l’évaluation des coefficients
de variation des séries respectives d’essais
et des paramètres de mesure.
 

3.2  Éclairage
 

On devrait assurer l’éclairage de toutes les
enceintes en plaçant directement au-dessus
de chacune une lampe en spectre continu
(fluorescente ou l’équivalent) capable de
produire une illumination de 500 à 1 000 lux
près de la surface de l’eau surnageante.  Cet
éclairage devrait être aussi uniforme que
possible d’une enceinte à l’autre.  La
photopériode devrait être réglée à 16 heures
(EC, 1997a, b).
 

3.3  Enceintes expérimentales
 

En guise d’enceintes d’essai, on doit utiliser
des bechers en verre de forme haute ayant
une contenance de 300 mL et un diamètre
intérieur d’environ 7 cm (Fennell, 1998;
McPherson et al., 1998).  Chaque becher
doit être nettoyé à fond avant et après
chaque usage (§ 3.1), et être bien rincé à

 Pour préparer la solution d’acide à 10 %, ajouter,
13

en prenant toutes les précautions requises, 10 mL

d’acide concentré à 90 mL d’eau désionisée.
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l’eau d’essai avant d’être utilisé.  On devrait
pourvoir chaque enceinte d’un couvercle
propre en verre (p. ex., un verre de montre
de dimensions appropriées) ou en plastique
transparent afin de diminuer les risques de
contamination et de réduire l’évaporation au
minimum. 
 

3.4  Eaux témoin/de dilution et      
d’essai

 

Selon le plan d’expérience et l’objectif
poursuivi (§ 5 et 6), l’eau d’essai (soit la
colonne d’eau au-dessus du sédiment) et
l’eau témoin/de dilution (soit l’eau utilisée
pour préparer les solutions filles et l’eau
témoin des essais parallèles dans l’eau
seulement avec des toxiques de référence)
peuvent être de l’eau de mer soit naturelle et
non contaminée, soit reconstituée
(artificielle).  Ces eaux proviennent souvent
de la même source que celle utilisée pour
l’élevage des organismes (§ 2.3.4), mais
peuvent également provenir d’ailleurs.  On
pourrait par exemple se servir d’eau du site
de prélèvement ou d’eau non contaminée
(naturelle ou reconstituée) dont la salinité
aurait été amenée au niveau de celle du site
(§ 4.1, 4.4 et 5.4).  L’eau de mer qu’on
utilise régulièrement au laboratoire devrait
cependant faire l’objet d’analyse au moins
deux fois l’an (ASTM, 1994) ou aussi
souvent que nécessaire pour consigner
l’uniformité de sa qualité.  On recommande
que ces analyses portent sur diverses
variables, comme la salinité, le pH et les
solides en suspension, le carbone organique
total, des herbicides phénoxyliques chlorés,
des pesticides organophosphorés ou
organochlorés, des biphényles polychlorés,
l’azote ammoniacal, les nitrites et des
métaux.  

Il est extrêmement important de faire en
sorte que ces eaux présentent une qualité
uniforme et procurent des taux de survie et
de croissance satisfaisants.  Les vers y étant

exposés dans le cadre d’essais témoins en
présence de sédiments ou de toxiques de
référence ne devraient présenter aucun signe
de maladie, de traumatisme ou de
comportement atypique.  Dans la mesure du
possible (à moins d’utiliser l’eau provenant
de l’endroit où les échantillons ont été
prélevés), on doit démontrer, avant son
utilisation dans le cadre d’essais
toxicologiques en présence de P. cornuta,
que l’eau visée engendre des taux
acceptables de survie et de croissance de cet
organisme après 14 jours dans un sédiment
témoin négatif, et ce, dans les conditions et
suivant les modes opératoires prescrits, le
tout validé en fonction des critères d’essai
énumérés à la section 4.
 

La salinité de l’eau d’essai doit se situer
entre 10 et 35 ‰ (§ 1.4 et 4.4).  Elle devrait
être semblable à la salinité de l’eau de
porosité du ou des sédiments d’essai, et ne
peut différer de cette dernière par plus de
5 ‰ (Corbin et al., 2000; § 4.4).  Si on
utilise de l’eau de mer reconstituée
(artificielle), sa salinité devrait être ajustée
au moyen de saumure sursalée et/ou de sels
de mer déshydratés/de qualité « réactif » et
de la quantité appropriée d’eau désionisée
ou distillée (on peut trouver des conseils à
cet égard dans le rapport EC, 2001b).  On
doit vigoureusement aérer toute eau à
laquelle on aurait directement ajouté des sels
déshydratés pendant au moins 24 heures
avant de l’utiliser (EC, 2001b).  Dans une
même journée, toute eau ajoutée à une
enceinte d’essai doit provenir du même lot,
tandis que celle utilisée pour démarrer
l’essai et renouveler l’eau de l’enceinte doit
être de même origine.
 

Si on utilise une saumure sursalée
(hautement concentrée), on recommande
qu’elle soit tirée d’une source non
contaminée d’eau de mer naturelle (EC,
2001b).  On peut également la préparer à
partir de sels de mer déshydratés du
commerce (p. ex., Instant Ocean ) ou deMC
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sels de qualité « réactif » (soit du GP2
modifié; v. USEPA, 1994b, tableau 2 ou
USEPA, 1995).  Les saumures artificielles,
préparées en utilisant du sel de mer
commercial ou un mélange de sels de qualité
réactif, doivent toutefois être filtrées
(maillage de # 1 µm) puis aérées
vigoureusement pendant au moins 24 heures
avant qu’on puisse les utiliser (EC, 2001b). 
On devrait filtrer (maillage # 5 µm) l’eau de
mer reconstituée juste avant de s’en servir,
afin d’en retirer les particules en suspension,
et on devrait l’utiliser dans les 24 h suivant
la filtration (USEPA, 1994a).
 

Il est en outre possible de préparer une
saumure sursalée en concentrant de l’eau de
mer (naturelle ou, à défaut, artificielle), soit
par congélation soit par évaporation.  Une
fois prête, cette saumure devrait afficher une
salinité de 90 ± 1 g/kg (EC, 2001b).  Si on
opte pour la méthode de congélation,
congeler l’eau de mer à une température de
-10 °C à -20 °C pendant $ 6 heures, en
recueillant la saumure sous la glace quand
elle atteint la salinité voulue. Si on choisit
plutôt l’évaporation, chauffer l’eau de mer
tout en l’aérant dans un récipient ni corrosif
ni toxique à une température # 40 °C
jusqu’à ce qu’elle atteigne la salinité visée,
soit 90 ± 1g/kg (USEPA, 1994b, 1995; EC,
2001b).  On peut ajouter cette saumure
sursalée à de l’eau de mer naturelle, de l’eau
distillée ou de l’eau désionisée pour
augmenter la salinité au niveau désiré.  On
recommande de suivre les conseils
d’Environnement Canada (2001b) en ce qui
a trait à la préparation, à la maturation et à
l’entreposage de la saumure sursalée.
 

Selon son origine et sa qualité, l’eau de mer
naturelle ou artificielle destinée à l’élevage
et à la mise à l’essai des organismes P.
cornuta devrait être filtrée (maillage
# 5 µm) peu de temps avant de servir afin
d’être exempte d’autres organismes et de
particules en suspension.  L’eau qu’on

soupçonne d’être contaminée par des
pathogènes devrait être également traitée
avant usage par filtrage supplémentaire
(maillage # 0,45 µm) et/ou par stérilisation
aux ultraviolets (ASTM, 1994).  Si on doit
l’entreposer pour plus de un jour, l’eau de
mer naturelle ou reconstituée devrait être
gardée dans des contenants propres et
couverts à une température de 4 ± 2 °C et
devrait être utilisée dans les 14 jours suivant
sa préparation . L’eau reconstituée devrait14

être rendue homogène et aérée
vigoureusement avant chaque usage.  On
devrait filtrer la solution si on y détecte de la
turbidité, des matières en suspension ou un
précipité.
 

Il faut aussi harmoniser la température des
eaux témoin/de dilution à celle des essais. 
Leur teneur en oxygène dissous (OD) devrait
être de 90 à 100 % de la valeur de saturation
en air à cette température.  On devrait au
besoin aérer vigoureusement le volume
d’eau requis (au moyen d’air comprimé
exempt d’huile traversant des pierres
poreuses) tout de suite avant de s’en servir,
en s’assurant que le taux d’oxygène dissous
a atteint le seuil recherché.  Le pH et la
salinité de cette eau maintenant équilibrée
(en ce qui a trait à la température et à l’OD)
devraient ensuite être mesurés et stabilisés
avant qu’on procède aux essais.
 

3.5  Sédiment témoin négatif
 

Chaque essai de mesure de la toxicité d’un
sédiment doit comprendre un témoin

 L’USEPA (1994b) indique que les échantillons14

d’eau de mer naturelle rangés dans des contenants

propres et couverts à 4 °C devraient être utilisés dans

un délai de 2 jours.  Ce délai particulièrement serré

pourrait se révéler ni possible ni essentiel, mais on

recommande de ne pas entreposer l’eau de mer

naturelle ou reconstituée (artificielle) pendant plus de

deux semaines (soit 14 jours).
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expérimental constitué d’au moins cinq
bechers ou jarres renfermant un sédiment
témoin négatif.  On entend par « sédiment
témoin négatif » un sédiment
essentiellement exempt de contaminants
susceptibles de nuire à la survie, à la
croissance ou au comportement des
spécimens juvéniles de P. cornuta pendant
l’essai.  Ce sédiment négatif témoigne de
l’acceptabilité de l’essai (le taux de survie
moyen final dans ce sédiment doit être $
90 %), montre que les organismes sont en
santé et se comportent normalement et sert
de point de comparaison pour
l’interprétation des résultats obtenus avec le
sédiment d’essai. 
 

Ce témoin peut être un sédiment non
contaminé de même origine que celui utilisé
pour l’élevage (§ 2.3.7), un sédiment naturel
pris d’un autre site à l’écart de sources
connues de contaminants (qui s’est déjà
révélé apte à engendrer des taux de survie et
de croissance acceptables pour l’espèce
visée dans les conditions prescrites d’essai)
ou un sédiment artificiel .15

Tout sédiment présentant des signes de
contamination (une apparence huileuse, par
exemple) devrait être rejeté.  Si on choisit
plutôt d’utiliser un sédiment naturel, sa
température et la salinité de son eau de
porosité devraient être mesurées et

consignées; on recommande également de
prendre un échantillon composite formé de
portions égales de chaque pelletée,
prélèvement de drague ou contenu de benne
preneuse en vue de déterminer sa teneur en
eau, sa répartition granulométrique, sa
teneur en matières organiques et sa
concentration en contaminants
(in)organiques.
 

Le choix du sédiment témoin négatif
approprié repose sur des facteurs comme le
plan d’expérience, les caractéristiques
physicochimiques du ou des sédiments
d’essai et la disponibilité d’échantillons non
contaminés présentant les propriétés
voulues.  On devrait également avoir
démontré que le sédiment visé produit pour
P. cornuta des paramètres de mesure
biologiques acceptables et cohérents dans le
cadre de la présente méthode.  Si des
sédiments naturels non contaminés ont
longtemps servi de témoins dans des essais
de survie ou de croissance de vers
polychètes marins ou estuariens, les
substrats artificiels sont davantage un gage
de constance et d’uniformité, qualités sur
lesquelles de nombreux chercheurs tentent
aujourd’hui de miser (p. ex. Suedel et
Rodgers, 1994; Suedel et al., 1996; USEPA,
1994a).  Cela dit, il est encore trop tôt pour
recommander une recette éprouvée de
sédiment témoin négatif artificiel convenant
aux essais toxicologiques de survie et de
croissance sur 14 j utilisant P. cornuta.
 

Il est en outre important de noter que la
présence de macro-organismes indigènes
dans les échantillons de sédiment témoin
négatif (ou de référence ou d’essai) peut
parfois nuire à la croissance des polychètes
juvéniles ou d’autres invertébrés infauniques
utilisés pour la mesure de la toxicité
sédimentaire, ce qui risque d’embrouiller
l’interprétation des résultats (Reynoldson et
al., 1994).  De plus, les échantillons prélevés
sur le terrain en vue de leur utilisation en
guise de témoin négatif peuvent contenir des

 Le sédiment de contrôle artificiel, également15

qualifié de sédiment reconstitué, formulé ou

synthétique, est normalement préparé à partir de

sable, de limon, d’argile et de composants organiques

non toxiques du commerce, le tout hydraté au moyen

d’eau de mer naturelle ou elle-même reconstituée. 

On peut le formuler de manière à imiter divers

sédiments naturels en ce qui a trait à la répartition

granulométrique, la teneur en carbone organique, la

salinité, le pH, la capacité d’échange cationique, etc.

(Suedel et Rodgers, 1994).  Une ou plusieurs recettes

peuvent aussi être employées pour préparer le(s)

sédiment(s) témoin(s) négatif(s) normalisé(s) qu’on

destine à un régime d’essais toxicologiques utilisant

P. cornuta.
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spionidés larvaires ou juvéniles, et même
d’autres espèces de petits polychètes
infauniques susceptibles d’être confondus
avec des organismes d’essai à la fin de ce
dernier.  Or, on peut régler ce type de
problèmes en congelant le témoin négatif
avant de l’utiliser.  
 

Contrairement aux sédiments de référence
ou d’essai, lesquels ne peuvent être ni passés
au tamis hydraulique ni congelés (§ 5.3), les
échantillons de témoins négatifs prélevés sur
le terrain devraient être rincés sur un tamis
fin (p. ex., maillage de 0,5 mm) de manière à
éliminer les macro-organismes indigènes et,
au besoin, modifier la salinité de l’eau
interstitielle en fonction des besoins de
l’essai.  Pour ce tamisage, on devrait
cependant utiliser de l’eau d’essai non
contaminée (§ 3.4).   Si nécessaire, on peut
même tamiser les sédiments témoins
négatifs deux fois (la première pour retirer
les petits macro-organismes indigènes, et la
seconde pour ajuster la salinité de l’eau de
porosité à une valeur donnée – normalement
à celle de l’eau surnageante ajoutée à chaque
enceinte d’essai).  Après chaque tamisage,
on devrait laisser le sédiment et l’eau
ensemble, sans y toucher pendant un délai
suffisant (p. ex., toute la nuit) pour permettre
aux fines particules en suspension de se
déposer.  L’eau surnageante devrait ensuite
être décantée et jetée, et le sédiment,
mélangé de manière à redistribuer ces fines
particules.  Une fois le sédiment témoin
négatif naturel lavé au tamis au moyen d’eau
d’essai à la salinité requise, on recommande
de mettre plusieurs petites aliquotes
(d’environ 300 mL chacune) dans de petits
contenants de plastique convenant à cet
usage (comme des sacs de congélation de
500 mL), lesquels doivent ensuite être
scellés de manière à empêcher la formation
d’un espace d’air, puis mis au congélateur à
-20 °C.  Il suffit ensuite de dégeler, au
besoin, la quantité requise d’aliquotes,
lesquelles devraient être lavées trois fois, en

prenant soin de réduire au minimum les
pertes de fines particules (Corbin et al.,
2000), pour s’assurer d’éliminer les divers
composants toxiques solubles (comme
l’ammoniac ou le sulfure d’hydrogène).  On
devrait ensuite utiliser sans délai ces
échantillons nettoyés de témoins négatifs en
guise de sédiments d’élevage ou d’essai.
 

3.6  Sédiment témoin positif
 

Afin de faciliter l’interprétation des
résultats, on recommande d’inclure un ou
plusieurs échantillons de sédiments témoins
positifs dans chaque série d’essais
toxicologiques de survie et de croissance de
P. cornuta sur 14 jours.  Ce témoin positif
peut consister en un sédiment contaminé
normalisé comme celui produit par le
Programme d'étalons de chimie analytique
marine du Conseil national de recherches du
Canada, à Ottawa, en Ontario.  On peut
également utiliser un échantillon de
sédiment non contaminé (artificiel ou de
référence prélevé sur le terrain) enrichi au
laboratoire (§ 6) d’un ou de plusieurs
substances ou produits chimiques toxiques à
des concentrations nocives pour les vers P.
cornuta, conformément à la présente
méthode d’essai biologique.  Une troisième
option consiste à utiliser un échantillon de
sédiment extrêmement contaminé, prélevé
sur le terrain, dont on a démontré les effets
toxiques chez P. cornuta, toujours
conformément à la présente méthode.  Cette
option n’est cependant pas à conseiller, à
moins que les caractéristiques (dont la
performance dans des essais de survie et de
croissance sur 14 jours utilisant P. cornuta)
du sédiment convoité aient été
particulièrement bien cernées avant l’essai. 
On peut se servir de témoins positifs en
guise de toxique de référence (§ 4.9) pour
évaluer la sensibilité des organismes d’essai
et la précision et la fiabilité des résultats
obtenus en laboratoire pour un matériau
donné.
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3.7  Sédiment de référence
 

On peut inclure un ou plusieurs échantillons
de sédiment de référence dans les essais de
survie et de croissance sur 14 jours utilisant
P. cornuta.   Il s’agit d’un sédiment prélevé16

d’un endroit qu’on présume non contaminé
et dont les propriétés physicochimiques (p.
ex., la teneur en matières organiques, la
répartition granulométrique, le pH)
correspondent autant que possible à celles
des échantillons du sédiment d’essai
(contaminé).  Idéalement, le sédiment de
référence devrait être prélevé aux alentours
de l’endroit d’où proviennent les
échantillons de sédiment d’essai, sans
toutefois être touchés par la source de
contamination.  

3.8  Sédiment d’essai
 

La présente méthode d’essai biologique
s’applique à la mesure de la toxicité d’un ou
de plusieurs échantillons ou mélanges de

sédiments contaminés ou potentiellement
contaminés (sédiments d’essai) qui utilise
comme paramètres les taux de survie et de
croissance de P. cornuta sur 14 jours.  Le ou
les échantillons d’essai peuvent être des
sédiments prélevés sur un terrain industriel
ou suspect, ou de la boue industrielle ou
municipale (ou autres déblais de dragage)
considérés pour l’immersion en mer.  On
peut faire porter les essais sur une seule
concentration (normalement 100 %) ou sur
une série de concentrations, obtenues en
mélangeant des quantités mesurées de
sédiment d’essai à un sédiment témoin
négatif ou de référence (§ 5).  L’échantillon
d’essai peut par ailleurs être un sédiment
enrichi, constitué d’un témoin négatif ou
d’un sédiment de référence auquel on a
ajouté un ou plusieurs produits chimiques à
une seule ou diverses concentrations (§ 6).

 L’utilisation d’un sédiment de référence prélevé sur16

le terrain pourrait ne pas convenir à certains essais

toxicologiques, comme ceux employant des

échantillons de boue (§ 5) ou de sédiments enrichis

de produits chimiques (§ 6).`
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Section 4
 

Modes opératoires universels

Les conditions et modes opératoires
généraux exposés aux présentes s’appliquent
à l’essai de mesure de la toxicité
d’échantillons de sédiments, de déchets
particulaires (des boues, par exemple) ou de
produits chimiques, de même qu’aux essais
de référence associés.   On pourra trouver à
la section 5 des procédures plus précises
pour la réalisation d’essais employant des
échantillons de sédiment prélevés sur le
terrain ou d’autres matières particulaires
semblables (p. ex., boues, stériles miniers
essorés, résidus de forage).  La section 6,
quant à elle, traite des procédures
s’appliquant tout particulièrement aux essais
réalisés avec des sédiments témoins négatifs
ou enrichis au laboratoire par l’ajout de
produits chimiques ou substances.
 

Il faut intégrer tous les aspects du système
expérimental décrit à la section 3 dans ces
procédures universelles.  La liste de contrôle
du tableau 2 ci-après énumère non
seulement les éléments de ces dernières,
mais aussi les conditions et procédures
relatives à la mise à l’essai de substances ou
de matériaux particuliers.
 

La présente section traite des méthodes
universelles de mesure de la toxicité
chronique de sédiments.  Ici, on utilise des
vers polychètes spionides (c.-à-d. P.
cornuta) au stade juvénile, en se servant de
leur taux de survie et de leur poids final
après 14 jours en guise de paramètres de
mesure.  Les organismes d’essai reçoivent
une ration mesurée et normalisée, trois jours
non consécutifs par semaine, tandis que
l’eau surnageante de chaque enceinte est
aérée continuellement (mais modérément) et
renouvelée après 7 jours.
 

4.1  Début de l’essai

 Chaque enceinte (§ 3.3) de l’installation
expérimentale doit être clairement codée ou 
étiquetée de manière à pouvoir aisément
reconnaître l’échantillon et sa concentration. 
On doit également consigner la date et
l’heure du début de l’essai, soit directement
sur l’étiquette de l’enceinte, soit sur des
feuilles de données réservées à cette fin.  Les
enceintes devraient également être placées
de manière à faciliter l’observation et les
mesures.  On devrait répartir les variantes au
hasard au sein de l’installation (USEPA,
1994a; EC, 1997a, b).

La journée de la première exposition des
organismes aux échantillons de matériaux
ou de substances d’essai est désignée
« jour 0 ». La veille du début de l’essai (jour
-1), on devrait malaxer  à fond chaque17

échantillon ou sous-échantillon de sédiment
ou de matière particulaire semblable d’essai,
y compris les sédiments témoins négatifs et
de référence (§ 5.3 et 6.2), afin d’obtenir des
mélanges homogènes à couleur, texture et
teneur en eau uniformes.  Pour quantifier
cette homogénéité, on peut mesurer la
répartition granulométrique, la teneur en
carbone organique, le taux d’humidité et la
concentration de divers produits chimiques.

Tout de suite après le mélange, des
répétitions de 50 mL de l’échantillon
devraient être transvasées dans des enceintes
expérimentales.  On doit prévoir au moins
cinq de ces répétitions par variante (USEPA,
1990b; ASTM, 1994; USACE, 1995; EC, 

 On doit réintégrer à l’échantillon tout liquide qui17

s’en serait séparé pendant le transport et/ou

l’entreposage.
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Tableau 2 Liste de contrôle des conditions et des modes opératoires recommandés pour
la mesure de la toxicité de sédiments utilisant Polydora cornuta

 

Essai universel
 

   Type d’essai – mesure de la toxicité sédimentaire en fonction de ses effets sur la survie et la
croissance; renouvellement de l’eau surnageante au jour 7 seulement
 

   Durée de l’essai – 14 j
 

   Renouvellement de l’eau  – renouvellement de l’eau surnageante de chaque enceinte expérimentale au jour 7,
en siphonnant ~ 80 % du volume et en le remplaçant par de l’eau de mer fraîche
ajustée aux températures et salinité d’essai
 

   Eau d’essai (surnageante) – eau d’élevage ou autre eau de mer non contaminée, naturelle ou reconstituée; la
salinité doit se situer entre 10 et 35 ‰ et à ± 5 ‰ de celle de l’eau de porosité du
ou des sédiments d’essai; la température doit être préalablement réglée à celle
d’essai; l’oxygène dissous doit être de 90 à 100 % de la valeur à saturation
 

   Sédiment témoin négatif – échantillon de sédiment non contaminé régulièrement utilisé pour évaluer la
performance des organismes d’essai et l’acceptabilité de l’essai; ce sédiment peut
être naturel ou artificiel
 

   Organismes d’essai – juvéniles élevés au laboratoire; 3 à 4 semaines post-éclosion; poids sec moyen
par ver de 0, 06 à 0,5 mg au début de l’essai; normalement, 5 vers par enceinte
expérimentale
 

   Enceinte expérimentale – becher en verre de 300 mL (forme haute), couvert (p. ex., par un verre de
montre); diamètre intérieur ~ 7 cm
 

   Volume et épaisseur du
   sédiment humide

– 50 mL, couche ~ 2 cm

 

   Volume d’eau surnageante – 200 mL (jusqu’à la marque de 250 mL sur l’enceinte)
 

   Nombre de répétitions – on recommande $ 5 du terrain, chacune constituée d’un échantillon discret
(c’est-à-dire différent) du même site de prélèvement; pour chaque répétition
provenant du terrain, on doit en avoir $ 5 en laboratoire; dans le cas d’essais à
concentrations multiples sur un sédiment enrichi de contaminant effectués à des
fins réglementaires, il doit y avoir $ 5 répétitions de chaque concentration
(variante)
 

   Température – moyenne quotidienne de 23 ± 1 °C; mesure instantanée de 23 ± 3 °C
 

   Éclairage – éclairage surplombant en spectre continu (fluorescent ou l’équivalent); de 500 à
1 000 lux; photopériode de 16 h
 

   Aération –  on doit aérer l’eau surnageante de chaque enceinte pendant toute la nuit
précédant l’essai, de même que pendant l’essai; aération continue et minimale (p.
ex., de 2 à 3 bulles/s par enceinte) de manière à maintenir le taux de saturation
$ 90 %
 

   Alimentation – mouture 1/1 de flocons de nourriture pour poissons tropicaux (p. ex.,
TetraMarin ) et d’algue verte estuarienne broyée (du genre Enteromorpha);MC

2 mg (poids sec)/ver/service; administrée sous forme de suspension mouillée à
l’eau de mer, 3 fois par semaine
 

   Observations – facultatives :  nombre d’organismes/enceinte observés à la surface du sédiment,
de même que le comportement de ces derniers (1 fois par j ou moins
fréquemment)
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   Mesure des caractéristiques de         
   l’eau surnageante

– température,  $ 3 fois/semaine; OD, salinité, pH et ammoniac, au début et à la fin
de l’essai, ainsi que juste avant le renouvellement; mesures prises dans $ 1
enceinte représentative de chaque variante
 

   Paramètres de mesure – taux de survie et poids sec moyens dans chaque enceinte significativement
inférieurs à ceux des organismes témoins ou de référence (basés sur le
pourcentage moyen de survie et le poids sec moyen, mesurés pour chaque
variante); s’il y a lieu, CL50 après 14 j dans le cas d’essais à concentrations
multiples; s’il y a lieu, CIp pour le gain de poids
 

   Validité de l’essai – l’essai est invalide si le taux de survie après 14 j dans le sédiment témoin négatif
est < 90 %

 

Sédiment (ou matière particulaire semblable) prélevé sur le terrain
 

   Transport et entreposage – si l’échantillon > 7 °C, le refroidir jusqu’à cette température (glace ou sachets
réfrigérants); transport dans l’obscurité, entre 1 et 7 °C (de préférence, à
4 ± 2 °C); entreposage dans l’obscurité, à 4 ± 2 °C; l’essai devrait débuter dans
un délai de 2 semaines (et doit débuter dans un délai de 6 semaines)
 

   Sédiment de référence – $ 1 échantillon pour les essais avec du sédiment prélevé sur le terrain; prélevé
d’endroits qu’on présume non contaminés, à proximité de ceux d’où viennent
les sédiments d’essai (soit aux alentours de la même étendue d’eau); souvent
choisi dans le cadre d’essais toxicologiques à cause de ses similitudes
physicochimiques (p. ex., granulométrie et/ou teneur en carbone organique)
avec les sédiments d’essai
 

   Caractérisation de l’échantillon   – exigences minimales : analyse granulométrique (pourcentage de sable, de limon
et d’argile), teneur en carbone, taux d’humidité, ainsi que salinité, pH et teneur
en ammoniac de l’eau de porosité

   Préparation de l’échantillon – au besoin seulement, retirer les débris et les macro-organismes indigènes au
moyen de pincettes ou de doigts gantés, ou en passant l’échantillon au tamis
grossier (p. ex., 5 mm) par pression mécanique (sans utiliser d’eau);
homogénéisation en profondeur par malaxage manuel ou au moyen d’un
laminoir

Sédiment enrichi
 

   Caractérisation des produits             
   ajoutés 

– on devrait obtenir des données sur la stabilité, l’hydrosolubilité, la pression de
vapeur, la pureté et la biodégradabilité du ou des produits chimiques ajoutés au
sédiment témoin négatif (ou autre)
 

   Solvant – on devrait privilégier l’eau d’essai en guise de solvant; si on opte plutôt pour un
solvant organique, l’essai doit comprendre un témoin pour le solvant
 

   Préparation des mélanges – la marche à suivre dépend du plan d’expérience et des objectifs de l’essai; il
peut s’agir d’ajouter un ou plusieurs produits chimiques à une ou diverses
concentrations dans le sédiment témoin négatif ou le sédiment d’essai ou dans
l’eau surnageante du sédiment témoin négatif (ou d’autres); les mélanges
peuvent être préparés sous forme de suspensions, soit manuellement, soit par
agitation mécanique

   Concentrations des produits             
   ajoutés   

– normalement mesurées au début et à la fin de l’essai, en trois titres au moins :
élevé, moyen et faible

   Eau d’essai et de dilution – eau reconstituée si l’essai exige un niveau élevé de normalisation
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1997a, b). Le sédiment de chaque enceinte
devrait être lissé au moyen d’une spatule ou
en tapotant l’enceinte du côté de la main. 
On verse ensuite lentement l’eau d’essai
(§ 3.4) le long de la paroi du becher. 
 

Afin d’éviter le plus possible de perturber le
sédiment, on peut déposer à sa surface un
disque de Téflon , de polyéthylène ou deMC

nylon, découpé au diamètre intérieur de
l’enceinte, avant d’y verser l’eau  (EC,18

1992a, 1997a, 1997b; ASTM, 1994).  On ne
devrait mettre à ce moment que 150 mL
d’eau d’essai (ou de solution d’essai, selon
le cas), soit jusqu’à la marque de 200 mL
inscrite sur la paroi du becher.
 

