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Résumé 

Le présent rapport décrit les modes opératoires révisés que recommande maintenant Environnement 

Canada pour mener des essais toxicologiques sur des sédiments et dans l’eau seulement, avec 

l’amphipode dulcicole Hyalella azteca. La survie et le poids sec des amphipodes à la fin d’un essai 

de 14 jours constituent les paramètres des essais. Cette deuxième édition du rapport SPE 1/RM/33 

renferme de nombreuses mises à jour, dont les suivantes : choix de différents ratios sédiment-eau, âge 

des organismes expérimentaux au début de l’essai, utilisation de répétitions, renouvellement de l’eau 

sus-jacente, types d’aliments et rations, intensité lumineuse pour l’élevage des amphipodes, analyses 

statistiques des données. Sont aussi inclus les modes opératoires applicables aux essais toxicologiques 

sur la survie et la croissance de H. azteca dans l’eau seulement. La présente méthode révisée remplace 

celle décrite dans SPE 1/RM/33 (essais de survie et de croissance de H. azteca dans les sédiments), 

publiée par Environnement Canada en décembre 1997. L’essai sur des sédiments s’applique à la mesure 

des effets nocifs des sédiments d’eau douce principalement, mais des modes opératoires relatifs à des 

sédiments estuariens (salinité de 15 ‰) sont également inclus dans la présente méthode. 

Pour l’essai toxicologique sur un sédiment, on utilise normalement des béchers ou des bocaux en verre 

renfermant 100 mL de sédiment recouvert de 175 mL d’eau, et l’essai se déroule à 23  1 °C. Un ratio 

sédiment-eau de 1:4 pour les études exigeant un plus grand volume d’eau sus-jacente aux fins de 

la surveillance de la qualité de l’eau et/ou des analyses chimiques fait partie des options décrites 

ici. L’essai peut être exécuté en tant qu’essai à concentration unique (p. ex., sur un échantillon non dilué 

de sédiment prélevé sur le terrain) ou à concentrations multiples (p. ex., sur un sédiment enrichi ou un 

mélange de sédiments) afin de déterminer l’effet de seuil. Pour un essai à concentration unique, il faut 

prélever 5 réplicats de sédiment (sur le terrain) par station d’échantillonnage et évaluer la toxicité 

de chacun pour H. azteca. Pour un essai à concentrations multiples, il faut prévoir 5 récipients de 

répétition (réplicats de laboratoire) par traitement. Chaque récipient d’essai renferme 10 H. azteca, 

âgés de 2-9 jours et présentant un écart d’âge de 3 jours au début de l’essai. 

L’essai sur un sédiment se déroule habituellement en conditions statiques – pendant l’exposition, l’eau 

sus-jacente n’est pas renouvelée, mais elle est aérée en continu. Toutefois, si la qualité de l’eau d’essai 

recouvrant le sédiment provenant d’une station d’échantillonnage de référence se dégrade (à cause 

d’une forte teneur en ammoniac, d’un pH se situant à l’extérieur de la plage de tolérance de H. azteca 

et/ou d’une faible teneur en oxygène dissous), et que l’essai a pour but d’évaluer les effets toxiques 

d’une substance ou matière d’essai à l’exclusion des effets nocifs ou modificateurs de ces facteurs 

confusionnels, l’essai doit être exécuté ou poursuivi en tant qu’essai à renouvellement intermittent. Dans 

ce dernier type d’essai, l’eau sus-jacente est renouvelée 3 fois par semaine, en des journées non 

consécutives, par l’ajout de 2 volumes d’eau sur 24 h. On nourrit les organismes avec un mélange de 

LCT (levure, Cerophyll
MC

 et nourriture pour truite), avec des flocons moulus d’aliments pour poissons 

(du commerce) ou avec un mélange de ces deux types d’aliments. La nourriture est ajoutée dans chaque 

récipient d’essai, soit quotidiennement, soit 3 fois par semaine en des journées non consécutives. La 

décision à cet égard dépend des objectifs de l’étude et, le cas échéant, des lignes directrices ou des 

exigences réglementaires applicables. 

L’essai sur la survie et la croissance des organismes dans l’eau seulement s’exécute dans les mêmes 

conditions d’exposition que l’essai sur un sédiment, et de nombreux aspects du plan d’expérience sont 

communs aux deux types d’essai. L’essai dans l’eau seulement est à renouvellement intermittent. Il 
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comporte 5 récipients de répétition par traitement, chaque récipient contenant 275 mL de solution 

et un substrat. Il peut être exécuté indépendamment ou parallèlement à un essai de 14 jours sur un 

sédiment, ce qui pourrait faciliter la distinction entre une contamination historique (p. ex., par ce 

sédiment) et l’apport actuel de contaminants par un effluent industriel. 

Le rapport expose les conditions et modes opératoires généraux ou universels applicables à la 

préparation et à l’exécution des essais, de même que des conditions et modes opératoires 

supplémentaires adaptés aux fins d’essais donnés. L’essai sur un sédiment convient à la mesure 

et à l’évaluation de la toxicité d’échantillons de sédiments, de boues ou de matières particulaires 

semblables, tous prélevés sur le terrain, ou encore d’un sédiment enrichi (mélangé) en laboratoire avec 

une substance chimique, un sédiment contaminé ou une autre matière particulaire. L’essai dans l’eau 

seulement convient à la mesure de la toxicité d’échantillons d’effluents industriels ou d’eaux usées, 

d’eau douce (p. ex., une eau réceptrice), d’extraits aqueux ou de substances chimiques. Sont également 

incluses dans le rapport des instructions et des exigences relatives aux éléments suivants : installations 

d’essai, prélèvement, manipulation et entreposage des échantillons, élevage de H. azteca, préparation 

des mélanges de sédiment et de solutions aqueuses, mise en route des essais, conditions d’essai 

particulières, observations et mesures pertinentes, paramètres, méthodes de calcul, emploi de toxiques 

de référence. 
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Abstract 

Revised methods now recommended by Environment Canada for performing sediment and water-only 

toxicity tests using the freshwater amphipod Hyalella azteca are described in this report. The endpoints 

for these tests are survival and dry weight of amphipods at the end of a 14-day assay. This revised 

version of Report EPS 1/RM/33 includes numerous updates such as options for sediment-to-water ratio, 

age of test organisms used to start a test, use of replicates, overlying water renewal, food types and 

feeding rates, and light intensity for culturing, as well as the statistical analyses of data. Procedures for 

a water-only survival and growth toxicity test using Hyalella azteca have also been included herein. This 

revised method supersedes Environment Canada’s test for survival and growth in sediment using 

H. azteca that was published as Report EPS 1/RM/33 in December 1997. The sediment test is intended 

primarily for measuring the adverse effect(s) of freshwater sediments, although procedures for testing 

estuarine sediments ( 15‰ salinity) are also described. 

The sediment toxicity test is normally conducted at 23  1°C in glass beakers or jars containing a 

100-mL layer of sediment and 175 mL of overlying water. An option for using a 1:4 sediment to water 

ratio is included herein for studies requiring greater volumes of overlying water for water-quality 

monitoring and/or chemical analyses. The test may be run as a single-concentration assay (e.g., for 

testing undiluted samples of field-collected sediment), or as a multi-concentration assay (e.g., for testing 

spiked-sediment or sediment mixtures at several concentrations) to determine the threshold of effect. For 

a single-concentration assay, a minimum of 5 replicate samples of sediment (i.e., field replicates) are 

collected at each discrete sampling station and each one is tested for its toxicity to H. azteca as a single 

replicate. For a multi-concentration assay, a minimum of 5 replicate vessels (i.e., laboratory replicates) 

per treatment are required. Each replicate contains 10 H. azteca. Amphipods are 2 to 9 days old and 

ranging in age by  3 days at the start of the test. 

The sediment test is routinely carried out as a static (i.e., no renewal) exposure, during which the 

overlying water is continuously aerated. If, however, the test water overlying sediment from any 

reference sampling station deteriorates or becomes fouled (i.e., due to high levels of ammonia, pH levels 

outside the tolerance range of H. azteca, and/or low levels of dissolved oxygen) at any time during the 

test, and the objectives of the test are to assess toxic effects due to substances or materials without the 

deleterious or modifying effect of these confounding factors, the test must be carried out, or continued, 

as a static-renewal test. In the static-renewal exposure, the overlying water is renewed a minimum of 

three times weekly on non-consecutive days, at a rate of two volume additions in 24 hours. The animals 

are fed either a mixture of yeast, Cerophyll™, and trout chow (YCT); ground commercial fish food 

flakes; or a combination of both YCT and fish food flakes. Food is added to each test vessel, either daily 

or three times per week on non-consecutive days. Selection of either feeding option depends on the 

objectives of the study and perhaps also on regulatory guidelines or requirements. 

The water-only survival and growth test is conducted under the same exposure conditions as the 

sediment test and shares many aspects of the test design. The test is carried out as a static-renewal 

exposure, with a minimum of 5 replicate vessels per treatment, each containing 275 mL of solution and 

a substrate. The water-only method has been included for use alone, or in conjunction with the 14-day 

sediment test, which together might be useful in differentiating between historical contamination (i.e., 

from sediment) and current water and/or effluent quality. 
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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. The 

sediment 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. The water-only test is 

suitable for measuring samples of industrial or sewage effluents, fresh waters (e.g., receiving water), 

aqueous extracts, or chemical substances. Instructions and requirements are included on test facilities, 

sample collection, handling and storing samples, culturing H. azteca, preparing sediment and aqueous 

mixtures and initiating tests, specific test conditions, appropriate observations and measurements, 

endpoints and methods of calculation, and the use of reference toxicants. 
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Avant-propos 

Le présent document fait partie d’une série de méthodes recommandées pour mesurer et évaluer les 

effets toxiques que peuvent avoir, dans des conditions de laboratoire contrôlées et définies, des 

substances ou des matières toxiques ou potentiellement toxiques sur une espèce donnée d’organismes 

aquatiques ou terrestres exposés à des échantillons de ces substances ou matières. Environnement 

Canada a évalué ces méthodes et en préconise l’emploi : 

 dans les laboratoires d’écotoxicologie d’Environnement Canada; 

 pour les essais qu’Environnement Canada donne en sous-traitance ou que demandent des 

organismes ou des entreprises de l’extérieur; 

 en l’absence d’instructions plus précises, comme dans les règlements; 

 en vue de l’élaboration d’instructions très explicites, comme celles qui pourraient être exigées dans 

un protocole réglementaire ou une méthode de référence normalisée. 

Les différents types d’essais inclus dans cette série ont été choisis parce qu’ils étaient acceptables aux 

fins des programmes de protection et de gestion de l’environnement mis en œuvre par Environnement 

Canada. Les documents de la collection ont pour objet d’orienter les utilisateurs et de faciliter la mise 

en œuvre de modes opératoires cohérents, pertinents et intégrés en vue d’obtenir des données sur la 

toxicité, pour des organismes terrestres ou aquatiques, de substances ou matières destinées à être 

dispersées dans l’environnement ou présentes dans l’environnement. Selon la ou les méthodes d’essai 

biologique choisies et le milieu naturel visé, les substances ou matières dont la toxicité doit être mesurée 

pourraient comprendre des échantillons de substance chimique, d’effluent, d’élutriat, de lixiviat, d’eau 

réceptrice, de sédiment ou de matière particulaire semblable, ou encore de sol ou de matière 

particulaire semblable. On trouvera à l’annexe A du présent document la liste des méthodes d’essai 
biologique et des documents d’orientation publiés jusqu’à maintenant par Environnement Canada dans 
le cadre de cette collection. 

Les termes définis dans la section « Terminologie » sont en italique lorsqu’ils sont mentionnés pour la 

première fois dans le texte, conformément à la définition qui en est donnée ici. L’italique sert également 

à mettre en évidence ces termes et certains autres. 
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Terminologie 

Nota : Toutes les définitions ci-dessous s’inscrivent dans le contexte des procédures décrites dans le 
présent rapport; elles pourraient ne pas être adaptées à d’autres contextes. 

Verbes auxiliaires 

L’auxiliaire doit (doivent) exprime l’obligation absolue. 

L’auxiliaire devrait (devraient) et le conditionnel d’obligation (il faudrait, etc.) expriment une 
recommandation ou la nécessité de respecter la condition dans la mesure du possible. 

L’auxiliaire peut (peuvent) exprime l’autorisation ou la capacité d’accomplir une action. 

L’auxiliaire pourrait (pourraient) indique la possibilité ou l’éventualité. 

Termes techniques généraux 

À renouvellement continu – Se dit d’un appareillage ou d’un essai dans lequel on renouvelle 
continuellement la solution ou l’eau sus-jacente du récipient d’élevage ou d’essai par l’apport 

constant d’une solution fraîche. 

À renouvellement intermittent – Se dit d’un essai toxicologique au cours duquel la solution d’essai 

ou l’eau sus-jacente est renouvelée périodiquement pendant la durée de l’essai. Synonyme : 
à renouvellement périodique. 

À renouvellement périodique – V. à renouvellement intermittent. 

Acclimatation – Adaptation physiologique à une valeur précise d’un ou de plusieurs facteurs 
environnementaux, comme la température. Ce terme désigne habituellement l’adaptation des 
organismes expérimentaux à des conditions de laboratoire contrôlées. 

Conductivité – Expression numérique de la capacité d’une solution aqueuse de conduire l’électricité. 

Cette capacité dépend de la concentration des ions dans une solution, de leur valence et de leur 
mobilité, de même que de la température de la solution. La conductivité est exprimée en micromhos 
par centimètre (µmhos/cm) ou en millisiemens par mètre (mS/m); 1 mS/m = 10 µmhos/cm. 