Dans chaque enceinte, on devrait aérer l’eau
surnageante toute la nuit avant d’y introduire
les organismes, et continuer pendant toute la
durée de l’essai (§ 4.3).  On devrait couvrir
les enceintes au moyen d’un verre de montre
ou d’un couvercle en plastique transparent
avant et pendant la procédure expérimentale
afin de réduire au minimum l’évaporation et
les risques de contamination.  Si on utilise
une eau autre que celle d’élevage dans le
cadre de l’essai (§ 5.4 et 6.3), il pourrait être
recommandable ou nécessaire d’y acclimater
les organismes avant le début de l’essai, de
manière à éviter le plus possible de les

soumettre à des écarts de milieu trop
importants.  
 

Les organismes utilisés pour débuter l’essai
doivent être âgés de 3 à 4 semaines post-
éclosion au premier jour de l’essai (§ 2.3);
leur poids sec moyen doit alors osciller entre
0,06 et 0,5 mg.19

  

On doit mesurer la salinité de l’eau de
porosité de chaque sédiment ou autre
matière particulaire semblable avant de
commencer l’essai (USEPA, 1994b). En
présence de P. cornuta, cette salinité doit
toujours se situer entre 10 et 35 ‰ (§ 1.4 et
4.4; Corbin et al., 2000).  
 

Pour démarrer l’essai (soit au jour 0), on
devrait tamiser rapidement et en douceur des
parties du sédiment témoin négatif des
enceintes d’élevage d’âge connu (§ 2.3.10),
soit dans l’eau de ces enceintes, soit dans de
l’eau d’essai, à température et à OD
équilibrés (§ 3.4).  Les vers recueillis par le
tamis devraient ensuite être transférés
rapidement dans un bac d’inspection blanc
peu profond contenant de l’eau d’essai
équilibrée jusqu'à ce qu’environ le tiers ou la
moitié de la totalité des vers requis pour
l’essai aient été prélevés.  Les vers restés
dans leur tube mucoïde devraient en être

  On pourra facilement récupérer le disque (après18

avoir versé l’eau d’essai), en y attachant un

monofilament de nylon (ou d’un autre matériau non

toxique) de longueur suffisante.  On peut également

découper un sac de polyéthylène en forme de trou de

serrure (le cercle servira de disque, et la partie

allongée permettra de le récupérer).  Quel que soit le

moyen employé, le disque devrait être rincé à l’eau

d’essai si on veut le réutiliser pour préparer des

répétitions d’une même variante (on devrait

cependant utiliser un disque distinct pour chaque

variante).

  Plus petits, les animaux risquent d’être difficiles à19

trouver et à manipuler; trop gros, ils sont près

d’atteindre la maturité sexuelle, et pourraient donc

présenter des taux de croissance moins élevés.  Au

Centre des sciences environnementales de

l’Atlantique d’Environnement Canada, on a

déterminé, dans le cadre d’études effectuées avec

diverses tailles d’organismes d’essai (Doe et al.,

2000b), que la sensibilité des vers se trouvant dans la

fourchette prescrite, telle que mesurée au moyen

d’une série d’essais à concentrations multiples et d’un

sédiment contaminé normalisé, n’était pas influencée

par la taille, conformément aux mesures de la IC25 et

de la CL50 après 14 jours pour chaque catégorie. 
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délicatement extirpés au moyen d’un
pinceau d’artiste à soies fines (en poils de
chameau, p. ex.) afin qu’on puisse en
observer l’apparence et la vitalité.  On
devrait ensuite examiner de près tous les
vers transférés dans le bac sous un
microscope à dissection; les spécimens de
taille atypique, semblant maltraités, blessés
ou décolorés ou encore d’apparence
autrement inhabituelle devraient être écartés
de l’essai.  Les vers restants devraient être
ceux qui conviennent le mieux à l’essai (soit
ceux qui paraissent actifs, en santé et de
tailles similaires).  On devrait ensuite
transférer cinq de ces vers, choisis au hasard,
dans chacune des enceintes expérimentales. 
Il est préférable de manipuler ces
organismes le moins et avec le plus de soin
possible (§ 2.3.9) lorsqu’on les retire des
enceintes d’élevage d’âge connu pour
ensuite les transférer à celles d’essai.  
 

Les vers devraient être choisis de manière
impartiale avant d’être délicatement
transférés à la pipette, un à un, dans de petits
bechers, gobelets ou boîtes temporaires
contenant environ 25 mL d’eau d’essai
équilibrée, jusqu’à ce que chacun de ces
récipients de transfert contiennent cinq vers
(ASTM, 1994).  On recommande de vérifier
ce nombre en recomptant le contenu de
chaque récipient.  On devrait arrêter
l’aération dans les enceinte d’essai juste
avant d’y ajouter les organismes d’essai.  On
devrait ensuite verser délicatement le
contenu de chaque récipient de transfert dans
une des enceintes expérimentales; on devrait
rincer rapidement et avec grand soin (au
moyen d’eau d’essai équilibrée) les animaux
qui auraient adhéré aux récipients de
transfert.  Une fois tous les transferts
effectués, on devrait ajouter de l’eau d’essai
équilibrée à chaque enceinte, jusqu’à la

marque de 250 mL inscrite sur la paroi des
bechers.  On devrait ensuite couvrir chaque
enceinte et donner le temps aux vers de
s’installer dans le sédiment.  L’aération
devrait alors être reprise, vérifiée et réglée
au besoin (§ 4.3).
 

En cours de transfert, on devrait sélectionner
au hasard neufs récipients contenant cinq
vers chacun afin de déterminer le poids sec
initial des organismes mis à l’essai.  Après
avoir divisé aléatoirement ces neuf
récipients en trois groupes de trois, on
devrait rincer brièvement (§ 4.7) tous les
organismes de chaque groupe (c.-à-d., cinq
organismes) et les combiner (n = 15) dans
une nacelle préalablement pesée.  Les trois
nacelles contenant chacune 15 vers devraient
ensuite être séchées et pesées afin de
calculer le poids sec moyen initial (± l’écart-
type) des organismes d’essai au jour 0.  La
procédure utilisée pour déterminer le poids
sec initial de chaque répétition (de même
que le poids sec moyen de chaque ver)
devrait être la même que celle employée
pour mesurer le poids sec des vers à la fin de
l’essai (§ 4.7).
 

4.2  Conditions expérimentales
 

C L’essai de 14 jours dont il est question
ici vise à mesurer la toxicité
sédimentaire; l’eau surnageante doit être
renouvelée au jour 7 seulement.

  

C Les enceintes expérimentales sont des
bechers en verre de 300 mL (forme
haute) présentant un diamètre intérieur
d’environ 7 cm, chacun recouvert d’un
verre de montre ou d’un couvercle en
plastique transparent.

 

C Les sédiments témoins et d’essai doivent
constituer une couche uniforme de
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50 mL, d’une épaisseur approximative
de 2 cm, et être recouverts d’une colonne
d’eau surnageante de 200 mL.

 

C L’essai doit se dérouler à une
température moyenne quotidienne (eau
surnageante) de 23 ± 1 °C; les
températures instantanées doivent
toujours être de 23 ± 3 °C.

 

C Les enceintes doivent être éclairées selon
une photopériode de 16 h au moyen de
lampes en spectre continu (fluorescentes
ou l’équivalent) produisant de 500 à
1 000 lux près de la surface de l’eau
surnageante.

 

C L’eau surnageante devrait être aérée
continuellement à un régime minimal
(§ 4.3).  

 

C Les organismes de chaque enceinte
doivent être nourris trois fois par
semaine (§ 4.5). 

 

C Pour être valide, l’essai doit se solder par
un taux de survie moyen $ 90 % pour les
animaux du sédiment témoin négatif.

 

4.3  Oxygène dissous et aération
 
Dans chaque enceinte, on devrait aérer
continuellement l’eau surnageante toute la
nuit précédant le début de l’essai (§ 4.1), et
continuer pendant toute la durée de l’essai. 
Pour ce faire, on devrait employer de l’air
comprimé, filtré au besoin pour qu’il soit
exempt d’huile, et acheminé dans les
enceintes sous forme de bulles au moyen de
pipettes en verre jetables.  La pointe de ces
dernières devrait être suspendue environ
3 cm au-dessus de la surface du sédiment. 
Le débit d’air doit demeurer modéré et
régulé; le régime d’aération (p. ex., 2 à 3

bulles/s) devrait permettre de maintenir une
concentration en OD $ 90 % de saturation
dans l’eau surnageante, sans toutefois
perturber la surface du sédiment (EC, 1997a,
b).  Pour réguler ce débit, on peut se servir
d’appareils accouplés en acier inoxydable,
lequel ne présente aucun risque de toxicité. 
On devrait régulièrement (quotidiennement,
p. ex.) observer le débit d’air dans chaque
enceinte pendant toute la durée de l’essai, et
le régler au besoin.  L’aération ne doit en
aucun cas troubler la surface sédimentaire.

 

4.4  Salinité et renouvellement de       
l’eau surnageante

 

La salinité de l’eau surnageante utilisée dans
le cadre d’un essai doit se situer à l’intérieur
des seuils de tolérance des spécimens
juvéniles de P. cornuta, soit entre 10 et 35
‰ (§ 1.4).   Au moment de son ajout dans
les enceintes, l’eau d’essai/surnageante doit
présenter une salinité se situant à ± 5 ‰ de
celle de l’eau de porosité du ou des
sédiments d’essai (Corbin et al., 2000;
§ 3.4).  Pour s’en assurer, on doit
préalablement mesurer cette dernière pour
chaque échantillon de sédiment d’essai
(contaminé).  La salinité de l’eau
surnageante destinée aux essais devrait être
réglée en fonction de la moyenne des
salinités enregistrées pour un ou plusieurs
des échantillons de sédiment d’essai
provenant d’un endroit donné (EC, 1998). 
Dans les cas (isolés) où la salinité de l’eau
de porosité d’un des échantillons s’écarte de
plus de 5 ‰ de la valeur moyenne, on doit
l’ajuster et conduire l’essai avec diverses
eaux de porosité (deux ou plus) pour
s’assurer qu’elles ne diffèrent jamais de plus
de 5 ‰.
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Pour un essai donné, la salinité de chaque lot
d’eau initialement versée dans l’enceinte et
utilisée pour le renouvellement de la colonne
au jour 7 ne devrait pas différer de plus de
2 ‰.  L’eau ajoutée en cours d’essai doit
toujours provenir du même lot, tandis que
celles du début de l’essai et du
renouvellement au jour 7 doivent provenir
de la même source (origine).  La section 3.4
contient des renseignements utiles sur la
mise au point de la salinité de l’eau de mer
destinée aux essais.  
 
On a déjà démontré que le fait de renouveler
l’eau surnageante sur une base
hebdomadaire dans le cas de plans
expérimentaux tel que celui recommandé
aux présentes permet de maintenir une
bonne qualité d’eau tout en réduisant au
minimum les pertes de contaminants drainés
du sédiment (USEPA, 1990a; USACE,
1995).  Au jour 7 de l’essai, on devrait
retirer le couvercle et cesser l’aération de
chaque enceinte.  On devrait ensuite
siphonner environ 80 % de la colonne d’eau
et la remplacer rapidement par de l’eau
d’essai préalablement équilibrée en ce qui a
trait à sa température et à son oxygène
dissous (§ 3.4).  Lors de ces opérations, on
devrait prendre soin de perturber le moins
possible le sédiment; pour ce faire, on
recommande de positionner soigneusement
le siphon, d’observer continuellement l’eau
surnageante et le sédiment pendant le
siphonnage, de verser lentement l’eau de
renouvellement le long de la paroi intérieure
de l’enceinte et d’utiliser un disque placé
temporairement au-dessus de la surface du
sédiment pour mieux répartir la force de
l’eau entrante (§ 4.1).

 

4.5  Nourriture et alimentation

On doit nourrir les organismes de chaque
enceinte expérimentale trois jours non
consécutifs par semaine (p. ex., les lundis,
mercredis et vendredis), à partir du jour 0 et
pendant toute la durée de l’essai.  Si on doit
procéder le jour du renouvellement de l’eau
(§ 4.4), on doit le faire après cette opération,
afin de réduire au minimum les pertes de
nourriture.
  

Étant donné que le poids sec moyen des vers
constitue un des principaux paramètres de
mesure de l’essai, il est essentiel que la
ration de nourriture distribuée dans chaque
enceinte, à chaque service, soit identique. 
La ration offerte doit produire chez les
animaux en cours d’essai des taux de survie
et de croissance acceptables, sans être trop
généreuse.  On doit éviter de donner des
rations supplémentaires ou supérieures à
celles recommandées aux présentes,
puisqu’on risquerait ainsi de modifier la
biodisponibilité des contaminants
sédimentaires, de favoriser la croissance de
bactéries ou de champignons
microscopiques à la surface du sédiment ou
d’affecter la normalisation de l’essai.
 

La nourriture devrait être constituée d’une
mouture à parts égales et bien amalgamée de
flocons pour  poissons tropicaux
(TetraMarin , p. ex.)  et d’algue verteMC 20

estuarienne (du genre Enteromorpha ) .  On21

  On peut se procurer ce type de flocons et d’autres20

chez la plupart des fournisseurs d’aliments pour

poissons tropicaux.

  L’algue Enteromorpha est prélevée dans des21

étangs à marées ou des vasières estuariennes,

asséchée par capillarité (tamponnement), étendue en

fine couche sur un plateau, puis séchée à l’étuve (p.
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peut réfrigérer le mélange (à 4 ± 2 °C) dans
un contenant scellé jusqu’à ce qu’on
l’utilise.  Quand vient le temps de nourrir les
animaux, on devrait d’abord peser la
quantité de mélange sec requise pour toutes
les répétitions (en prévoyant un surplus
d’environ 25 %).  On devrait ensuite
l’humidifier légèrement à l’eau d’essai dans
un becher ou autre contenant approprié. Ce
mélange devrait être écrasé à l’aide d’un
mortier et d’un pilon, et on devrait y ajouter
d’autre eau d’essai jusqu’à ce qu’on
obtienne une préparation contenant 25 mg
de nourriture sèche par mL d’eau d’essai. 
On doit ensuite servir à la pipette la
suspension ainsi obtenue aux animaux de
chaque enceinte sous forme d’inoculum de
0,4 mL (équivalant à environ 10 mg de
mélange sec).  On devrait constamment
agiter la préparation pendant le service afin
d’en assurer l’homogénéité.  Cette ration
doit être retenue tout au long de l’essai et ce,
même si des animaux meurent en cours de
route (USEPA, 1990b; ASTM, 1994;
USACE, 1995).      

4.6  Observations et mesures en   
cours d’essai

 
À chaque service, on devrait prendre des
notes détaillées sur le type d’aliments et les
rations distribuées dans chaque enceinte, et
consigner l’aspect de la surface sédimentaire
(c’est-à-dire tout signe de croissance

bactérienne ou fongique).  On recommande
également de noter tout événement anormal
et/ou imprévu (p. ex., vers émergeant du
sédiment, débit d’air interrompu ou excessif,
turbidité de l’eau surnageante) à chaque
période d’observation.

Selon les objectifs de l’essai ou la clarté de
la colonne d’eau, il pourrait valoir la peine
d’examiner régulièrement (quotidiennement,
de préférence) chaque enceinte pour
observer et enregistrer le nombre de vers à la
surface du sédiment.  Il est cependant à noter
que ce type d’observation, visant à détecter
les réactions d’évitement des organismes
d’essai, est parfois difficile, voire impossible
à effectuer à cause de la turbidité de l’eau
surnageante.

La température de l’eau surnageante doit
être mesurée au début de l’essai, puis au
moins trois jours non consécutifs par
semaine (p. ex., les lundis, mercredis et
vendredis) jusqu’à la fin de l’expérience. 
On recommande cependant de mesurer la
température plus souvent (soit tous les
jours). Ces mesures doivent être prises dans
au moins une enceinte représentative de
chaque variante.  On recommande en outre
de mesurer continuellement, le cas échéant,
la température de l’eau des bains ou de l’air
des pièces régulées/caissons climatiques
utilisés pendant l’essai.   
 

On doit également mesurer la concentration
en oxygène dissous de la colonne d’eau d’au
moins une enceinte représentative de chaque
variante au début de l’essai, juste avant son
renouvellement et à la fin de l’essai.  Ici
aussi, on recommande de procéder à des
mesures plus fréquentes (quotidiennes ou
trois jours non consécutifs par semaine),
surtout en présence de sédiments qui ont une

ex., à 50 °C pendant au moins 24 heures; Reish et

Oshida, 1987).  Quand elle est bien sèche, on la moud

grossièrement.  Pour préparer le mélange 1/1

d’Enteromorpha déshydratée et de TetraMarin , onMC

en mélange des parts égales (de 5 mg, p. ex.) et on

écrase le tout en fine poudre au moyen d’un

mélangeur d’aliments domestique.  La poudre est

ensuite conservée dans un contenant étanche.
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demande élevée en oxygène.  Pour ce faire,
on recommande l’emploi d’une sonde et
d’un oxymètre étalonné.  Afin de réduire au
minimum les risques de contamination
croisée, la sonde doit être rincée dans de
l’eau désionisée ou distillée entre chaque
échantillon.  On devrait vérifier
fréquemment et régulièrement la position de
la pointe de la pipette dans chaque enceinte
et le régime d’aération (§ 4.3) tout au long
de l’essai, et faire les réglages requis au
besoin.

Si, à tout moment durant l’essai, on
s’aperçoit que le débit d’air à une ou
plusieurs enceintes expérimentales a été
interrompu, on doit mesurer la concentration
de l’oxygène dissous dans l’eau surnageante
et rétablir le débit à un régime modéré. 
Toute mesure indiquant que l’OD a chuté
sous la barre du 60 % de saturation (ASTM,
1994) doit être notée dans le rapport d’essai
(§ 7.1) et considérée dans l’interprétation
des résultats.  Dans au moins une enceinte
représentative de chaque variante, on doit
déterminer les valeurs de la salinité et du pH
de la colonne d’eau au début et à la fin de
l’essai, de même que juste avant le
renouvellement de l’eau.  Ces mesures
peuvent être prises au moyen de sondes et
d’appareils étalonnés.  Ici aussi, les sondes
doivent être rincées à l’eau désionisée ou
distillée entre chaque échantillon.  
 

On doit mesurer les concentrations
d’ammoniac de l’eau surnageante
(ammoniac total; p. ex., APHA et al., 1998)
d’au moins une enceinte représentative de
chaque variante, et ce, au début (avant
l’introduction des organismes) et à la fin de
l’essai, ainsi que juste avant de renouveler
l’eau au jour 7. Pour ce faire, on peut utiliser
une électrode à membrane sélective ou

extraire des aliquotes de la colonne d’eau. 
Encore ici, les sondes utilisées doivent être
soigneusement inspectées immédiatement
après chaque lecture, et rincées à l’eau
désionisée ou distillée entre chaque
échantillon.  Dans le cas de mesures
requérant l’extraction d’aliquotes, on devrait
utiliser une pipette pour extraire délicatement
le volume d’eau requis, lequel devrait être
pris à une profondeur d’environ 1 à 2 cm au-
dessus de la surface sédimentaire.  On ne doit
jamais prendre plus que 10 % du volume de
l’eau surnageante à cette fin.  Pour chaque
mesure, la concentration d’ammoniaque non
ionisé devrait être calculée en fonction de la
salinité et du pH concomitants, en
considérant également la température de
l’essai (Trussell, 1972; Bower et Bidwell,
1978; USEPA, 1985a). 
 

4.7  Fin de l’essai
 

L’essai prend fin après 14 j.  Juste avant de
tamiser le contenu d’une enceinte
expérimentale, on devrait pipetter tous les
organismes morts ou vivants observés à la
surface du sédiment.  Les spécimens
complètement inactifs mais qui ne semblent
pas morts (p. ex., qui ne présentent pas de
signes de décomposition) devraient être mis
dans une boîte de Petri ou un autre récipient
convenable contenant de l’eau d’essai afin
d’y être examinés de près au moyen d’une
loupe ou d’un microscope de faible
puissance. On peut les pousser doucement à
l’aide d’un instrument pointu afin de
confirmer l’absence de signes de vie (comme
la contraction de parapodes) et, le cas
échéant, les compter comme morts.  
 

Le nombre d’animaux morts et vivants
récupérés à la pipette devrait être consigné. 
On devrait jeter les vers morts et mettre les
spécimens vivants dans une nacelle
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numérotée ou autre petit récipient du même
type; ce récipient devrait contenir un volume
d’eau d’essai suffisant pour rincer les vers et
les conserver brièvement jusqu’à ce que tous
les survivants de l’enceinte aient été extirpés
du sédiment puis mis et rincés dans le
récipient.
 

Le temps requis pour tamiser et examiner
tous les organismes devrait être le même
d’une enceinte à l’autre.  Pour s’assurer que
cette opération est adéquatement exécutée,
on recommande que le personnel de
laboratoire qui en est chargé ait
préalablement démontré sa capacité de
récupérer une moyenne d’au moins 90 %
d’organismes de tailles similaires du
sédiment  (USEPA, 1994a; EC, 1997a, b).22

 Le contenu de chaque enceinte devrait être
passé dans un tamis à maillage de 0,5 mm
(USEPA, 1990b; ASTM, 1994; Arenicola
Marine, 1994; Pocklington et al., 1995) ou,
si on le préfère, à travers une série de
crépines empilées (aux maillages de 2,0, de
1,0 et de 0,5 mm; USACE, 1995).  On
devrait secouer le tamis dans un bac
contenant de l’eau d’essai, plutôt que le
rincer au jet d’eau, pour en éliminer le
sédiment (USEPA, 1990b).  Le refus des
tamis devrait être délicatement rincé dans un
bac blanc, contenant lui aussi de l’eau
d’essai, où on pourra l’examiner de près
pour y déceler les organismes semblant
morts ou vivants. Les vers restés dans leur

tube devraient être doucement poussés à en
sortir; s’ils ne réagissent pas, on devrait les
retirer en disséquant soigneusement le tube.23

  

On devrait examiner de près au moyen d’une
loupe ou d’un microscope à dissection tous
les organismes qui semblent ou sont morts. 
Ceux-ci devraient être doucement poussés
afin de confirmer l’absence de signes de vie
(comme la contraction de parapodes) avant
de les inclure dans les taux de mortalité.  
 

On doit compter tous les animaux vivants
récupérés de l’eau surnageante ou du
sédiment d’une enceinte donnée, les mettre
ensemble dans une nacelle de pesée
numérotée ou un autre petit récipient du
même type, puis les rincer pendant moins de
cinq secondes à l’eau désionisée ou distillée
pour retirer l’eau salée et le sédiment qui y
auraient adhéré.  Après le rinçage, le groupe
de survivants devrait être transféré (avec le
moins d’eau possible) dans une nacelle de
pesée en aluminium propre ayant été
préalablement numérotée, pesée et conservée
dans un dessicateur.  L’eau encore présente24

dans la nacelle devrait ensuite être retirée au

L’USEPA (1994a) recommande d’évaluer la22  

capacité de récupération d’organismes conformément

à la méthode décrite par Tomasovic et al. (1995), soit

en mettant les vers dans un sédiment témoin négatif

pendant une heure, puis en procédant au tamisage de

ce dernier, suivant les techniques utilisées pour vider

les enceintes à la fin de l’essai.

Il est très important d’examiner tous les tubes (y23  

compris ceux qui sont brisés), en les sondant

délicatement pour vérifier s’ils contiennent des vers

qui pourraient autrement être comptés comme

manquants ou présumés morts.  Il est en outre

important de procéder avec soin quand on tamise le

sédiment ou on extirpe les animaux de leurs tubes,

puisque ces organismes se fragmentent facilement.  On

recommande donc l’emploi d’un pinceau d’artiste à

soies fines pour sonder les tubes.

Il pourrait s’avérer utile de faire sécher les nacelles24  

de pesée à l’étuve pendant au moins 48 heures pour

obtenir des pesées plus uniformes, étant donné que les

dépôts cireux qui peuvent s’y former pourraient être

porteurs d’erreurs (G.T. Ankley, communication

privée, USEPA, Duluth, MN, 1994).
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moyen d’une pipette en verre jetable, ou en
« l’absorbant » à l’aide d’un pinceau à soies
fines (lequel peut être asséché avec un
essuie-tout).
  
Les diverses nacelles contenant chacune le
groupe de survivants de chaque enceinte
(répétition) sont ensuite mises dans une
étuve et séchées pendant 24 heures à 60 °C
(EC, 1997a, b).  Dès leur sortie de l’étuve,
les nacelles doivent être transférées sans
délai dans un dessicateur. On devrait ensuite
les en retirer lorsqu’elles ont refroidi, en
procédant immédiatement  à la pesée, à25

10 µg près, sur une balance fidèle jusqu’à
cette limite de pesée.  On doit ainsi calculer
le poids sec moyen par ver survivant pour
chaque groupe d’essai (§ 4.8).
 

Pour vérifier le gain en eau des nacelles à
peser, on devrait remettre la première
nacelle dans le dessicateur et la peser de
nouveau après toutes les autres.  L’écart
enregistré ne devrait pas être supérieur à
5 %; le cas échéant, il pourrait s’avérer
nécessaire de remettre les nacelles à sécher
pendant au moins 2 heures et de reprendre
les opérations de pesée.  Quelques-unes des
nacelles devraient être tarées, séchées et
pesées sans organismes. Les résultats
devraient se conformer aux normes de
maîtrise de la qualité du laboratoire
(USEPA, 1994a; EC, 1997a, b).   

 

4.8  Paramètres de mesure et calculs
  

Les paramètres de mesure biologiques de cet
essai de 14 j visant à déterminer la toxicité de
sédiments entiers sont le taux de survie et le
poids sec; on en évalue les réductions
potentielles en fin d’essai en les comparant
aux résultats obtenus au sein de répétitions en
groupes de référence et/ou témoins (§ 5.6 et
6.5).  On retient le plus marqué des deux
effets comme indication définitive de la
toxicité.      
 

Après une exposition de 14 j, on doit
enregistrer les nombres de vers morts et
vivants pour chaque répétition, y compris les
groupes témoins.  Les spécimens manquants,
présumés morts ou désintégrés en cours
d’essai, sont calculés dans le taux de
mortalité.  On détermine ensuite le poids sec
total des groupes de survivants de chaque
répétition.
 

Pour chaque variante, il faut calculer les deux
paramètres statistiques suivants : 
 

C le pourcentage moyen (± 1F) de vers
ayant survécu à l’exposition de 14 j;

 

C le poids sec moyen (± 1F) par ver
survivant, tiré du poids total du groupe
auquel il appartient.

 

L’essai est invalide s’il se solde par un taux
de survie moyen < 90 % pour les vers
exposés 14 j au sédiment témoin négatif
(ASTM, 1994; USACE, 1995).    
 

On peut avoir recours à divers procédés
statistiques pour évaluer les résultats de
l’essai.  On traite en profondeur des diverses
options, considérations et méthodes de calcul
possibles dans des rapports publiés par
l’United States Environmental Protection
Agency (USEPA, 1998, 1994a)

 Les organismes séchés étant susceptibles25

d’absorber de la vapeur d’eau, on devrait procéder le

plus vite possible et prendre toujours le même temps

pour chaque pesée.  On doit en même temps prendre

toutes les précautions requises pour ne pas perdre

d’organismes en raison de gestes trop précipités et de

l’électricité statique que les vers secs peuvent

engendrer. 
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 et Environnement Canada (EC, 2001c).  Le
choix du traitement statistique dépend du
plan d’expérience et peut différer selon qu’il
y ait présence ou non de répétitions
d’échantillons de sédiment ou de multiples
concentrations de substances/matériaux à
l’essai.  On peut consulter les sections 5 et 6
pour obtenir de plus amples renseignements
à ce sujet.
 

4.9  Essais avec toxique de référence
 

Il est nécessaire de faire systématiquement
appel à un toxique de référence pour évaluer,
dans des conditions normalisées, la
sensibilité relative des organismes juvéniles
de P. cornuta provenant d’un ou de
plusieurs élevages destinés à la mesure de la
toxicité de sédiments.  Les essais employant
un toxique de référence servent également à
démontrer la précision et la fiabilité des
données obtenues par le personnel du
laboratoire relativement à la substance
étudiée, toujours en conditions normalisées. 
Les essais les plus couramment utilisés
parallèlement à ceux de survie et de
croissance de vers polychètes visant à
mesurer la toxicité sédimentaire sont ceux
dans l’eau seulement avec un toxique de
référence (USEPA, 1990b; ASTM, 1994;
USACE, 1995; annexe F).  Il existe, on
continue de mettre au point et on prévoit la
diffusion croissante des méthodes
d’enrichissement de sédiments par l’ajout
d’un toxique de référence ainsi que des
modes opératoires pour des essais
toxicologique employant un sédiment
enrichi (Burton, 1991; Suedel et al., 1993;
EC, 1995).  
 

Conformément aux directives de l’USEPA
(1990b), de l’ASTM (1994), de l’USACE
(1995) et d’Environnement Canada (1997a,
b), l’essai de référence recommandé pour

toutes les études toxicologiques employant
P. cornuta est un essai en conditions
statiques de 96 h dans l’eau seulement
utilisant du chlorure de cadmium.  On
pourra le compléter ou le remplacer par un
ou plusieurs essais portant sur au moins un
sédiment enrichi d’un ou de plusieurs
toxiques de référence quand les modes
opératoires convenables seront normalisés. 
À cet égard, on devrait consulter le guide
d’Environnement Canada (EC, 1995) si on a
recours à un tel procédé pour valider les
résultats de mesures toxicologiques
employant P. cornuta.
 

Le tableau 3 constitue une liste de contrôle
des conditions et modes opératoires
recommandés pour la réalisation d’un essai
en conditions statiques de 96 h dans l’eau
seulement utilisant P. cornuta.  On y
recommande d’employer dix organismes
d’élevage de 3 à 4 semaines post-éclosion
par enceinte pour démarrer l’essai. L’essai
s’effectue à au moins cinq concentrations et
un témoin (c’est-à-dire de l’eau témoin/de
dilution seulement), à raison d’une répétition
ou plus par variante.  Les enceintes
recommandées sont des jarres ou des
bechers de forme haute en verre d’une
capacité de 250 ou de 300 mL ayant un
diamètre intérieur d’environ 7 cm; on
recommande un volume de solution de
200 mL par enceinte.  Ces solutions ne sont
pas aérées pendant l’essai et les enceintes
sont normalement couvertes pour réduire au
minimum les risques de contamination et les
pertes par évaporation (EC, 1997a, b).  Les
organismes ne devraient pas être nourris
pendant l’essai.
 

La température et l’éclairage sont les mêmes
que ceux prescrits pour les essais
toxicologiques définitifs (§ 4.2; tableaux 2 et
3).  On doit compter tous les jours le nombre
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d’organismes morts ou moribonds dans
chaque enceinte.  La température, l’oxygène
dissous, le pH et la salinité de chaque
variante sont mesurés au début et à la fin de
l’essai.  Les paramètres de mesure sont le
taux de survie moyen pour chaque variante
et la CL50 après 96 h.  Pour être valide,
l’essai de référence doit se solder par un
taux de survie moyen $ 90 % dans l’eau
témoin (tableau 3).      
 

Pour choisir un toxique de référence
convenable, on pourrait notamment se
fonder sur les critères suivants (EC, 1990,
1995) :
 

C la disponibilité du produit à l’état pur;
 

C la durée utile (stabilité) du produit à long
terme; 

 

C la possibilité de répartir uniformément le
produit dans un substrat non contaminé;

 

C une bonne relation entre la dose du
produit et la réaction de l’organisme
d’essai;

 

C la stabilité du produit dans une solution
aqueuse;

 

C le peu de dangers auxquels le produit
expose ses utilisateurs;

 

C la facilité de doser le produit avec
précision;

 

C la connaissance de l’influence de la
qualité de l’eau (pH, salinité, etc.) sur la
toxicité du produit pour l’organisme
d’essai; 

 

C la connaissance de l’influence des
caractéristiques physicochimiques du
sédiment (granulométrie, teneur en
carbone organique, etc.) sur la toxicité
du produit pour l’organisme d’essai.  

 

On a fréquemment eu recours à du chlorure
de cadmium comme toxique de référence
parallèlement à des mesures de la toxicité
chronique de sédiments employant P.
cornuta ou d’autres espèces de vers
polychètes marins ou estuariens (USEPA,
1990b; ASTM, 1994; Arenicola Marine,
1994; Pocklington et al., 1995; USACE,
1995); on l’utilise couramment en
concomitance avec des essais toxicologiques
se servant d’amphipodes marins ou
estuariens (EC, 1992a).  Les essais de
référence employant ce produit dans l’eau
seulement doivent être effectués soit tous les
mois avec les élevages de P. cornuta établis
par le laboratoire, soit en même temps que
l’essai ou les essais toxicologiques définitifs. 
On devrait également se servir de ce toxique
de référence et de la procédure décrite aux
présentes pour évaluer le comportement de
tout élevage récemment établi par le
laboratoireà partir de nouveaux géniteurs
avant de l’utiliser pour produire des
organismes d’essai (§ 2.3.1). 
 

Chaque essai de référence devrait être
effectué dans une eau témoin/de dilution
présentant une salinité uniforme, étant donné
que cette variable pourrait influencer la
toxicité du cadmium d’un essai à l’autre. 
Dans le cas d’essais toxicologiques
employant P. cornuta, on recommande de
maintenir cette salinité à 28 ± 2 ‰. 
 

Environnement Canada a publié des rapports
pertinents sur le choix, la réalisation et
l’utilité des essais toxicologiques de
référence dans l’eau seulement (EC, 1990)
ou avec un sédiment enrichi (EC, 1995).  On
conseille au personnel de laboratoire peu
expérimenté en la matière de les consulter
avant de procéder. 
 

Il incombe au laboratoire de prouver qu’il
peut obtenir des résultats constants et précis
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en présence d’un ou de plusieurs toxiques de
référence, avant de passer aux essais
définitifs de survie et de croissance de P.
cornuta dans un sédiment contaminé.  Pour
ce faire, le personnel devrait d’abord
déterminer la précision intralaboratoire de
ses résultats, exprimée sous forme de
coefficient de variation (CV), en effectuant
au moins 5 essais utilisant le toxique de
référence en présence de divers groupes de
P. cornuta provenant d’élevages distincts
d’âge connu (§ 2.3.10) établis dans leurs
installations (USEPA, 1994a; EC, 1997a, b). 
Pour ces essais préliminaires, on devrait
employer les concentrations, types/origines
d’eau d’essai et modes opératoires décrits au
tableau 3.  Les essais de référence
systématiques (mensuels) employant le
chlorure de cadmium devraient eux aussi se
conformer à ce mode opératoire.  On devrait
choisir une série de concentrations  dont au26

moins deux, conformément aux résultats
préliminaires, peuvent produire des taux
partiels de mortalité et permettre le calcul
d’une CL50 après 96 h dont l’étroitesse de
l’intervalle de confiance est acceptable
(§ 6.5).  On devrait consulter la section 1.4
pour obtenir de l’information sur les CL50
antérieures du chlorure de cadmium (après
96 h) dans le cadre d’essais toxicologiques
de référence dans l’eau seulement utilisant
P. cornuta suivant les conditions et modes
opératoires décrits aux présentes.
 

Les solutions mères de chlorure de cadmium
de qualité « réactif » ne devraient être
préparées que le jour même et ce, à partir
d’eau désionisée.  On recommande une

concentration de 1 000 mg de cadmium par
litre.  La concentration en cadmium de
chaque solution mère (en mg/L) devraient
être confirmées par des analyses chimiques
effectuées conformément à des procédures
reconnues et normalisées (p. ex., celles
décrites dans APHA et al., 1998). 
 

Une fois les solutions préparées, on devrait
au moins tirer des aliquotes des
concentrations témoin, faibles, moyennes et
élevées et en faire l’analyse immédiatement,
ou plus tard si la CL50 s’écarte de la zone de
confiance.  Si on doit les ranger en vue
d’une analyse ultérieure, les aliquotes et les
solutions mères doivent être acidifiées
(APHA et al., 1998) et conservées dans
l’obscurité  à 4 ± 2 °C.  Les aliquotes devant
être analysées chimiquement devraient l’être
peu de temps après la fin de l’essai
toxicologique.  Il est préférable de mesurer
les concentrations dans les mêmes solutions
d’essai à la fin de ce dernier, après avoir
effectué les observations biologiques.  Le
calcul des CL50 devrait se fonder sur la
moyenne géométrique des concentrations
mesurées si celles-ci diffèrent de manière
appréciable (soit de 20 % ou plus) des
valeurs nominales et si  l’exactitude des
analyses chimiques est satisfaisante.

Quand on dispose d’un nombre suffisant de
données (EC, 1990, 1995, 2001c), on doit
porter successivement sur une carte de
contrôle toutes les CL50 comparables (c’est-
à-dire issues d’eaux témoin/de dilution de
mêmes salinité et origine/type) dérivées
d’essais toxicologiques employant du
chlorure de cadmium, et déterminer si les
résultats sont à ± 2 écarts-types des résultats
d’essais antérieurs employant le même
toxique et le même mode opératoire.  On
doit ainsi construire et mettre à jour une
carte de contrôle pour chaque procédure 

  Se reporter à l’annexe I pour obtenir des conseils26

quant au choix de la série de concentrations

appropriée.  Chacune de ces dernières devrait

correspondre à au moins 50 % de celle qui la précède. 
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Tableau 3 Liste de contrôle des conditions et des modes opératoires recommandés pour    
les essais toxicologiques de référence dans l’eau seulement avec Polydora
cornuta

Type d’essai – essai toxicologique de 96 h dans l’eau seulement, en conditions

statiques
 

Toxique de référence – chlorure de cadmium
 

Fréquence de l’essai – une fois par mois ou parallèlement à l’essai ou aux essais définitifs

sur des échantillons de sédiment
 

Solutions d’essai – une solution témoin et au moins cinq concentrations d’essai
 

Renouvellement des solutions – aucun
 

Eau témoin/de dilution – eau d’élevage ou autre eau de mer non contaminée; eau de mer

reconstituée si on recherche un niveau élevé d’uniformité; salinité,

normalement à 28 ± 2 ‰; oxygène dissous, de 90 à 100 % de

saturation lorsque utilisé dans l’essai
 

Organismes d’essai – P. cornuta juvéniles d’élevage, de 3 à 4 semaines post-éclosion au

début de l’essai; poids sec moyen par ver doit être de 0,06 à 0,5 mg

au début de l’essai; 10 vers par enceinte expérimentale
 

Substrat pour les organismes d’essai – aucun
 

Enceintes expérimentales – jarres ou bechers en verre (forme haute) de 250 ou de 300 mL, d’un

diamètre intérieur d’environ 7 cm, avec couvercle ou verre de

montre
 

Volume de solution d’essai – 200 mL
 

Nombre de répétitions – une ou plus par concentration
 

Température – moyenne quotidienne de 23 ± 1 °C; mesures instantanées de

23 ± 3 °C
 

Éclairage – éclairage surplombant en spectre continu (fluorescent ou

l’équivalent); de 500 à 1 000 lux; photopériode de 16 h
 

Aération – aucune
 

Alimentation – aucune
 

Observations – vérifier quotidiennement le nombre d’organismes morts ou

moribonds dans chaque enceinte
 

Mesures de la qualité de l’eau – au début et à la fin de l’essai, pour chaque variante, mesure de l’OD,

de la salinité, du pH et de la température
 

Paramètres de mesure – taux de survie moyen pour chaque variante, CL50 après 96 h
 

Validité de l’essai – l’essai est invalide si le taux de survie après 96 h dans l’eau témoin

est < 90 % 
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employée (salinité ou origine/type d’eau
témoin/de dilution divergeants). Ces cartes
de contrôle devraient situer le logarithme de
la concentration sur un axe vertical, et la
date ou le numéro de l’essai sur l’axe
horizontal.  Chaque nouvelle CL50 pour le
toxique de référence devrait être comparée
aux limites établies sur la carte, et jugée
acceptable si elle se trouve à l’intérieur de la
zone de confiance.  

On devrait se servir du logarithme de la
concentration (y compris de la CL50) dans
tous les calculs de moyennes et d’écarts-
types, ainsi que dans toutes les constructions
graphiques.  Cette pratique reflète une
adhésion à l’hypothèse selon laquelle chaque
CL50 est estimée en fonction des
logarithmes des concentrations.  On peut
construire la carte de contrôle en reportant
les valeurs logarithmiques de la moyenne et
de ± 2 écarts-types sur du papier graphique,
ou en convertissant ces données en valeurs
arithmétiques, lesquelles pourront ensuite
être reportées sur l’échelle appropriée d’une
feuille de papier semi-logarithmique.  Si les
CL50 n’obéissent pas à la loi log-normale, il
pourrait s’avérer préférable d’opter pour une
moyenne et un écart-type arithmétiques.

Pour chaque CL50 successive du toxique de
référence, on devrait recalculer la moyenne
des valeurs logarithmiques connues ainsi
que les limites de la zone de confiance
(± 2 F) et ce, jusqu’à ce que les statistiques
se stabilisent (EC, 1990; 1995; 2001c).  Si
une CL50 donnée tombait à l’extérieur de
ces limites, on mettrait en doute la
sensibilité des organismes d’essai de même

que le rendement et la précision de l’essai.
Étant donné que de tels résultats pourraient
se produire dans 5 % des cas par le simple
jeu du hasard, l’obtention d’une seule CL50
aberrante ne serait pas nécessairement un
signe de sensibilité anormale de la culture ou
de précision insatisfaisante des résultats
toxicologiques; ce serait plutôt un
avertissement.  On devrait alors procéder à
un examen approfondi des conditions et
modes opératoires d’élevage et d’essai. 
Selon les résultats de cet examen, il pourrait
s’avérer nécessaire de reprendre l’essai de
référence, d’obtenir de nouveaux géniteurs
ou d’établir de nouveaux élevages d’âge
connu avant d’entreprendre d’autres essais
toxicologiques.

Par ailleurs, le fait que les résultats soient
tous à l’intérieur des limites de confiance
n’est pas nécessairement un gage de
l’uniformité des résultats générés par le
laboratoire.  Des données extrêmement
variables sur un toxique donné élargiraient
la zone de confiance à un point tel qu’un
nouveau résultat d’essai pourrait se trouver à
l’intérieur des limites, mais quand même
représenter un écart-type indésirable.  C’est
pourquoi Environnement Canada (1990)
propose comme limite raisonnable un écart-
type de 30 % ou moins (et de préférence, de
20 % ou moins).  Pour la présente méthode
d’essai biologique, on recommande donc
d’adopter un écart-type de 30 % ou moins
pour les données historiques moyennes
dérivées d’essais toxicologiques de référence
dans l’eau seulement en présence de
chlorure de cadmium.
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Section 5

Modes opératoires particuliers pour la mesure de la toxicité d’un

sédiment (ou de matières particulaires semblables) prélevé sur le

terrain

La présente section contient des directives
particulières sur la préparation et la mise à
l’essai d’échantillons de sédiments ou
d’autres matières particulaires prélevés sur
le terrain.  Ces directives complètent celles
énoncées à la section 4.
 

Des instructions plus détaillées sur le
prélèvement, la manipulation, le transport,
l’entreposage et l’analyse de sédiments du
terrain peuvent être trouvées dans des
rapports d’Environnement Canada (1994) et
de l’ASTM (1995a) portant sur ces
questions.  On devrait consulter ce premier
(EC, 1994) à titre de complément aux
présentes et s’y conformer lorsqu’on veut
prélever des échantillons de sédiment sur le
terrain et les préparer en vue d’essais de
toxicité employant P. cornuta.
 

5.1  Prélèvement de l’échantillon
 

Environnement Canada (EC, 1994) présente
une synthèse utile du plan d’échantillonnage
et des techniques à utiliser pour le
prélèvement sur le terrain.  Les essais
biologiques utilisant des vers polychètes
et/ou d’autres organismes associés aux
sédiments font souvent partie d’études plus
vastes susceptibles d’inclure des évaluations
non seulement de la toxicité des sédiments,
de leur eau de porosité ou de leur élutriat,
mais aussi de la bio-accumulation des
contaminants, de la composition chimique
du milieu, des organismes de l’épifaune et
de l’endofaune et, peut-être, une compilation
des données géologiques et hydrographiques

propres à une région donnée.  Or, on peut
améliorer les corrélations statistiques et
réduire les coûts associés en prélevant
simultanément tous les échantillons requis
pour ces divers essais, analyses et cueillettes
de données.

On pourrait prélever des échantillons sur une
base régulière (p. ex., trimestrielle,
semestrielle ou annuelle), pour évaluer les
effets de sédiments provenant de sites
assurément ou potentiellement contaminés
sur la survie et la croissance d’élevages de
P. cornuta à des fins de surveillance et
d’application d’une loi, ou en prélever une
fois ou à plusieurs reprises, pour définir la
qualité spatiale (soit horizontale ou
verticale) ou temporelle d’un sédiment. 
Pour chaque prélèvement sur le terrain, on
devrait également prendre, d’un ou de
plusieurs sites, des échantillons de sédiment
de référence (qu’on présume non
contaminés) .27

 On prélève les échantillons de sédiment de27

référence près de l’endroit ou des endroits qu’on veut

étudier.  Idéalement, ce sédiment devrait posséder des

caractéristiques géochimiques semblables à celles du

sédiment d’essai, sans toutefois en présenter la

contamination anthropique.  Il n’est cependant pas

rare que les sites de référence soient eux aussi

quelque peu contaminés.  Dans certains cas, ils

peuvent même se révéler toxiques à cause de

propriétés physiques, chimiques ou biologiques

naturelles (Burton, 1991).  

Un ou plusieurs échantillons de sédiment de référence

devrait être inclus dans chaque série d’essais de
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Le nombre de stations d’échantillonnage de
même que la quantité de répétitions par
station sont propres à chaque étude.  Pour les
déterminer, on devra dans la plupart des cas
faire des compromis entre les diverses
contraintes d’ordre logistique ou pratique
(comme le temps et le coût) et les exigences
statistiques.  On devrait consulter le
document d’Environnement Canada (EC,
1994) pour obtenir des conseils quant au
plan d’échantillonnage, notamment en ce qui
a trait au nombre minimal de répétitions à
prélever sur le terrain.  
 

Pour certaines activités de surveillance et
d’application réglementaire, on devrait
prendre plusieurs répétitions (soit des
échantillons de carottes ou de contenus de
benne preneuse distincts pris au même
endroit) à chaque station d’échantillonnage,
comprenant une ou plusieurs stations de
référence (EC, 1992a, 1994, 1997a, b;
ASTM, 1994; USEPA, 1994a).  On devrait
évaluer la toxicité de chacune de ces
répétitions de terrain pour P. cornuta dans
cinq enceintes ou plus.  Pour savoir si on
devrait avoir recours à plus de cinq
enceintes, on peut procéder à des analyses
statistiques de la puissance (§ 5.6) à partir
des résultats obtenus lors d’essais de survie
et de croissance antérieurs effectués avec

des échantillons provenant du même endroit
ou de sites similaires.  Certains tests
statistiques requièrent de leur côté un
nombre minimal de répétitions.  Dans
d’autres cas (p. ex., les études préliminaires
ou étendues sur la distribution spatiale de la
toxicité), le plan expérimental ne pourrait
demander qu’un seul échantillon par station,
dans lequel cas c’est ce dernier qu’on devrait
normalement homogénéiser et répartir dans
cinq enceintes ou plus.  Si on se prive ainsi
de toute possibilité d’évaluer la toxicité
moyenne à un emplacement donné (une
station), on peut en revanche comparer sur le
plan statistique la toxicité de chaque
échantillon à celle du ou des sédiments de
référence et/ou du sédiment témoin négatif
et, si on le souhaite, mettre les divers
échantillons d’essai (stations) en parallèle au
moyen des tests statistiques appropriés.

Les sites de référence devraient être choisis
en fonction de la similitude de leurs
propriétés géochimiques par rapport à celles
du sédiment d’essai; dans les cas où des
activités humaines (p. ex., des usines de
pâtes à papier ou des égouts) sont
responsables de la teneur élevée en matières
organiques dans le sédiment d’essai, il
pourrait ne pas être indiqué d’apparier cette
caractéristique.  Pour faciliter le choix des
sites appropriés pour le prélèvement de
sédiments de référence, on peut procéder à
des études préliminaires visant à évaluer la
toxicité et les propriétés géochimiques des
sédiments rencontrés dans et aux alentours
de la région concernée. 

On peut prélever des échantillons de déblais
municipaux ou industriels (p. ex., rejets
d’égouts, résidus miniers essorés, boues de
clarificateur ou de bassin de décantation)
pour en évaluer les effets néfastes sur la

mesure de la toxicité avec un ou des sédiments

d’essai.  Il se peut que le ou les échantillon(s) de

sédiment de référence qu’on devrait prélever pour

chaque série d’essais toxicologiques employant des

sédiments d’essai soient rendus toxiques par la

présence de substances chimiques naturelles (sulfure

d’hydrogène, ammoniac, etc.) ou de contaminants

anthropiques à des concentrations nocives.  Le cas

échéant, ils ne devraient pas servir de référence, à

moins que le plan expérimental n’en tienne compte et

que le ou les chercheurs souhaitent comparer les

résultats obtenus avec ces échantillons à ceux

produits avec les échantillons de sédiment d’essai.
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survie et la croissance de P. cornuta, mais
aussi pour effectuer des analyses des
contaminants ou des propriétés
géochimiques.  D’autres déchets
particulaires (comme les boues de forage)
peuvent également être pris aux fins
d’évaluations toxicologiques et chimiques.  

Les méthodes utilisées pour prélever ces
échantillons (carottes, contenus de benne,
prélèvements de drague ou échantillons
composés) dépendent des objectifs de l’essai
et de la nature du sédiment ou autre matière
particulaire à prélever.  Les avantages et les
inconvénients de chaque dispositif de
prélèvement ont été sommairement analysés
par Environnement Canada (1994) et sont
décrits de manière plus approfondie dans
divers autres documents (de Groot et
Zschuppe, 1981; Baudo et al., 1990; Burton,
1992; Sly et Christie, 1992; ASTM, 1995a).

Dans le cas de sédiments, on devrait avoir
recours à une benne preneuse « benthique »
ou à un carottier plutôt qu’à une drague afin
d’éviter de trop perturber l’échantillon.  Les
échantillons destinés aux analyses
toxicologiques et chimiques devraient être
prélevés à au moins une profondeur
correspondant à la ou les couches à évaluer
(p. ex., couche superficielle de 2 cm, ou plus
profonde si on soupçonne des dépôts
antérieurs de contaminant, ou encore, en
fonction de la profondeur du matériau à
draguer).  

Au cours du prélèvement, il faut veiller à
réduire au minium les pertes de particules
fines.  Si le sédiment d’essai est recueilli au
moyen d’une benne preneuse, on devrait
avoir recours à des carottiers manuels pour y
prélever des échantillons en surface (2 cm)
ou à la profondeur voulue. À cette fin, on

ouvre la benne par le haut de manière à
exposer le dessus non perturbé du sédiment. 
Les échantillons ainsi prélevés devraient être
mis dans des récipients propres réservés à
cet effet.  
 

Avant d’entreprendre un programme
d’échantillonnage, on devrait calculer le
volume de sédiment requis par échantillon
(EC,1994).  Ce calcul devrait tenir compte
des quantités exigées par les répétitions
d’essais toxicologiques et les analyses
chimiques, granulométriques, du contenu
organique et du taux d’humidité.  Si on a
normalement besoin d’au moins 5 à 7 litres
de sédiment par échantillon (EC, 1994), ce
volume est appelé à changer selon le plan
expérimental et les objectifs de l’essai et
selon la nature des analyses chimiques à
effectuer.  Pour obtenir le volume requis, il
est souvent nécessaire de combiner des sous-
échantillons prélevés à l’aide du dispositif
d’échantillonnage choisi; on devrait alors se
conformer aux directives d’Environnement
Canada (1994).

On devrait employer la même méthode de
prélèvement à tous les sites.  Encore ici, on
devrait consulter le document
d’Environnement Canada (1994) qui fournit
des explications approfondies sur les divers
dispositifs et méthodes d’échantillonnage.  

5.2  Étiquetage, transport,    
entreposage et analyse de   
l’échantillon

Les récipients choisis pour transporter et
entreposer les échantillons de sédiment ou
autre matière particulaire prélevés sur le
terrain doivent être faits d’un matériau non
toxique.  Le choix du récipient dépend à la
fois du volume de l’échantillon et de l’usage
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qu’on prévoit en faire; il faudrait se reporter
aux conseils que donne Environnement
Canada en la matière (1994).  Ces récipients
doivent également être neufs ou nettoyés en
profondeur, et chacun devrait être rincé à
l’eau d’essai ou non contaminée (p. ex., eau
désionisée ou distillée) avant usage.    

Les récipients doivent être complètement
remplis de sédiment pour ne pas laisser de
place à l’air.  Tout de suite après les avoir
remplis, on doit les sceller et les étiqueter ou
les coder.  Tous les enregistrements
effectués à ce moment, y compris les
étiquettes, doivent au moins comprendre un
code ou une description qui identifie la date
et le type de prélèvement (p. ex., par benne
preneuse, carottier ou échantillonnage
composé), l’origine et l’emplacement exact
de l’échantillon (p. ex., nom de l’étendue
d’eau, latitude, longitude, profondeur) ainsi
que le nombre de répétitions; ils devraient
également présenter le nom et la signature
du ou des préleveurs.  On recommande aussi
que les éléments ci-dessous soient consignés
en détail par les personnes chargées du
prélèvement : 
 
C la nature, l’apparence et le volume de

chaque échantillon;

C le dispositif et la méthode de
prélèvement;

C les méthodes utilisées pour composer ou
sous-échantillonner les carottes et les
contenus de benne sur le terrain;

C le nombre de répétitions prises à chaque
station;

C le calendrier des prélèvements;

C le type et le nombre de récipients utilisés
pour transporter les échantillons;

C toute mesure prise sur le terrain (p. ex.,
température, salinité, pH, oxygène
dissous) relativement à l’eau surnageante
ou au sédiment;

C les conditions et modes opératoires
employés pour refroidir et transporter les
échantillons.

Dès leur prélèvement, les échantillons tièdes
(> 7 °C) devraient être amenés à une
température de 1 à 7 °C au moyen de glace
ou de sachets réfrigérants, puis maintenus au
frais (4 ± 3 °C) et dans l’obscurité pendant
toute la durée de leur transport.  On devrait
utiliser au besoin de la glace, des sachets
réfrigérants ou tout autre moyen de
réfrigération pour s’assurer que la
température de l’échantillon ou des
échantillons demeure entre 1 et 7 °C jusqu’à
destination.
  
On doit enregistrer la date de réception du
ou des échantillons au laboratoire; leur
température à l’arrivée au laboratoire devrait
elle aussi être mesurée et consignée.  Les
échantillons qu’on prévoit entreposer pour
un usage ultérieur doivent être conservés
dans des récipients étanches, dans
l’obscurité et à une température de 4 ± 2 °C
(EC, 1994, 1997a, b).  On devrait en purger
l’espace d’air au moyen d’azote gazeux
avant de les sceller (EC, 1994).  Les
échantillons ne doivent geler ni
complètement ni partiellement en cours de
transport, et on ne doit pas les laisser
s’assécher (EC, 1992a, 1994, 1997a, b).  On
recommande de les utiliser le plus vite
possible après le prélèvement. L’essai
toxicologique devrait débuter dans les deux
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semaines après le prélèvement, de
préférence dans la première semaine, mais
ne doit pas être entrepris plus de six
semaines après la collecte des échantillons.28

Idéalement, les caractéristiques du sédiment
qui sont instables (comme le pH, la teneur
en sulfure d’hydrogène et le potentiel
d’oxydoréduction) ou susceptibles de
changer en cours de transport et
d’entreposage (comme la température)
devraient être mesurées sur le terrain.  Il
pourrait également s’avérer utile, à certains
sites, de mesurer la salinité de l’eau de
porosité afin de faciliter la sélection des sites
de prélèvement et de déterminer si elle sera
tolérée par le ver spionide utilisé (§ 1.4) ou
d’autres organismes envisagés pour les
essais toxicologiques en laboratoire.  Au
laboratoire, chaque échantillon (y compris
ceux de sédiments témoins négatifs et de

référence) devrait être bien mélangé (§ 5.3)
puis réparti en sous-échantillons en vue de
sa caractérisation physicochimique, laquelle
doit être effectuée par le biais de l’analyse
des paramètres suivants : 
 

C dans le sédiment entier – répartition
granulométrique (pourcentage de sable
grossier, moyen et fin, de limon et
d’argile); taux d’humidité; teneur en
carbone organique total;

 

C dans l’eau de porosité – salinité; pH;
ammoniac (total et non ionisé; § 4.6).  

 

Parmi les autres caractéristiques qu’on
pourrait analyser, on compte (ASTM, 1994;
USEPA, 1994a; APHA et al., 1998) : la
teneur en carbone inorganique, en matières
volatiles totales, en sulfures volatils acides,
en sulfure d’hydrogène, en métaux, en
composés organiques synthétiques, en
composés organosiliciés, en hydrocarbures
pétroliers, en huile et en graisse, la demande
en oxygène biochimique et chimique, la
capacité d’échange cationique, le potentiel
d’oxydoréduction, et diverses autres
propriétés physicochimiques de l’eau de
porosité.  À moins d’indication contraire, on
devrait procéder aux mêmes analyses
chimiques, physiques et toxicologiques pour
les sous-échantillons représentatifs de toutes
les répétitions de sédiment prélevé sur le
terrain (y compris celui de référence) et pour
un ou plusieurs sous-échantillons de
sédiment témoin négatif dans le cadre d’une
étude donnée. 
 

5.3  Préparation de l’échantillon en   
vue des essais

 

À l’exception de ceux qui serviront de
témoins négatifs (§ 3.5), on ne doit jamais
tamiser à l’eau les échantillons de sédiments

  Bien qu’aucune donnée ne soit fournie à cet égard,28

on a rapporté une altération des propriétés toxiques et

géochimiques de sédiments contaminés du port de

Hamilton après un entreposage de plus d’une semaine

(Brouwer et al., 1990).  Par ailleurs, une étude

d’Othoudt et al. (1991) a indiqué que la toxicité

d’échantillons de sédiment d’eau douce ne changeait

que très peu après une période d’entreposage de 7 à

112 jours à 4 °C.  Burton (1991) et l’USEPA (1994a,

b) signalent diverses études montrant que dans

certains cas, la toxicité de sédiments conservés à 4 °C

reste inaltérée après plusieurs mois d’entreposage et

que dans d’autres, elle change après quelques jours

ou semaines.  La recommandation faite aux présentes

de limiter le délai de conservation avant l’essai à

deux semaines se fonde sur les conseils donnés par

Environnement Canada (EC, 1992a, 1997a, b) pour

d’autres essais toxicologiques.  Le délai

d’entreposage maximal de six semaines pour les

sédiments destinés aux essais toxicologiques a quant

à lui été recommandé par Environnement Canada

(EC, 1994) en raison de considérations d’ordre

pratique, notamment pour prévoir le temps requis par

les analyses chimiques initiales.  
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ou de matières particulaires semblables
prélevés sur le terrain et destinés à des
essais, puisqu’on éliminerait ainsi les
contaminants présents dans l’eau de porosité
ou dont la sorption sur les grains est faible
(EC, 1994).  Les gros débris ou macro-
organismes indigènes devraient
normalement être extirpés au moyen de
pincettes ou de doigts gantés.  Si un
échantillon donné contient beaucoup de ces
débris (coquilles de mollusques, copeaux de
bois, verre, plastique, gravier, etc.) ou de
macro-organismes, on peut les en retirer en
poussant le sédiment à travers un tamis
grossier (maillage d’environ 5 mm).  On ne
doit se servir d’aucune eau pour effectuer le
tamisage de sédiments d’essai en vue d’en
retirer les éléments indésirables.  
 