Conformité – Respect des règlements ou des exigences gouvernementales en matière de permis. 

Élevage – Stock d’organismes élevés en laboratoire dans des conditions définies et contrôlées, pendant 
une génération ou plus, afin d’obtenir des sujets d’expérience en bonne santé. Ce terme désigne 

également l’activité visant à produire de tels sujets à partir d’une génération ou plus, dans des 
conditions définies et contrôlées. 

En conditions statiques – Se dit d’un essai toxicologique au cours duquel la solution ou l’eau sus-jacente 
n’est pas renouvelée pendant l’essai. Synonyme : sans renouvellement. 

Floculation – Formation d’un précipité non consolidé (c.-à-d. un floc) dans une solution. 
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Lot – Groupe d’amphipodes (âgés de 2-9 jours et présentant un écart d’âge de ≤3 jours) prélevé en une 
seule fois dans un élevage et comprenant tous les organismes expérimentaux destinés à un essai 
toxicologique donné (y compris tout essai toxicologique de référence connexe). 

Lux – Unité d’éclairement mesurant l’intensité lumineuse par mètre carré. 1 lux = 0,092 9 pied-bougie 
et 1 pied-bougie = 10,76 lux. Pour convertir des lux en flux quantique [µmol/(m2 · s)], il faut 
connaître la qualité spectrale de la source lumineuse. Les conditions de luminosité ou l’irradiance 

sont exprimées sous forme de flux quantique (débit de fluence photonique) dans la gamme de 
longueurs d’onde photosynthétiquement efficaces de ~400-700 nm. Le lien entre flux quantique et 
lux (ou pied-bougie) varie énormément en fonction de la source lumineuse, du photomètre utilisé, 
de la disposition géométrique et des réflexions possibles (v. ASTM, 1999). Le facteur approximatif 
de conversion entre flux quantique et lux pour un éclairage fluorescent en spectre continu (p. ex., 
Vita-Lite® de Duro-Test®) est le suivant : 1 lux  2

0,016 μmol/(m  · s) (Deitzer, 1994; Sager et 
McFarlane, 1997). 

Méthode de référence – Protocole conçu spécifiquement pour l’exécution d’un essai de toxicité, 

c’est-à-dire une méthode d’essai biologique comportant un ensemble explicite de modes opératoires 
et de conditions d’essai exposé avec précision dans un document écrit et dont ont convenu 

formellement les parties en cause. Contrairement à d’autres méthodes d’essai biologique 

polyvalentes (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 exprimée en équivalents-grammes par litre. La 
valeur du pH indique le degré ou l’intensité des réactions tant acides qu’alcalines sur une échelle de 
0 à 14, le nombre 7 représentant la neutralité, les nombres inférieurs à 7, des réactions de plus en 
plus acides, et les nombres supérieurs à 7, des réactions de plus en plus alcalines. 

Photopériode – Durée de l’éclairement sur 24 h. 

Pourcentage (%) – Concentration exprimée en parties par centaine. Ainsi, 10 % d’une substance ou 
matière d’essai représente 10 unités ou parties de celle-ci diluées dans un sédiment ou dans l’eau 

pour constituer en tout 100 parties. Selon la substance ou matière d’essai, les concentrations 
peuvent être préparées d’après un rapport de masse à masse, de masse à volume ou de volume 
à volume et sont exprimées sous forme de pourcentage de la substance ou matière d’essai dans 

le mélange final de sédiment ou la solution finale. 

Précipitation – Formation d’un solide (le précipité) à partir de tout ou partie des constituants dissous 
d’une solution. 

Prétraitement – Traitement d’un échantillon (ou d’un sous-échantillon) de sédiment ou d’eau avant que 
les amphipodes y soient exposés. 

Protocole – Document exposant avec précision l’ensemble des marches à suivre pendant un essai et dont 

ont convenu formellement les parties en cause. 
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Renouvellement de l’eau – Renouvellement de la solution ou de l’eau sus-jacente des récipients d’essai, 

de façon régulière et mesurée (p. ex., 3 fois par semaine) pendant toute la durée de l’essai. Le 
renouvellement peut être manuel ou automatisé – dans ce dernier cas, l’eau sus-jacente est 
renouvelée périodiquement, à un taux constant. 

Salinité – Quantité totale, en grammes, d’une substance solide en dissolution dans 1 kg d’eau, dont l’eau 

de mer. La salinité est habituellement exprimée en parties par millier (‰). Elle est déterminée 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 mesurer la 
salinité directement à l’aide d’un salinomètre, d’un conductimètre ou d’autres moyens (v. APHA 
et coll., 1995, 2005). 

Sans renouvellement – V. en conditions statiques. 

Surveillance – Vérification périodique (p. ex., quotidienne, hebdomadaire, mensuelle ou trimestrielle) 
de la qualité, ou collecte et communication d’information. Dans le présent rapport, le terme désigne 
soit la vérification et la mesure périodiques de variables biologiques ou de variables relatives à la 
qualité de l’eau, soit le prélèvement d’échantillons de sédiment, d’eaux usées ou d’eau réceptrice 

aux fins de la mesure de leur toxicité. 

Turbidité – Mesure dans laquelle la clarté de l’eau est réduite par la présence de particules en suspension 

ou d’autres matières qui diffusent et absorbent la lumière, l’empêchant ainsi d’être transmise en 
ligne droite à travers l’échantillon. Cette caractéristique est généralement exprimée en unités de 

turbidité néphélométrique. 

Termes relatifs aux substances ou matières d’essai 

Eau d’amont – Eau de surface (p. ex., cours d’eau ou lac) ne subissant pas l’influence de l’effluent (ou 

d’une autre substance ou matière d’essai) parce qu’elle en est éloignée en direction opposée au courant 

ou qu’elle s’en trouve suffisamment loin perpendiculairement au courant. 

Eau d’essai – Eau recouvrant la couche de sédiment dans les récipients d’essai, c’est-à-dire l’eau 

sus-jacente. On utilise aussi l’eau d’essai, au besoin, pour la manipulation d’un sédiment (p. ex., 
préparation d’un sédiment artificiel ou enrichi, tamisage par voie humide), de même que comme 
eau témoin/de dilution pour les essais dans l’eau seulement. (V. aussi eau témoin/de dilution.) 

Eau de dilution – Eau servant à diluer une substance ou matière d’essai à différentes concentrations aux 
fins des divers traitements connexes aux essais de toxicité. V. eau témoin/de dilution et eau d’essai. 

Eau de porosité (ou eau interstitielle) – Eau occupant l’espace entre les particules d’un sédiment. 

Eau déchlorée – Eau (généralement, eau potable municipale) ayant subi un traitement visant à en 
éliminer le chlore et ses composés. 

Eau désionisée – Eau qu’on a purifiée en la faisant passer dans des colonnes de résine ou dans un 
système d’osmose inverse. 
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Eau distillée – Eau ayant été traitée dans un appareil de distillation en verre borosilicaté ou autre 
matériau pour la débarrasser de ses impuretés. 

Eau réceptrice – Eau de surface (p. ex., cours d’eau ou lac) dans laquelle ont été rejetées ou sont sur le 

point d’être rejetées des matières résiduaires. Il faut en donner une description étoffée pour préciser 
ce dont il s’agit. 

Eau reconstituée – Eau désionisée ou distillée sous verre, d’une grande pureté, à laquelle on a ajouté 

des substances chimiques de qualité réactif. L’eau douce de synthèse ainsi obtenue devrait être 
exempte de contaminants et posséder le pH, l’alcalinité et la dureté recherchés. Une eau 

reconstituée peut également être une eau douce à laquelle on a ajouté du sel de mer sec (du 
commerce), des sels de qualité réactif ou de la saumure, en une quantité suffisante pour obtenir 
une salinité (et un pH) d’eau de mer convenant à l’élevage des organismes et aux essais (p. ex., 
essai sur un sédiment estuarien). 

Eau sus-jacente – Eau recouvrant le sédiment d’un récipient d’essai. (V. aussi eau d’essai.) 

Eau témoin/de dilution – Pour les essais dans l’eau seulement, eau servant à la dilution de la substance 
ou matière d’essai et/ou du témoin. Pour les essais sur un sédiment, eau servant à préparer une série 
de concentrations de la substance d’essai ou utilisée comme eau sus-jacente. L’eau témoin/de 

dilution est souvent identique à l’eau d’élevage des organismes expérimentaux ou à l’eau (sus-

jacente) d’essai. 

Eaux usées – Terme général englobant les effluents, les lixiviats et les élutriats. 

Effluent – Tout déchet liquide (p ex., industriel ou urbain) rejeté dans le milieu aquatique. 

Élutriat – Solution aqueuse obtenue après addition d’eau à une matière solide (p. ex., sédiments, stériles, 
boues de forage, matériaux de dragage), suivie du brassage du mélange, puis de la centrifugation ou 
de la filtration de celui-ci ou de la décantation du surnageant. 

Essai toxicologique de référence (ou essai avec un toxique de référence) – Essai effectué à l’aide d’un 

toxique de référence parallèlement à un essai de toxicité sur un sédiment ou dans l’eau seulement, 

afin d’estimer la sensibilité des organismes au moment de l’évaluation de la substance ou matière 

d’essai, de même que la précision et la fiabilité des résultats obtenus par le laboratoire en regard de 
ce toxique. Toute déviation par rapport à une plage normale préétablie indique que la sensibilité des 
organismes expérimentaux ainsi que le rendement et la précision de l’essai sont suspects. Le plus 

souvent, un essai toxicologique de référence est effectué en l’absence de sédiment (c.-à-d. un essai 
dans l’eau seulement), mais il peut aussi prendre la forme d’un essai sur un sédiment enrichi. 

Lixiviat – Eau, usée ou non, ayant traversé une colonne de sol ou de déchets solides dans 
l’environnement. 

Matière – Substance dont est faite une chose. Ses caractéristiques seraient plus ou moins uniformes. 
Un sédiment, un effluent, un lixiviat, un élutriat ou une eau de surface sont des matières. 
Habituellement, une matière renferme un nombre plus ou moins grand de substances. 
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Sédiment – Matière particulaire naturelle qui, après son transport jusque dans l’eau, s’est déposée sur 
le fond de l’eau. Ce terme peut également désigner un substrat artificiel constitué de matières 
particulaires choisies [p. ex., sable d’une granulométrie donnée, bentonite (argile)] dans lequel 
les organismes expérimentaux peuvent fouir. 

Sédiment contaminé – Sédiment renfermant des substances chimiques qui posent une menace connue 
ou potentielle pour l’environnement ou la santé humaine. 

Sédiment d’essai – Échantillon de sédiment entier prélevé sur le terrain à un endroit présumé contaminé 
par au moins une substance chimique, qu’on se propose d’utiliser dans un essai toxicologique avec 
des amphipodes. Parfois, le terme désigne tout échantillon de sédiment ou tout mélange de 
sédiment enrichi (y compris un sédiment témoin et un sédiment de référence) utilisé dans l’essai. 

Sédiment de référence – Échantillon de sédiment présumé non contaminé, prélevé sur le terrain et choisi 
du fait que ses propriétés (p. ex., granulométrie, compacité, teneur en matière organique totale) 
correspondent étroitement à celles de l’échantillon du sédiment d’essai, sauf pour ce qui est de la 
teneur en contaminants chimiques. Il provient souvent d’un site où l’influence d’une ou de 

plusieurs sources de contamination est inexistante (c.-à-d. un site de référence), mais il se trouve 
dans les environs du lieu de prélèvement de l’échantillon de sédiment d’essai. (V. aussi site.) 

Sédiment enrichi – Tout sédiment (contaminé ou non) auquel on a ajouté en laboratoire une substance 
ou matière d’essai, comme une substance chimique, un mélange de substances chimiques, des 
boues (notamment des boues de forage), des matériaux de dragage contaminés ou des sédiments 
contaminés, et qui a ensuite été mélangé soigneusement afin de répartir également la substance 
ou matière dans tout le sédiment. 

Sédiment entier – Sédiment intact auquel sont exposés les organismes expérimentaux. Un sédiment 
entier n’est ni une forme ni un dérivé d’un sédiment (p. ex., eau de porosité) ni un sédiment remis 
en suspension. 

Sédiment non contaminé – Sédiment exempt de toute substance à une concentration pouvant causer des 
désordres observables chez les organismes expérimentaux, abréger leur survie ou ralentir leur 
croissance pendant l’essai. 

Sédiment témoin – Sédiment non contaminé, c’est-à-dire exempt de tout contaminant à des 
concentrations susceptibles d’influer sur la survie, la croissance ou le comportement des organismes 
expérimentaux. Il peut s’agir d’un sédiment naturel provenant d’un lieu non contaminé, ou encore 
d’un sédiment préparé (reconstitué). Un sédiment témoin ne doit contenir aucune substance ou 
matière d’essai ajoutée et il doit permettre un taux de survie acceptable (c.-à-d. ≥80 %) des 
organismes pendant l’essai. Un sédiment témoin permet d’interpréter les données tirées des essais 
de toxicité sur un sédiment d’essai; il sert également de sédiment de base dans les procédures 
d’enrichissement. 

Site – Étendue délimitée de sédiments utilisée ou envisagée comme zone d’étude, habituellement parce 

qu’elle est considérée comme contaminée ou susceptible d’être contaminée par des activités 

anthropiques. Un site de référence est un site où l’influence d’une ou de plusieurs sources de 
contamination est inexistante, mais il se trouve dans les environs du lieu de prélèvement de 
l’échantillon de sédiment d’essai (v. figure 2). (V. aussi sédiment de référence.) 
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Solution mère – Solution concentrée de la substance ou matière d’essai. On ajoute des volumes mesurés de 
la solution mère à l’eau de dilution pour préparer les concentrations voulues des solutions d’essai. 