À moins d’indication contraire dictée par les
objectifs particuliers de l’étude ou la
recherche, tous les échantillons de matériau
prélevés sur le terrain devraient être
homogénéisés au laboratoire avant de servir
aux essais (EC, 1994; USEPA, 1994a).  Le29

fait de mélanger le sédiment peut cependant
avoir des effets sur la concentration et la
biodisponibilité des contaminants;
l’homogénéisation pourrait donc ne pas être
souhaitable dans tous les cas.  
 

Pour obtenir un échantillon homogène, on
peut soit le mélanger dans son récipient de
transport/d’entreposage, soit le transvaser
dans un contenant propre destiné à cet usage. 
On peut se servir d’un ustensile non toxique

(p. ex., une cuillère ou une spatule en acier
inoxydable), jusqu’à ce que la texture et la
couleur de l’échantillon soient uniformes
(EC, 1992a).  On peut également avoir
recours à une méthode mécanique (EC,
1994; USEPA, 1994a).  Les conditions de
mélange, incluant la durée et la température
doivent être aussi semblables que possible
pour tous les échantillons d’un essai donné.
Si on doute de l’efficacité de la méthode
utilisée, on peut prendre des sous-
échantillons du sédiment mélangé pour
analyser leur homogénéité individuelle. 
Tout liquide séparé de l’échantillon pendant
son transport ou son entreposage doit lui être
réincorporé.

Tout de suite après l’homogénéisation des
échantillons, on doit prendre les sous-
échantillons requis pour l’essai
toxicologique et les analyse
physicochimiques et les mettre dans des
enceintes expérimentales étiquettées (§ 4.1)
et des récipients d’entreposage étiquetés en
vue de manipulations ultérieures.  On devrait
alors transvaser dans d’autres récipients
étiquetés ce qui reste de l’échantillon
homogénéisé en prévision d’autres essais
toxicologiques utilisant P. cornuta ou
d’autres organismes d’essai.  Tous les
récipients à entreposer devraient être scellés,
sans espace d’air, et conservés dans
l’obscurité à 4 ± 2 °C (§ 5.2) jusqu’à leur
utilisation ou analyse.  Chaque sous-
échantillon doit être de nouveau bien
mélangé afin d’en assurer l’homogénéité
avant les analyses ou l’essai.  

On ne devrait pas tenter de modifier la
salinité de l’eau interstitielle de sédiments
d’essai prélevés sur le terrain en les
tamisant, en les remettant en suspension
dans l’eau d’essai ou en procédant de

  Il est nécessaire d’homogénéiser tous les29

échantillons pour notamment réintégrer au sédiment

l’eau de porosité remontée à la surface et redistribuer

les composants tassés ou séparés en couches (selon la

taille des particules) lors du transport ou de

l’entreposage. 
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quelque autre manière que ce soit. 
Susceptibles d’altérer les propriétés
toxicologiques du sédiment, ces
manipulations sont injustifiées (ASTM,
1994).  On devrait plutôt réaliser l’essai en
utilisant une eau surnageante de salinité
appropriée (§ 3.4, 4.4 et 5.4). 

5.4  Eau d’essai et salinité

Dans le cadre d’essais employant un
sédiment ou toute autre matière particulaire
prélevés sur le terrain, l’eau de mer
introduite dans les enceintes expérimentales
(soit l’eau surnageante) peut être de même
origine que celle utilisée pour l’élevage des
organismes (§ 2.3.4 et 3.4) ou peut provenir
d’une toute autre source, naturelle ou
reconstituée.  Pour certaines applications, le
plan d’expérience pourrait requérir ou
justifier l’usage d’eau de mer saumâtre ou
non diluée prise au site de référence, à
proximité du lieu de prélèvement des
échantillons d’essai.  Il est souvent indiqué
d’utiliser de l’eau non contaminée locale ou
de l’eau non contaminée réglée en fonction
de la salinité de l’eau locale et ce, à cause de
l’influence que peut avoir la salinité sur la
toxicité des métaux ou des contaminants
organiques du sédiment.  Les sections 3.4 et
4.4 contiennent des conseils et des directives
au sujet de la préparation et de l’analyse de
l’eau de mer qu’on peut utiliser en guise
d’eau surnageante dans le cadre d’essais
employant des sédiments ou d’autres
matières particulaires prélevés sur le terrain.
 

5.5  Observations et mesures en   
  cours d’essai

 

On devrait procéder à une description
qualitative de chaque matériau prélevé sur le
terrain dans le cadre des préparatifs menant
aux essais, notamment en ce qui a trait à la

couleur, à la texture et à l’homogénéité des
échantillons, ainsi qu’à la présence de
plantes ou d’animaux, y compris des traces
ou des trous laissés par ces derniers (EC,
1992a).  On devrait également consigner et
signaler tout changement d’apparence du
matériau d’essai et de l’eau surnageante
observé en cours d’essai ou à la fin de ce
dernier.     
 

Pendant ou au début et à la fin de l’essai, on
devrait mesurer les caractéristiques de l’eau
surnageante (p. ex., pH, température,
salinité, ammoniaque, oxygène dissous), tel
que décrit à la section 4.6.  Selon le plan
d’expérience et les objectifs de l’essai, il
pourrait s’avérer nécessaire de préparer des
enceintes supplémentaires (§ 4.1) permettant
des prélèvements destructifs pendant et/ou à
la fin de l’essai dans le but de surveiller la
composition chimique du sédiment entier
et/ou de l’eau de porosité (EC, 1992a;
ASTM, 1994; USEPA, 1994a).  On peut
ajouter ou non des organismes d’essai dans
ces enceintes, selon les objectifs de l’étude. 
Pour mesurer les concentrations chimiques
dans le sédiment ou l’eau interstitielle à
l’intérieur de ces enceintes, on peut
siphonner presque toute la colonne d’eau,
sans perturber la surface du sédiment, puis
extraire des aliquotes de ce dernier pour
procéder aux analyses (§ 5.2).  Si on doit
plutôt examiner l’eau de porosité, on
recommande alors de procéder par
centrifugation sans filtrage pour obtenir
l’échantillon requis (EC, 1994; USEPA,
1994a).  On devrait consulter
Environnement Canada (1994) pour obtenir
des directives sur la procédure recommandée
pour l’extraction de l’eau de porosité, son
traitement et son entreposage avant les
analyses.
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Selon les objectifs de l’essai et la nature des
matériaux utilisés (sédiments estuariens ou
riches en matières organiques, p. ex.), on
peut mesurer la salinité, le pH et les
concentrations en ammoniac de l’eau de
porosité en cours d’essai, en se servant
d’enceintes réservées à cet usage (USEPA,
1990b, 1994b; ASTM, 1994).  Ces enceintes
peuvent également permettre de surveiller
d’autres caractéristiques du sédiment,
comme les concentrations en métaux, en
sulfure d’hydrogène ou en matières volatiles
totales et le potentiel d’oxydoréduction
(ASTM, 1994);  le cas échéant, on devrait
prévoir au moins une enceinte par variante
pour effectuer les prélèvements destructifs
requis.
 

5.6  Paramètres de mesure et calculs
 

L’interprétation des essais employant un ou
plusieurs échantillons de sédiments d’essai
prélevés sur le terrain se résume toujours à
une comparaison des effets biologiques
observés dans ces derniers et de ceux
constatés dans un sédiment de référence. 
Dans la mesure du possible, on devrait
toujours se servir de tels points de
comparaison pour évaluer la toxicité d’un
lieu donné (USEPA, 1994a).  Il arrive
cependant que le sédiment de référence ne
convienne pas à cet usage à cause de l’écart
entre ses caractéristiques physicochimiques
ou toxicologiques et celles du ou des
sédiments d’essai.  Dans de tels cas, on
devrait plutôt utiliser un sédiment témoin
négatif aux fins de comparaison.  Les
résultats obtenus dans ce dernier aideront à
distinguer les effets attribuables aux
contaminants de ceux qu’on peut attribuer à
des facteurs comme la granulométrie et la
teneur en carbone organique.  Mais quel que
soit le sédiment utilisé pour effectuer ces

comparaisons statistiques, on doit toujours
se rabattre sur un sédiment témoin négatif
pour déterminer la validité et l’acceptabilité
des essais (§ 4.2).

L’analyse des résultats diffère selon l’objet
de l’essai et son plan d’expérience.  La
présente section traite des méthodes
analytiques à employer, de la plus simple
aux plus complexes.  On ne doit
généralement s’appuyer que sur des
procédés statistiques de base, lesquels sont
décrits dans des documents
d’Environnement Canada (2001c), de
l’USEPA seule (1994a, section 14) ou en
collaboration avec l’USACE (1994, annexe
D).  Comme toujours, on devrait chercher à
obtenir les conseils d’un statisticien bien
versé dans le domaine de la toxicologie pour
établir les plans d’expérience des essais et en
analyser les résultats.

On emploie couramment l’analyse de la
variance (ANOVA) et des comparaisons
multiples pour effectuer l’interprétation
statistique des résultats découlant d’essais
toxicologiques avec des sédiments.  Fondée
sur les tests d’hypothèses, cette approche
comporte néanmoins d’importantes lacunes
(§ 6.5.3); par exemple, toute augmentation
de la variabilité dans l’essai tend à amoindrir
la capacité de distinguer les effets toxiques,
ce qui se traduit par l’obtention d’un
paramètre de mesure à une concentration
plus élevée, indiquant une toxicité moins
importante qu’elle ne l’est en réalité.  Toutes
choses étant égales, le fait d’employer moins
de répétitions dans un essai peut également
en diminuer le pouvoir discriminatoire,
menant à la même fausse conclusion quant à
la toxicité d’un sédiment (§ 5.6.2).  On n’a
toutefois d’autres choix que d’adopter une
telle approche (tests d’hypothèse), puisque la
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majorité des essais employant les sédiments
se font à une seule concentration de
l’échantillon, habituellement non dilué
(100 %).  Il existe cependant de meilleures
solutions pour l’estimation ponctuelle de la
toxicité dans le cas d’essais à plusieurs
concentrations (§ 6).
 

Les analyses paramétriques au moyen de
l’ANOVA et de tests à comparaisons
multiples s’appuient sur les hypothèses que
les données sont normalement distribuées et
que la variance est homogène d’un groupe à
l’autre.  Il faudrait donc vérifier d’abord ces
hypothèses en procédant à un test de
Shapiro-Wilk, en ce qui a trait à la normalité
de la distribution des données, et à un test de
Bartlett, pour l’homogénéité de la variance
(Eisenhart et al., 1947; Sokal et Rohlf,
1969).  Si ces tests confirment l’acceptabilité
des données, on peut procéder aux analyses
paramétriques.  Dans le cas contraire, on
pourrait transformer les données (p. ex., en
racines carrées, en logarithmes, ou en
racines carrées d’arc sinus dans le cas de
données quantiques destinées aux analyses
quantitatives; Mearns et al., 1986).  Les tests
ci-dessus peuvent ensuite être effectués de
nouveau et montrer la normalité et
l’homogénéité des données (ce qui constitue
l’issue probable de cette transformation).

Les analyses paramétriques (p. ex., ANOVA
et comparaisons multiples) résistent fort
bien aux écarts modérés de normalité et
d’homogénéité de la variance.  L’analyse
paramétrique devrait donc être entreprise,
même s’il existe encore une non-conformité
modérée après la transformation des
données.  L’exclusion d’un ensemble de
données en raison d’irrégularités mineures
pourrait réduire la sensibilité de l’essai et
priver les chercheurs de résultats

satisfaisants, tout en les empêchant de
détecter les effets réels de la toxicité.  30

Parallèlement à ces analyses paramétriques,
on devrait procéder à des évaluations non
paramétriques, en utilisant la plus sensible
des deux (celle dont la valeur du paramètre
de mesure est inférieure) pour obtenir les
estimations finales de la toxicité (consulter
EC, 2001c, pour obtenir plus d’explications
et une justification).

Les essais à concentrations multiples
peuvent porter sur un ou plusieurs
échantillons de sédiments, de boues ou
d’autres matières particulaires semblables
prélevés sur le terrain.  On pourrait
amalgamer des quantités mesurées de
sédiment d’essai et de sédiment témoin
négatif naturel ou artificiel (§ 3.5 et 6.2) ou
de sédiment de référence (§ 3.7).  Les
méthodes à employer pour cette opération
n’ayant pas encore été normalisées ni
éprouvées (§ 6.2), on recommande de
vérifier la linéarité des réactions et la
stabilité des caractéristiques de
biodisponibilité et de sorption (Nelson et al.,

 Les tests de normalité et d’homogénéité revêtent30

moins d’importance quand on dispose d’un nombre

réduit d’échantillons pris à chaque station de

prélèvement, comme c’est normalement le cas pour

les études de toxicologie environnementale.  Dans de

tels cas, l’examen et la construction de graphiques

illustrant la distribution de la toxicité et des écarts

observés peuvent être plus révélateurs et sont

d’ailleurs recommandés (EC, 2001c).  Malgré le fait

que l’égalité de la taille des échantillons et l’ampleur

des variations semblent avoir une plus grande

influence sur l’issue des analyses paramétriques, les

toxicologues ne s’y attardent encore que bien peu. 

On ne doute plus de la robustesse des ANOVA,

lesquelles peuvent produire des résultats réalistes

quand les données sont raisonnablement symétriques

et si les écarts entre variantes sont de moins du triple

les uns des autres (Newman, 1995).
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1994).  Pour vérifier l’homogénéité de
l’échantillon et la précision de l’essai, il est
également conseillé de prendre au moins
cinq sous-échantillons de manière à avoir
des répétitions pour chaque concentration. 
On devrait se conformer aux directives de la
section 6 (y compris celles de la section 6.5
en ce qui a trait au calcul des paramètres de
mesure) si on entreprend un essai à
concentrations multiples employant un ou
plusieurs échantillons de sédiment d’essai
prélevé sur le terrain et dilué par l’ajout d’un
sédiment témoin négatif, d’un sédiment de
référence non contaminé ou de n’importe
quel autre type de matériau.

5.6.1 Variantes du plan d’expérience et
des analyses

Un essai très préliminaire peut n’employer
qu’un seul échantillon de sédiment d’essai
(matériau contaminé ou potentiellement
contaminé) et un de sédiment de référence,
sans répétition.  Il suffit souvent d’examiner
les résultats ainsi obtenus pour concevoir
des études plus approfondies.  Si on avait
utilisé un seul échantillon d’essai et un seul
échantillon de référence et que chaque
échantillon était répété un nombre égal de
fois, un simple test t de Student conviendrait
à l’analyse (Paine et McPherson, 1991a).  Ce
test est relativement robuste. On devrait en
utiliser la formule complète, laquelle est
conçue pour traiter les données irrégulières,
les nombres inégaux de répétitions
d’échantillons d’essai et de référence ainsi
que les variances différentes au sein des
deux groupes (USEPA/USACE, 1994). 
L’interprétation des résultats d’essais
n’employant que des répétitions
d’échantillons de laboratoire diffère de celle
découlant d’essais où on utilise des
répétitions d’échantillons du terrain (v.
l’analyse de la variance ci-dessous).  

On pourrait imaginer une étude préliminaire
effectuée avec des échantillons prélevés en
de nombreuses stations, mais sans répétition
sur le terrain ou en laboratoire (intra-
échantillon). L’objectif pourrait être
d’identifier un nombre réduit de stations
d’échantillonnage qui méritent une étude
plus détaillée et approfondie.  Ici, les
possibilités d’analyse statistique seraint
limitées.  On pourrait cependant en
comparer les résultats à des données de
référence en employant des méthodes de
détection des valeurs aberrantes (USEPA,
1994a; Newman, 1995; EC, 2001c). 
L’échantillon serait alors jugé toxique si on
en rejetait les résultats parce qu’ils sont
extrêmes par rapport à ceux obtenus avec un
sédiment de référence et/ou un témoin
négatif.

De manière plus conventionnelle, on
pourrait prélever toujours selon la ou les
mêmes méthodes des échantillons de
plusieurs endroits et comparer les résultats
obtenus à ceux d’un sédiment de référence
et/ou d’un sédiment témoin négatif.  Il existe
alors plusieurs pistes d’analyse, selon le type
et la qualité des données; on commencera
souvent par une analyse de la variance
(ANOVA, aux fins de laquelle le sédiment
de référence serait traité comme un
« emplacement »), suivie d’un des tests à
comparaisons multiples.

Dans le cadre de ces études à emplacements
multiples, le type de répétition peut avoir
des répercussions sur la manière
d’interpréter les résultats.  En présence d’un
échantillon par emplacement et de
répétitions de laboratoire obtenues en
subdivisant chaque échantillon, une
ANOVA à un critère de classification
pourrait déterminer l’existence d’un écart
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général entre les emplacements, supérieur à
la variabilité de base des procédures
intralaboratoires de mise sur pied et de
réalisation de l’essai.  La variabilité associée
à l’échantillonnage ne serait pas évaluée
pour l’analyse statistique, mais elle
augmenterait les différences observées entre
emplacements.  Si on ne subdivise pas les
échantillons au laboratoire et qu’on prélève
des répétition du terrain à chaque
emplacement, on peut utiliser la même
ANOVA à un critère pour évaluer l’écart
général entre les stations, en sus de la
variabilité combinée du prélèvement des
échantillons et de la réalisation de l’essai. 
Or, l’analyse serait beaucoup plus probante
si on avait des répétitions de terrain pour
chaque emplacement et des répétitions de
laboratoire pour chaque répétition de terrain.
Les répétitions de laboratoire pourraient
alors s’emboîter pour effectuer une ANOVA
hiérarchique et servir de base au calcul de la
variabilité entre échantillons.  Cette
ANOVA peut vérifier s’il existe un écart
global entre (a) les emplacements et (b) les
répétitions prises à chacun de ces derniers. 
Après cette analyse, on peut procéder à des
tests à comparaisons multiples, tels que
décrits au paragraphe suivant.
 

Après l’ANOVA, on peut analyser les
études à emplacements multiples au moyen
de divers tests statistiques.  Si par exemple
on souhaite comparer chaque emplacement à
une référence, on devrait se servir du test de
Dunnett, lequel s’appuie sur une normalité et
une homogénéité de variance hypothétiques
et se fonde une valeur expérimentale d’écart-
type (la probabilité de déclarer un écart
significatif là où il n’en existe pas).  Si les
répétitions s’avèrent inégales, les chercheurs
devraient obtenir les conseils d’un
statisticien, ou procéder à la comparaison

complète des emplacements décrite au
paragraphe suivant.
 

Lorsqu’on effectue des études à
emplacements multiples, on pourrait
chercher à savoir lesquels ont produit des
résultats statistiquement différents des
autres, et des sites de référence et/ou témoin. 
Ceci peut notamment être le cas lorsqu’on
étudie plusieurs endroits « en aval » de
l’émissaire d’un effluent ou d’une autre
source de contamination, où les chercheurs
pourraient vouloir déterminer quels
emplacements où la toxicité est
significativement supérieure et qui ont
particulièrement besoin de dépollution.  Or,
le test de Tukey, souvent intégré aux
progiciels statistiques et apte à traiter les
échantillons de tailles différentes, convient
parfaitement à ce type d’analyse.   31

  Aux États-Unis, on recommande présentement31

d’adopter une autre approche pour l’analyse du

sédiment (USEPA, 1994a; USEPA/USACE, 1994). 

En présence de répétitions égales, on considère en

effet que le test de l’écart le moins significatif (dit

test LSD [least significant difference]) de Fisher est

supérieur.  Ce test se fonde sur un plus petit « taux

d’erreur par paire » pour l’écart-type entre divers

emplacements, tout en conservant la valeur globale

d’F à la valeur prédéterminée (habituellement 0,05). 

On trouve rarement le test LSD dans les progiciels

statistiques en toxicologie, mais on peut en lire la

description dans certains manuels (p. ex., Steel et

Torrie, 1980) et en connaître les détails en consultant

l’annexe D d’USEPA/USACE (1994).  On

recommande d’utiliser ici le test de Tukey en partie

parce que le test LSD risque de conclure à un écart

significatif trop facilement, mais aussi parce que ce

dernier n’est conçu que pour un petit nombre de

toutes les comparaisons possibles pour un ensemble

de données, ces comparaisons devant également être

déterminées à l’avance.  Dans le cas de répétitions

inégales, les Américains recommandent plutôt de les

comparer par paire à l’aide d’un test t auquel on

aurait appliqué la correction de Bonferroni (USEPA,

1994a), permettant ainsi toutes les comparaisons
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Si on souhaite plutôt comparer chaque
emplacement d’échantillonnage au site de
référence, mais que les données ne
répondent pas aux exigences de normalité et
d’homogénéité de la variance, l’ANOVA et
les tests subséquents seraient remplacés par
des analyses non paramétriques.  Si les
répétitions sont égales, on ferait appel au test
de classement multi-univoque de Steel, et si
elles ne le sont pas, au test de sommation des
rangs de Wilcoxon avec la correction de
Bonferroni.

5.6.2 Analyse de la puissance
Un des facteurs à considérer quand on
procède à l’analyse des résultats d’essais
toxicologiques sur sédiments est le risque
d’obtenir des faux « positifs » (soit de
conclure qu’un site « propre » est
contaminé) ou des faux « négatifs » (soit de
conclure qu’un site contaminé est
« propre »).  Les chercheurs, très prudents
quand il s’agit de choisir le niveau de
signification (") pour tolérer les faux
positifs (erreurs de Type I), le fixent
habituellement à P = 0,05 ou 0,01.  On
enjoint depuis peu aux toxicologues de
signaler à la fois la valeur de " et celle de la
puissance statistique (1 - $), c’est-à-dire la
probabilité de rejeter avec raison l’hypothèse

0nulle (H ) et de ne pas commettre une erreur
de Type II.  Or, plusieurs facteurs peuvent
influencer la puissance statistique dont,
notamment : 
 

C la variabilité des répétitions au sein
d’une variante donnée;

 

C la probabilité de commettre une erreur
de type I (");

 

C l’amplitude de l’effet (celui qui fait
l’objet de l’essai);

 

C le nombre d’échantillons ou de
répétitions utilisés dans l’essai (n).

On peut analyser la puissance afin de
déterminer a priori l’amplitude de l’erreur
de Type II et la probabilité d’obtenir de faux
négatifs.  Ce procédé peut également
confirmer le nombre de répétitions du terrain
ou de laboratoire requises pour les études
ultérieures ou aider à choisir les prochains
sites d’échantillonnage.  Il est toujours
prudent d’intégrer au plan expérimental le
plus grand nombre de répétitions qu’il soit
économiquement et « logistiquement »
possible (§ 5.1), ce que l’analyse de la
puissance aidera à déterminer.  Le rapport de
l’USEPA (1994a) explique ce qu’est la
puissance d’un essai et comment l’évaluer;
on peut aussi trouver certains
renseignements à ce sujet dans le document
EC (2001c).

requises entre emplacements.
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Section 6
 

Modes opératoires particuliers pour la mesure de la toxicité d’un

sédiment enrichi
 

La présente section contient des conseils et
des directives pour la préparation et la mise
à l’essai de sédiments témoins négatifs, de
sédiments de référence ou de tout autre
matériau enrichi au laboratoire par l’ajout de
produit(s) chimique(s) ou de substance(s). 
Les recommandations qu’elle contient
viennent s’ajouter à celles de la section 4.
On peut trouver des renseignements plus
approfondis sur l’enrichissement des
sédiments et la réalisation d’essais avec des
mélanges de produits chimiques et de
sédiments en consultant Environnement
Canada (1995).  Il pourrait s’avérer
nécessaire que les procédures
d’enrichissement (§ 6.2) soient davantage
évaluées et normalisées avant d’employer
des substances ou des mélanges donnés dans
des essais de toxicité avec des vers
polychètes spionides (comme P. cornuta) ou
d’autres organismes convenables pour
évaluer des mélanges donnés de produits
chimiques et de sédiments à des fins
réglementaires.
 

La ou les causes de toxicité du sédiment et
les interactions toxicologiques d’une ou de
plusieurs substances chimiques peuvent être
évaluées de manière expérimentale par le
biais de l’enrichissement d’un sédiment
témoin négatif (§ 3.5) ou d’un sédiment de
référence (§ 3.7).   On peut en effet enrichir
ces sédiments d’une ou de plusieurs
substances ou produits chimiques.  Par
l’entremise d’essais toxicologiques
employant des sédiments ainsi enrichis de
substances ou produits chimiques à diverses
concentrations, on peut estimer les CL50
(§ 6.5.1) et les concentrations seuils

susceptibles de produire des effets sublétaux
précis (§ 6.5.2 et 6.5.3).
 

Les présentes décrivent les méthodes de
préparation de mélanges de sédiments
enrichis de produits chimiques (§ 6.2),
d’observation et de prise de mesures pendant
les essais toxicologiques et à la fin de ces
derniers (§ 6.4), et de calcul des paramètres
de mesure d’essais à concentrations
multiples (§ 6.5).  Ces méthodes
s’appliquent également à l’intégration de
plusieurs concentrations de sédiments
d’essai prélevés sur le terrain (y compris des
déchets particulaires comme de la boue ou
des déblais sédimentaires destinés à
l’immersion en mer) dans un sédiment
témoin négatif ou de référence, à la
réalisation d’essais à concentrations
multiples et à la détermination des
paramètres de mesure statistiques pour ces
mélanges (§ 5 et, plus particulièrement, 5.6). 
Les essais à concentrations multiples
employant un sédiment témoin positif (§ 3.6)
ou un ou plusieurs toxiques de référence
ajoutés à un sédiment témoin négatif (§ 3.5
et 4.9) sont également exécutés suivant les
méthodes et techniques statistiques décrites
à la présente section.  Les conseils et
méthodes trouvés ici peuvent en outre
s’appliquer à des essais toxicologiques
réalisés avec des sédiments enrichis pour
déterminer l’influence qu’exercent certaines
caractéristiques physicochimiques de
sédiments témoins négatifs ou d’autres
matériaux naturels ou artificiels sur la
toxicité des substances.
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6.1  Propriétés, étiquetage et               
       entreposage de l’échantillon
 

On devrait obtenir des renseignements
pertinents sur la ou les substances ou
produits chimiques destinés à enrichir un
sédiment témoin négatif, un sédiment de
référence ou d’autres sédiments en
laboratoire. Pour les substances
individuelles, les produits chimiques
(comme les pesticides ou autres
formulations commerciales) ou les mélanges
de ces derniers, l’information disponible sur
la concentration des principaux ingrédients
et impuretés, l’hydrosolubilité, la pression
de vapeur, la stabilité, les constantes de
dissociation, la toxicité pour les humains et
les organismes aquatiques ainsi que la
biodégradabilité devrait être obtenue.  Dans
les cas où l’hydrosolubilité est mise en doute
ou problématique, on devrait obtenir des
méthodes éprouvées pour la préparation de
solutions aqueuses de substance(s), les
consigner, puis déterminer au laboratoire la
solubilité dans l’eau d’essai.  On devrait
également obtenir et consigner les données
relatives à la formule chimique, à la nature
des impuretés significatives et à leur
pourcentage, à la présence et à la quantité
d’additifs et au coefficient de partage entre
le n-octanol et l’eau.
 

Le ou les produits chimiques destinés aux
essais devraient au moins être de qualité
« réactif », à moins que ces essais ne portent
sur une préparation commerciale ou un
produit de qualité « technique » (USEPA,
1994a).  Leurs contenants doivent être
scellés et étiquetés/codés dès leur réception. 
On devrait enregistrer sur l’étiquette et/ou
sur une feuille de données consacrée à
l’échantillon tous les renseignements requis
(appellation chimique, fournisseur, date de

réception, personne responsable des essais,
etc.).  Les conditions d’entreposage
(température, protection de la lumière, etc.)
sont souvent dictées par la nature du produit. 

6.2  Préparation des mélanges    
destinés aux essais

 

Diverses méthodes ont été employées à ce
jour pour enrichir (doser) les sédiments
témoins négatifs ou de référence non
contaminés avec un ou des produits
chimiques ou substances (Burton, 1991;
ASTM, 1995a, b; USEPA, 1994a, b).  Or,
les techniques et la durée de mélange, de
même que la période d’équilibrage
subséquent, peuvent toutes avoir une
influence sur la toxicité des mélanges
(USEPA, 1994a, b).
 

Les chercheurs peuvent utiliser un sédiment
artificiel ou naturel (prélevé sur le terrain)
provenant d’un site non-contaminé (propre)
en guise de sédiment témoin négatif (§ 3.5)
destiné à être enrichi avec un ou des produits
ou substances chimiques et pour préparer les
répétitions de ce dernier en vue d’un essai.  
Selon le plan expérimental et les objectifs de
l’essai, on peut également avoir recours à un
sédiment de référence non contaminé,
contaminé ou potentiellement contaminé
(provenant d’un endroit sous observation),
enrichi d’un ou de plusieurs produits ou
substances chimiques, afin de déterminer
l’influence de ce(s) dernier(s) sur la toxicité
sédimentaire.
 

Les méthodes expérimentales (touchant
notamment l’ajout du ou des produits, le
mélange ainsi que la durée et les conditions
d’équilibrage) visant la préparation de
chaque lot de sédiment enrichi sont
nouvelles, variées et non uniformisées. 
Étant donné qu’on ne peut pas encore
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recommander de procédures normalisées
pour la préparation d’un sédiment enrichi,
on ne suggérera ici que des approches
préalablement utilisées ou jugées
raisonnables pour des essais de toxicité avec
des vers polychètes.
 