Station d’échantillonnage – Lieu déterminé d’un site où s’effectue le prélèvement d’un ou de plus d’un 

échantillon de sédiment (échantillon prélevé sur le terrain) aux fins des essais toxicologiques et des 
analyses physicochimiques connexes (v. figure 2). Une station d’échantillonnage de référence est un 
lieu défini d’un site de référence où l’échantillon ou les échantillons de sédiment de référence sont 
prélevés. (V. aussi site.) 

Substance – Matière particulière ayant des propriétés plus ou moins uniformes. Le terme a un sens plus 
restreint que matière et pourrait s’employer pour désigner, par exemple, un élément naturel ou un 
produit manufacturé. 

Substance chimique – Tout élément, composé, préparation, produit chimique ou mélange de substances 
qui pourrait être associé à des sédiments ou à de l’eau, s’y déposer, y être mélangé ou ajouté, ou qui 

pourrait pénétrer dans l’environnement par suite d’un déversement, d’un épandage ou d’un rejet. 

Témoin – Dans une enquête ou une étude, traitement reproduisant toutes les conditions et tous les 
facteurs qui pourraient influer sur les résultats, sauf la condition particulière faisant l’objet de 

l’étude. Dans un essai toxicologique, le témoin doit reproduire toutes les conditions du ou des 

traitements d’exposition, mais il ne doit pas renfermer de substance ou matière d’essai contaminée. 

Le témoin sert à vérifier l’absence de toxicité mesurable attribuable aux conditions de base de 
l’essai (p. ex., qualité de l’eau de dilution, santé des organismes expérimentaux ou effets de la 

manipulation de ces derniers). 

Témoin sédiment-solvant – Échantillon de sédiment inclus dans un essai sur un sédiment enrichi dans 
lequel il est nécessaire d’introduire un solvant organique pour solubiliser la substance chimique 
d’essai avant de le mélanger avec une quantité mesurée de sédiment témoin. Le volume de solvant 
utilisé dans la préparation du témoin sédiment-solvant doit contenir la même concentration d’agent 

solubilisant que l’échantillon de sédiment enrichi contenant la plus forte concentration de la ou des 
substances chimiques d’essai. Cette concentration de solvant ne devrait pas avoir d’effet néfaste 
sur les organismes expérimentaux pendant l’essai. Tout essai dans lequel on utilise un solvant 

organique pour préparer une ou plusieurs concentrations de sédiment enrichi avec une substance 
chimique doit inclure un témoin sédiment-solvant. (V. aussi sédiment témoin, substance chimique 
et sédiment enrichi.) 

Toxique de référence – Étalon chimique permettant d’établir la fiabilité des données sur la toxicité 

d’une substance ou matière d’essai. Dans la plupart des cas, on procède à un essai avec un toxique 
de référence afin d’estimer la sensibilité des organismes ainsi que la précision et la fiabilité 
des résultats obtenus en regard de cette substance au moment où on évalue la substance ou 
matière d’essai. 

Termes relatifs aux statistiques et à la toxicologie 

a priori – Se dit de ce qui est indépendant de l’expérience. Dans le contexte des plans d’expérience et de 

la statistique, un essai planifié avant la collecte de données constitue un essai a priori. Les objectifs 
et le plan d’expérience influeraient sur les décisions quant au choix de l’essai a priori à exécuter. 
(V. aussi post-hoc.) 
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Analyse de contrastes – Comparaison des taux de mortalité obtenus pour différentes stations 
d’échantillonnage. D’un point de vue mathématique, une analyse de contrastes suppose la répartition 
des sommes des carrés d’une variable indépendante nominale pour vérifier une hypothèse a priori 
définie par un contraste entre des variables indépendantes. 

Biomasse – Poids sec total des amphipodes survivants dans une répétition à la fin de l’essai, divisé par le 

nombre des juvéniles qui s’y trouvaient au départ. Le paramètre de biomasse représente une 
combinaison de l’effet sublétal et de la mortalité. 

Carte de contrôle – Diagramme servant à suivre l’évolution des effets mesurés d’un toxique de référence. 

La date de l’essai se trouve sur l’axe horizontal; sur l’axe logarithmique vertical, on porte la 

concentration à laquelle l’effet est observé. 

CIp ou concentration inhibitrice correspondant à un pourcentage d’effet (précisé) – Concentration 
estimative ponctuelle d’une substance ou matière d’essai qui inhibe, selon le pourcentage précisé, 

une fonction biologique quantitative, comme la croissance. Ainsi, la CI25 pourrait être la 
concentration qui, estime-t-on, réduit de 25 % le poids sec des organismes expérimentaux à la fin 
de l’essai, par rapport au poids sec des organismes des groupes témoins. La CIp devrait être établie 
dans tout essai toxicologique visant à mesurer un effet variant constamment, comme le poids sec 
à la fin de l’essai, la reproduction ou la respiration. 

CL50 ou concentration létale médiane – Concentration d’une substance ou matière dans le sédiment 
(p. ex., mg/kg) ou dans l’eau (p. ex., mg/L) qu’on estime mortelle pour 50 % des organismes 
expérimentaux. La CL50 et ses limites de confiance à 95 % sont normalement dérivées de l’analyse 

statistique des mortalités survenues à chacune des 5 concentrations expérimentales ou plus, après 
une période d’exposition donnée. On doit préciser la durée de l’exposition (p. ex., CL50 96 h pour 
un essai toxicologique de référence dans l’eau seulement, ou CL50 14 jours pour un essai 
toxicologique de survie et de croissance avec H. azteca). Selon les objectifs de l’étude, une 

concentration létale autre qu’une CL50 (p. ex., CL25) peut être calculée en remplacement ou en 
plus de la CL50. 

CMEO ou concentration minimale avec effet observé – Concentration la plus basse d’une substance ou 

matière d’essai à laquelle des organismes sont exposés et qui cause des effets sublétaux observables 

et statistiquement significatifs. Par exemple, la CMEO pourrait être la concentration minimale 
à laquelle le poids sec des organismes exposés présente, à la fin de l’essai, un écart 

significativement inférieur au poids sec des organismes des groupes témoins. 

Coefficient de variation (CV) – Écart type (ET) d’un ensemble de données divisé par la moyenne, 

exprimé sous forme de pourcentage. Le coefficient de variation est calculé à l’aide de la formule 

suivante : 

CV (%) = 100 ET ÷ moyenne 

CSEO ou concentration sans effet observé – Concentration la plus élevée d’une substance ou matière 

d’essai à laquelle des organismes sont exposés et qui ne cause aucun effet sublétal observable 
et statistiquement significatif. Par exemple, la CSEO pourrait être la concentration la plus élevée 
à laquelle une variable observée, comme le poids sec à la fin de l’essai, ne présente pas d’écart 

significatif (réduction) par rapport aux organismes des groupes témoins. 
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Essai toxicologique (ou essai de toxicité) – Détermination de l’effet d’une substance ou matière sur un 

groupe d’organismes choisis (p. ex., H. azteca) dans des conditions précises. Un essai en milieu 
aquatique ou sur un sédiment permet habituellement de mesurer la proportion d’organismes touchés 

(effet quantique) et/ou l’ampleur de l’effet observé (effet quantitatif ou gradué) après exposition à 
une substance ou matière d’essai donnée (p. ex., échantillon de sédiment ou d’eaux usées) ou à un 
mélange (p. ex., substance chimique et sédiment ou eau). 

Homoscédasticité – Propriété des données dont le diagramme de dispersion se caractérise par une 
homogénéité des résidus. Ce terme s’applique lorsque la variance des résidus n’est pratiquement pas 
différente de celle de la variable indépendante (c.-à-d. les concentrations d’essai ou de traitement). 

Lorsqu’on effectue des analyses statistiques et qu’on évalue les résidus (p. ex., à l’aide du test de 

Levene), dans le cas de données dénotant une homoscédasticité (ou homogénéité des résidus), on 
n’observe aucune différence importante dans la variance des résidus pour toutes les concentrations 

d’essai ou de traitement. 

Hormèse – Phénomène par lequel de faibles concentrations de la substance ou matière d’essai stimulent le 

rendement des organismes expérimentaux, par comparaison avec les organismes témoins (autrement 
dit, il y a amélioration du rendement à une ou plusieurs faibles concentrations par comparaison avec le 
traitement témoin). À des concentrations plus élevées, on observe des effets nocifs. 

Létal – Qui cause directement la mort. Chez les amphipodes, la mort est définie par la cessation de tous 
les signes visibles de mouvement ou d’activité (p. ex., aucune contraction des pléopodes). 

Limite de contrôle de 95 % – Limite, calculée logarithmiquement, située à plus ou moins deux écarts types 
(± 2 ET), de part et d’autre de la moyenne géométrique historique des paramètres de mesure d’essais 
toxicologiques avec un toxique de référence. 

Moyenne géométrique – Moyenne de mesures répétées, calculée logarithmiquement. La moyenne 
géométrique a pour avantage d’atténuer l’influence qu’exercent les valeurs extrêmes sur la moyenne, 

comme lorsqu’une moyenne arithmétique est établie. On peut calculer la moyenne géométrique 
comme étant la racine énième du produit de « n » valeurs et, aussi, comme l’antilogarithme de la 

moyenne des logarithmes de « n » valeurs. 

Non ordonné – En parlant de stations d’échantillonnage ou de variables indépendantes, se dit de l’absence 

de gradient. Ce terme, qui est synonyme de nominal, pourrait s’appliquer à des stations 

d’échantillonnage situées dans un lac, par exemple (v. figure 2). (V. aussi variable ordinale.) 

Normalité (ou distribution normale) – Désigne une série de données d’observations décrivant une courbe 
symétrique en forme de cloche. Cette série met en lien la fréquence d’occurrence et l’ampleur du 
phénomène mesuré. Dans une distribution normale, la plupart des données d’observation se 

regroupent près de la valeur moyenne et deviennent progressivement moins nombreuses à mesure 
qu’on se rapproche des extrêmes de la plage de valeurs. La distribution normale joue un rôle central 
dans la théorie statistique en raison de ses propriétés mathématiques. Elle revêt également une grande 
importance dans les sciences biologiques du fait que beaucoup de phénomènes biologiques suivent la 
même courbe. Dans un bon nombre de tests statistiques, on présume que les données suivent une 
courbe de distribution normale, de sorte qu’il peut être nécessaire de déterminer si c’est le cas d’un 

ensemble de données en particulier. 
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Ordinal – V. variable ordinale. 

Paramètre – Mesure ou valeur (il peut y en avoir plus d’une) caractérisant les résultats d’un essai 
(p. ex., CL50, CI25). La réponse des organismes expérimentaux (p. ex., mortalité, accroissement du 
poids des organismes vivants) constitue également un paramètre. 

post-hoc – Se dit d’une chose postérieure à une autre. Dans le contexte des plans d’expérience et de 

la statistique, un test qu’on décide d’exécuter après la collecte de données constitue un test 
post-hoc. Dans un sens plus général, un test post-hoc vise à déterminer quelles moyennes des 
traitements diffèrent les unes des autres, et ce, afin de contrôler le taux d’erreur global de type I. 
(V. aussi a priori.) 

Précision – Degré de rapprochement des données recueillies au cours de mesures répétées de la même 
quantité. La précision décrit le degré de certitude entourant un résultat ou le rapprochement des 
valeurs d’un paramètre dérivées d’une analyse statistique, comme la CIp. 

Quantique – Adjectif utilisé dans des expressions comme données quantiques et essai quantique. Un effet 
quantique est un effet auquel chaque organisme d’essai réagit ou ne réagit pas. Par exemple, un animal 
peut soit vivre, soit mourir, ou encore se développer normalement ou anormalement. En général, 
l’effet quantique est exprimé sous forme de nombre ou de pourcentage. 

Quantitatif – Adjectif utilisé dans des expressions comme données quantitatives et essai quantitatif. Un 
effet quantitatif est un effet dont la valeur mesurée peut être un nombre entier ou fractionnel sur une 
échelle numérique. Il peut s’agir, par exemple, du poids de chaque organisme, ou encore du nombre 
de descendants produits à la fin de l’essai. 

Régression logistique – Méthode d’analyse de la relation entre une variable dépendante, comme la 

réponse des organismes expérimentaux, et au moins une variable indépendante. Les caractéristiques 
propres à la régression logistique utilisée dans la présente méthode incluent la variable réponse 
binaire (mortalité) et trois classes de variables indépendantes (continue, ordinale et nominale). La 
régression logistique est un modèle linéaire, et la linéarité est attribuable à la transformation logit de 
la variable dépendante. 

Relation traitement-réponse monotone – Augmentation (ou diminution) constante des effets (réponse) dans 
la plage de la variable indépendante. Une courbe de létalité type est monotone du fait que la létalité 
augmente avec la dose. Par contre, une courbe d’inhibition dénotant une hormèse est non monotone 
du fait qu’il y a stimulation à faible dose, puis inhibition à mesure que la dose augmente. 

Répétition (ou récipient d’essai de répétition) – Récipient d’essai individuel renfermant un nombre 
prescrit d’organismes exposés soit à une concentration (ou un réplicat) de la substance ou matière 
d’essai, soit à un traitement témoin ou de référence. Comme il s’agit d’une unité expérimentale 
indépendante, tout transfert d’organismes ou de substance ou matière d’essai d’un récipient d’essai 

à un autre invaliderait l’analyse statistique fondée sur la répétition. Le terme répétition désigne 
également les sous-échantillons (c.-à-d. les réplicats de laboratoire) du sédiment témoin (v. 3.5), du 
sédiment enrichi (v. 6.2) ou de l’eau (v. 7.3), qui sont tous préparés en laboratoire. Dans un essai sur 
un sédiment témoin et dans chaque traitement d’un essai à concentrations multiples, il devrait 

normalement y avoir ≥5 répétitions. 
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Réplicat – Échantillon prélevé sur le terrain à une même station d’échantillonnage afin d’obtenir une 

estimation de l’erreur d’échantillonnage ou d’améliorer la justesse de l’estimation (v. figure 2). 
Lorsqu’un seul échantillon de sédiment est prélevé à une station d’échantillonnage, il est traité 
comme un réplicat. Les échantillons additionnels sont considérés comme des réplicats 
supplémentaires – ils sont traités de la même façon, mais entreposés dans des récipients à 
échantillon distincts (ils ne sont pas regroupés). 

Sublétal – Se dit d’un effet nuisible se manifestant en deçà de la concentration ou du niveau de 
contamination causant directement la mort d’un organisme au cours d’un essai. 

Traitement – En règle générale, intervention ou procédure dont l’effet doit être mesuré. Plus précisément, 

dans un essai toxicologique, un traitement est une condition ou une procédure visant à mesurer les 
effets d’une substance ou matière sur les organismes expérimentaux. Le traitement pourrait consister 
en une concentration donnée d’une substance ou matière potentiellement toxique, ou encore en une 
matière d’essai en particulier (p. ex., échantillon de sédiment contaminé, témoin ou de référence; 
échantillon d’effluent, d’élutriat, de lixiviat, d’eau réceptrice ou d’eau témoin). 

Toxicité – Capacité d’une substance ou matière de provoquer un ou des effets nocifs tant létaux que 
sublétaux chez des organismes vivants. 

Toxique – Désigne ou qualifie une substance ou une matière ayant des effets nocifs sur des organismes 
si elle se trouve en quantité suffisante, au bon endroit. 

Variable continue – Variable qui peut prendre toutes les valeurs de nombres entiers ou fractionnaires 
sur une échelle numérique. L’adjectif continu, qui est synonyme ici de quantitatif, est utilisé plus 
couramment par les statisticiens du domaine de la toxicologie, particulièrement en Europe. 
(V. aussi quantitatif.) 

Variable ordinale – Classe de données discrètes à l’intérieur d’un ordre de grandeur relatif allant de 
« bas » à « élevé » (p. ex., aucun effet, effet minimal, effet marqué). L’adjectif « ordinal » s’emploie 

ici dans le cas de stations d’échantillonnage censées suivre un gradient de concentration. En 
d’autres termes, les concentrations de la ou des substances à l’étude devraient augmenter ou 

diminuer de manière séquentielle selon l’ordonnancement des stations d’échantillonnage. Ce serait 

le cas, par exemple, de stations d’échantillonnage situées en aval d’une source ponctuelle 

d’effluent. Aussi appelée variable ordonnée, une variable ordinale a la propriété d’être ordonnée. 

(V. aussi non ordonné.) 
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Section 1 

Introduction

1.1 Contexte 

Au Canada et ailleurs dans le monde, on se sert 
d’essais toxicologiques en milieu aquatique 
pour mesurer et surveiller les effets de 
substances individuelles ou de mélanges 
complexes susceptibles d’être toxiques pour les 
organismes aquatiques indigènes présents dans 
l’environnement (eau et sédiment). En plus de 
servir à des fins de recherche, les résultats 
de ces essais permettent, par exemple, de 
déterminer s’il faut réglementer les rejets 
ou fixer des normes en matière d’effluents.  

Reconnaissant qu’une seule méthode d’essai 

ou un seul organisme expérimental ne pouvait 
répondre aux besoins d’une approche globale 

en matière de conservation et de protection 
de l’environnement, le Groupe 
intergouvernemental sur les essais 
écotoxicologiques (GIEE, annexe B) a proposé 
de mettre au point un ensemble d’essais de 

mesure de la toxicité en milieu aquatique qui 
seraient généralement acceptables au Canada 
et qui permettraient de mesurer différents effets 
toxiques au moyen de diverses substances ou 
matières (p. ex., échantillons de substances 

chimiques, d’effluents, d’eau réceptrice ou 
de sédiment) et d’organismes représentatifs de 

différents niveaux trophiques et groupes 
taxinomiques. 

En 1987, Environnement Canada et le GIEE 
ont recommandé l’élaboration d’un ensemble 

cohérent de méthodes d’essai qui serviraient 

couramment à prévenir, à évaluer, à gérer et à 
réduire la contamination des sédiments (Sergy, 
1987). Les laboratoires régionaux 
d’Environnement Canada (annexe C) ont alors 
entrepris une série d’études (McLeay et coll., 
1989, 1991, 1992, 1993; Paine et McPherson, 
1991a, 1991b; Doe et Wade, 1992; Yee et coll., 

1992) afin de mettre au point et de valider une 
méthode d’essai biologique normalisée qui 
permettrait de mesurer la toxicité d’échantillons 

de sédiments contaminés. Cette méthode 
utiliserait au moins une des 6 espèces 
d’amphipodes marins ou estuariens communs 

aux eaux côtières du Pacifique ou de 
l’Atlantique (EC, 1992a). Le GIEE a demandé 
à Environnement Canada de normaliser, parmi 
différents essais toxicologiques sur des 
sédiments, celui sur la survie et la croissance 
de l’amphipode dulcicole Hyalella azteca. 
C’est en 1997 que cette méthode 
(SPE 1/RM/33) a été incluse dans la série de 
méthodes d’essai biologique préparées par 

Environnement Canada afin d’aider à satisfaire 

aux exigences du Canada concernant 
l’évaluation et la protection de l’environnement 

(EC, 1997b). Diverses raisons ont présidé au 
choix de H. azteca : la vaste répartition de 
l’espèce, sa présence dans les sédiments d’eau 

douce, son importance écologique, sa facilité 
d’élevage et de manipulation au cours 
des essais, sa croissance rapide, son cycle 
biologique court, sa sensibilité aux contaminants 
présents dans les sédiments et son utilisation 
répandue dans les essais de toxicité sur 
des sédiments. 

Après 9 ans d’application dans des laboratoires 

d’essais publics et privés, Environnement 

Canada a reconnu qu’il fallait réévaluer des 

aspects précis de la méthode. Il a créé en 2006 
un groupe de travail spécial chargé de réviser la 
méthode SPE 1/RM/33 et de déterminer les 
priorités en matière de recherche. Il s’agissait 

d’établir un plan de recherche afin de régler 

certaines questions d’ordre méthodologique et 

de formuler des recommandations à inclure dans 
la méthode révisée. Depuis ce temps, certains 
laboratoires d’essais toxicologiques du Canada 

ont effectué des recherches axées sur 
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l’amélioration des paramètres d’exécution des 

essais avec H. azteca, dont les rations (type 
d’aliments et quantité), l’âge des organismes 

expérimentaux et la variation de leur taux de 
croissance, l’intensité lumineuse requise 

pendant l’élevage, les ratios sédiment-eau et 
l’exposition des organismes dans l’eau 

seulement pendant 14 jours. Les résultats de ces 
recherches ont été publiés dans MESI (2010). 
Les révisions fondées sur les conclusions de ce 
rapport sont incluses dans la présente méthode, 
de même que des conseils actualisés relatifs aux 
statistiques [à l’exception des réplicats de 

laboratoire (c.-à-d. les récipients d’essai de 

répétition) pour les essais à concentration 
unique sur un sédiment prélevé sur le terrain] 
et de nouvelles options concernant le type 
d’exposition (à savoir en conditions statiques 
et, en cas de dégradation de la qualité de l’eau, 

à renouvellement intermittent). Le présent 
rapport constitue donc une version révisée et 
actualisée de SPE 1/RM/33 (EC, 1997b), qu’elle 

remplace et annule. 

En règle générale, les expérimentateurs 
canadiens ont diversement utilisé des 
échantillons de sédiments d’eau douce et 

H. azteca dans leurs essais, en se fondant 
notamment sur les procédures décrites dans 
Borgmann et Munawar (1989), Borgmann 
et coll. (1989) et ASTM (1991a, 1993), de 
même sur les modes opératoires normalisés 
inédits de l’Institut national de recherche sur les 

eaux (INRE, 1992). D’autres méthodes notables 

d’élevage et d’utilisation de H. azteca dans des 
essais ont inspiré la présente méthode, dont 
les suivantes : de March, 1981; FDA, 1987; 
Ingersoll et Nelson, 1990; Smith et coll., 1991a, 
1991b; USEPA, 1991a, 1991b; MPO, 1992; 
Norberg-King, 1992; Ankley et coll., 1993a; 
Brooke et coll., 1993; Kubitz, 1993a, 1993b; 
Borgmann, 1996, 2002; Borgmann 
et Borgmann, 1997; Borgmann et Norwood, 
1999; AFNOR, 2003; Ivey et coll., 2004, 2011; 
Borgmann et coll., 2005a, 2005b; Hockett et 
coll., 2011; ISO, 2011; P. Jackman, Laboratoire 

des essais environnementaux de l’Atlantique – 
LEEA, Environnement Canada, Moncton (NB), 
comm. pers., 2012. 

En 1994, l’Environmental Protection Agency 

des États-Unis (USEPA) a publié de nouvelles 
méthodes de mesure de la toxicité de 
contaminants associés à des sédiments, 
y compris un essai sur un échantillon de 
sédiment entier avec H. azteca (USEPA, 
1994a)1. Ces méthodes ont été mises à jour en 
2000 (USEPA, 2000), et le Comité E47 de 
l’American Society for Testing and Materials 

(ASTM, 1995a, 2010) les a adoptées comme 
méthodes normalisées. La présente méthode 
d’Environnement Canada s’inspire fortement 

des modes opératoires d’élevage de H. azteca 
et d’essai avec ces amphipodes énoncés dans 
USEPA (1994a, 2000). Différence de taille, 
cependant, l’essai avec H. azteca décrit dans 
USEPA (1994a, 2000) et ASTM (1995a, 2010) 
dure 10 jours et il est axé sur la survie des 
amphipodes, tandis que la méthode 
d’Environnement Canada dure 14 jours 
et porte sur la survie et la croissance des 
organismes. En outre, l’essai décrit dans la 

présente méthode est normalement exécuté 
en conditions statiques (alors qu’un 

renouvellement quotidien est prévu dans 
USEPA, 1994a et 2000) : pendant l’exposition, 

l’eau sus-jacente n’est pas renouvelée (sauf pour 
compenser les pertes dues à l’évaporation) et est 

aérée en continu.  

On a aussi inclus dans la méthode un essai à 

renouvellement intermittent (v. 3.1 et section 4), 
auquel on peut avoir recours lorsque la qualité 

1 Préparé par des membres du Freshwater Sediment 
Toxicity Assessment Committee des États-Unis, ce 
rapport (USEPA, 1994a), reflétait le consensus des 
chercheurs du Canada et des États-Unis activement 
engagés dans les essais toxicologiques sur un sédiment 
avec H. azteca (Ingersoll, 1992; Norberg-King, 1992; 
Burton et Ingersoll, 1994; Ingersoll et coll., 1995; Burton 
et coll., 1996). L’USEPA a publié une version révisée 

(une deuxième édition) du manuel en mars 2000 
(USEPA, 2000). 
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de l’eau d’essai recouvrant le sédiment de 

référence se dégrade [à cause d’une forte 

teneur en ammoniac, d’un pH se situant à 
l’extérieur de la plage de tolérance de H. azteca 
et/ou d’une faible teneur en oxygène dissous 

(OD)]. Ce dernier essai peut être exécuté 
seulement s’il a pour objectif l’évaluation des 

effets toxiques d’une substance ou matière 

d’essai, à l’exclusion des effets nocifs ou 

modificateurs de ces facteurs confusionnels. 

La première édition de la présente méthode 
prévoyait la possibilité d’un essai à 

renouvellement quotidien, conformément 
aux modes opératoires décrit dans USEPA 
(1994a) et ASTM (1995a), c’est-à-dire le 
renouvellement 2 fois par jour de l’eau 

sus-jacente dans les récipients d’essai, sans 

aération de cette eau. Cette possibilité a été 
maintenue ici, mais seulement dans les 
conditions précises décrites dans la section 4. 
On nourrit les organismes avec un mélange 
standard de LCT (levure, MC

Cerophyll  et 
nourriture pour truite), avec des flocons 
d’aliments pour poissons (du commerce), ou 
avec un mélange à 50/50 de ces deux types 
d’aliments, soit chaque jour, soit 3 fois par 
semaine en des journées non consécutives. 

Le présent rapport révisé et actualisé décrit les 
modes opératoires universels de préparation et 
d’exécution d’essais toxicologiques sur un 

sédiment, avec H. azteca. Il décrit également 
les conditions et modes opératoires exigés ou 
recommandés pour évaluer différents types de 
substances ou matières (p. ex., échantillons 
de sédiment ou de déchets particulaires 
prélevés sur le terrain, échantillons d’au moins 

une substance chimique mélangée en laboratoire 
avec un sédiment naturel ou préparé, ou encore 
mis en contact avec ce dernier).  

On a inclus dans la présente méthode un essai de 
14 jours dans l’eau seulement (section 7), lequel 
peut être utilisé seul ou parallèlement à un essai 
sur un sédiment en vue de faciliter la distinction 
entre la contamination historique d’un milieu 

récepteur et l’apport actuel de contaminants par 

un effluent industriel. Cet essai peut être 
appliqué dans la « recherche des causes » 
qu’exige Environnement Canada aux termes 

de son programme d’Étude de suivi des effets 

environnementaux. 