Pour en savoir plus sur l’enrichissement et
l’homogénéisation des sédiments, on devrait
en outre consulter les rapports pertinents
publiés par Environnement Canada (1994,
1995).  Les chercheurs qui choisiront
d’effectuer leurs essais avec un ou plusieurs
mélanges préparés au laboratoire devraient
agir avec circonspection, en étant conscients
des problèmes que peut potentiellement
entraîner le manque d’homogénéité du ou
des mélanges, des modifications ainsi
provoquées au niveau de la biodisponibilité
et de la sorption des contaminants, ainsi que
de la non-linéarité des réactions toxiques
observées chez les organismes d’essai
(Nelson et al., 1994).

Avant d’enrichir un sédiment, on peut
ajuster la salinité de l’eau interstitielle à la
valeur requise.  Pour ce faire, on devrait
tamiser le sédiment (témoin négatif ou autre)
à l’aide d’eau d’essai présentant la salinité
voulue (§ 3.4 et 3.5).

La méthode employée pour enrichir les
sédiments témoins négatifs ou autres
matériaux artificiels ou naturels est
intimement liée aux objectifs de l’essai et à
la nature de la substance à ajouter.  Souvent,
on procède en préparant d’abord une
solution mère de produit chimique dont on
peut ensuite tirer les volumes requis pour le
mélange avec le sédiment témoin négatif ou
artificiel (Swartz et al., 1985, 1988; USEPA,
1994a, b; EC, 1995).  Si on exprime
couramment les concentrations chimiques

dans le sédiment sous forme de poids sec en
µg/g ou en mg/kg (Swartz et al., 1985,
1988), il pourrait cependant s’avérer plus
pratique de les énoncer sous forme de poids
humide quand il s’agit de mesures de la
toxicité (Burton, 1991).  Selon la nature de
la substance, du matériau et des objectifs
d’essai, on pourrait aussi normaliser les
concentrations à la teneur des sédiments en
carbone organique (p. ex., pour évaluer la
toxicité de composés organiques non
polaires) ou en sulfures volatiles acides (p.
ex., pour mesurer la toxicité des métaux) (Di
Toro et al., 1990, 1991; USEPA, 1994a, b).  

Le solvant à privilégier pour la préparation
de solutions mères est l’eau d’essai (§ 2.3.4
et 3.4); à moins de nécessité absolue, on
devrait éviter l’usage de quelque autre
solvant que ce soit.  En présence de produits
ou de substances chimiques peu solubles, on
peut utiliser un solvant organique peu
toxique et miscible pour faciliter sa
dissolution dans l’eau (EC, 1992a, 1997a, b;
ASTM, 1994, 1995b; USEPA, 1994a, b). 
Dans de tels cas, on recommande le
triéthylèneglycol en raison de sa quasi-
innocuité pour les organismes aquatiques, de
sa faible volatilité et de sa capacité élevée de
dissoudre de nombreux composés
organiques (ASTM, 1994).  On peut
également avoir recours à des solvants
comme le diméthylsulfoxyde, le méthanol,
l’éthanol ou l’acétone, mais ceux-ci risquent
d’augmenter la toxicité de l’échantillon,
d’altérer les propriétés du sédiment ou de
disparaître du matériau en raison de leur
volatilité.  On ne devrait jamais employer de
surfactifs (EC, 1992a, 1997a, b; ASTM,
1994).

Si on a recours à un solvant organique,
l’essai doit comprendre une série de
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répétitions ne contenant que du sédiment
témoin négatif (soit un matériau artificiel ou
naturel ne contenant ni solvant ni
contaminant) et une autre série de répétitions
composées de sédiment témoin et de solvant. 
Un lot de ce dernier témoin doit être préparé
en ajoutant au sédiment la plus haute
concentration de solvant trouvée dans les
enceintes d’essai.  Le solvant en question
doit provenir du lot qui a servi à préparer la
solution mère (EC, 1992a, 1997a, b; ASTM,
1994; USEPA, 1994a, b).  

Cela dit, on devrait utiliser les solvants avec
parcimonie, puisqu’ils pourraient contribuer
à la toxicité du sédiment auquel on les
ajoute.  Leur concentration maximale ne
devrait pas avoir d’effet sur la survie ou la
croissance des organismes d’essai.  Si cette
concentration toxique est inconnue ou
incertaine, on devrait effectuer un essai
préliminaire avec solvant seulement en
ajoutant ce dernier à diverses concentrations
dans du sédiment témoin négatif et en
déterminant la concentration seuil de solvant
à utiliser dans les essais définitifs.

On devrait mélanger des volumes
déterminés de solution mère contenant les
substances ou produits chimiques visés par
l’essai avec du sédiment témoin négatif (ou
autre) de manière à les répartir
uniformément.  Ce mélange peut être fait
manuellement (au moyen d’une tige de verre
ou d’une spatule propre, p. ex.) ou
mécaniquement (p. ex., Ditsworth et al.,
1990).  On peut également procéder en
enduisant de produit les parois d’une fiole,
en ajoutant une suspension aqueuse (soit un
mélange de sédiment témoin négatif et d’eau
d’essai), puis en agitant le tout pour bien
mélanger.  Ou encore, on peut ajouter
directement un volume déterminé de la

solution mère à une solution aqueuse de
sédiment témoin négatif (ou autre) et d’eau
d’essai, agiter et laisser reposer (EC, 1992a,
1997a, b). D’autres méthodes peuvent aussi
être utilisées, à condition qu’on puisse
démontrer que le produit chimique est
uniformément réparti dans le sédiment.  Les
conditions de mélange, y compris le rapport
solution/sédiment, les durées et températures
de mélange et de conservation, doivent être
uniformes d’une variante à l’autre dans un
essai donné.  La durée de mélange devrait
être suffisante pour assurer une répartition
homogène du produit dans le sédiment, ce
qui pourrait prendre de quelques minutes à
24 heures. Pendant cette opération, on
devrait maintenir une température assez
basse pour réduire au minimum l’activité
microbienne et les possibilités d’altération
des propriétés physicochimiques du
mélange. On conseille d’analyser les sous-
échantillons de ce dernier afin d’en évaluer
le degré de brassage et l’homogénéité
(Ditsworth et al., 1990; ASTM, 1994;
USEPA, 1994a, b; EC, 1997a, b).
 

Certaines études pourraient ne requérir
qu’une concentration d’un mélange donné
de sédiment témoin négatif (ou autre) et de
produit(s) chimique(s) ou le mélange d’une
seule concentration de sédiment/matière
particulaire contaminé(e) dans du sédiment
témoin ou autre.  Ce serait notamment le cas
d’essais visant à déterminer si un produit
ajouté à une certaine concentration dans un
sédiment non contaminé est toxique pour un
organisme donné, et ce, dans le cadre de
travaux de recherche ou de vérifications
réglementaires.  
 

On devrait cependant avoir recours à un
essai à concentrations multiples de produits
chimiques ajoutés à un sédiment témoin
négatif (ou autre) pour déterminer en
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conditions normalisées les paramètres de
mesure visés (CL50, CIp, CSEO, CEMO,
etc.; § 6.5).  À cette fin, on pourrait
également ajouter un déchet particulaire
donné au témoin négatif.  Pour chacun de
ces essais à concentrations multiples, on doit
prévoir au moins cinq concentrations d’essai
et un témoin; on recommande toutefois dans
certains cas de préparer et d’utiliser entre six
et dix concentrations (et au moins un
sédiment témoin négatif) afin d’augmenter
les probabilités d’atteindre chacun des
paramètres recherchés.  Pour la sélection des
concentration d’essai, on peut se servir
d’une suite de dilutions en progression
géométrique où chaque concentration
successive de produit ou de déchet
particulaire correspond à au moins la moitié
de la précédente (p. ex., 10; 5; 2,5; 1,25;
0,63 mg/kg).  Les concentrations d’essai32

peuvent aussi être sélectionnées à partir
d’une série logarithmique (annexe I).
 

Les essais visant à évaluer la toxicité de
mélange de substances ajoutées à un
sédiment témoin négatif (ou autre) à des fins
d’homologation fédérale ou réglementaires
doivent employer au moins cinq répétitions
par concentration et par témoin négatif. 
Étant donné que l’objectif d’un essai à
concentrations multiples est de déterminer
tant la CL50 (taux de mortalité) que la CIp
(poids sec moyen), on recommande
d’utiliser entre six et dix concentrations,
avec un ou plusieurs témoins.
 

Pour choisir la bonne fourchette de
concentrations, il pourrait valoir la peine

d’effectuer un essai préliminaire qui en
engloberait une gamme plus étendue.  On
peut réduire le nombre de répétitions par
variante ou les supprimer si l’essai vise à
déterminer un intervalle. On peut également
réduire le nombre de répétitions dans le cas
de recherches et d’essais de dépistage à des
fins non réglementaires, selon les écarts
prévus entre les enceintes d’une variante
donnée.
 

Conformément à un usage répandu (USEPA,
1994a, b; ASTM, 1995b; EC, 1997a, b), on
recommande de prévoir une période
d’équilibrage de quatre semaines avant
l’essai pour les mélanges de sédiments
enrichis.  Si de nombreuses études les
utilisant n’ont débuté que quelques heures
ou jours après leur préparation, on considère
que des périodes aussi courtes et irrégulières
pourraient être insuffisantes.  En respectant
scrupuleusement le délai prescrit, on assure
une certaine uniformisation des
comparaisons intra- et interlaboratoires des
résultats d’essai.  Une fois préparé, chaque
mélange devrait donc être mis dans un
récipient approprié, scellé (sans espace d’air)
et entreposé à l’obscurité, à 4 ± 2 °C (§ 5.2),
pendant quatre semaines avant l’essai (EC,
1997a, b).  
 

Selon les objectifs de l’essai, il pourrait être
souhaitable de déterminer l’influence des
caractéristiques du substrat (granulométrie,
teneur en matières organiques, etc.) sur la
toxicité des mélanges de sédiments et de
produits chimiques.  On pourrait par
exemple mesurer les effets de la
granulométrie en effectuant des essais
parallèles à concentrations multiples où les
produits chimiques seraient intégrés dans
une gamme de fractions (granulométriques)
ou de types de sédiments témoins négatifs
naturels ou artificiels (§ 3.5).  De la même

 Les concentrations dans le sédiment sont32

normalement calculées en  µg/g ou en mg/kg de poids

sec ou humide.  Dans certains cas, la concentration

dans l’eau de porosité peut également être exprimée

en µg/L ou en mg/L.
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manière, le degré d’influence de la teneur en
matières organiques pourrait être évalué en
réalisant des essais parallèles à
concentrations multiples employant divers
mélanges constitués d’une gamme de
sédiments témoins négatifs enrichis de
matière organique.  Chacune des fractions
ou des formules de sédiment témoin négatif
utilisées dans ces mélanges devrait ensuite
être utilisée en guise de témoin pour l’essai.
 

Certains essais pourraient servir à mesurer
les effets sur la survie et la croissance de P.
cornuta d’une ou de plusieurs concentrations
d’un produit ou d’une substance chimique
donné(e) ajouté(e) introduit(e) dans les
enceintes expérimentales sous forme de
solution recouvrant le sédiment.  Ici encore,
le mode opératoire de préparation des
solutions varie en fonction des objectifs
visés.  On peut par exemple ajouter
soigneusement des solutions d’essais à des
répétitions contenant une couche de
sédiment témoin négatif ou autre (comme un
sédiment d’essai prélevé d’un site
particulier), sans perturber le sédiment ni le
mélanger à la solution surnageante.  Il est
également possible d’agiter la solution
d’essai, en présence du sédiment pendant
une durée déterminée avant d’y mettre les
organismes d’essai.  Les interactions entre le
produit et le sédiment pourraient différer
sensiblement selon la méthode employée, ce
qui peut se traduire par des différences
marquées au niveau des résultats de l’essai. 
À moins d’indication ou d’exigence
contraire, on devrait se servir d’eau d’essai
équilibrée (§ 3.4 et 6.3) pour préparer toutes
les solutions.  Les répétitions témoins, y
compris celles de solvant(s), le cas échéant,
doivent être préparées et traitées de manière
identique.  On devrait se conformer aux
directives apparaissant plus tôt dans cette

section pour préparer les témoins de
solvant(s) lorsqu’on se sert de ceux-ci au
lieu d’eau.
 

6.3  Eaux témoin/de dilution et    
  d’essai

 

Normalement, on devrait se servir de la
même eau d’essai non contaminée pour
préparer toutes les solutions chimiques et
d’essai visant à évaluer la survie et la
croissance de spionidés dans des mélanges
de sédiments enrichis (§ 3.4).  Il peut s’agir
d’eau de mer naturelle ou reconstituée, ayant
ou non servi à élever les organismes d’essai
(§ 2.3.4).  Dans le cas d’essais comparatifs
hautement normalisés, on recommande
l’usage d’une eau dont la salinité aura été
réglée dans une ou plusieurs gammes fixes
et étroites (p. ex., de 15 ± 1 ‰ pour l’eau
estuarienne ou 28 ± 1 ‰ pour l’eau de mer
non diluée).  Pour uniformiser encore
davantage les essais (quand on doit
notamment comparer la toxicité d’un ou de
plusieurs mélanges de sédiment et de
produits chimiques mesurée à plusieurs
installations), on recommande plutôt
d’utiliser une eau reconstituée, toujours
préparée selon la même formule (et, dans
certains cas, à partir du même lot) de sels de
mer du commerce ou de qualité « réactifs »
(USEPA, 1994c, 1995; EC, 2001b). 
 

6.4  Observations et mesures 
 

Lorsqu’on met un essai sur pied, on devrait
faire la description qualitative de chaque
mélange de sédiment enrichi et de son eau
surnageante.  Pour le sédiment, cette
description pourrait inclure la couleur, la
texture et l’homogénéité apparente, et pour
l’eau, la couleur et l’opacité.  Toute
modification d’apparence de ces éléments
observée pendant ou à la fin de l’essai
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devrait en outre être consignée.  Les mesures
de la qualité de chaque mélange (y compris
pour le sédiment témoin négatif) et de l’eau
surnageante devraient être mesurées et
enregistrées de la manière décrites aux
section 4.6, 5.2 et 5.5.
 

Si on dispose des capacités analytiques
requises, on devrait analyser les solutions
mères, l’eau surnageante, le sédiment, l’eau
de porosité et les solutions d’essai (le cas
échéant) avec une ou plusieurs aliquotes de
chaque mélange enrichi, afin de doser les
concentrations chimiques et de déterminer si
l’enrichissement est satisfaisant.  Ces
échantillons devraient être conservés,
entreposés et analysés selon des méthodes
convenables et éprouvées.

À moins d’avoir de bonnes raisons de croire
que les dosages chimiques ne sont pas
précis, on devrait calculer et exprimer les
résultats des essais toxicologiques pour
lesquels on a mesuré les concentrations de
chaque mélange de sédiment enrichi sous
forme de concentrations moyennes
déterminées à la fois pour le sédiment entier
(en µg/g ou en mg/kg de poids sec) et pour
l’eau de porosité (en µg/L ou en mg/L). 
Dans les cas où on a ajouté des produits
chimiques dans l’eau surnageante, les
résultats devraient encore être exprimés sous
forme de moyennes calculées pour le
sédiment et la colonne d’eau, quoiqu’on
devrait également calculer et consigner les
concentrations chimiques moyennes des
solutions d’essai recouvrant le sédiment
(EC, 1992a, 1997a, b).

Quand on souhaite calculer les paramètres
de mesure d’un essai (§ 6.5) sur la base de
valeurs nominales, on devrait au moins
prendre des aliquotes de la plus forte et de la

plus faible concentrations, ainsi que la
concentration médiane au début et à la fin de
l’essai.  Toutes les concentrations chimiques
mesurées devraient être comparées,
consignées et discutées en termes de degré
de différence par rapport aux valeurs
nominales en question.

6.5  Paramètres de mesure et calculs

Les essais à concentrations multiples
employant des mélanges de sédiments
enrichis sont caractérisés par la CL50 après
14 jours ainsi qu’un paramètre de mesure
correspondant au poids (la CIp, p. ex.).  La
présente section traite brièvement des
techniques statistiques et des programmes
permettant de les calculer (on trouve à la
section 5.6 des renseignements similaires
pour les essais à une seule concentration). 
Pour en savoir plus sur les méthodes
statistiques paramétriques et non
paramétriques applicables aux paramètres de
mesure, on devrait consulter les rapports
d’Environnement Canada (EC, 2001c), de
l’USEPA (1994a; Section 14; 1994b;
Section 12; 1994c; 1995) ou de
l’USEPA/USACE (1994) sur la
détermination de ces paramètres
toxicologiques. 

Si les essais comprennent un sédiment
témoin avec solvant (§ 6.2), on doit
comparer sur le plan statistique le
comportement des organismes d’essai dans
ce témoin à celui dans un sédiment témoin
négatif.  Si un test t de Student décèle des
écarts entre les paramètres obtenus dans ces
sédiments, on ne pourra se servir que du
sédiment témoin avec solvant aux fins de
comparaison et de calcul des résultats.  Si
par contre les résultats sont les mêmes, on
devrait combiner les données obtenues avec
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les deux témoins avant de les utiliser dans le
calcul des résultats ou l’évaluation de la
validité de l’essai. 

6.5.1  Concentration létale médiane   
    (CL50)

Dans le cadre d’essais à concentrations
multiples employant des mélanges de
sédiments enrichis (§ 6.2), on doit utiliser
les données quantiques relatives à la
mortalité pour calculer (si les résultats le
permettent) la concentration létale médiane
(CL50) après 14 jours et ses limites de
confiance de 95 %.  Pour ce faire, on
combine les taux de mortalité de toutes les
répétitions à chaque concentration.  Si ce
taux est $ 50 % à au moins une des
concentrations, la CL50 ne peut être estimée. 
Si par ailleurs aucune mortalité n’est
observée à une concentration donnée, on
doit lui attribuer un taux de mortalité de
0 %.  Toutefois, si une série de
concentrations successives produisent un
taux de mortalité de 0 %, seule la plus
élevée d’entre elle (soit celle qui se
rapproche le plus de la médiane des
données) devrait servir à l’évaluation de la
CL50.  Si, à l’inverse, on note une série de
concentrations élevées auxquelles tous les
organismes sont morts, une seule valeur de
100 % devra être utilisée, soit celle à la
concentration la moins élevée.  Ces deux
restrictions s’appliquent à toute forme
d’analyse statistique et à toute construction
graphique manuelle.

On peut utiliser divers programmes
informatiques pour calculer les CL50; pour
choisir le bon, on devrait consulter
Environnement Canada (2001c). Le rapport
de Stephan (1977) fait état du
développement d’un tel programme fondé
sur les méthodes des probits, des moyennes

mobiles et des valeurs binomiales, lequel est
adapté aux ordinateurs compatibles IBM. 
Mais on peut également se servir d’autres
méthodes informatiques ou manuelles
convenables (p. ex., USEPA, 1985b, 1988;
Hubert, 1987; APHA et al., 1998).  Il existe
en outre des programmes employant la
méthode élaguée de Spearman-Kärber
(Hamilton et al., 1977), mais ceux-ci ne sont
recommandés que si l’élagage est fixé à
zéro, puisque les chercheurs peu habitués
aux conséquences de l’élimination des
données extrêmes de la relation dose-
réponse risquent d’obtenir des résultats
divergents (EC, 2001c).  Cela dit, on
constate présentement la popularité
croissante d’une méthode statistique à
caractère logistique pour calculer les CL50
(EC, 2001c).

Les CL50 calculées par ordinateur devraient
cependant être vérifiées en reportant sur un
graphique à échelle de probabilités
logarithmiques (log-probabilités) les taux de
mortalité obtenus au jour 14 aux diverses
concentrations d’essai (APHA et al., 1998;
EC, 2001c).  Tout écart majeur entre les
CL50 dérivées de ce diagramme et celles
obtenues par ordinateur doit être résolu. 
Pour cet exercice, on préférera un graphique
construit à la main, mais on peut avoir
recours à une construction informatique si
celle-ci s’appuie sur des échelles log-
probabilités.  Il est à noter que les erreurs de
saisie de données se répercutent évidemment
sur l’analyse mathématique qu’on en fait; il
importe donc de vérifier soigneusement les
coordonnées des points reportés sur les
graphiques.

La figure 2 illustre le report manuel sur un
graphique des données relatives aux taux de
mortalité en fonction des concentrations
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pour estimer la CL50.  Dans cet exemple
hypothétique, on compte 25 vers (cinq
répétitions à cinq organismes chacune) pour
chaque concentration, soit 1,8, 3,2, 5,6, 10 et
18 mg de produit chimique/kg de sédiment,
entraînant respectivement des taux de
mortalité de 0, 20, 40, 90 et 100 % après 14
jours d’expositions des organismes d’essai. 
On peut estimer la concentration qu’on
prévoit létale à 50 % en traçant une ligne (ici
pointillée) de cette concentration jusqu’à ce
qu’elle intercepte la courbe « la mieux
ajustée » aux valeurs de mortalité reportées,
puis en descendant jusqu’à l’axe horizontal
des concentrations (ce qui donne ici une
CL50 de 5,6 mg/kg).  Un graphique
semblable peut être construit à partir des
taux de mortalité et des concentrations
moyennes mesurées (en µg ou en mg/L)
obtenues par l’analyse des eaux de porosité
(§ 6.4). 
 

Lorsqu’on tente d’ajuster la courbe d’un
graphique tel que celui illustré à la figure 2,
on devrait accorder plus d’attention aux
points près du seuil de mortalité de 50 %. 
On peut se procurer du papier à échelle log-
probabilités (ou « log-probit », comme à la
figure 2) dans les bonnes librairies
techniques ou encore, en photocopier des
exemplaires vierges, qu’on peut notamment
trouver dans le rapport EC, 2001c.
 

 Pour les données régulières de la figure 2,
les programmes informatiques ont donné des
estimés très semblables à ceux produits par
le graphique.  Voici les CL50 ainsi obtenues,
ainsi que leurs limites de confiance à 95 % :
 

Méthode de Stephan (1977) :
• probit 5,58 (4,24 et 7,37)
• moyenne mobile 5,58 (4,24 et 7,33)
• valeur binomiale 6,22 (entre 1,8 et 10)
 

Analyse de Hubert (1987)
par la méthode 
des probits : 5,56 (4,28 et 7,21)
 

TOXSTAT 3.4 : 5,58 (4,38 et 7,12)
 

SAS (1988), analyse des 
probits: 5,58 (4,26 et 7,40)
 

6.5.2  Concentration inhibitrice pour un 
          taux précisé d’effet (CIp)
Pour ce qui est du poids sec moyen, on
recommande d’utiliser la CIp (concentration 
inhibitrice pour un pourcentage d’effet
donné) en guise de paramètre de mesure
statistique.  La CIp correspond à la valeur
quantitative estimée de la concentration
susceptible de causer un taux de réduction
déterminé du poids sec moyen des
organismes d’essai.  La valeur de « p » est
choisie par les chercheurs, mais on privilégie
présentement les taux de 25 et de 20 % (p.
ex., une CI25 chercherait à obtenir la
concentration à laquelle on noterait une
réduction de 25 %, et une CI20, une
réduction de 20 %).  On doit également
calculer les limites de confiance à 95 % de
toute CIp calculée et consignée.
 

On détermine le poids sec moyen en
additionnant à la fin de l’essai celui de tous
les organismes survivants d’une enceinte
donnée, puis en divisant le nombre obtenu
par le nombre de ces organismes (§ 4.7).  On
doit exclure de l’analyse les enceintes dans
lesquelles aucun organisme n’a survécu ainsi
que les concentrations dont toutes les
répétitions présentent un taux de mortalité
de 100 %.

Actuellement, la seule façon aisée d’estimer
la CIp et ses limites de confiance à 95 % est
la méthode « bootstrap » informatisée
(Norberg-King, 1993) par l’entremise du
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programme ICPIN (USEPA, 1994c; 1995),
autrefois connu sous le nom de
BOOTSTRP. Ce programme public peut
être obtenu auprès de l’USEPA et fait partie
de la plupart des progiciels utilisés en
toxicologie environnementale, y compris
TOXSTAT. L’USEPA dispose également
d’un mode d’emploi clair qui facilite
l’utilisation du programme ICPIN (Norberg-
King, 1993).  33

Pour procéder aux analyse par le biais de ce
programme, on ne doit pas nécessairement
faire appel à un nombre égal de répétitions
par concentration.  On calcule la CIp en
égalisant au besoin les données, puis en se
servant des deux points voisins de la CIp
choisie (USEPA, 1994c, annexe L; USEPA,
1995, annexe L).  Mais il est impossible de
déterminer la CIp sans avoir de
concentrations d’essai plus faible et plus
élevée qu’elle; ces deux concentrations
devraient produire des effets suffisamment
rapprochés de la valeur choisie de « p », de
préférence à plus ou moins 20 % de cette
dernière.  Le programme actuel ne pouvant
pas étaler les concentrations sur une échelle
logarithmique, les utilisateurs canadiens
doivent les saisir sous forme de logarithmes. 
Certains progiciels du commerce effectuent
cette transformation, mais on devrait
s’assurer que les données conservent leur

caractère logarithmique quant on passe au
programme ICPIN.  Toutes les autres
méthodes s’étant avérées invalides, ce
dernier estime les limites de confiance au
moyen d’une technique d’amorçage
(« bootstrap ») particulière par l’entremise
de laquelle l’ordinateur procède à un nombre
déterminé de « rééchantillonnages » des
mesures originales.  Ce sont les chercheurs
qui doivent préciser ce nombre entre 80 et
1 000. On recommande ici qu’il se situe
entre 400 et 1 000, ce dernier étant plus
avantageux.34

En plus de calculer et de consigner les CIp
déterminées par ordinateur, on devrait
construire un graphique illustrant le taux de
réduction du poids sec en fonction du
logarithme des concentrations, afin de
vérifier les résultats mathématiques et de
permettre la visualisation des données
obtenues (EC, 2001c).

  Les instructions dans Norberg-King (1993) sèment33

parfois la confusion sur ce qu’est une « répétition ». Le

terme est utilisé de telle façon qu’il s’appliquerait au

poids de chaque organisme d’une même enceinte.  Ce

lapsus ne nuit en rien au bon fonctionnement du

programme.

Le programme ICPIN présente certaines lacunes. 34  

Sa méthode d’interpolation n’est pas optimale, étant

sensible aux particularités des deux concentrations

utilisées.  Le programme est en outre incapable

d’adopter des valeurs logarithmiques, ce qui

favoriserait l’obtention d’une CIp légèrement plus

élevée.  En modifiant la méthode d’amorçage

(bootstrap), on a cependant réussi à remédier à un

problème d’étroitesse des limites de confiance.  En

fait, il serait préférable de recourir à des méthodes de

régression linéaire ou générale pour estimer les CIp et

leurs limites de confiance (EC, 2001c), mais on n’a

pas encore mis au point un progiciel normalisé à cette

fin dans le domaine de la toxicologie

environnementale.  Les chercheurs devraient toutefois

rester à l’affût de tout nouveau développement en ce

sens.
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Figure 2 Estimation de la concentration létale médiane par l’établissement
d’un graphique des taux de mortalité sur du papier log-probabilités
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6.5.3 Tests d’hypothèse (CSEO et       
 CEMO)
Les résultats d’un essai donné peuvent
également être exprimés sous forme de
concentration sans effet observé (CSEO), de
concentration avec effet minimal observé
(CEMO) ou de concentration avec effet de
seuil observé (CESO).  Dans le cas d’essais
employant des sédiments enrichis, les CSEO
et les CEMO sont calculées à partir des
données sur le poids sec moyen des
organismes ayant survécu dans chaque
répétition (soit dans chaque enceinte) des
concentrations d’essai et du témoin.  On se
sert ici des données sur l’effet sublétal qui
ont servi à estimer la CIp, en excluant la
répétition ou la concentration ayant produit
un taux de mortalité de 100 %.   Les35

méthodes statistiques à employer sont
décrites et expliquées dans plusieurs
rapports (USEPA, 1994a; 1994c; 1995;
USEPA/USACE, 1994; Newman, 1995; EC,
2001c) ainsi que dans la documentation qui
accompagne les progiciels comme
TOXSTAT (WEST, Inc. et Gulley, 1996). 
On vérifie d’abord la normalité des données
et l’homogénéité de la variance par le biais
des tests de Shapiro-Wilks et de Bartlett.  Si
on détermine alors que les données
originales ou transformées (§ 5.6) répondent
aux exigences de ces tests, on peut procéder
aux analyses paramétriques.

En guise de calculs paramétriques, on
effectue l’analyse de la variance (ANOVA),

puis un test de Williams à comparaisons
multiples qui détermine quelles
concentrations diffèrent significativement du
témoin (Williams, 1971, 1972).  Ce dernier
tient compte de l’ordre de chaque groupe de
mesures selon l’importance de leur
concentration (EC, 2001b), ce qui est un
atout pour augmenter la sensibilité et
constitue un avantage certain pour la plupart
des essais toxicologiques (Masters et al.,
1991).   Le test de Williams permet36

d’évaluer l’écart significatif minimal (ESM),
soit l’écart requis entre le poids moyen du
témoin et celui d’une concentration d’essai
pour conclure que cette dernière produit un
effet significatif.  On doit toujours calculer
l’ESM quand on utilise la CSEO et la
CEMO comme résultats d’un essai.  Si
l’ESM entre les poids moyens d’essai et le
poids moyen des témoins est supérieur à
25 %, on doit questionner la validité et
l’utilité de ces résultats.
 
Si on dispose d’un nombre inégal de
répétitions en raison d’une perte accidentelle
ou autre, on remplace le test de Williams par
un test t auquel on aurait apporté la
modification de Dunn-Sidak ou la correction
de Bonferroni.
 