L’organigramme de la figure 1 donne un aperçu 
général des sujets universels abordés ici. Il 
énumère les aspects particuliers qui concernent 
expressément les essais sur des échantillons de 
sédiment ou de déchets particulaires semblables 
prélevés sur le terrain (p. ex., boues, dont les 
boues de forage, matières draguées); les essais 
sur un sédiment enrichi en laboratoire avec une 
ou plus d’une substance chimique, un sédiment 

contaminé ou des déchets particulaires; les 
essais faisant appel à des échantillons d’eaux 

usées ou de substance chimique (pour les essais 
dans l’eau seulement). 

La première édition de la présente méthode 
d’essai biologique a été élaborée après examen 

des variantes des méthodes d’élevage et d’essai 

énoncées dans les méthodes2 canadiennes et 
étatsuniennes décrivant la préparation et la 
réalisation d’essais toxicologiques sur un 

sédiment, avec l’amphipode dulcicole H. azteca. 
L’annexe D résume les variantes actuelles et 
antérieures des méthodes d’élevage de cette 

espèce ainsi que de prélèvement de jeunes sujets 
pour les essais toxicologiques. L’annexe E 
résume les variantes actuelles ou antérieures 
des essais de croissance et/ou de survie pour 
mesurer la toxicité d’un sédiment chez 
H. azteca. L’annexe F résume les variantes 

2 Les listes de ces variantes (v. annexes D, E et F) ont été 
établies à partir des guides pratiques publiés, des modes 
opératoires normalisés mais inédits de laboratoires 
gouvernementaux ainsi que de rapports préliminaires. Ces 
documents de base sont énumérés dans les annexes selon 
le sigle de l’organisme dont ils émanent plutôt que sous 

celui de l’auteur. Cependant, les noms des auteurs et les 

renvois officiels sont indiqués. Les annexes D, E et F 
n’ont pas été mises à jour aux fins de la présente méthode; 

seules des corrections mineures ont été apportées à des 
fins d’uniformisation. 
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interlaboratoires des conditions et modes 
opératoires applicables aux essais 

toxicologiques de référence avec H. azteca. 

Les paramètres biologiques des essais décrits ici 
sont le pourcentage moyen de survie et le poids 
sec moyen (un indicateur de croissance) à la fin 

PROCÉDURES UNIVERSELLES 

 Obtention d’organismes pour les élevages 
 Élevage des amphipodes 
 Manipulation et tri des sujets 
 Conditions d’essai (éclairage, température, etc.) 
 Mise en route de l’essai 
 Renouvellement de l’eau sus-jacente 
 Observations et mesures au cours de l’essai 
 Paramètres et calculs 
 Validité des résultats 
 Essais toxicologiques de référence 

ASPECTS TRAITÉS DANS DES SECTIONS PARTICULIÈRES 
DU PRÉSENT DOCUMENT 

SÉDIMENT OU DÉCHET 
PARTICULAIRE PRÉLEVÉ 

SUR LE TERRAIN 

 Récipients et étiquetage 
 Transport et entreposage 

des échantillons 
 Caractérisation 

des échantillons 
 Prétraitement des échantillons 
 Eau d’essai 
 Sédiment témoin/de référence 
 Observations au cours 

de l’essai 
 Mesures au cours de l’essai 
 Paramètres 

SÉDIMENT ENRICHI 

 Propriétés chimiques 
 Eau d’essai 
 Sédiment témoin 
 Préparation des mélanges 
 Analyses chimiques 
 Étiquetage et entreposage 
 Observations au cours 

de l’essai 
 Mesures au cours de l’essai 
 Paramètres 

EAU SEULEMENT 

 Récipients et étiquetage 
 Transport et entreposage 

des échantillons 
 Préparation des solutions 
 Choix de l’eau témoin/ 

de dilution 
 Conditions d’essai 
 Observations au cours 

de l’essai 
 Mesures au cours de l’essai 
 Paramètres 
 Analyses chimiques 

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

H. azteca et divers types de substances ou matières 
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des 14 jours d’exposition
3. Les essais sont 

destinés à l’évaluation de la toxicité 

d’échantillons des matières suivantes : 

1) sédiment d’eau douce prélevé sur le terrain 

(section 5); 

2) boues industrielles ou urbaines et déchets 
particulaires semblables qui pourraient avoir 
des effets sur le milieu dulcicole (section 5); 

3) mélange d’au moins une substance chimique 

dans un sédiment d’eau douce ou recouvrant 

celui-ci (section 6); 

4) effluent, élutriat, lixiviat, eau réceptrice ou 
substance chimique (essais dans l’eau 

seulement) (section 7). 

Environnement Canada (EC, 1997a) a 
également mis au point une méthode d’essai de 

10 jours pour mesurer les effets toxiques de ces 
matières sur la survie et la croissance de larves 
de chironomes dulcicoles (Chironomus tentans 
ou C. riparius). Elle peut servir en association 
avec la présente méthode ou comme autre 
méthode. La méthode décrite ici peut aussi être 
employée pour mesurer et évaluer la toxicité de 
contaminants dans un sédiment estuarien ou la 
toxicité d’un mélange de substances chimiques 

et de sédiments d’un milieu où la salinité de 

l’eau sus-jacente et/ou de l’eau de porosité 
n’excède pas 15 ‰ (Nebeker et Miller, 1988; 

USEPA, 1994a, 2000). On utilise normalement 
la méthode d’Environnement Canada employant 

au moins une des espèces recommandées 
d’amphipodes estuariens ou marins communs 

aux eaux côtières canadiennes de l’Atlantique 

ou du Pacifique (EC, 1992a) pour mesurer et 
évaluer la toxicité des contaminants d’un 

sédiment estuarien ou marin. 

En formulant ces modes opératoires, nous nous 
sommes efforcés de trouver un équilibre entre 
les considérations scientifiques, pratiques et 
pécuniaires et de faire en sorte que les résultats 
soient suffisamment précis pour la plupart des 
situations dans lesquelles ils seront utilisés. 
Nous supposons que l’utilisateur possède une 

certaine connaissance des essais toxicologiques 
en milieu aquatique. Nous ne fournissons pas les 
instructions explicites qui pourraient être 
exigées dans un protocole réglementaire, bien 
que le présent document se veuille un guide 
utile pour cette application et pour d’autres. 

On trouvera dans EC (1999a) des indications 
sur l’application de la présente méthode et 

d’autres méthodes d’essai biologique, de même 
que sur l’interprétation et l’application des 

données sur les paramètres de mesure. 

1.2 Identification, répartition et cycle 

biologique 

H. azteca (Saussure) est un amphipode 
détritivore épibenthique et fouisseur des 
sédiments d’eau douce. Les caractéristiques de 
ce petit crustacé (le mâle mesure 8 mm et la 
femelle, 6 mm) sont décrites et illustrées à 
l’annexe G 4. 

H. azteca vit dans les cours d’eau paresseux, les 

lacs et les étangs tempérés. Il est inféodé à la 

3 Jusqu’ici, il était de pratique courante de considérer que 

le poids constitue un paramètre biologique de croissance. 
Toutefois, si le poids des organismes au début de la 
période d’exposition (poids initial) n’est pas soustrait de 

celui observé à la fin de la période (poids final), le terme 
« croissance » n’est pas exact. Étant donné qu’aucune 

correction n’est appliquée au poids initial dans l’essai 

avec H. azteca, le paramètre de mesure qui convient est le 
« poids final ». Après avoir évalué des ensembles de 
données-échantillons et les incidences possibles, l’Unité 

de l’élaboration et de l’application des méthodes a décidé 

de maintenir la pratique actuelle (c.-à-d. ne pas apporter 
de correction quant au poids sec initial). Dans le présent 
rapport, le terme « croissance » a été remplacé par « poids 
sec (final) » lorsqu’il était pratique de le faire, et ces deux 

termes désignent le poids sec moyen des amphipodes à la 
fin de l’essai. Aucun changement n’a été apporté 
à la mesure ou au calcul du paramètre biologique. Seule 
la terminologie a été révisée afin de décrire adéquatement 
les mesures effectuées. 

4 L’analyse moléculaire (p. ex., le code à barres 
de l’ADN) porte à croire que H. azteca compte de 
nombreuses espèces (Witt et Hebert, 2000), même si, 
d’un point de vue morphologique, ces espèces sont 
identiques (v. 2.1). 



6

couche supérieure de 1-2 cm des sédiments. 
Dans les habitats qu’il privilégie, sa densité a 
déjà atteint >10 000 sujets par mètre carré; on 
peut également le trouver, en nombres moins 
élevés, dans les terrains marécageux, les fossés, 
les sources, les cours d’eau et les marécages 
(USEPA, 1994a, 2000). L’espèce est largement 

répandue en Amérique du Nord, et on l’a 

observée dans les sédiments superficiels de lacs 
du Guatemala et des Antilles jusqu’à Inuvik, 

dans les Territoires du Nord-Ouest (de March, 
1981). L’annexe G renferme des renseignements 
sur la répartition connue de H. azteca dans les 
eaux canadiennes et sur son habitat. 

Les amphipodes abondent dans les 
communautés benthiques des milieux 
dulcicoles, estuariens et marins de l’Amérique 

du Nord. Les amphipodes dulcicoles, y compris 
H. azteca, sont une importante source de 
nourriture pour de nombreuses espèces de 
poissons, de sauvagine, d’échassiers, de 

salamandres et de gros invertébrés (de March, 
1981). H. azteca ingérerait de façon sélective les 
bactéries et les algues adhérant aux particules de 
sédiment de <65 μm (Hargrave, 1970). Sa 

reproduction est sexuée. La femelle porte les 
œufs et les jeunes dans une poche à couvée 

située sur sa face ventrale. Immédiatement avant 
l’accouplement, elle mue et libère la progéniture 

de l’accouplement précédent. Selon sa taille et 

son état de santé, elle peut produire et libérer 
chaque fois jusqu’à 50 descendants. À 25 C, 
H. azteca atteint la maturité sexuelle en 
28-33 jours (de March, 1981; USEPA, 1991a, 
1991b). Pour plus de renseignements sur le 
cycle biologique de l’espèce, prière de consulter 

l’annexe G. 

1.3 Emploi antérieur dans des essais 

toxicologiques 

On trouve dans Burton (1991) un excellent 
survol des diverses méthodes ayant servi à 
déterminer la toxicité de sédiments d’eau douce, 

y compris des essais toxicologiques avec 
H. azteca et d’autres espèces d’amphipodes 

dulcicoles. Nebeker et coll. (1984) ont d’abord 

recommandé des essais étalés sur une partie du 
cycle biologique de H. azteca pour mesurer la 
toxicité de sédiments d’eau douce contaminés. 

Nebeker et Miller (1988) ont montré que 
H. azteca survit et se reproduit si, dans les 
récipients d’essai, le sédiment estuarien est 

recouvert d’eau douce. Ultérieurement, on a 

montré qu’on pouvait élever H. azteca dans une 
eau d’une salinité de ≤15 ‰, taux alors utilisé 

dans les essais toxicologiques appliqués aux 
rejets en milieu estuarien (Ingersoll et coll., 
1992) ou aux sédiments estuariens contaminés 
(McGee et coll., 1993). L’USEPA et l’Army 

Corps of Engineers des États-Unis (USACE) ont 
recommandé l’emploi de H. azteca pour évaluer 
les matériaux de dragage qu’on envisage 

d’immerger dans des eaux intérieures et côtières 

(USEPA/USACE, 1994). Ingersoll et coll. 
(1995) ont examiné les méthodes d’essai de 

mesure de la toxicité de sédiments avec 
H. azteca, de même que leur application. 

On a employé H. azteca dans des essais de 
mesure de la toxicité aiguë et chronique de 
diverses substances chimiques dans l’eau 

seulement (FDA, 1987; Borgmann et coll., 
1989, 1990, 1991, 1993, 2005b, 2005c, 2007; 
Borgmann et Munawar, 1989; Schubauer-
Berigan et coll., 1993; Borgmann, 1994; Hoke 
et coll., 1995; Phipps et coll., 1995; Borgmann 
et Borgmann, 1997; Wang et coll., 2008). Les 
paramètres biologiques de ces essais ont 
notamment été la survie, la croissance et le 
succès de la reproduction pendant tout ou partie 
du cycle biologique (12-14 semaines à 25 C). 
On a également utilisé H. azteca pour mesurer, 
dans l’eau seulement, la bioaccumulation de 
certaines substances chimiques (Borgmann 
et coll., 1990, 1991, 1993, 2010; Norwood et 
coll., 2007a, 2007b). De nombreux chercheurs 
ont fait appel à H. azteca pour étudier la toxicité 
et la bioaccumulation de substances chimiques 
ajoutées au sédiment (sédiment enrichi) 
(Landrum et Scavia, 1983; Cairns et coll., 1984; 
Nebeker et coll., 1986, 1989; Smith et coll., 
1992a; Suedel et coll., 1993a, 1993b; Kubitz et 
coll., 1995; Milani et coll., 1996; Whiteman 
et coll., 1996; Besser et coll., 1998; Borgmann 
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et coll., 2001a, 2001b; Bartlett et coll., 2004, 
2007; Nowierski et coll., 2005; Norwood et 
coll., 2009). 