Mis à part les cas extrêmes, si on ne peut
satisfaire aux exigences des test de normalité
et d’homogénéité par la transformation des
données, on devrait quand même procéder à
l’analyse paramétrique (celle-ci est en effet

Il est possible d’observer des taux de mortalité35  

importants à des concentrations inférieures à celles

qui produisent un effet négatif sur le poids moyen.  Si

la survie s’avère ainsi un paramètre plus sensible que

la croissance, on devrait procéder au calcul de la

CL50 après 14 jours.

 TOXSTAT et la plupart des méthodes employées aux36

États-Unis privilégient un autre test à comparaisons

multiples normalisé, soit le test de Dunnett.  Or, ce

dernier n’est pas particulièrement efficace pour

distinguer les effets étant donné qu’il fait fi des

concentrations dans le calcul de l’écart significatif

minimal (Masters et al., 1991).
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relativement robuste face à des non-
conformités modérées [§ 5.6]), mais on
devrait également effectuer une analyse non
paramétrique.  On doit ensuite utiliser la
plus sensible des deux analyses (celle où on
a obtenu les concentrations les plus faibles)
pour les estimations finales de la CSEO et
de la CEMO. Dans de tels cas, le rapport
doit inclure les éléments suivants :

    • les résultats des tests de Shapiro-Wilks
et de Bartlett;

    • un graphique construit à la main
montrant les poids moyens par
enceinte et les concentrations sous
forme logarithmique;

    • les résultats de l’analyse paramétrique,
y compris l’ESM;

• les résultats de l’analyse non
paramétrique.

L’analyse non paramétrique requiert quatre
répétitions.   On devrait privilégier le test37

de Shirley par rapport à l’analyse de la
variance, puisque, comme le test de
Williams, il tient compte de l’ordre des
concentrations.  Mais il ne fait

malheureusement pas partie de la plupart des
progiciels statistiques, et est absent de la
majorité des manuels.  Le test de classement
multi-univoque de Steel, qui de son côté est
inclus dans presque tous les progiciels
américains, pourrait constituer une solution
de rechange (il ne tient cependant pas
compte de l’ordre des concentrations).  En
présence d’un nombre inégal de répétitions,
on devrait faire appel au test de somme
ordinale de Wilcoxon.  Tous ces tests
constituent d’excellents outils quand les
données ne sont pas normalement réparties,
mais demeurent moins puissants que les
analyses paramétriques dans le cas d’une
répartition normale.

On calcule souvent la CESO, qui correspond
à la moyenne géométrique de la CSEO et de
la CEMO, afin de n’avoir à traiter qu’un seul
chiffre.  Le cas échéant, cette valeur devrait
être consignée, en reconnaissant cependant
qu’il s’agit d’une estimation arbitraire d’un
seuil d’effet qui pourrait se trouver
n’importe où dans la gamme entre la CSEO
et la CEMO.  Sa valeur dépend en effet des
concentrations choisies pour l’essai.  On ne
peut estimer de limites de confiance pour la
CSEO, la CEMO ni la CESO.

 Le fait d’exiger quatre répétitions pourrait empêcher37

l’estimation de la CSEO et de la CEMO.  Certains

essais pourraient avoir été conçus avec moins de

répétitions, dans le but principal de calculer la CIp.  Si

les résultats s’écartent de la normalité et de

l’homogénéité, on ne pourrait alors pas procéder à

l’analyse par des méthodes non paramétriques.



72

Section 7

Rapports à produire

Chaque rapport d’essai doit indiquer si on
s’est écarté des exigences énoncées aux
sections 2 à 6 de la présente méthode d’essai
biologique et, le cas échéant, fournir des
explications.  À sa lecture, on doit être en
mesure de déterminer si les conditions et
modes opératoires observés avant et pendant
l’essai ont su assurer la validité et
l’acceptabilité des résultats pour l’usage
qu’on leur réserve.  

La section 7.1 énumère les éléments qui
doivent être intégrés au rapport d’essai,
tandis que la section 7.2 décrit les éléments
qui doivent soit y apparaître, soit être inclus
dans un rapport général distinct, soit être
archivés pendant au moins cinq ans.  
Certains programmes de surveillance,
protocoles d’essai ou règlements pourraient
requérir l’ajout au rapport d’éléments
nommés dans cette dernière section (p. ex.,
des détails concernant le matériau d’essai
et/ou les conditions et modes opératoires
employés lors du prélèvement, de la
manipulation, du transport et de
l’entreposage des échantillons) ou demander
qu’ils soient relégués à l’archivage.  

Les conditions et modes opératoires partagés
par plusieurs essais en cours (comme dans le
cadre d’un programme de surveillance ou de
contrôle de la conformité) et conformes aux
présentes peuvent faire l’objet d’un renvoi
par citation ou pièce jointe dans un rapport
général soulignant les pratiques normales au
sein du laboratoire. 

Les détails relatifs à la conduite et aux
résultats d’un essai qui ne sont consignés ni

dans le rapport de l’essai ni dans un rapport
général doivent être archivés par le
laboratoire pendant au moins cinq ans, de
manière à ce qu’on puisse revenir sur les
renseignements pertinents en cas de
vérification (audit) de l’essai.  Parmi ces
détails, on peut notamment compter : 

• un enregistrement de la chaîne de
transmission des échantillons du terrain
ou autres mis à l’essai à des fins de
surveillance ou d’application d’un
règlement;

• un exemplaire du dossier d’acquisition
du ou des échantillons;

• les résultats des analyses chimiques du
ou des échantillons qui n’apparaissent
pas dans le rapport d’essai;

• les notes d’observations et de mesures
prises au cours de l’essai;

• les notes de laboratoire et la ou les cartes
de contrôle portant sur les essais
toxicologiques de référence;

 

• des dossiers détaillés décrivant l’origine
des organismes d’essai, en confirmant la
taxonomie et en consignant tous les
renseignements pertinents sur leur
élevage et leur état de santé;

 

• des données sur l’étalonnage de
l’équipement et des instruments.  



73

Les feuilles de données originales doivent
être datées et signées ou parafées par le
personnel de laboratoire responsable des
essais.
 

7.1  Exigences minimales pour le       
    rapport d’essai

 

Les sections suivantes énumèrent des
éléments qui doivent paraître dans chaque
rapport d’essai.
 
 

7.1.1 Substance ou matière d’essai
 

•  une brève description des types
d’échantillons (p. ex., déblais de
dragage, sédiment de référence ou
contaminé prélevé sur le terrain,
sédiment témoin négatif) ou des codes
qui leur ont été attribués par le personnel
de laboratoire;

 

•  de l’information sur l’étiquetage ou le
codage de chaque échantillon;

 

• la date des prélèvements et la date et
l’heure de l’arrivée du ou des
échantillons au laboratoire.

 
 

7.1.2 Organismes d’essai
 

• l’espèce et l’origine des géniteurs et des
organismes d’essai;

 

• la gamme d’âges au début de l’essai;
 

• le poids sec moyen (± F) au début de        
  l’essai;

 

• tout aspect, comportement ou traitement
inhabituels des organismes avant l’essai.

 

7.1.3 Installations d’essai
 

• le nom et l’adresse du laboratoire;

• le nom de la ou des personnes qui
réalisent l’essai.

7.1.4 Eau d’essai

• le type, l’origine et la salinité de l’eau      
   d’essai;

• les caractéristiques mesurées avant et/ou  
   au moment de la mise en branle de           
   l’essai.

7.1.5 Méthode d’essai

• le nom de la méthode employée                
  (conformément au présent document);

• le plan expérimental et la description du  
   mode opératoire particulier (p. ex.,           
   préparation de mélanges de sédiments      
   enrichis ou préparation et utilisation         
   d’un solvant et, le cas échéant, d’un         
   témoin contenant le solvant) ou de la       
   modification apportée à la méthode          
   décrite aux présentes;

• une brève description de la fréquence et   
   des types de mesures et d’observations     
   faites au cours de l’essai;

•  le nom des programmes et des méthodes
utilisés pour calculer les paramètres de
mesure statistiques.
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7.1.6 Conditions expérimentales et modes 
            opératoires
 

• le plan expérimental et la description    
de tout écart ou omission des conditions
et modes opératoires décrits aux
présentes;

 

• le nombre d’échantillons discrets et 
d’enceintes répétées par variante, le 
nombre et la description de ces variantes,
y compris le ou les témoins, ainsi que les
diverses concentrations d’essai (le cas
échéant);

 

• la profondeur et le volume de sédiment 
et d’eau surnageante dans chaque
enceinte;

 

• le nombre d’organismes par enceinte et   
par variante;

 

• le régime alimentaire et les rations;
 

• les dates de début et de fin de l’essai;
 

• toutes les mesures relatives à la
granulométrie, au taux d’humidité et à la
teneur en carbone organique total du
sédiment, de même qu’à la salinité, au
pH et à la teneur en ammoniaque de
l’eau de porosité de tous les échantillons;

• toutes les mesures relatives à la
température, à l’oxygène dissous, à la
salinité, à la teneur en ammoniaque et au
pH de l’eau surnageante d’au moins une
enceinte par variante.

7.1.7 Résultats

• le taux de survie moyen (± F) après 14 j,
et le poids sec (individuel) moyen (± F)

des vers qui ont survécu à la fin de
l’essai, et le résultat de toute
comparaison statistique pour chaque
variante;

• le coefficient de variation (CV) des taux
de survie et des poids secs (individuels)
moyens des groupes témoins de chaque
répétition à la fin de l’essai;

• les CL50 qu’on a déterminées (y compris
leurs limites de confiance à 95 % et, le
cas échéant, la pente calculée);

• les CIp qu’on a déterminées (y compris
leurs limites de confiance à 95 %) à
partir des résultats de croissance (soit le
poids sec à la fin de l’essai), ainsi que les
détails relatifs aux transformations de
données effectuées et une mention de la
statistique quantitative utilisée;

• dans le cas d’essais à concentrations
multiples employant des sédiments
enrichis, une mention indiquant si les
résultats sont fondés sur des
concentrations nominales ou mesurées
de substances ou de produits chimiques
et, le cas échéant, les concentrations
mesurées;

• toute CL50 après 96 h (y compris ses
limites de confiance à 95 %) associée
aux toxiques de référence évalués
parallèlement aux sédiments des essais
toxicologiques définitifs et utilisant le    
même lot d’organismes que ces derniers,
exprimée en milligramme de produit
(Cd, p. ex.) par litre, ainsi que la
moyenne géométrique (± 2 F) pour ce
toxique, l’espèce mise à l’essai et la
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 salinité, obtenues au laboratoire dans le
cadre d’essais antérieurs employant les
conditions et modes opératoires décrits
aux présentes;

• toute anomalie observée ou tout
problème rencontré en cours d’essai,
ainsi que les mesures correctives
adoptées.

7.2  Exigences supplémentaires

Les sections suivantes énumèrent des
éléments qui doivent soit paraître dans les
rapports d’essai, soit être inclus dans un
rapport général, soit être archivés pendant au
moins cinq ans.

7.2.1 Substance ou matière d’essai

• le nom des préleveurs et/ou des 
fournisseurs d’échantillons;

• la chaîne de transmission et les fiches 
d’inscription des échantillons;

• l’état (température, obscurité, récipient 
scellé, etc.) de l’échantillon à sa 
réception et pendant son entreposage.

7.2.2 Organismes d’essai

• le nom des personnes qui ont identifié
les organismes et la description des
caractéristiques taxonomiques qui en ont
confirmé l’espèce;

• les antécédents et l’âge des géniteurs de
tous les élevages utilisés pour produire

les organismes d’essai;
 

• les conditions et modes opératoires
employés pour les élevages d’âges divers
et d’âges connus, y compris les
installations et appareils, l’éclairage,
l’origine et la qualité de l’eau, les 
prétraitements utilisés pour l’eau, la
méthode et le rythme de renouvellement
de l’eau, la température et la salinité de
l’eau ainsi que le type et la quantité de
substrat;

 

• les méthodes employées pour compter,
manipuler, trier, transférer et tamiser les
organismes, de même que celles pour en
déterminer le décès, l’état, l’apparence et
le comportement;

 

• la source et la composition de la
nourriture, son mode de préparation et
d’entreposage, la façon de la distribuer, la
fréquence des services et les rations
offertes.

 

 

7.2.3 Installations et appareillage                
      expérimentaux

 

• l’expérience du laboratoire en ce qui a
trait à l’utilisation de la présente méthode
d’essai biologique pour évaluer la toxicité
des sédiments à l’aide de P. cornuta;

• les systèmes utilisés pour procurer de
l’éclairage et de l’air comprimé et pour
réguler la température au sein du
laboratoire;

• les enceintes et les couvercles utilisés;

• les appareils et méthodes employés pour
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alimenter les enceintes en eau et
renouveler cette dernière;

• les méthodes employées pour nettoyer ou
rincer l’appareillage expérimental.

7.2.4 Sédiment témoin négatif et eau           
      d’essai

• les modes de prétraitement du sédiment
témoin négatif (tamisage, dépôt des
particules fines tamisées, préparation et
vieillissement s’ils sont artificiels, etc.)
et de l’eau d’essai (filtrage, stérilisation,
reconstitution et vieillissement, réglage
de la salinité et de la température, débit
et durée d’aération, etc.);

• le type et la quantité de produits               
   chimiques ajoutés à l’eau d’essai;

• les conditions et la durée d’entreposage   
   avant l’utilisation.

 

 

7.2.5 Méthode d’essai

• les modes opératoires pour le mélange
ou la manipulation des sédiments d’essai
avant leur utilisation, ainsi que
l’intervalle de temps entre leur
préparation et leur mise à l’essai;

 

• les modes opératoires pour la préparation
des solutions chimiques mères ou
d’essai, ainsi que la description et la
concentration de tout solvant utilisé;

 

• les méthodes employées (avec
références) pour l’analyse chimique des
matériaux d’essai (sédiments et eaux de

porosité), avec des détails concernant la
prise, la préparation et l’entreposage
préalable d’aliquotes;

 

• utilisation et description de tout essai
préliminaire ou visant à déterminer les
intervalles de concentrations.

 

 

7.2.6 Conditions expérimentales et modes    
          opératoires
 

• l’intensité lumineuse mesurée juste au-
dessus de la surface de l’eau surnageante
des enceintes expérimentales;

 

• mention de l’aération de l’eau
surnageante avant et pendant les essais, y
compris le débit d’air et la manière de le
produire;

 

• mention de toute interruption du débit
d’aération pendant l’essai, y compris les
mesures d’OD correspondantes;

 

• le mode et le rythme de renouvellement
de l’eau surnageante;

 

• l’apparence de chaque échantillon (ou
mélange d’échantillons) et de l’eau
surnageante dans les enceintes
expérimentales, y compris tout
changement en apparence observé en
cours d’essai;

 

• toute autre mesure chimique (teneur en
contaminants, en sulfures volatiles acides,
en carbone inorganique total, en sulfure
d’hydrogène ou en ammoniac dans l’eau
de porosité; demande en oxygène
chimique et biochimique; capacité
d’échange cationique; potentiel
d’oxydoréduction; etc.) prise avant et
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pendant l’essai sur les sédiments entiers
(d’essai, de référence et témoin) et le  
contenu des enceintes expérimentales,
incluant les analyses sur le sédiment
entier, l’eau de porosité et l’eau
surnageante;

 

• toute autre observation ou analyse
effectuée relativement au matériau (y
compris les sédiments témoins négatifs
ou de référence), comme la présence
d’éventuelles traces d’animaux, des    
données qualitatives et/ou quantitatives
sur la macrofaune indigène ou les
détritus présents, des analyses
géochimiques, etc.;

 

• les analyses chimiques des
concentrations de produits dans les
solutions mères de toxique de référence
et, si elles ont été effectuées, des
concentrations d’essai.

 
 

7.2.7 Résultats de l’essai
 

• les résultats de tout essai visant à               
   déterminer les intervalles de                       
   concentrations;

 

• une carte de contrôle montrant les
résultats antérieurs et plus récents
d’essais toxicologiques  employant le
même toxique de référence;

 

• une représentation graphique des               
   données;

 

• les originaux des notes de laboratoire et
autres feuilles de données, datés et signés
par le personnel qui a procédé aux essais
et aux analyses connexes.
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Annexe A
 

Méthodes d’essai biologique et documents d’orientation publiés par

la Section de l’élaboration et de l’application des méthodes

d’Environnement Canada1

Titre de la méthode d’essai ou du document

d’orientation

Numéro de rapport Date de

publication

Modifications

applicables

A.  Méthodes d’essai biologique universelles

Essai de létalité aiguë sur la truite arc-en-ciel EPS 1/RM/9 Juillet 1990 Mai 1996

Essai de létalité aiguë sur l’épinoche à trois

épines (Gasterosteus aculeatus)

EPS 1/RM/10 Juillet 1990 Mars 2000

Essai de létalité aiguë sur Daphnia spp.   EPS 1/RM/11 Juillet 1990 Mai 1996

Essai de reproduction et de survie sur le cladocère

Ceriodaphnia dubia

EPS 1/RM/21 Février 1992 Novembre 1997

Essai de croissance et de survie sur les larves de

tête-de-boule

EPS 1/RM/22 Février 1992 Novembre 1997

Essai de toxicité sur la bactérie luminescente

Photobacterium phosphoreum

EPS 1/RM/24 Novembre

1992

—

Essai d’inhibition de la croissance de l’algue

d’eau douce Selenastrum capricornutum

EPS 1/RM/25 Novembre

1992

Novembre 1997

Essai de toxicité aiguë de sédiments chez des

amphipodes marins ou estuariens

EPS 1/RM/26 Décembre

1992

Octobre 1998

Essai sur la fécondation chez les échinides

(oursins verts et oursins plats)

EPS 1/RM/27 Décembre

1992

Novembre 1997

Essais de toxicité sur des salmonidés aux

premiers stades de leur cycle biologique (truites

arc-en-ciel, saumon coho ou saumon de

l’Atlantique)

EPS 1/RM/28

1  éditionère

Décembre

1992

Janvier 1995

Essais de toxicité sur des salmonidés (truite arc-

en-ciel) aux premiers stades de leur cycle

biologique

EPS 1/RM/28

2  éditione

Juillet 1998 —

 Ces documents sont vendus par Publications de la Protection de l’environnement, Services de la protection de l’environnement,1

Environnement Canada, Ottawa, Ontario, K1A 0H3, Canada.  Pour obtenir de plus amples renseignements ou des commentaires
à ce sujet, on peut communiquer avec le directeur de la Section de l’élaboration et de l’application des méthodes, Centre de
technologie environnementale, Environnement Canada, Ottawa, Ontario, K1A 0H3, Canada.
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Titre de la méthode d’essai ou du document

d’orientation

Numéro de

rapport

Date de

publication

Modifications

applicables

A.  Méthodes d’essai biologique génériques (universelles) (suite)

Essai de croissance et de survie des larves de

moucherons d’eau douce Chironomus tentans ou

riparius dans les sédiments

EPS 1/RM/32 Décembre 1997 —

Essai de croissance et de survie de l’amphipode

d’eau douce Hyalella azteca dans les sédiments

EPS 1/RM/33 Décembre 1997 —

Essai de mesure de l’inhibition de la croissance de

la plante macroscopique dulcicole, Lemna minor

EPS 1/RM/37 Mars 1999 —

B.  Méthodes de référence2

Méthod e de référence pour la détermination de la

létalité aiguë d’effluents chez la truite arc-en-ciel

EPS 1/RM/13

1  éditionère

Juillet 1990 Mai 1996,

Décembre 2000

Méthode de référence pour la détermination de la

létalité aiguë d’effluents chez la truite arc-en-ciel

EPS 1/RM/13

2  éditione

Décembre 2000 —

Méthode de référence pour la détermination de la

létalité aiguë d’effluents chez Daphnia magna

EPS 1/RM/14

1  éditionère

Juillet 1990 Mai 1996,

Décembre 2000

Méthode de référence pour la détermination de la

létalité aiguë d’effluents chez Daphnia magna

EPS 1/RM/14

2  éditione

Décembre 2000 —

Méthode de référence pour la détermination de la

létalité aiguë de sédiments chez des amphipodes

marins ou estuariens

EPS 1/RM/35 Décembre 1998 —

C.  Documents d’orientation

Document d’orientation sur le contrôle de la

précision des essais de toxicité au moyen de

produits toxiques de référence

EPS 1/RM/12 Août 1990 —

Document d’orientation sur le prélèvement et la

préparation de sédiments en vue de leur

caractérisation physico-chimique et d’essais

biologiques

EPS 1/RM/29 Décembre 1994 —

Document d’orientation sur la mesure de la

précision des essais de toxicité au moyen de

sédiments de contrôle dopés avec un produit

toxique de référence

EPS 1/RM/30 Septembre 1995 —

Guide des essais écotoxicologiques employant une

seule espèce et de l’interprétation de leurs résultats EPS 1/RM/34 Décembre 1999 —

 Dans le présent contexte, on définit une méthode de référence comme étant une méthode d’essai biologique spécifique en vue2

de la réalisation d’un essai de toxicité, respectant une série de conditions expérimentales et de modes opératoires décrits avec
précision dans un document écrit.  Contrairement à d’autres méthodes d’essai biologique génériques (polyvalentes ou
« universelles ») publiées par Environnement Canada, les méthodes de référence sont souvent réservées aux essais associés à des
règlements particuliers.
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Annexe B

Membres du Groupe intergouvernemental de la toxicité
aquatique (décembre 2001)

Gouvernement fédéral (Environnement
Canada)

C. Blaise
Centre Saint-Laurent
Montréal (Qc)

S. Blenkinsopp
Direction générale pour l’avancement des
technologies environnementales
Edmonton (Alb.)

C. Boutin
Centre national de la recherche faunique
Hull (Qc)

C. Buday
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

A. Chevrier
Division du milieu marin
Hull (Qc)

K. Day
Institut national de recherche sur les eaux
Burlington (Ont.)

K. Doe
Direction de la conservation de
l’environnement
Moncton (N.-B.)

G. Elliott
Laboratoire d’écotoxicologie
Edmonton (Alb.)

M. Fennell
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

M. Harwood
Centre Saint-Laurent
Montréal (Qc)

P. Jackman
Direction de la conservation de
l’environnement
Moncton (N.-B.)

R. Kent
Direction de l’évaluation et de
l’interprétation
Hull (Qc)

N. Kruper
Laboratoire d’écotoxicologie
Edmonton (Alb.)

D. MacGregor
Centre de technologie environnementale
Gloucester (Ont.)

D. Moul
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

W.R. Parker
Région de l’Atlantique
Dartmouth (N.-É.)
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L. Porebski
Division du milieu marin
Hull (Qc)

D. Rodrigue
Centre de technologie environnementale
Gloucester (Ont.)

R. Scroggins
Centre de technologie environnementale
Gloucester (Ont.)

A. Steenkamer
Centre de technologie environnementale
Gloucester (Ont.)

D. St.-Laurent
Région du Québec
Montréal (Qc)

G. van Aggelen
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

R. Watts
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

P. Wells
Région de l’Atlantique
Dartmouth (N.-É.)

W. Windle
Direction de l’évaluation des produits
chimiques commerciaux
Hull (Qc)

S. Yee
Centre des sciences de l’environnement du
Pacifique
North Vancouver (C.-B.)

Gouvernement fédéral (Commission de
contrôle de l’énergie atomique)

P. Thompson
Division de la radioprotection
Ottawa (Ont.)

Provinces

S. Abernethy
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)

C. Bastien
Ministère de l'Environnement et de la Faune
Sainte-Foy (Qc)

D. Bédard
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)

M. Mueller
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)

C. Neville
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)

D. Poirier
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)

G. Westlake
Ministère de l’Environnement et de
l’Énergie
Etobicoke (Ont.)
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Annexe C

Administration centrale et bureaux régionaux
d’Environnement Canada

Administration centrale
351, boul. Saint-Joseph
Place Vincent-Massey
Gatineau (Qc)
K1A 0H3

Région de l’Atlantique
15  étage, Queen Squaree

45 Alderney Drive
Dartmouth (Nouvelle-Écosse)
B2Y 2N6

Région du Québec
14  étagee

105, rue McGill
Montréal
H2Y 2E7

Région de l’Ontario
4905 Dufferin St., 2  étagee

Downsview (Ontario)
M3H 5T4

Région de l’Ouest et du Nord
Pièce 210, Twin Atria n  2o

4999, 98  Avenuee

Edmonton (Alberta)
T6B 2X3

Région du Pacifique et du Yukon
224, rue Esplanade ouest
North Vancouver (Colombie-Britannique)
V7M 3H7
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Annexe D

 

Variantes des méthodes d’élevage des vers polychètes marins ou

estuariens en vue de leur utilisation dans la mesure de la toxicité de

sédiment sur la survie et la croissance, telles que publiées dans des

documents de méthodologie

Les documents de base sont énumérés ici en ordre chronologique, sous le sigle de l’organisme
dont ils émanent, et non sous le nom de leur(s) auteur(s).

USEPA 1990b : Protocole normalisé pour réaliser un essai de survie et de croissance de 20 jours
avec des spécimens juvéniles de Neanthes dans le sédiment; écrit en collaboration par
D.M. Johns, T.C. Ginn et D.J. Reish, et préparé par PTI Environmental Services pour
l’United States Environmental Protection Agency (USEPA), région 10. Cette méthode
d’essai a été publiée par l’USEPA en juin 1990. (Voir « USEPA 1990b » dans les
travaux cités.)

ASTM 1994 : Guide normalisé pour réaliser des essais de toxicité sédimentaire en employant
des polychètes marins et estuariens; écrit par D.J. Reish pour l’American Society for
Testing and Materials (ASTM), sous la direction du sous-comité E47.03 sur la
toxicologie sédimentaire, et publié en juillet 1994. (Voir « ASTM 1994 » dans les
travaux cités.)  Les modes opératoires qu’on y trouve  pour l’élevage de Neanthes
arenaceodentata  en prévision d’essais de survie et de croissance de 20 ou de 28 jours
visant à mesurer la toxicité de sédiments sont résumés aux présentes.

USACE 1995 : Survol du protocole normalisé utilisé par les chercheurs de l’United States Army
Corps of Engineers (USACE), Waterways Experiment Station, à Vicksburg, au
Mississippi, pour la réalisation d’essais sur 28 jours de survie et de croissance
d’organismes juvéniles de l’espèce Nereis (Neanthes) arenaceodentata dans le
sédiment.  Cette méthode d’essai a été écrite en collaboration par T.M. Dillon, D.W.
Moore et T.S. Bridges. (Voir « USACE 1995 » dans les travaux cités.)   
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1   Espèce et origine des géniteurs pour l’élevage

Document Espèce Origine

USEPA 1990b espèces de Neanthes élevage d’un autre laboratoire

ASTM 1994 N. arenaceodentata naturelle (vasières sablonneuses inter- ou infratidales) ou       

élevage d’un autre laboratoire  a

USACE 1995 N. arenaceodentata élevage de l’Université de l’État de la Californie, à Long   

Beach

Tous les spécimens utilisés dans le cadre d’un essai donné doivent provenir de la même origine.a 

2   Enceintes d’élevage et densité de peuplement

Document Type d’enceintes et 
dimensions

Volume d’eau
(L)

 Nombre maximal de
spécimens par enceinte

USEPA 1990b aquarium en verre n.i.   n.i.a

ASTM 1994 aquarium de 37 à 57 L n.i.   75 à 100

USACE 1995 aquarium en verre de 38 L 30   n.i.

 Non indiqué.a
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3 Origine de l’eau, salinité et mode de renouvellement pendant l’élevage

Document Origine        Salinité (‰) Renouvellement

USEPA 1990b n.i. n.i. RI  (mensuel) ou RC a b c d

ASTM 1994 naturelle ou reconstituée n.i. RI  (mensuel )e a c f

USACE 1995 reconstituée 30 n.i. a

 Non indiqué.a

 Les vers devraient être mis dans de l’eau à la salinité d’essai un ou deux jours avant de début de ce dernier.b

 Renouvellement intermittent.c

 Renouvellement continu.d

 Eau de mer reconstituée, préparée à partir de sels marins du commerce ou de quantités déterminées de produits   e

chimiques de qualité « réactif ».

 Presque toute l’eau de l’aquarium devrait être remplacée une fois par mois.f

4 Température, aération et éclairage pendant l’élevage

Document Température de l’eau Aération Éclairage
(°C)

USEPA 1990b n.i. n.i. n.i. a,b a,c a

ASTM 1994 18 à 24 oui n.i. d a

USACE 1995 20 oui photopériode de 12 h

 Non indiqué.a

 Les vers devraient être mis dans de l’eau à 20 ± 1 °C un ou deux jours avant de début de l’essai (la températureb

d’élevage avant cette période de transition n’est pas indiquée).

 Les vers devraient être mis dans un aquarium contenant de l’eau de mer non contaminée et légèrement aérée un ouc

deux jours avant de début de l’essai.