Beaucoup d’expérimentateurs ont utilisé avec 

succès H. azteca pour évaluer la toxicité 
d’échantillons de sédiments entiers d’eau douce 

(p. ex., Nebeker et coll., 1984; Burton et coll., 
1989; Borgmann et Munawar, 1989; Ingersoll 
et Nelson, 1990; Ankley et coll., 1993a, 1993b; 
Borgmann et Norwood, 1993; Kubitz, 1993a; 
Kubitz et coll., 1993; Sibley et coll., 1993; 
West et coll., 1993; Burton et Ingersoll, 1994; 
Kemble et coll., 1994; Pastorok et coll., 1994; 
Becker et coll., 1995; Ingersoll et coll., 1995; 
Kubitz et coll., 1995, 1996; Reynoldson et coll., 
1995; Burton et coll., 1996; Milani et coll., 
1996; Borgmann et coll., 2001a, 2004; Borgman 
et Norwood, 2002; Bartlett et coll., 2005). 
Les paramètres biologiques de ces essais, 
qui peuvent servir à évaluer la variation 
spatio-temporelle de la toxicité d’échantillons 

de sédiment prélevés sur le terrain, sont 
habituellement le taux moyen de survie et la 
croissance moyenne (longueur ou poids) à la fin 
de l’essai. On a aussi employé H. azteca dans 
des essais toxicologiques sur des extraits aqueux 
(eau de porosité et/ou élutriats) de sédiments 
d’eau douce (Burton et coll., 1989; Ankley 
et coll., 1991; Schubauer-Berigan et Ankley, 
1991; Sibley et coll., 1993). 

Des chercheurs ont examiné les résultats 
d’essais de mesure de la toxicité de sédiments 

menés en laboratoire avec H. azteca afin d’en 

évaluer l’utilité pour repérer les sites où les 
populations benthiques naturelles sont touchées 
par la présence de contaminants toxiques dans 
les sédiments (Becker et Bigham, 1993; Burton 
et Ingersoll, 1994; Canfield et coll., 1994; 
Schlekat et coll., 1994). Ces études de 

validation sur le terrain intègrent souvent les 
résultats d’essais toxicologiques en laboratoire, 

d’analyses chimiques simultanées d’échantillons 

de sédiment et de relevés sur le terrain de la 
diversité et de l’abondance des communautés 

benthiques, par l’approche dite de la triade de 
qualité des sédiments (Chapman et coll., 1986, 

1987, 1991) ou une approche semblable. À ce 
jour, les études intégrées en laboratoire et sur le 
terrain englobant des essais de toxicité d’un 

sédiment pour H. azteca ou d’autres espèces 

d’amphipodes ont montré que de tels essais 

peuvent donner une indication fiable de la 
nocivité de la contamination de sédiments sur le 
terrain (Swartz et coll., 1982, 1985a, 1986, 
1994; Becker et coll., 1990; Canfield et coll., 
1994; USEPA, 1994a; Day et coll., 1995a; 
Borgman et coll., 2001b, 2004). 

1.4 Tolérance et sensibilité relative 

de H. azteca en laboratoire 

Un certain nombre de chercheurs ont examiné 
en laboratoire la tolérance de H. azteca à 
certaines variables du milieu naturel. Les effets 
de la température sur la tolérance, le 
comportement et la biologie de la reproduction 
de ces animaux sont résumés dans de March 
(1981). H. azteca tolère naturellement une plage 
de températures de 0-33 C. En règle générale, 
la production maximale de jeunes s’observe 

à 26-28 C, tandis que des températures de 
33-37 C sont létales. Entre 0 et 10 C, on 
assiste à l’immobilisation complète des 
animaux; des températures de 10-18 C 
retardent la maturation, abaissent le taux 
de reproduction et donnent de gros adultes; 
à ≥20 C, on observe l’accélération de la 

maturation, l’augmentation du taux de 
reproduction et la production de petits adultes 
(de March, 1981). 

En laboratoire, H. azteca se reproduit bien et de 
façon continue si la photopériode est de ≥16 h. 
Si elle est plus courte (≤12 h), on observe un 
stade de repos sur le plan de la reproduction 
(de March, 1977). Un éclairage fluorescent 
à spectre étendu, d’une intensité de 

~500-1000 lux, a permis un élevage fructueux 
de H. azteca (Ingersoll et Nelson, 1990; Ankley 
et coll., 1991; USEPA, 1994a, 2000). Le fait de 
couvrir les récipients d’élevage d’une feuille 

d’aluminium n’a pas influé sur la survie, mais 
cela a ralenti la croissance et arrêté la 
reproduction (Borgmann et coll., 1989). 
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H. azteca peut survivre à une longue exposition 
à de faibles concentrations d’OD. de March 
(1981) a résumé des études montrant que 
l’espèce pouvait survivre dans l’eau stagnante et 

il a cité deux études indépendantes signalant une 
CL50 48 h à 0,7 mg d’oxygène par litre (O2/L) 
pour cette espèce. Nebeker et coll. (1992) ont 
également constaté que l’animal pouvait 

survivre à une exposition aiguë ou prolongée 
à de faibles concentrations d’OD; les CL50 96 h 
et 30 jours étaient de <0,3 mg d’O2/L. Toutefois, 
après 30 jours d’exposition à une eau dont la 

teneur en oxygène était de ≤1,2 mg/L, on a 
observé le ralentissement de la croissance et une 
baisse de la reproduction (nombre moyen de 
jeunes). Nebeker et coll. (1992) n’ont pas 

examiné les effets d’une concentration plus 

élevée (mais inférieure aux valeurs de 
saturation) de l’OD sur la croissance et la 

reproduction de H. azteca. 

Il existe peu d’information relative à l’influence 

du pH sur la survie de H. azteca. de March 
(1979) signale que la survie de l’espèce est 

optimale à des pH 6-8 et que, à des pH 4-5, la 
mortalité augmente graduellement. On ne sait 
pas s’il existe des renseignements sur les effets 

qu’exerce l’eau douce à des pH différents sur le 

taux de croissance ou le succès de la 
reproduction de cet amphipode. 

On possède peu de renseignements concluants 
sur l’influence de la dureté ou de l’alcalinité de 

l’eau sur le bien-être de H. azteca. L’USEPA 
(1991b) a observé que le succès de la 
reproduction de l’espèce était souvent médiocre 

dans une eau reconstituée dont la dureté avait 
été ajustée à la baisse au moyen de formules 
classiques (p. ex., dans USEPA, 1985a, 1985b, 
1991c). Toutefois, le problème pourrait avoir été 
attribuable à un déséquilibre chimique des ions 
en solution plutôt qu’à la dureté même de l’eau; 

par la suite, une eau reconstituée d’une dureté de 

90-100 mg de carbonate de calcium (CaCO3) 
par litre a donné de meilleurs résultats (mais pas 
systématiquement), et c’est cette formule qui 

était recommandée dans la première édition de 
la présente méthode (USEPA, 1994a). Dans le 

cas d’essais et d’élevages plus longs, les 

résultats ont été tout aussi piètres qu’incohérents 

(Borgmann, 2002). Depuis, un milieu artificiel 
normalisé à 5 sels (MAN-5S), mis au point à 
l’INRE (Borgmann, 1996) a donné des résultats 

plus universels (Borgmann et Borgmann, 1997; 
Borgmann, 2002; Ivey et coll., 2004; Borgmann 
et coll., 2005b, 2010) et est maintenant 
recommandé dans la présente méthode. L’eau 

reconstituée employée comme MAN-5S 
renferme du brome, car on a constaté qu’un ratio 

déterminé brome-calcium était essentiel à 
l’utilisation efficace du calcium par H. azteca. 
Elle contient aussi les ions sodium et 
bicarbonate (HCO -

3 ), les ions les plus critiques 
pour la survie de H. azteca, de même que du 
magnésium et du potassium, qui assurent une 
croissance et une reproduction optimales des 
organismes (Borgmann, 1996; v. 2.3.4). Il faut 
poursuivre les travaux pour déterminer les 
plages de dureté et d’alcalinité de l’eau qui 

conviennent à l’élevage de H. azteca et aux 
essais avec cette espèce. 

H. azteca s’est révélé euryhalin. En effet, on a 

réussi à l’élever et/ou à l’utiliser dans des essais 

employant de l’eau et un sédiment estuariens. 
Nebeker et Miller (1988) signalent que, à l’issue 

d’essais avec des organismes acclimatés à l’eau 

douce, la CL50 10 jours correspondait à des 
salinités de 19-24 ‰, selon l’âge (jeunes adultes 

ou adultes à maturité), tandis que la CL50 24 h 
correspondait à des salinités de 16-19 ‰ 

(adultes à maturité). Toujours chez des 
organismes acclimatés à l’eau douce, 

l’inhibition de la reproduction (qui se mesure 

par le nombre de descendants) était évidente 
à des salinités de ≥10,4 ‰ (Nebeker et Miller, 
1988). On peut présumer que la tolérance à la 
salinité serait accrue si on acclimatait les sujets 
à l’eau estuarienne avant les essais. de March 
(1981) fait observer que H. azteca peut survivre 
à une salinité atteignant 30 ‰ si elle y est 
acclimatée graduellement. D’autres études ont 

montré qu’on peut élever H. azteca dans une eau 
d’une salinité de ≤15 ‰ (McGee et coll., 1993; 
USEPA, 1994a, 2000). Des études plus récentes 
montrent que les diverses souches de Hyalella 
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ne présentent pas toutes la même tolérance à la 
salinité. En conséquence, pour les essais à des 
salinités plus élevées, il faut choisir 
soigneusement la souche (Borgmann, 2002). 

On a examiné l’influence des propriétés 

physicochimiques naturelles des sédiments 
sur la performance de H. azteca dans des 
essais toxicologiques sur un sédiment. Ingersoll 
et Nelson (1990) ont constaté la tolérance 
extrêmement élevée de l’espèce à la 

granulométrie des sédiments. Au bout 
d’une longue exposition à des sédiments 

non contaminés dont la composition 
granulométrique variait de >90 % de particules 
de la taille du limon et de l’argile à 100 % de 
particules de la taille du sable, on n’a observé 

aucun effet néfaste sur la survie ou la croissance 
des amphipodes. De même, Ankley et coll. 
(1994) ont exposé pendant 10 jours H. azteca 
à 50 échantillons d’un sédiment lacustre non 

contaminé dont la composition variait de 95 % 
de particules de la taille de l’argile à 100 % de 
particules de la taille du sable et dont la teneur 
en carbone organique était de 0,3-8,1 %. Ils 
n’ont relevé aucune corrélation entre le taux de 

survie des amphipodes et les caractéristiques du 
sédiment, notamment la granulométrie, la teneur 
en carbone organique ou la composition 
minéralogique, lorsque les amphipodes étaient 
nourris pendant les essais. Au bout d’essais de 

survie de 10 jours sur des sédiments préparés en 
laboratoire ou des sédiments naturels non 
contaminés, Suedel et Rodgers (1994a) ont 
établi que H. azteca tolérait toutes les 
compositions granulométriques (0-100 % de 
particules de la taille du sable, 0-100 % de la 
taille du limon et 0-60 % de la taille de l’argile) 

et toutes les teneurs en carbone organique de 
la plage examinée (0,1-8,0 %). À l’issue 

d’essais de 48 h sur des sédiments enrichis 
avec une gamme de concentrations 
d’alkylbenzènesulfonate, Cano et coll. (1996) 
ont constaté que l’ajout de mousse de sphaigne 

au sédiment augmentait la tolérance de 
H. azteca à la concentration létale aiguë du 
surfactif lorsque la teneur en carbone organique 
total était de ≥1,5 %. 

Diverses études ont permis de comparer la 
sensibilité de H. azteca à celle d’autres espèces 

dulcicoles souvent utilisées dans les essais 
toxicologiques sur des sédiments ou des 
substances chimiques. Les données 
comparatives montrent que H. azteca est une 
des espèces dulcicoles les plus sensibles 
(Burton, 1991; USEPA, 1994a, 2000). Des 
essais de létalité aiguë dans l’eau seulement, 
portant sur un certain nombre d’effluents 

industriels, montrent que la sensibilité de 
H. azteca est semblable à celle de la truite arc-
en-ciel (Oncorhynchus mykiss) (Maciorowski, 
1975). De même, les résultats d’essais 

comparatifs de 96 h (H. azteca) ou de 48 h 
(Ceriodaphnia dubia), menés dans l’eau 

seulement avec du chlorure de potassium (KCl), 
révèlent que la tolérance des deux espèces à la 
concentration létale aiguë de ce toxique de 

référence était semblable (Smith et coll., 
1991b). Dans des essais comparatifs de létalité 
aiguë dans l’eau de porosité ou un élutriat de 

sédiment, H. azteca a été aussi sensible ou 
légèrement plus sensible que C. dubia ou que les 
larves de tête-de-boule (Pimephales promelas), 
le ver oligochète Lumbriculus variegatus étant 
l’espèce la moins sensible (Ankley et coll., 
1991). Des essais de toxicité chronique menés 
dans l’eau seulement, où H. azteca, Gammarus 

fasciatus (un autre amphipode) ou Daphnia 

magna ont été exposés au cadmium et au 
pentachlorophénol, ont montré que la sensibilité 
des deux espèces d’amphipodes était semblable 

et que chaque espèce était aussi sensible ou plus 
sensible que D. magna (Borgmann et coll., 
1989). Dans un essai comparatif de 10 jours 
dans l’eau seulement et sur un sédiment enrichi 
avec du fluoranthène, H. azteca et des larves du 
chironome dulcicole C. tentans se sont révélés 
deux fois plus sensibles que D. magna dans le 
premier milieu (eau), tandis que H. azteca a été 
aussi sensible ou plus sensible que les deux 
autres espèces dans le second milieu (sédiment 
enrichi) (Suedel et coll., 1993a). Dans une étude 
comparative de la CL50 dans l’eau seulement, 

avec H. azteca, C. tentans et L. variegatus 
exposés séparément à 5 métaux et à 5 pesticides 
individuels, Phipps et coll. (1995) ont constaté 
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qu’aucune espèce n’était systématiquement plus 

sensible à tous les toxiques, bien que H. azteca 
se soit révélé l’espèce la plus sensible aux 

5 métaux. Ils ont aussi comparé les CL50 pour 
H. azteca aux valeurs publiées pour d’autres 

espèces aquatiques exposées aux mêmes 
substances chimiques, et ils ont observé que 
l’amphipode était souvent parmi les espèces les 
plus sensibles (Phipps et coll., 1995). Kubitz et 
coll. (1995) ont procédé aux essais comparatifs 
suivants sur des échantillons d’un sédiment 

enrichi avec du cuivre ou d’un sédiment prélevé 

sur le terrain : des essais de 48 h dans l’eau de 

porosité pour mesurer la survie de D. magna ou 
de C. dubia, des essais d’inhibition enzymatique 

de 1 h avec D. magna et des essais de mesure de 

la survie et de la croissance de H. azteca après 
exposition de 14 jours aux sédiments. Ces essais 
ont tous montré que le paramètre de croissance 
(poids sec) de H. azteca et le paramètre 
d’inhibition enzymatique chez D. magna étaient 
plus sensibles que tous les paramètres de survie. 

Dans leurs essais comparatifs de 10 jours sur 
des sédiments entiers prélevés sur le terrain, 
West et coll. (1993) ont constaté que H. azteca 
était plus sensible que C. tentans et 
L. variegatus. Comme il est indiqué dans 
USEPA (1994a, 2000), Kemble et coll. (1994) 
ont comparé la sensibilité de H. azteca, 
C. riparius, D. magna et O. mykiss à des 
échantillons d’un sédiment contaminé par des 

métaux. D’après la longueur des sujets, leur 

maturation sexuelle et leur taux de survie après 
28 jours, H. azteca s’est révélé la plus sensible 

des quatre espèces expérimentales (le paramètre 
de mesure le plus sensible étant la longueur). 
Selon une étude distincte portant sur un 
sédiment contaminé des Grands Lacs, H. azteca 
faisait partie des 24 espèces d’organismes les 
plus sensibles et les plus discriminants (Burton 
et Ingersoll, 1994; USEPA, 1994a, 2000). Smith 
et coll. (1993) ont montré que les larves de 
P. promelas (essai de 7 jours) pourraient être 
plus sensibles que H. azteca à certains 
sédiments naturels contaminés par des métaux 
et des non-métaux (sélénium).
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Section 2 

Organismes expérimentaux 

2.1 Espèce et stade 

L’amphipode dulcicole H. azteca doit être 
utilisé dans la présente méthode d’essai 

biologique. Ce crustacé fouisseur est un 
détritivore épibenthique inféodé aux sédiments 
d’eau douce. Un taxinomiste qualifié doit 

confirmer et documenter5 l’identité de l’espèce 

obtenue auprès d’un fournisseur, au moins une 

fois pour tout envoi par ce fournisseur, d’après 

les caractéristiques taxinomiques distinctives 
décrites et illustrées dans les clés taxinomiques 
et à l’annexe G du présent document, ou d’après 

l’identification taxinomique fondée sur l’ADN 

(c.-à- 6
d. le code à barres de l’ADN) . Par la suite, 

le laboratoire d’essais peut procéder à des 
confirmations périodiques en comparant un 
organisme d’un lot donné et un spécimen 
représentatif de l’espèce dont l’identité a déjà 

été confirmée par un taxinomiste; il conservera 
ensuite cet organisme en tant que spécimen 
(EC, 1999b). Le laboratoire peut aussi soumettre 

des échantillons d’organismes expérimentaux 

au codage à barres de l’ADN. 

Il faut utiliser pour les essais des H. azteca 
juvéniles âgés de 2-9 jours. Aux fins d’une plus 

grande normalisation des mesures et d’une 

moins grande variation du poids sec final, l’âge 

des organismes expérimentaux ne doit pas 
s’écarter de ≥3 jours; cependant, un écart encore 
moins grand (p. ex., ≤2 jours) est vivement 
recommandé (v. 2.3.10)7.  

2.2 Origine et acclimatation 

Tous les amphipodes utilisés dans un essai 
doivent être issus de la même population. Les 
géniteurs dont on a besoin pour établir les 
élevages (v. 2.3) peuvent provenir de 
laboratoires gouvernementaux ou privés qui 
élèvent H. azteca en vue d’essais toxicologiques 

sur des sédiments. Ils peuvent également 
provenir d’un fournisseur commercial de 

matériel biologique8. On peut se procurer des 
géniteurs auprès des fournisseurs canadiens 
suivants : 5 Parmi les formes de documentation acceptables, on 

compte l’attestation par le fournisseur, de même que 

l’identification des spécimens de laboratoire par un 
taxinomiste qualifié ou par analyse moléculaire (code 
à barres de l’ADN). 
6 Les clés taxinomiques normalisées montrent que, au 
Canada, tous les Hyalella devraient être des H. azteca 
(Borgmann, 2002). Toutefois, des preuves plus récentes 
tirées d’analyses moléculaires portent à croire que 

H. azteca compte de nombreuses espèces (Witt et Hebert, 
2000), même si, d’un point de vue morphologique, ces 

espèces seraient pratiquement identiques. Comme mesure 
provisoire, la taxinomie de Hyalella doit être confirmée 
au microscope jusqu’à l’espèce H. azteca. On peut aussi, 
à l’aide de techniques moléculaires, procéder à une 

confirmation jusqu’à une espèce de Hyalella dont on sait 
qu’elle est présente en Amérique du Nord et qu’elle est 

étroitement apparentée à H. azteca, à l’exclusion d’autres 

Hyalella sp. déjà bien décrites (p. ex., on ne doit pas 
utiliser H. montezuma, un organisme filtreur qui se nourrit 
de plancton). Les conseils d’ordre taxinomique seront mis 

à jour à mesure que les éléments de preuve tirés des 
analyses moléculaires s’accumuleront. 

7 Dans USEPA (2000), il est recommandé de commencer 
avec des juvéniles dont l’écart d’âge ou de taille est faible 

(écart de 1-2 jours) afin de réduire la variation possible de 
la croissance à la fin de l’essai. Dans ISO (2011), l’écart 

exigé est de ≤2 jours. 
8 Des chercheurs pourraient s’inquiéter des effets d’une 

endogamie excessive dans les élevages de laboratoire ou 
souhaiter utiliser les descendants d’organismes d’une 

niche particulière. C’est pourquoi on peut établir des 
élevages à partir de populations sauvages. Dans ce cas, 
il faudrait confirmer la taxinomie des sujets, élever 
ceux-ci pendant plusieurs générations et évaluer leur 
sensibilité à un ou des toxiques de référence avant d’en 

utiliser les descendants dans des essais toxicologiques. 
On devrait éviter de se procurer des populations sauvages 
en vue des essais, à moins d’avoir démontré qu’elles 

peuvent se croiser avec des populations existantes de 
laboratoire (USEPA, 1994a, 2000). 
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Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique 

Centre des sciences de l’environnement 

de l’Atlantique 
Environnement Canada 
C.P. 23005 
Moncton (NB) E1A 6S8 

Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 

Centre des sciences environnementales 
du Pacifique 

Environnement Canada 
2645, route Dollarton 
North Vancouver (BC) V7H 1V2 

Pour obtenir des adresses de fournisseurs des 
États-Unis, prière de consulter USEPA (2000; 
tableau 10.1). 

L’eau dans laquelle les géniteurs sont expédiés 

au laboratoire devrait être de même origine que 
l’eau d’élevage. Elle devrait être bien oxygénée 

(teneur en OD de 90-100 % de la valeur de 
saturation) avant l’expédition et il faudrait 
fournir aux animaux un substrat convenable 
(v. 2.3). On devrait isoler les récipients de 
transport afin de réduire au minimum les 
variations de température au cours du transport. 
Le temps de transport des organismes vivants 
devrait être le plus court possible (c.-à-d. <24 h). 
Il faudrait éviter le surpeuplement afin de 
réduire le stress au minimum et de prévenir 
l’insuffisance d’oxygène pendant le transport. 

À l’arrivée des sujets au laboratoire, on peut, 
le temps d’ajuster la température, les conserver 

dans l’eau dans laquelle ils ont été transportés, 

ou les transférer dans une eau d’élevage bien 

oxygénée, réglée à la température de l’eau du 

récipient d’expédition. On recommande 

d’exposer graduellement les organismes à l’eau 

d’élevage si la qualité de celle-ci (p. ex., dureté, 
pH, conductivité) diffère grandement de celle à 
laquelle ils étaient acclimatés. On trouvera en 
4.1 des conseils sur l’acclimatation à l’eau 

d’essai des amphipodes provenant d’une 

source externe. 

On devrait ajuster graduellement l’eau à la 

température exigée pour l’élevage (23 C; 
v. 2.3), sans dépasser 2 C par jour (USEPA, 
1994a, 2000). Durant l’acclimatation, on devrait 
aérer modérément l’eau servant au maintien des 

géniteurs. Pendant cette période intermédiaire 
d’acclimatation des géniteurs aux conditions de 

laboratoire, les autres paramètres devraient être 
le plus semblables possible à ceux appliqués au 
maintien des élevages (v. 2.3). 

Il est vivement recommandé d’utiliser des 
organismes expérimentaux élevés à l’interne 

(v. 2.3). Cependant, les organismes peuvent 
provenir d’une source externe au besoin 

(amphipodes juvéniles âgés de 2-9 jours et 
présentant un écart d’âge de ≤3 jours), à la 
condition que les procédures que recommande 
Environnement Canada pour se les procurer 
en vue d’essais toxicologiques sublétaux 

(EC, 1999b) soient observées. Il faut se 
conformer en particulier aux conditions et 
modes opératoires décrits dans EC (1999b) 
et dans les paragraphes qui suivent, de même 
qu’aux exigences applicables aux élevages 

en laboratoire décrits ici. Si les amphipodes 
venaient d’une source externe, chaque envoi 

ou groupe d’amphipodes représenterait un lot 
distinct d’organismes expérimentaux. 

S’il faut se procurer des organismes 
expérimentaux d’une source externe, ceux-ci 
devraient être le plus jeunes possible au moment 
de leur envoi par le fournisseur afin qu’on 

dispose de suffisamment de temps pour 
acclimater les juvéniles à l’eau d’essai du 

laboratoire et à la température (23 ± 1 °C; 
v. section 4) à laquelle l’essai se déroulera. 

Chaque envoi d’organismes expérimentaux 

venant d’une source externe doit inclure une 

déclaration écrite quant au nombre, à la 
provenance et à l’âge des juvéniles; la date et 

l’heure de l’envoi doivent aussi être précisées. 
Les organismes doivent provenir d’élevages 

spécialisés (c.-à-d. d’un fournisseur maintenant 
des élevages en permanence) conformes aux 
critères de santé et aux exigences en matière 
d’assurance de la qualité décrits dans la présente 
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méthode. Ils doivent être en bonne santé et le 
taux de mortalité des juvéniles doit être de 
≤20 % dans les 24 h précédant immédiatement 
l’essai (EC, 1999b). Pour confirmer que ce taux 

de mortalité n’est pas dépassé, il faut compter le 

nombre total d’amphipodes (vivants et morts) 

reçus du fournisseur, de même que le nombre 
de survivants dans les 24 h précédant 
immédiatement le transfert dans les récipients 
d’essai. Le fournisseur doit se conformer aux 

exigences précisées ici quant à la surveillance 
des caractéristiques de la qualité de l’eau et 

à d’autres conditions d’élevage (p. ex., la 
température). Le laboratoire d’essais doit établir 

un système interne d’évaluation de la santé des 

organismes inclus dans chaque envoi. 

Dans tous les cas où des organismes juvéniles 
sont expédiés à un laboratoire d’essais, la 

température et la teneur en OD de l’eau du 

ou des récipients d’expédition doivent être 

mesurées et consignées au moment du départ 
des installations du fournisseur, de même qu’à 

l’arrivée au laboratoire (EC, 1999b). Pendant 
toute la durée du transport, la température de 
l’eau doit être la même que celle de l’eau d’essai 

ou s’en approcher le plus possible, et elle ne doit 

pas varier de >3 °C par période de 24 h. En 
outre, la teneur en OD doit correspondre à 
≥80 % de la valeur de saturation (EC, 1999b). 
L’eau dans laquelle seront transportés les 

organismes expérimentaux doit être bien 
oxygénée (p. ex., 90-100 % de la valeur de 
saturation) au préalable. Une fiche de la 
température et de l’OD de cette eau devrait 
accompagner chaque envoi. 

Dès l’arrivée des organismes au laboratoire, 

il faut les acclimater le plus graduellement 
possible aux conditions dans lesquelles ils 
seront maintenus et/ou mis à l’essai, et ce, afin 

de leur éviter tout stress. Les conditions de 
maintien et d’essai doivent être les mêmes en 

ce qui a trait à des facteurs critiques comme la 
température, l’éclairage et la photopériode. 
Dans le cas des organismes expérimentaux qui 
seront utilisés dans les 24-48 h après leur arrivée 
au laboratoire d’essais, le fournisseur devrait les 

élever dans une eau dont les qualités (p. ex, 
température, pH, alcalinité, dureté) sont 
semblables à celles de l’eau du laboratoire 

(c.-à-d. celle qui servira d’eau sus-jacente). Il 
est recommandé d’exposer graduellement les 
organismes à l’eau d’essai du laboratoire dans 

tous les cas, mais plus particulièrement lorsqu’il 

y a un écart marqué dans la qualité de l’eau à 

laquelle ils étaient acclimatés auparavant. On 
devrait se conformer aux indications fournies 
plus haut et à celles apparaissant en 4.1 au 
moment du transfert des amphipodes d’une 

source d’eau à une autre. L’acclimatation devrait 
commencer dès l’arrivée des organismes au 

laboratoire d’essais et prendre fin 2 jours avant 
la mise en route de l’essai (EC, 1999b).  