 Deux pierres poreuses, placées de part et d’autre de l’aquarium, fournissent tout l’OD requis et assurent une bonne d

circulation de l’eau. 
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5 Substrat d’élevage des vers
 

Document Description du substrat utilisé

USEPA 1990b aucun sédiment; suffisamment d’algues pulvérisées (passées dans un tamis de maillage <

0,3 mm) pour couvrir le fond de l’aquarium et permettre la construction de tubes a

ASTM 1994 aucun sédiment requis pour l’espèce utilisée

USACE 1995 couche de 2 à 3 cm de sédiment marin non contaminé de granulométrie fine

 L’usage d’une couche d’algues pulvérisées augmente le taux de survie dans les élevages.a

 

 6 Alimentation pendant l’élevage
 

Document Nourriture Quantité et fréquence

USEPA 1990b TetraMarin  et algues pulvérisées  n.i. MC a,b

(Enteromorpha ou Ulva)

ASTM 1994 divers (TetraMarin , farine de luzerne pulvérisée, ~ 1,5 à 2,5 g de nourriture sèche uneMC

algues Enteromorpha ou Ulva pulvérisées, fois par semaine, selon le nombre de

nourriture pour lapin [du commerce]) spécimens et leur taille c

USACE 1995 TetraMarin  et luzerne (moulus en particules 100 mg de TetraMarin  et 50 mg deMC MC

#  0,50 mm et distribués sous forme de luzerne, ajoutés deux fois par semaine

suspension dans l’eau de mer)

 Non indiqué.a

 Durant la période de transition (de 1 ou 2 jours) précédant l’essai, on donne aux spécimens juvéniles ~ 8 mg (poidsb

sec) de TetraMarin  chacun, tous les deux jours. MC

 La nourriture sèche est trempée dans l’eau de mer avant d’être servie.c
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Annexe E

Variantes des modes opératoires d’essais de mesure de la toxicité de

sédiment sur la survie et la croissance de vers polychètes marins ou

estuariens, telles que publiées dans des documents de méthodologie

Les documents de base sont énumérés ici en ordre chronologique, sous le sigle de l’organisme
dont ils émanent, et non sous le nom de leur(s) auteur(s).

USEPA 1990b : Protocole normalisé pour réaliser un essai de survie et de croissance de 20
jours avec des spécimens juvéniles de Neanthes dans le sédiment; écrit en
collaboration par D.M. Johns, T.C. Ginn et D.J. Reish, et préparé par PTI
Environmental Services pour l’United States Environmental Protection Agency
(USEPA), région 10. Cette méthode d’essai a été publiée par l’USEPA en juin 1990.
(Voir « USEPA 1990b » dans les travaux cités.)

ASTM 1994 : Guide normalisé pour réaliser des essais de toxicité sédimentaire en employant
des polychètes marins et estuariens; écrit par D.J. Reish pour l’American Society for
Testing and Materials (ASTM), sous la direction du sous-comité E47.03 sur la
toxicologie sédimentaire, et publié en juillet 1994. (Voir « ASTM 1994 » dans les
travaux cités.)  Les modes opératoires qu’on y trouve  pour la réalisation d’essais de
survie et de croissance de 20 ou de 28 jours visant à mesurer la toxicité de sédiments à
l’aide d’organismes Neanthes arenaceodentata juvéniles élevés au laboratoire sont
résumés aux présentes.

USACE 1995 : Survol du protocole normalisé utilisé par les chercheurs de l’United States Army
Corps of Engineers (USACE), Waterways Experiment Station, à Vicksburg, au
Mississippi, pour la réalisation d’essais sur 28 jours de survie et de croissance
d’organismes juvéniles de l’espèce Nereis (Neanthes) arenaceodentata dans le
sédiment.  Cette méthode d’essai a été écrite en collaboration par T.M. Dillon, D.W.
Moore et T.S. Bridges. (Voir « USACE 1995 » dans les travaux cités.)
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1   Type d’essai et durée; stade et âge des organismes au début de l’essai

Document Espèce Type Durée Stade et âge
d’essai de l’essai au début

(jours)

USEPA 1990b Neanthes RI 20 juvéniles, 2 à 3 semaines post-    a

                                         éclosion b

ASTM 1994 Neanthes RI 20 à 28 juvéniles, 2 à 3 semaines post-    c

                                         éclosion

USACE 1995 Neanthes RI 28 juvéniles, 2 à 3 semaines
arenaceodentata

 Renouvellement intermittent.a

 Les vers devraient avoir atteint un poids sec de 0,5 à 1,0 mg pour être en phase de croissance rapide.b

 On utilise N. arenaceodentata pour les essais toxicologiques de survie et de croissance de 20 à 28 jours dans le        c

  sédiment.  Dans le cas d’essais de 10 jours de survie seulement, on peut aussi se servir de cette espèce ou de N.     

virens.  

2 Enceintes expérimentales et matériaux d’essai

Document Enceintes     Couvercles Quantité de Quantité
sédiment d’eau de mer

USEPA 1990b jarre en verre de 1 L       couvercle          couche de 2 cm n.i.  (remplir l’enceinte)a

au diam. int. de 10 cm    avec trou

ASTM 1994 becher en verre de 1 L    en verre           couche de 2 cm n.i. (remplir jusqu’àb

au diam. int. de 10 cm    de 11,4 cm la marque de 750 mL)

USACE 1995 becher en verre de 1 L    en verre           couche de 2-3 cm n.i. (remplir jusqu’àb

la marque de 800 mL)

 Non indiqué.a

 Verre de montre.b
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3 Nombre d’organismes par enceinte, d’échantillons par station et de répétitions par
station ou variante

Document Organismes Échantillons Répétitions
par enceinte par station par station ou variante

USEPA 1990b 5 1 5 a

ASTM 1994 5 5 5 b c

USACE 1995 5 n.i. 5d

Normalement, on devrait employer cinq enceintes répétées pour chaque sédiment mis à l’essai, y compris tousa

les sédiments de référence et témoins.
Les répétitions devraient être prélevées à chaque station faisant partie de l’étude.  Chaque étude devrait inclureb

cinq échantillons répétés d’un endroit non contaminé (soit un sédiment de référence).  
Le nombre de répétitions par station dépend de la précision requise.  On ne devrait pas considérer les sous-c

échantillons du même prélèvement ou échantillon composé comme des répétitions proprement dites aux fins de

comparaisons statistiques entre stations.  Dans le cadre d’essais employant des sédiments enrichis, on devrait

normalement employer cinq répétitions par variante (soit cinq répétitions par concentration à l’essai, plus cinq

répétitions de sédiments témoins). 

Non indiqué.d

4 Type d’eau de mer utilisée en guise d’eau surnageante et traitement en cours d’essai

Document Type et traitement

USEPA 1990b eau de mer non contaminée; maintien de la salinité à 28 ± 2 ‰

ASTM 1994 naturelle ou reconstituée; tamisage (maillage # 5 µm) pour
éliminer les organismes ou les particules en suspension; en
présence de pathogènes, tamisage (maillage # 0,45 µm) ou
stérilisation aux ultraviolets; entreposage à couvert et à 4 ± 3 °C;
utilisation dans un délai de 2 j si naturelle; pour reconstituer, se
servir d’eau de qualité (ni chlorée, ni déchlorée) et équilibrer au
besoin pendant 1 à 2 semaines, en aérant vigoureusement avant
usage

USACE 1995 eau de mer à une salinité de 30 ‰
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5 Entreposage et caractérisation du sédiment d’essai

Document Conditions d’entreposage Caractéristiques mesurées a

USEPA 1990b à 4 °C dans l’obscurité, pendant # 14 j n.i. b

ASTM 1994 à 4 ± 3 °C dans l’obscurité, S, pH, CO, H, SLA, SH, AMM, au   
         pendant # 2 semaines moins; 

DBO, DCO, PO, CI, M, COS, HG,
OS, HP, au besoin

USACE 1995 à 4 °C dans l’obscurité, dans des             granulométrie, salinité de l’eau de
récipients scellés  porosité, pH, ammoniac

  S = salinité de l’eau de porosité; pH = teneur en ions hydrogène; CO = teneur en carbone organique; H = tauxa

d’humidité; SLA = % de sable, de limon et d’argile; SH = teneur en sulfure d’hydrogène; AMM = teneur en

ammoniac total; DBO = demande biochimique en oxygène; DCO = demande chimique en oxygène; PO =

potentiel d’oxydoréduction; CI = teneur en carbone inorganique total; M = métaux; COS = teneur en composés

organiques synthétiques; HG = teneur en huile et en graisse; OS = teneur en composés organosiliciés; HP =

teneur en hydrocarbures pétroliers.

  Non indiqué.b

6 Manipulation des sédiments avant l’essai

Document Manipulation

USEPA 1990b mélanger, dans les cas de prélèvements à des endroits de faible salinité, à de
l’eau hautement salée pour augmenter celle de l’eau de porosité

ASTM 1994 tamiser deux fois le sédiment témoin (maillage de 0,5 mm, p. ex.); ne pas tamiser
à l’eau les sédiments du terrain; retirer les gros organismes à l’aide de pincettes;
homogénéiser chaque échantillon en profondeur; mettre une aliquote (couche de
2 cm) dans chaque enceinte, lisser, ajouter délicatement l’eau de mer
surnageante, couvrir l’enceinte et aérer l’eau toute la nuit

USACE 1995 tamiser mécaniquement (maillage de 2 mm) sans ajout d’eau de mer, puis
homogénéiser en profondeur
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7 Salinité, température et éclairage pendant l’essai

Document Salinité Température Éclairage
   (‰) (°C)

USEPA 1990b 28 ± 2 20 ± 1 éclairage ambiant continu d’intensitéa

faible à modérée

ASTM 1994 selon 20 ± 1 les polychètes ne requièrent  

généralement pas un régime d’éclairage                          l’objectif b

défini  

USACE 1995 30 20 photopériode de 12 h

On devrait se méfier quand l’essai qu’on réalise et dont on interprète les résultats a été effectué dans desa

sédiments d’une salinité interstitielle < 20 ‰.
La salinité optimale pour Neanthes arenaceodentata est de 28 à 36 ‰.  L'utilité de cette espèce est donc pourb

évaluer les sédiments provenant d’endroits de faible salinité.  Le cas échéant, la salinité de l’eau surnageante

dans les enceintes devrait être réglée à une valeur environ égale à celle de l’eau interstitielle ou de la colonne

d’eau au-dessus du sédiment au site de prélèvement. 

8 Appareillage et conditions d’aération pendant l’essai

Document Appareillage Conditions

USEPA 1990b pipette Pasteur suspendre la pipette de 3 à 4 cm sous la surface de l’eau;
en verre aérer continuellement à un débit de 150 à 300 mL/minute

ASTM 1994 pipette en verre suspendre la pipette à $ 2 cm du sédiment; aérer toute la
d’une capacité  nuit avant le début de l’essai, puis tout au long de ce dernier;
de 1 mL débit minimal pour maintenir l’OD $ 90 % sans perturber le

sédiment

USACE 1995 pipette en verre suspendre la pipette de 2 à 3 cm au-dessus du sédiment;
débit d’entretien (à régime lent) une fois tout le sédiment
déposé
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9 Renouvellement de l’eau surnageante pendant l’essai

Document Fréquence de renouvellement Procédure de renouvellement

USEPA 1990b tous les 3 jours retirer la pipette, siphonner 1/3 du volume de   
               l’eau surnageante et la remplacer par de l’eau  

de mer fraîche réglée à la température et à la   
salinité de l’essai; remettre la pipette et régler  
le débit d’air

ASTM 1994 n.i. n.i.a

USA CE 1995 avant le début,             retirer ~ 80 % de l’eau surnageante, et la 
 puis hebdomadairement           remplacer jusqu’à la marque de 800 mL

 Non indiqué.a

10 Alimentation pendant l’essai

Document Nourriture           Quantité par enceinte     Fréquence des   
                                           services

USEPA 1990b Flocons de nourriture                40 mg tous les 2 jours
pour poissons TetraMarinMC

 
ASTM 1994 n.i. n.i. n.i.a

USACE 1995 TetraMarin  et luzerne 5 mg de TM          deux fois par  MC b           

+ 2,5 mg de luz.              semaine c d

 Non indiqué.a

 TetraMarin .b MC

 Luzerne.c

 Servis sous forme de suspension dans l’eau de mer, après chaque renouvellement de l’eau surnageante et de 3 à 4     d

jours après.
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11 Remplacement et observation des organismes pendant l’essai

Document Remplacement et observation

USEPA 1990b une heure après le début, remplacer tous les vers non enfouis qui semblent
malades ou endommagés; observer quotidiennement les activités
d’enfouissement

ASTM 1994 une heure après le début, remplacer tous les vers non enfouis qui semblent
malades ou endommagés

USACE 1995 au début, inspecter chaque ver pour s’assurer que chaque enceinte contient le
nombre prévu d’organismes sains

12 Surveillance de la qualité de l’eau surnageante pendant l’essai

Document Variables contrôlées         Fréquencea

USEPA 1990b OD, salinité, pH         juste avant le renouvellement (soit tous les 3 jours), 
        chaque enceinte

ASTM 1994 température         quotidiennement b ,c

salinité         quotidiennement
OD, pH, AMM         au début et à la fin b, d

USACE 1995 température         quotidiennement
OD, salinité, pH, AMM         juste avant le renouvellement et à la fin de l’essai

OD = teneur en oxygène dissous; pH = teneur en ions hydrogène; AMM = ammoniaca

Mesures prises dans au moins une enceinte représentative de chaque variante.b

La température moyenne quotidienne devrait se situer à ± 1 °C de celle désirée, et la température instantanée, àc

± 3 °C de cette dernière.

Si le débit d’air est interrompu dans une enceinte pendant plus de une heure, on doit mesurer l’OD.d



114

13 Surveillance de la qualité du sédiment pendant l’essai

Document Variables contrôlées Fréquencea

USEPA 1990b salinité de l’eau de porosité au début et à la fin, tous les sédiments

ASTM 1994 PO et pH au début et à la fin
facultatives :  M, MV, etc. n.i. b

USACE 1995 n.i. n.i.

 PO = potentiel d’oxydoréduction; M = métaux; MV = teneur en matières volatiles totales. a

Non indiqué.b

14 Fin de l’essai et paramètres de mesure biologiques
 

Document Fin de l’essai Paramètres
biologiques

 

USEPA 1990b tamiser (maillage de 0,5 mm) ou trier le sédiment;   taux moyen (± F) 
rincer; retirer les vers des tubes; compter les survivants   de survie b

dans chaque répétition; rincer; mesurer le poids sec total   poids sec (± F) moyen   c

des survivants de chaque répétition a

ASTM 1994 tamiser (maillage de 0,5 mm) ou trier le sédiment; rincer;   taux moyen (± F)           
retirer les vers des tubes; compter les survivants dans   de survie b

chaque répétition; rincer; mesurer le poids sec total des   poids sec (± F) moyen d

survivants de chaque répétition a   taux de croissance          
  (± F) moyen e

 
 

USACE 1995 tamiser (maillage de 2,0, 1,0 et 0,5 mm) le sédiment;          taux de survie pour 
rincer; compter; les survivants de chaque répétition;            chaque répétition      
 mesurer le poids sec total des survivants de chaque                 poids sec individuel/
 répétition répétition; taux de  

croissance e

 Déterminer le poids sec de chaque groupe de survivants à 0,1 mg près.a

 À calculer pour chaque variante.b

 À calculer pour chaque variante, sous forme de biomasses totale et individuelles.c

 À calculer pour chaque variante, sous forme de biomasses individuelles.d

 À calculer pour chaque variante, en termes de taux de croissance individuels (mg/j).e
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15 Utilisation de sédiments témoins ou de référence, et conditions de validité de l’essai
 

Document Sédiments témoins/de référence        Conditions de validité

USEPA 1990b on devrait inclure des sédiments n.i. a

témoins/de référence dans tous
les essais

 

ASTM 1994 chaque essai requiert un ou plusieurs  taux de survie moyen dans le témoin
 sédiments témoins ou de référence     $ 90 % b c

USACE 1995 sédiments témoins négatifs taux de survie moyen dans le témoin 
ou de référence $ 90 % d

Non indiqué.a

On devrait inclure au moins cinq répétitions de laboratoire constituées de sédiment témoin non contaminé dansb

tous les essais.  Les plans d’études sur le terrain devraient en outre comprendre le prélèvement d’un témoin

additionnel (de référence) consistant en cinq échantillons répétés pris d’un secteur exempt de contaminants

sédimentaires.

Pour être valide, l’essai doit se solder par un taux de survie $ 80 % dans chaque enceinte témoin répétée; ce tauxc

doit également être  $ 95 % pour la période de 48 heures précédant l’essai.

Pour être valide, l’essai doit se solder par un taux de survie $ 80 % dans chaque enceinte témoin répétée.d
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Annexe F

Variantes des modes opératoires d’essais toxicologiques de référence

utilisant des vers polychètes marins ou estuariens et effectués

parallèlement à des essais publiés de survie et de croissance visant à

évaluer la toxicité de sédiments

Les documents de base sont énumérés ici en ordre chronologique, sous le sigle de l’organisme
dont ils émanent, et non sous le nom de leur(s) auteur(s).

USEPA 1990b : Protocole normalisé pour réaliser un essai de survie et de croissance de 20 jours
avec des spécimens juvéniles de Neanthes dans le sédiment; écrit en collaboration par
D.M. Johns, T.C. Ginn et D.J. Reish, et préparé par PTI Environmental Services pour
l’United States Environmental Protection Agency (USEPA), région 10. Cette méthode
d’essai a été publiée par l’USEPA en juin 1990. (Voir « USEPA 1990b » dans les
travaux cités.)

ASTM 1994 : Guide normalisé pour réaliser des essais de toxicité sédimentaire en employant
des polychètes marins et estuariens; écrit par D.J. Reish pour l’American Society for
Testing and Materials (ASTM), sous la direction du sous-comité E47.03 sur la
toxicologie sédimentaire, et publié en juillet 1994. (Voir « ASTM 1994 » dans les
travaux cités.)  Les modes opératoires qu’on y trouve  pour la réalisation d’essais de
référence parallèlement à des essais de survie et de croissance de 20 ou de 28 jours
visant à mesurer la toxicité de sédiments à l’aide de Neanthes arenaceodentata
juvéniles élevés au laboratoire sont (presque tous) résumés aux présentes.

USACE 1995 : Survol du protocole normalisé utilisé par les chercheurs de l’United States Army
Corps of Engineers (USACE), Waterways Experiment Station, à Vicksburg, au
Mississippi, pour la réalisation d’essais sur 28 jours de survie et de croissance
d’organismes juvéniles de l’espèce Nereis (Neanthes) arenaceodentata dans le
sédiment.  Cette méthode d’essai a été écrite en collaboration par T.M. Dillon, D.W.
Moore et T.S. Bridges. (Voir « USACE 1995 » dans les travaux cités.)
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1 Toxique(s) de référence, type d’essai, durée et fréquence d’emploi
 

Document Toxique(s) de référence Type d’essai        Durée Fréquence
 d’emploi

 

USEPA 1990b chlorure de cadmium eau seulement         96 h tous les essais a b

 

ASTM 1994 métal ou HAP eau seulement         96 h tous les essais c b

 

USACE 1995 chlorure de cadmium eau seulement         96 h tous les essais b

 

 Les organismes sont exposés dans de l’eau de mer non contaminée, filtrée, sans sédiment.a

 À effectuer en parallèle à tous les essais définitifs de survie et de croissance visant à mesurer la toxicité de                b

  sédiments.

 On peut employer un métal comme le chlorure de cadmium ou un hydrocarbure aromatique polycyclique comme le  c

  fluoranthène.

 

2 Stade des organismes d’essai, enceintes, volume de solution d’essai, nombre
d’organismes par enceinte et nombre de répétitions par variante

 

Document Stade Enceintes Volume Nombre           Nombre 
 de solution  d’organismes  de

par enceinte   répétitions

USEPA 1990b juvénile n.i. n.i. n.i. n.i. a a a a

 

ASTM 1994 n.i. n.i. n.i. n.i. n.i. b b b b b

 

USACE 1995 juvénile bech. (1 L) 800 mL 5 5c d

  Non indiqué.  Mêmes conditions et modes opératoires que pour les essais toxicologiques avec sédiments.a

 Non indiqué.b

 Les organismes d’essai proviennent du lot utilisé pour démarrer l’essai toxicologique dans le sédiment.c

 Becher en verre.d
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3 Origine et salinité de l’eau d’essai, et variables contrôlées
 

Document Origine ou Salinité Variables Fréquence
type d’eau    (‰) contrôlées des

 contrôles
 

USEPA 1990b eau de mer non n.i. n.i. n.i. a a a

contaminée, filtrée
 

ASTM 1994 n.i. n.i. n.i. n.i. b b b b

 

USACE 1995 n.i. 30 cadmium au début et àb

la fin de
l’essai

 Non indiqué.  Mêmes conditions et modes opératoires que pour les essais toxicologiques avec sédiments.a

 Non indiqué.b

4 Température, aération et éclairage pendant l’essai avec un toxique de référence

Document Température de l’eau (°C) Aération Éclairage

USEPA 1990b n.i. n.i. n.i. a a a

ASTM 1994 n.i. n.i. n.i. b b b

USACE 1995 20 modérée, au moyen photopériode de 12 h
d’une pipette en verre

 Non indiqué.  Mêmes conditions et modes opératoires que pour les essais toxicologiques avec sédiments.a

 Non indiqué.b

5 Alimentation pendant l’essai avec un toxique de référence

Document Nourriture Quantité par enceinte Fréquence des services

USEPA 1990b n.i. n.i. n.i. a a a

ASTM 1994 n.i. n.i. n.i. b b b

USACE 1995 aucune aucune aucune

 Non indiqué.  Mêmes conditions et modes opératoires que pour les essais toxicologiques avec sédiments.a

 Non indiqué.b
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6 Paramètres de mesure et conditions de validité de l’essai

Document Paramètres biologiques Paramètres statistiques Conditions de validité

USEPA 1990b survie              CL50 n.i. a

ASTM 1994 n.i.              n.i. n.i. a a a

USACE 1995 survie              CL50 n.i. b

 Non indiqué.a

 Non indiqué. Les résultats serviront à construire une carte de contrôle de Shewart et à révéler les donnéesb

irrégulières et les essais potentiellement invalides.
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Annexe G

Systématique générale de Polydora cornuta (Bosc, 1802)

Taxonomie et rapports phylogénétiques

Polydora cornuta appartient à l’embranchement des annélides (phylum Annelida), animaux
vermiformes à nombreux segments similaires (métamères).  Ce ver polychète (à plusieurs soies)
est apparenté au lombric commun, autre annélide représentant de la classe des oligochètes (peu
de soies). P. cornuta appartient également à l’ordre spionide, famille des Spionidae, laquelle
compte environ 32 genres et 320 espèces de vers polychètes marins ou estuariens (Pettibone,
1982).

Les membres de la famille des Spionidae sont généralement des vers polychètes sédentaires et
tubicoles.  Les principales parties de leur corps sont indiquées à la figure G.1a.  Leur prostomium
est petit, plus ou moins cunéiforme, et entouré d’un péristomium plus important.  La bouche
ventrale est située sur ce dernier, lequel porte en outre une paire dorsale de palpes allongés, très
mobiles, dotés d’une rainure longitudinale ciliée.  Les parapodes bilobés présentent des lobes qui
se résument à des coussins glandulaires; les branchies ciliées sont dorsales aux notopodes.  En
général, les soies sont simples et, selon l’espèce, soit de forme capillaire (longue et dégressive),
soit crochues.  Les segments porteurs de soies sont appelés « sétigères ».  

Le genre Polydora diffère des autres membres de sa famille, en ce qu’il présente des branchies
postérieures à un cinquième sétigère modifié; les soies de ce dernier ressemblent en effet à de
grossières épines (figure G.1b). 
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Figure G.1 Morphologie des vers polychètes spionides juvéniles et adultes, y compris les
caractéristiques spécifiques de Polydora cornuta (Bosc, 1802)

 

[(a, avec certaines modifications), (b), (c) et (d) d’après Blake et Maciolek (1987); (e) d’après Hannerz
(1956)].
 

(a) vue dorsale de l’extrémité antérieure d’un adulte de la famille des Spionidae, en illustrant les caractères
de diagnose; (b) soies modifiées du 5  sétigère, ressemblant à une épine; (c) disposition des soies du 5e e

sétigère, y compris les soies modifiées, de P. cornuta; (d) pygidium de P. cornuta adulte; (e) vue dorsale d’un
jeune adulte à 33 sétigères de l’espèce P. cornuta.
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Polydora cornuta (Bosc, 1802)

 

Figure G.1 :  Diagnose

Brève description des caractères de diagnose de cette espèce :
 

Prostomium.  Le prostomium est incisé, s’évase latéralement de manière à former ce qui peut
sembler être deux lobes et s’étend postérieurement comme une caroncule jusqu’au 3  sétigère.  Ile

porte une antenne occipitale au niveau du 1  sétigère.  On y trouve également deux paireser

d’yeux, la paire antérieure étant plus large et plus écartée que la postérieure.  Il est entouré par un
péristomium, dépourvu de soies et doté d’une bouche ventrale, qu’on peut voir dorsalement.  Ce
péristomium est en outre muni d’une paire de longs palpes jaillissant du bord dorsal.
 

Corps.  Entre le prostomium (tête) et le pygidium (queue), chaque segment est doté d’une paire
de parapodes (pieds) latéraux, eux-mêmes munis de soies; ces segments portent le nom de
« sétigères ».  Les lobes supérieurs (notopodes) des parapodes du 1  sétigère portent des lamelleser

subégales à l’antenne occipitale.  Le 5  sétigère est plus gros que les autres; ses soies modifiéese

sont désignées par le terme « épines ».  Les branchies bridées débutent au 7  sétigère, sur le borde

dorsal des notopodes; presque pleine longueur dès le début, elles raccourcissent vers le postérieur
(figures G.1a et G.1e).  Bien visible, le pygidium est un organe en forme de soucoupe, doté d’une
encoche dorsale (figure G.1d) qui est plus pâle que le corps incarnat.
 

Soies.  Les soies des sétigères antérieurs sont de forme capillaire.  Les épines modifiées du 5e

sétigère sont falciformes et présentent une petite dent; elles sont accompagnées de soies plus
filiformes dotées d’une touffe terminale arborescente (figure G.1d); ce groupe d’épines et de
soies est disposé en rangée perpendiculaire au corps.  Après le 5  sétigère, on trouve plutôt dese

crochets neuropodiaux bidentés et recouverts (figure G.1f).

GLOSSAIRE (d’après Fauchald, 1977)
 

Asétigère - dépourvu de soies
Bilobé - en deux lobes (p. ex. parapodes bilobés)
Branchie - branchie
Capillaire - caractérisation d’une soie longue, mince et dégressive
Crochet  - terme général pour désigner une soie courtaude, arrondie et dentée, recourbée    

  dans le sen distal
Lamelle(s) - formation parapodiale pouvant exister devant ou derrière un lobe
Neuropode - lobe (ramus) ventral d’un parapode
Notopode - lobe (ramus) dorsal d’un parapode
Occipital - se rapportant à la partie postérodorsale du prostomium
Palpe - structure sensorielle ou d’alimentation, souvent allongée
Parapodes - structures paires, disposées par segment, saillant du corps et habituellement       

  dotées de soies
Péristomium - première région distincte après le prostomium, où se trouve notamment la          

  bouche
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 L’un des récits les plus pittoresques à cet égard peut être lu dans le livre Two Years Before the Mast (Dana, 1911),a

lequel relate le transfert d’organismes entre Boston et les côte californiennes de 1837 à 1839.  On pense que la

circulation marine pourrait être responsable de l’introduction de P. cornuta dans les eaux côtières nord-américaines

du Pacifique.

Prostomium - partie la plus antérieure du corps, avant la segmentation, souvent dotée d’yeux
Soie(s)  - sécrétion des parapodes formant des structures rigides
Sétigère - segment porteur de soies
 

P. cornuta est un représentant type de sa famille. L’adulte est caractérisé par un corps allongé,
quasi cylindrique, s’amincissant postérieurement et composé de nombreux segments courts et
similaires (figure G.1e).  Il diffère cependant des autres espèces de son genre en ce qui a trait à la
forme modifiée des soies du cinquième sétigère (figure G.1b), à l’aspect de son pygidium (figure
G.1d) et à la présence d’une antenne occipitale longue et mince, de la même taille que la paire de
lamelles notopodiales du premier sétigère (figures G.1a et G.1e).  L’antenne et les deux lamelles
du premier sétigère forment l’espèce de couronne à l’origine du nom de l’animal.
 

Le nom P. ligni (Webster, 1879), qu’on trouve dans les manuels depuis de nombreuses années, a
maintenant été identifié comme un jeune représentant de l’espèce P. cornuta (Bosc, 1802) par
Blake et Maciolek (1987).  Ceux-ci ont refait la description de cet organisme et ont désigné un
néotype du site de prélèvement original.  Aux fins des présentes, l’espèce qu’on désigne par le
terme P. cornuta correspond cependant à l’identification et l’appellation originales de Bosc
(1802).
 

Répartition et écologie
 

On trouve P. cornuta en Europe, où on rapporte l’avoir vu dans des zones infratidales de la
Manche, des mers du Nord, Baltique et Méditerranée, ainsi qu’au large du Danemark (Fauvel,
1927).  En Amérique du Nord, on l’a observé dans les eaux inter- et infratidales des côtes
Atlantiques et Pacifiques, de même que dans le golfe du Mexique (Blake et Maciolek, 1987).  Le
territoire de P. cornuta est relativement étendu dans les zones côtières nord-américaines de
l’Atlantique; on rapporte en avoir trouvé du Labrador à la Caroline du Sud (Blake et Maciolek,
1987; Pocklington, 1989).  Dans le golfe du Mexique, il est commun au large des côtes de Tampa
Bay (Rice et Simon, 1980).  Du côté de l’Atlantique, on le trouve en abondance dans les zones
intertidales canadiennes en Nouvelle-Écosse, dans les eaux tant de l’océan (Conrad’s Beach à
Lawrencetown) que de la baie de Fundy (bassin Minas).  On a en outre relevé la présence de P.
cornuta à de nombreux endroits dans les eaux inter- et infratidales des côtes du Nouveau-
Brunswick, du côté de la baie de Fundy (estuaire de l’Étang) et du golfe du Saint-Laurent
(estuaire de la rivière Miramichi). On a aussi enregistré d’autres observations dans l’estuaire du
fleuve Saint-Laurent, la rive nord de l’Île-du-Prince-Édouard et le détroit de Northumberland
(Pocklington, 1989).  Du côté du Pacifique, les observations semblent se limiter aux régions
côtières du sud de la Californie (Rice, 1975), ce qui pourrait indiquer que l’espèce ne s’y est 
installée que récemment.  C’est la circulation maritime  qui est principalement mise en causea

quand on assiste à l’introduction d’espèces de polychètes et d’autres invertébrés aquatiques dans
de nouvelles régions géographiques.
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  Rice (1975) a compté 13 fraies par ver sur une période de quatre mois.b

 

Commun dans les estuaires de l’est de l’Amérique du Nord, P. cornuta tolère les faibles niveaux
de salinité.  Dans l’est du Canada, on peut en prélever dans les vasières sablonneuses de la zone
intertidale inférieure de Conrad’s Beach, à Lawrencetown, en Nouvelle-Écosse.  À cet endroit,
l’espèce est abondante, comme le sont d’autres polychètes et représentants de l’espèce Macoma. 
Étant donné le passage à marée basse d’eau douce d’un lac alimenté par des rivières, la salinité y
oscille entre 8 et 28 ‰.  Ici comme ailleurs, un grand nombre de vers P. cornuta construisent de
fragiles tubes sur la vase exposée peu de temps à marée basse en capturant des particules de
limon de la colonne d’eau.  Ces tubes peuvent dépasser de 0,5 cm la surface du sédiment, et s’y
enfoncer jusqu’à 2 cm.  Le limon intercepté par les vers est également déposé sur le fond marin;
P. cornuta effectue ce travail si efficacement qu’on l’a déjà vu étouffer ainsi des bancs d’huîtres
entiers (Blake, 1969).  
 

P. cornuta est un détritivore de surface, recueillant des particules au moyen de ses palpes mobiles
et les entraînant par battements ciliaires le long de la rainure de ces derniers jusqu’à l’ouverture
du tube.  Là, les particules trop grosses pour être consommées sont déposées ou incorporées à la
construction du tube, tandis que celles de dimensions appropriées sont entraînées vers la bouche. 
L’animal aère son corps en faisant circuler de l’eau dans le tube, au-dessus de ses branchies.
 

Reproduction et développement
 

La reproduction et le développement de cette espèce ont tous les deux fait l’objet de descriptions. 
La reproduction est sexuée; des œufs fertilisés sont produits en présence de mâles (Rice et
Simon, 1980).  Blake (1969) et Rice (1975) ont tous deux indiqué que plusieurs générations de P.
cornuta peuvent être produites par année , et que les larves passent par un court stade pélagique,b

avant de s’installer dans le sédiment et de construire leur tube dans la couche superficielle
(# 2 cm).      
 

On trouve souvent des œufs dans les femelles ayant atteint la taille de 33 sétigères ou plus.  Il
existe une étroite corrélation entre le nombre de capsules ovigères produites et la quantité de
sétigères du ver adulte.  Les œufs, logés du quatorzième au vingt et unième sétigères, vont des
teintes de gris à orange, en passant par le rose; ils sont pondus de 4 à 5 jours après leur apparition
dans le coelome.  Pondus dans des capsules, ils sont accrochés au moyen de deux filaments
adhésifs aux parois du tube de sable et de limon construit par la femelle (Hannerz, 1956).  Les
capsules sont aérées par les battements ciliaires de la femelle, lesquels produisent un courant
continuel d’eau au sein du tube.  Chaque capsule peut contenir de nombreux œufs et larves à
divers stades d’évolution.  À une température de 22 ± 2 °C, le développement de ces œufs et
larves se poursuit pendant environ quatre jours, après quoi la femelle libère les larves des
capsules et les expulse du tube (pas nécessairement toutes à la fois).  Au moment de leur
expulsion, les larves ont au moins trois sétigères (Pocklington et al., 1995).  La figure G.2 illustre
l’apparence des divers stades de développement larvaire de P. cornuta.
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On rapporte qu’à l’état sauvage, les larves de P. cornuta restent planctoniques pendant environ
trois semaines, tout en continuant de se développer (figure G.2).  Ensuite (soit après ~ 18 jours
d’évolution larvaire), elles se métamorphosent pour vivre dans le sédiment (Blake, 1969).  Au
laboratoire, les larves passent plus rapidement leur stade planctonique et peuvent se
métamorphoser en organismes tubicoles infauniques une semaine à peine après leur émergence
de la capsule et leur expulsion du tube.  Dans une série d’essais d’élevage de P. cornuta à une
température de 22 ± 2 °C, Pocklington et al. (1995) ont constaté que les caractéristiques adultes,
comme de longs palpes et un pygidium en forme de soucoupe, pouvaient être observées dès le
septième jour post-émergence, moment auquel (ou avant lequel) les larves se sont installées dans
le sédiment et ont commencé la construction de leur tube.  Ces études ont démontré qu’en
conditions de laboratoire, le cycle biologique (d’œuf à œuf) de P. cornuta peut être complété en
aussi peu que 28 jours.  On a laissé les organismes utilisés dans le cadre d’essais se développer
pendant deux à trois semaines après leur émergence de la capsule et leur expulsion du tube de la
femelle adulte afin de s’assurer d’en avoir une quantité adéquate de tailles similaires,
complètement métamorphosés, installés et passés au stade de développement juvénile.

Figure G.2 Morphologie des œufs et des stades de développement larvaire de Polydora
Cornuta (Bosc, 1802)

(a) capsule ovigère montrant des œufs non fertilisés et des larves à divers stades de
développement; (b) larve à trois sétigères de moins de 24 heures; (c) larve à trois sétigères plus
âgée, soit d’environ 48 heures; (d) larve à quatre sétigères, avec protopalpes qu’on commence à
discerner; (e) larve à douze sétigères; (f) à seize sétigères, l’organisme a commencé sa
métamorphose (les longs palpes et l’antenne occipitale sont des caractères d’adulte).
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 Annexe H

Modes opératoires et conditions recommandés par Environnement

Canada pour l’élevage des vers polychètes spionides Polydora

cornuta en vue de leur utilisation dans des essais toxicologiques de

sédiment

H.1 Introduction
 

Dans le cadre du programme d’immersion en mer d’Environnement Canada, on a cerné le besoin
d’effectuer des essais de mesure de la sublétalité chronique de sédiments entiers à l’aide de vers
polychètes marins ou estuariens.  Or, après cinq années de recherche et une étude de validation
interlaboratoire, un ver polychète spionide, Polydora cornuta, s’est démarqué comme organisme
d’essai à privilégier pour ces mesures toxicologiques.  Les paramètres de mesure ont par ailleurs
été fixés aux taux de survie et de croissance chroniques de ces vers après 14 jours dans le
sédiment.  Le présent document résume les conditions et modes opératoires adoptés par le
laboratoire de la région de l’Atlantique d’Environnement Canada pour l’élevage de vers juvéniles
du même âge de cette espèce en vue de ces essais.
 

 

H.2 Origine des organismes
 

H.2.1 Des spécimens du terrain de P. cornuta peuvent être prélevés à Conrad’s Beach, en
Nouvelle-Écosse, ou obtenus en communiquant avec le laboratoire toxicologique de la
Direction de la conservation de l’environnement d’Environnement Canada, région de
l’Atlantique, à Moncton, au Nouveau-Brunswick, au (506) 851-3486  ou (506) 851-2907 .
On peut également se procurer des organismes d’élevage à ce laboratoire, ou en
s’adressant au Centre des sciences environnementales du Pacifique, à North Vancouver,
en Colombie-Britannique, au (604) 924-2513 ou au (604) 924-2516. 

 

H.2.2 Les spécimens du terrain sont transportés au laboratoire dans du sédiment, avec de l’eau
surnageante du site de prélèvement.  L’acclimatation à la température et à la salinité
d’élevage devrait être graduelle, soit aux rythmes respectifs de 2 °C et de 5 ‰ ou moins
par jour.

 

 

H.3 Élevage de Polydora cornuta
 

H.3.1 La température d’élevage est de 23 ± 2 °C.
 

H.3.2 La photopériode est de 16 h.  Le cycle de noirceur s’étend normalement de 22 h à 6 h, ce
qui convient aux horaires de travail normaux de laboratoire; ce cycle peut cependant
varier en fonction des besoins de chacun.  L’éclairage est assuré par des tubes
(fluorescents ou l’équivalent, à longueur d’ondes étendue), placés au-dessus de chaque
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 On peut prélever l’algue verte Enteromorpha (caractérisée par de longs filaments émeraude de 5 à 10 cm) de
a

flaques rocheuses, au niveau de la marée haute ou plus haut, le long des berges de Peggy’s Cove, en Nouvelle-

Écosse (Zone 20, abscisse 427000, ordonnée 4926600, latitude  44°29'27", longitude 63°55'05").  On peut

également en obtenir de la Colombie-Britannique (communiquer avec G. van Aggelen, Laboratoire de toxicologie,

Environnement Canada, North Vancouver, C.-B., au (604) 924-2513).  Il s’agit de gratter l’algue de la surface

rocheuse, au moyen d’une cuillère, par exemple.  Sur la côte est, les prélèvements sont faits en juin, soit avant que

les populations de mollusques ne consomment toutes les algues.  Quand on rapporte les algues au laboratoire, on en

égoutte l’eau excédentaire, on les assèche en tamponnant au moyen d’essuie-tout puis on les laisse sécher davantage,

encore sur des essuie-tout, sur une paillasse de laboratoire.   Les gros débris (cailloux, mollusques et amphipodes)

sont retirés à la main.  On étend ensuite le plus vite possible les algues en fines couches (< 1 cm) dans une étuve à

séchage à 60 °C.  Une fois les algues sèches et cassantes, on les moud grossièrement au moyen d’un pilon et d’un

mortier, puis on les range dans des jarres en verre à 4 °C.  Quand vient le temps de nourrir les organismes, on

mélange à parts égales (au poids) des flocons pour poissons TetraMarin  et les algues déshydratées.   Ce mélangeMC

est ensuite passé dans un broyeur Waring du commerce, à régime élevé, puis dans un tamis au maillage de 250 µm. 

Cette mixture, qu’on appelle le « mélange ET », peut être conservée à température ambiante jusqu’à ce qu’on

l’utilise. 

enceinte, débitant en spectre continu de 500 à 1 000 lux juste au-dessus de la surface de
l’eau.

 

H.3.3 Le substrat d’élevage est normalement constitué de sédiment prélevé sur le terrain à un
endroit non contaminé (p. ex., à Conrad’s Beach, en Nouvelle-Écosse, où cette espèce de
polychète spionide est trouvée), sédiment qui sera préalablement tamisé (maillage de
5 mm) et congelé à -20 °C pour tuer les polychètes et autres organismes présents.  Après
son prélèvement, le sédiment est séparé en de nombreuses petites aliquotes (soit de 1,0 ou
de 0,5 L), lesquelles sont mises dans des récipients en plastique scellés (des sacs
Ziplok , p. ex.) en vue de leur congélation.  On peut ensuite dégeler les quantitésMC

requises au besoin, en jetant ce qui reste.  On ne peut recongeler le sédiment pour un
usage ultérieur, et on devrait se servir des aliquotes environ une semaine après leur
décongélation.  Le sédiment dégelé doit être conservé à une température de 4 °C.  On
devrait en outre le rincer plusieurs fois (3 ou plus) à l’eau d’élevage/d’essai avant de
l’utiliser.  On peut également employer un sédiment formulé au laboratoire de
granulométrie convenable pour élever P. cornuta.

 

H.3.4 La salinité de l’eau d’élevage est habituellement de 30 ± 4 ‰. P. cornuta étant un
organisme euryhalin, dans le cadre d’élevages et d’essais toxicologiques, il semble
capable de survivre et croître normalement dans de l’eau de porosité dont la salinité est
aussi faible que 15 ‰ et ce, sans acclimatation préalable à une salinité inférieure.

 

H.3.5 On nourrit normalement les organismes trois fois par semaine.  Si la fréquence de service
change (p. ex., si on nourrit les organismes deux fois par semaine ou tous les jours), la
quantité de nourriture devra être modifiée en conséquence.  Cette nourriture est constituée
d’un mélange 1/1 (au poids) de flocons pour poissons TetraMarin  et d’alguesMC

Enteromorpha déshydratées à l’étuve (60 °C) puis moulues (mélange ET) . On mouillea

ensuite ce mélange à l’eau de mer et on le sert sous forme de suspension liquide.  On peut
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 On cultive l’algue Dunaliella tertiolecta à 25 °C dans un milieu d’Erdschreiber continuellement éclairé et aéré
b

pendant environ une semaine (soit de 7 à 9 jours) avant de l’utiliser en guise de nourriture.  Dans de telles

conditions, la concentration de cette culture algale est d’environ 3 à 4 millions de cellules/mL, mais ce chiffre peut

varier considérablement.  Pour plus d’uniformité, Environnement Canada recommande que le taux de transmission

lumineuse à une longueur d’onde de 540 nm soit réglé à 20 par dilution à l’eau de mer ou par concentration en

procédant à une centrifugation à basse vitesse (2 000 r/min) pendant 15 minutes, puis en jetant l’eau surnageante.

par exemple incorporer 1 g du mélange ET sec à 20 mL d’eau de mer, en écrasant la
mixture au moyen d’un mortier et d’un pilon.  Chaque mL de suspension contiendra ainsi
environ 50 mg d’ET.  On doit constamment agiter la suspension pendant qu’on nourrit les
organismes, afin d’éviter que les solides se déposent.  Le régime alimentaire est
habituellement enrichi de cellules vivantes de Dunaliella tertiolecta  cultivées dans unb

milieu d’Erdschreiber.  On peut obtenir cette algue en s’adressant au Département de
botanique de l’université de Toronto, en Ontario (personne-ressource : Judy Acreman, à
l’adresse jacreman@botany.utoronto.ca).  

 

Un milieu d’Erdschreiber peut être composé au moyen des solutions suivantes,
amalgamées selon le volume requis :

 

3• Solution A – Dissoudre 20 g de nitrate de sodium (NaNO ) dans 1 L d’eau distillée.

2 4• Solution B – Dissoudre 1,59 g de phosphate de sodium anhydre (Na HPO ) dans 1 L
d’eau distillée.

12• Solution C – Dissoudre 0,15 mg de vitamine B  dans 1 L d’eau distillée et congeler en
portions de 10 mL.

 • Solution D – Eau de sol surnageante (GR+) : mettre 5 cuillères à thé de terreau de
jardinage (auquel aucun fertilisant du commerce n’a été ajouté récemment, et
présentant une teneur moyenne en humus) et une pincée de carbonate de calcium dans
1 L d’eau.  Stériliser à l’autoclave.  Pendant que le mélange est encore chaud, le passer
dans un préfiltre (maillage de 1,0 µm) afin d’en retirer les particules de terre.  Congeler
en portions de 50 mL.

2 • Solution E – Solution de métaux « PIV » : ajouter 750 mg de Na EDTA à 1 L d’eau
distillée et chauffer jusqu’à dissolution (il restera une petite quantité de matières non

3 2solubles).  Ajouter ensuite :  97 mg de chlorure ferreux (FeCl  @ 4H O),  41 mg de

2 2 2chlorure manganeux (MnCl  @ 4H O), 5 mg de chlorure de zinc (ZnCl ), 2 mg de

2  2 2 4 2chlorure de cobalt (CoCl @ 6H O) et 4 mg de molybdate de sodium (Na MoO  @ 2H O). 
Mélanger jusqu’à ce que tous les ingrédients soient dissous.  Conserver à température
ambiante.

 

Il s’agit ensuite de composer le milieu Erdschreiber en fonction du volume requis, suivant
le tableau H-1 ci-dessous.  Décongeler la quantité requise des solutions d’eau de sol

12(GR+) et de vitamine B .  Suivre les indications du tableau pour obtenir la quantité
requise.  Mélanger à fond dans un récipient propre.  Verser le mélange dans des fioles
propres de manière à les remplir au tiers, mettre un bouchon en éponge et couvrir de
pellicule d’aluminium. Serrer une bande élastique autour du col des fioles.  Stériliser à
l’autoclave pendant 15 minutes à 121 °C.  Le milieu devrait être ainsi stérilisé le jour de
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sa composition.  Refroidir le mélange sans délai afin de réduire le précipité au minimum
(on ne peut cependant en éviter la formation).  Le milieu peut être conservé à température
ambiante indéfiniment.

Tableau H-1  Préparation d’un milieu d’Erdschreiber 
 

Ingrédient Volume de milieu requis

1,0 L 5,0 L 10,0 L 15,0 L

   Solution A   10 mL    50 mL   100 mL    150 mL

   Solution B   10 mL    50 mL   100 mL    150 mL

   Solution C    1 mL     5 mL    10 mL     15 mL

   Solution D   50 mL   250 mL   500 mL    750 mL

   Solution E   12 mL    60 mL   120 mL    180 mL

   Eau de mer    1 L     5 L    10 L     15 L

H.3.6 L’alimentation de P. cornuta diffère en fonction de l’âge des organismes.  Polydora
cornuta émerge sous forme de larve planctonique; jusqu’à ce que ces larves s’installent
dans le substrat (durant la première semaine, plus ou moins), on peut s’attendre à ce que
leur alimentation soit principalement composée de l’algue unicellulaire Dunaliella.  Dès
leur installation dans le sédiment, les organismes passent au stade juvénile et préfèrent le
mélange ET. 

La section H.3.7 donne un aperçu des quantités à servir; il est à noter que le moment du
passage au mélange ET peut varier.  Ce dernier devrait être servi dès que les spécimens
s’installent dans le sédiment (ce qui peut arriver aussi rapidement que trois jours après la
mise en place de l’élevage); la quantité à donner devrait être fixée en fonction du nombre
(estimé) d’organismes installés.
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H.3.7 Le tableau suivant donne les quantités de nourriture par service (en présumant que les
organismes sont nourris trois fois par semaine) pour P. cornuta :

Âge Stade larvaire mL de Dunaliella par
100 larves/juvéniles

mg de mélange
ET par 100

larves/juvéniles

1 semaine planctonique 25 0

 2 semaines planctonique, quelques
spécimens installés
(benthiques)

50 50

 3 semaines la plupart des spécimens
installés

25 1

plus de 4 juvéniles/adultes installés 25 200 (2 mg/ver)

H.3.8  Les enceintes d’élevage recommandées pour P. cornuta sont des seaux en plastique de  
 qualité « alimentaire » de 2 ou de 4 L, contenant chacun 20 à 25 g de sédiment du site    
 de prélèvement.  Le laboratoire de la région de l’Atlantique d’Environnement Canada   
se  sert de ces récipients parce qu’ils sont simples, peu coûteux et efficaces.   On les        
utilise tant pour les géniteurs (appelés à produire les jeunes vers larvaires) que pour   
l’élevage  de juvéniles destinés aux prochains stocks de géniteurs ou aux essais eux-  
mêmes.  On  peut toutefois se servir de n’importe quels récipients profonds fabriqués    
de matériaux non toxiques disponibles au laboratoire.

H.3.8.1 Géniteurs :  Ces animaux sont âgés de 3 semaines ou plus ($ 3 semaines post-
éclosion). On les obtient d’enceintes conçues pour élever des larves émergentes et en
permettre  l’installation; se reporter à la section H.3.8.2., étape (vi).  On les retire du
substrat après trois semaines d’élevage en aiguillonnant leur tube au moyen d’un
pinceau souple, puis on les met dans des enceintes d’élevage prévues pour les géniteurs,
avec 20 à 25 g de sédiment du site de prélèvement.  On met de dix à vingt-cinq
organismes par enceinte, selon les dimensions de cette dernière.  Dans les enceintes de
2 L, on met souvent dix spécimens, tandis qu’on en met généralement 25 dans celles de
4 L. 

  Les récipients les plus couramment utilisés pour élever les géniteurs sont des seaux de
4 L en plastique de qualité « alimentaire », fermés par un couvercle propre en acrylique
transparent (Plexiglass ) de 20 à 25 cm  avec un trou de 0,5 cm percé en son centre. MC 2

Le couvercle sert à ralentir l’évaporation, empêchant ainsi les augmentations
importantes de salinité.  Pour aérer l’élevage, on utilise une pipette en verre de 1 mL
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(coupée à une longueur de 10 à 12 cm), fixée à l’extrémité d’un tube d’amenée d’air. 
Le trou pratiqué dans le couvercle doit permettre d’insérer la pipette, mais pas le tube
d’aération.  Lorsque la pipette est coupée à une longueur de 10 à 12 cm, elle ne risque
pas de toucher le fond et de blesser les organismes.  Le trou est également fait de
manière à retenir la pipette et l’empêcher de tomber chaque fois qu’on touche l’enceinte
ou le tube d’aération.  Cette aération est continue, mais légère. Une aération excessive
pourrait endommager les petits vers et devrait être évitée. 

 Les géniteurs de P. cornuta produiront une abondante progéniture pendant environ un
mois, mais devront ensuite être remplacés par des organismes plus jeunes.  Il serait
raisonnable de commencer à élever des larves planctoniques dans des seaux de 4 L de
deux semaines à un mois après que les géniteurs aient commencé à produire des larves. 
Après trois semaines, ces larves devenues juvéniles se seront installées dans le sédiment
et seront prêtes à remplacer les vieux géniteurs dans les enceintes d’élevage.

H.3.8.2   Larves planctoniques : Après l’âge de quatre à cinq semaines et à 23 °C, les géniteurs  
   de P. cornuta commencent normalement à produire un grand nombre de larves

planctoniques.  À ce moment, les élevages devraient être remplacés au moins une fois
par semaine (la fréquence de remplacement pourrait passer à deux fois par semaine si
les organismes sont destinés à des essais, de manière à réduire les écarts au niveau de
l’âge et de la taille des spécimens) et traités de la manière suivante :

(i) Prendre des aliquotes d’eau provenant de l’enceinte d’élevage des géniteurs
(§ H.3.8.1) et vérifier sous un microscope à dissection si elles contiennent des larves. 

(ii) Si des larves sont présentes dans la colonne d’eau, les recueillir et les compter.  Étant
donné qu’il peut y en avoir beaucoup (on en compte parfois plus de 4 000 pour
chaque groupe de 25 géniteurs), suivre la procédure ci-dessous pour en estimer le
nombre :

• prendre au moins cinq aliquotes de 1 mL de l’enceinte d’élevage et estimer le
nombre de larves par millilitre en observant une cellule de Sedgewick-Rafter sous
un microscope à dissection;

• calculer le nombre moyen de larves/mL;

• multiplier le nombre obtenu par le volume d’eau dans l’enceinte d’élevage afin de
déterminer le nombre total de larves s’y trouvant;

• enregistrer ce nombre dans les notes de laboratoire relatives aux élevages de P.
cornuta (§ H.4).
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 ( iii) Remplacer l’eau dans l’enceinte d’élevage en ajoutant de l’eau de mer préalablement
aérée et à une température de 23 ± 2 °C.   Si on prévoit mettre sur pied d’autres
élevages pour obtenir des organismes juvéniles (se reporter à l’étape vi), conserver
temporairement la « vieille » eau d’élevage contenant les larves dans un seau en
plastique propre de 4 L de qualité « alimentaire ».

(iv) Nourrir les géniteurs en ajoutant une suspension de mélange ET (1/1) dans chaque
enceinte d’élevage, ainsi qu’un petit volume de Dunaliella tertiolecta, conformément
à la section H.3.7, pour les organismes de quatre semaines ou plus.

(v) Réinstaller les couvercles et les tubes sur les enceintes et reprendre l’aération.

(vi) Pour élever les larves et leur permettre de s’installer, ou pour élever des organismes
juvéniles, se servir de seaux en polyéthylène de 2 à 4 L de qualité « alimentaire ».  Y
mettre de 20 à 25 g de sédiment du site de prélèvement.  De la « vieille » eau mise de
côté précédemment (étape iii), tirer un volume contenant environ 200 (dans le cas de
récipients de 2 L) ou 400 (récipients de 4 L) larves et l’ajouter dans chacun des
seaux.  Par exemple, si on avait calculé une moyenne de une larve par millilitre, on
devrait ajouter 200 mL de « vieille » eau à chaque seau de 2 L, ou 400 mL à chaque
seau de 4 L.  Remplir les seaux d’eau d’élevage aérée, à 23 ± 2 °C, puis nourrir les
organismes conformément à la section H.3.7 (spécimens de 1 semaine).

(vii) En retirant les larves deux fois par semaine (les lundis et les jeudis, p. ex.), on
obtient des spécimens du même âge, soit de 0 à 4 jours (les lundis) ou de 0 à 3 jours
(les jeudis) post-éclosion. 

H.3.8.3  Organismes juvéniles pour les essais toxicologiques :  On peut se servir de seaux de 2 
et de 4 L (préparés  conformément aux directives de la section H.3.8.2, étape vi) pour
élever  et laisser s’installer les larves et pour élever des organismes juvéniles pendant 3
semaines  (plus précisément, de 19 à 21 jours après la mise en place des seaux) en
prévision des essais  toxicologiques.  Il importe d’élever de trois à quatre fois plus de
larves planctoniques que  l’essai en requiert étant donné que celles-ci ne s’installent
dans le sédiment qu’à un taux moyen de 50 %, un chiffre qui peut par ailleurs varier
d’un seau à l’autre.  Pour calculer le nombre de juvéniles requis, multiplier la quantité
de sédiments à mettre à l’essai par 25 (5 répétitions de 5 organismes) et ajouter 110
spécimens (60 pour l’essai avec toxique de référence, 5 répétitions de 5 organismes
témoins et 5 répétitions de 5 organismes pour déterminer les poids au jour zéro).   Bref,
compter le nombre de juvéniles requis pour l’essai, multiplier par quatre et installer ce
nombre de larves dans des seaux en plastique de 2 ou de 4 L de qualité « alimentaire »,
tel que décrit dans la section H.3.8.2, étape vi.  De cinq à dix seaux de 4 L contenant
chacun 25 géniteurs permettent habituellement de produire suffisamment de larves pour
démarrer un essai de toxicité sédimentaire.
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H.4 Enregistrements

H.4.1 Il est essentiel de maintenir des enregistrements minutieux sur l’élevage afin de générer
des résultats d’essai de qualité élevée.  On trouve à la fin de la présente annexe une feuille
de notes de laboratoire pour l’élevage de P. cornuta montrant le type de données à
recueillir au moment de chaque service alimentaire et renouvellement de l’eau. 

H.4.2 À chaque période d’alimentation/de renouvellement, on mesure la température et la
salinité (‰) d’élevages représentatifs et on enregistre les résultats dans les notes de
laboratoire appropriées.  Si ces paramètres sont hors des échelles recommandées de
23 ± 2 °C et de 30 ± 4 ‰ (§ H.3.1 et H.3.4), on devrait adopter des mesures correctives
(les valeurs mesurées doivent cependant être enregistrées). 

H.4.3 On devrait également enregistrer le type et la quantité de nourriture dans les notes de
laboratoire relatives aux élevages de P. cornuta.

H.4.4 D’autres observations, comme la progéniture produite, le renouvellement de l’eau
d’élevage, l’origine des organismes géniteurs, etc. devraient aussi être enregistrées.
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Notes de laboratoire relatives à l’élevage de Polydora cornuta

Origine des organismes :

Objectifs de l’élevage :

Conditions de détention  :

Identification des enceintes d’élevage :

Emplacement des enceintes :____________________ Date de début :

Nombre d’organismes originaux/enceinte :

Régime alimentaire à des jours donnés (3X/semaine), comme suit :

Semaine 1 :    Dates_____________________ _____mL Dunaliella        _____mg ET (1:1)
Semaine 2 :    Dates_____________________ _____mL Dunaliella        _____mg ET (1:1)
Semaine 3 :    Dates_____________________ _____mL Dunaliella        _____mg ET (1:1)
Semaine 4 :    Dates_____________________ _____mL Dunaliella        _____mg ET (1:1)

Observations et m esures à des jours donnés

Date
Temp.
(°C)

Sal.
(‰)

Dunal.
(mL)

ET
(mg)

#
jeunes

Observations et commentaires
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 Modifié d’après Rochinni et al. (1982).
a

 Dans une colonne, on devrait choisir une série de cinq (au moins) concentrations successives. Les points médians
b

entre les concentrations de la colonne (x) se trouvent dans la colonne (2x + 1). Les valeurs peuvent représenter des

concentrations exprimées en pourcentage en poids (p. ex. mg/kg) ou en masse volumique (p. ex. mg/L). Au besoin,

on peut les multiplier ou les diviser par toute puissance de 10. On pourrait utiliser la première colonne si le degré de

toxicité est entaché de beaucoup d’incertitude. On ne devrait pas utiliser les concentrations plus largement espacées,

puisqu’elles procureront une faible résolution des limites de confiance entourant toute valeur calculée à effet de

seuil.

Annexe I

Séries logarithmiques de concentrations convenant aux essais

toxicologiquesa

Colonne (nombre de concentrations entre 10,0 et 1,00 ou entre 1,00 et 0,10) b

          1            2            3           4           5           6          7

10,0 10,0 10,0 10,0 10,0 10,0 10,0

3,2 4,6 5,6 6,3 6,8 7,2 7,5

1,00 2,2 3,2 4,0 4,6 5,2 5,6

0,32 1,00 1,8 2,5 3,2 3,7 4,2

0,10 0,46 1,00 1,6 2,2 2,7 3,2

0,22 0,56 1,00 1,5 1,9 2,4

0,10 0,32 0,63 1,00 1,4 1,8

0,18 0,40 0,68 1,00 1,3

0,10 0,25 0,46 0,72 1,00

0,16 0,32 0,52 0,75

0,10 0,22 0,37 0,56

0,15 0,27 0,42

0,10 0,19 0,32

0,14 0,24

0,10 0,18

0,13

0,10
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