2.3 Élevage 

2.3.1 Généralités 

La présente sous-section renferme des conseils 
et des recommandations pour l’élevage de 

H. azteca en vue d’essais toxicologiques sur un 

sédiment et dans l’eau seulement. Étant donné 
que « ce qui fonctionne bien dans un laboratoire 
risque de ne pas fonctionner dans un autre » 
(USEPA, 1994a, 2000), de nombreux aspects 
des conditions d’élevage, notamment le type de 

renouvellement de l’eau, le substrat, les aliments 

et les rations, sont laissés à la discrétion et à 
l’expertise du personnel de laboratoire. Pour 
déterminer si les organismes d’élevage 

conviennent aux essais et si les résultats des 
essais sont acceptables, on se sert de critères de 
performance9. Ainsi, pour convenir aux essais, 
les élevages doivent afficher un faible taux de 
mortalité, et les organismes doivent sembler en 
bonne santé, présenter un comportement normal 
dans leurs activités trophiques et autres, être 
âgés de 2-9 jours et présenter un écart d’âge de 

≤3 jours (écart recommandé : ≤2 jours) au début 

9 Les critères de performance comprennent ceux en lien 
avec la survie et l’état des organismes d’élevage destinés 

aux essais (v. 2.3.11), ceux établis quant à la validité de 
l’essai avec des organismes témoins (v. 4.2) et ceux ayant 
trait aux groupes d’organismes soumis à des essais 
toxicologiques de référence (v. 4.8). 
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de l’essai. Il faudrait également démontrer 

l’acceptabilité de l’élevage par des essais 

parallèles ou courants faisant appel à au moins 
un toxique de référence (v. 4.8). On devrait 
écarter tout lot d’organismes qui ne satisfait pas 

à ces critères. 

Il revient au laboratoire de démontrer sa capacité 
d’obtenir des résultats cohérents et précis avec 

au moins un toxique de référence lorsqu’il se 

prépare à exécuter des essais toxicologiques sur 
un sédiment ou dans l’eau seulement avec 

H. azteca. À cette fin, il devrait déterminer la 
précision de ses essais intralaboratoires d’après 

le coefficient de variation (CV) des CL50 
respectives de ≥5 essais effectués avec différents 
lots d’organismes d’une même origine et avec 
le même toxique de référence, selon des modes 
opératoires et dans des conditions identiques 
(v. 4.8) (USEPA, 1994a, 2000). Le laboratoire 
devrait aussi confirmer la précision de tels essais 
en procédant à ≥5 essais de 14 jours pour 
mesurer la survie et la croissance de différents 
lots d’organismes dans un sédiment témoin 
(pour les essais sur un sédiment) et dans l’eau 

témoin/de dilution (pour les essais dans l’eau 

seulement) (USEPA, 1994a, 2000)10. Les 

conditions et modes opératoires de cette 
deuxième série d’essais initiaux devraient être 

identiques et conformes aux exigences de la 
section 4 (essai sur un sédiment témoin) et/ou de 
la section 7 (essai dans l’eau seulement). 

Tout programme courant d’essais 

toxicologiques avec H. azteca devrait comporter 
l’exécution mensuelle d’essais avec un toxique 

de référence (c.-à-d. dans les 14 jours précédant 
ou suivant la date de début de chaque essai) 
avec des organismes élevés dans le laboratoire, 
conformément aux conditions et modes 
opératoires énoncés en 4.8. À défaut d’un tel 

programme, on devrait évaluer, au moyen d’un 

essai avec un toxique de référence exécuté 
parallèlement à l’essai toxicologique, la 

performance de sujets provenant de l’élevage 

utilisé pour l’essai. On doit se conformer à cette 

dernière exigence lorsque les organismes 
expérimentaux proviennent d’une source 

externe et qu’ils sont destinés à une utilisation 

immédiate dans un essai sur un sédiment ou 
dans l’eau seulement (v. 4.8). En outre, on 
devrait vérifier à l’aide d’un essai avec un 

toxique de référence la performance de tout 
élevage venant d’être établi à partir de nouveaux 
géniteurs (v. 2.2), et les résultats devraient se 
révéler acceptables (v. 2.3.11 et 4.8) avant 
d’utiliser les sujets de cet élevage. 

On devrait observer les élevages fréquemment 
et régulièrement (p. ex., tous les jours ou ≥3 fois 
par semaine en des journées non consécutives) 
et consigner le nombre estimatif d’adultes 

survivants, la production de jeunes dans chaque 
enceinte, les dates du renouvellement des 
élevages, le nombre et la classe d’âge des sujets 

transférés, les rations quotidiennes, les mesures 
de la qualité de l’eau, etc. (v. section 8). 

10 La surveillance continue des taux de survie et de 
croissance des amphipodes dans un sédiment témoin 
ou dans l’eau témoin/de dilution peut fournir des 

renseignements précieux sur la performance des 
organismes, la qualité du sédiment témoin et 
l’acceptabilité des conditions d’essai au fil du temps. 
Les données (sur la survie et la croissance) tirées des 
traitements témoins utilisés dans les essais définitifs, en 
plus de servir au calcul des résultats des essais (v. 4.7, 5.6, 
6.5 et 7.7) et à la confirmation de la validité de l’essai 

(v. 4.2), peuvent être portées sur un graphique 
chronologique (c.-à-d. une carte de la performance des 
organismes témoins) afin d’évaluer l’acceptabilité 

continue du système d’essai et de détecter toute tendance 
susceptible de dénoter un biais dans ce système. Un tel 
diagramme est préparé de la même façon qu’une carte de 

contrôle relative aux toxiques de référence (v. 4.8), et on 
utilise les valeurs moyennes du taux de survie et de 
croissance plutôt que les CL50 ou les CI50. Comme il est 
indiqué en 4.8, chaque nouvelle valeur moyenne devrait 
être comparée aux valeurs limites du diagramme de 
performance des organismes témoins, et toute tendance 
observée dans les données devrait être évaluée. L’USEPA 

a proposé que les laboratoires puissent démontrer qu’ils 

maîtrisent bien les essais de 10 jours sur un sédiment s’ils 

obtiennent, dans ≤15 % des cas, des résultats inférieurs 
aux critères de validité des essais mesurant la survie et la 
croissance des organismes dans un sédiment témoin 
(USEPA, 2011). 
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L’annexe D résume les conditions et modes 
opératoires que les laboratoires gouvernementaux 
ont déjà appliqués dans l’élevage de H. azteca. On 
présume que les procédures détaillées qui y sont 
indiquées ont donné de bons résultats. À moins 
d’indication contraire, elles fournissent des 

conseils utiles sur l’application de la présente 

méthode. Le tableau 1 renferme une liste de contrôle 
des conditions et modes opératoires recommandés 
et exigés pour l’élevage de géniteurs de H. azteca 
dont les descendants serviront aux essais 
toxicologiques sur un sédiment. 

2.3.2 Installations et appareillage 

On doit élever H. azteca dans une installation 
à température contrôlée. L’équipement de régulation 
de la température (incubateur, bain d’eau à 

recirculation ou enceinte à température constante) 
doit maintenir celle-ci dans les plages exigées 
(v. 2.3.5). On doit isoler la zone d’élevage des 

locaux servant aux essais ou encore à la préparation 
ou à l’entreposage des échantillons, afin d’éviter 

la contamination provenant de ces locaux. La 
conception et l’aménagement de la zone d’élevage 
doivent permettre de prévenir la contamination 
des élevages (p. ex., absence de conduites ou de 
garnitures en cuivre ou en métal galvanisé d’où 

pourraient dégoutter des condensats contaminés 
par ces métaux). On devrait concevoir l’aération 

pour empêcher l’entrée ou la reprise d’air provenant 
du local servant aux essais ou de toute autre partie 
du laboratoire où des contaminants sont présents. 

Tout l’équipement, tous les récipients et tous les 

accessoires risquant d’entrer en contact avec 

les organismes ou l’eau de la zone d’élevage 

doivent être propres, convenablement rincés et 
constitués de matériaux non toxiques (p. ex., 
verre, TéflonMC, acier inoxydable 316, nylon, 
NalgeneMC, porcelaine, polyéthylène, 
polypropylène, fibre de verre). Les matériaux 
toxiques (cuivre, zinc, laiton, métal galvanisé, 
plomb et caoutchouc naturel, notamment) ne 
doivent pas entrer en contact avec l’appareillage 

et l’équipement ni avec l’eau d’élevage. On 

devrait filtrer au besoin l’air comprimé 

alimentant directement l’installation d’élevage 

pour s’assurer qu’il est exempt d’huile et 

d’émanations. 

2.3.3 Éclairage 

L’éclairage (fluorescent ou l’équivalent) devrait 
être vertical (par le haut), en spectre continu. 
La photopériode devrait être fixée à 16 h. 
L’intensité lumineuse à proximité de la surface 

de l’eau des enceintes d’élevage devrait être de 

2000-2500 lux (MESI, 2010)11. 

2.3.4 Eau d’élevage 

On peut utiliser pour l’élevage de H. azteca une 
eau souterraine, de surface ou reconstituée, mais 
elle ne doit pas être contaminée. On peut également 
la préparer par dilution d’eau naturelle avec une 

eau distillée ou désionisée très pure, jusqu’à ce 

qu’on obtienne le degré de dureté recherché. 
Pour être acceptable, l’eau d’élevage doit 

permettre d’atteindre des taux de survie, de 

croissance et de reproduction satisfaisants. Le 
plan d’expérience de certaines études propres à 

un site pourrait exiger que l’eau soit prélevée au 
même endroit que le sédiment. Si on utilise cette 
eau ou une autre eau de surface, on devrait la 
passer au tamis fin (p. ex., mailles de 30 μm) 

pour en éliminer les prédateurs ou les 
compétiteurs potentiels. On peut stériliser au 
moyen d’un stérilisateur aux ultraviolets l’eau 

qui pourrait être infectée par des pathogènes. 

Il n’est pas recommandé d’employer de l’eau 

déchlorée pour l’élevage ou les essais, car sa 

qualité est souvent variable, et les concentrations 
de chlore, de chloramines, de fluorures, de 
cuivre, de plomb, de zinc ou d’autres 

contaminants pourraient y être inacceptables. 
Malgré cela, des laboratoires utilisent 
couramment et sans problème apparent  

11 Dans une étude récente multilaboratoire portant sur la 
mise au point d’une méthode, il a été établi que les 

laboratoires faisant appel à des intensités lumineuses plus 
élevées pour les élevages (soit 2000-2500 lux plutôt que 
la plage de 500-1000 lux recommandée dans la première 
édition de la présente méthode) avaient obtenu de 
meilleurs taux de reproduction (MESI, 2010). 
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Tableau 1. Liste de contrôle des conditions et modes opératoires recommandés et exigés 
pour l’élevage des H. azteca destinés aux essais toxicologiques sur un sédiment 12 

Origine des amphipodes élevages commerciaux, laboratoires gouvernementaux ou privés; tous les sujets 
utilisés dans un essai ont la même origine; confirmation de l’identité de l’espèce 

Acclimatation graduelle (2 C par jour) par rapport à la température à l’arrivée 

Origine de l’eau eau souterraine, de surface, reconstituée (non contaminée dans les trois cas) ou, 
au besoin, eau du robinet déchlorée; eau de mer reconstituée ou naturelle d’une 

salinité 15 ‰ pour essais spéciaux 

Qualité de l’eau surveillance quotidienne de la température; surveillance au moins hebdomadaire 
de l’OD; mesure du pH, de la dureté, de l’alcalinité et de la teneur en ammoniac 

dans les 24 h précédant le début de l’essai 

Renouvellement de l’eau intermittent ou continu; il est recommandé d’ajouter ≥1 volume par jour 
(minimum : 25-30 % par semaine), sauf si l’eau est recyclée par un système 

de filtration 

Température moyenne quotidienne : 23 ± 1 C; mesure instantanée : 23 ± 3 C 

Aération/oxygénation aération modérée; OD maintenu à 80 % de la valeur de saturation 

Éclairage 2000-2500 lux au-dessus de la surface de l’eau; tubes (fluorescents ou 

l’équivalent, à large spectre de longueur d’onde) donnant un éclairage en spectre 

continu à la verticale; photopériode de 16 h 

Substrat gaze hydrophile; autres choix autorisés (p. ex., v. tableau D-5 de l’annexe D) 

Alimentation divers types d’aliments, en quantités et à des fréquences variables 

Âge requis pour l’essai 2-9 jours au début de l’essai; écart d’âge de ≤2 jours (obligatoirement ≤3 jours) 

Critères de santé élevages à l’interne : écarter le lot d’organismes destinés à l’essai si >20 % 
des jeunes amphipodes meurent ou semblent stressés au cours des 48 h 
précédant l’essai 
élevages provenant d’une source externe : écarter le lot d’organismes destinés à 

l’essai si >20 % des sujets meurent ou semblent stressés au cours des 24 h 
précédant l’essai 

12 Les conditions et modes opératoires listés s’appliquent principalement aux élevages d’âge connu (v. 2.3.10), ordinairement 
conservés dans des béchers ou des bocaux de 1-2 L; ils ne conviennent pas nécessairement aux gros élevages ou aux élevages 
de sujets d’âges mélangés. 
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l’eau du robinet déchlorée. Si on utilise de l’eau 

potable du réseau municipal, la déchloration13 
doit la débarrasser de toute concentration nocive 
de chlore ou de chloramines 14 résiduels. 

Si on utilise de l’eau douce reconstituée, il est 

recommandé d’employer un MAN-5S (v. 1.4). 
La formule ci-dessous, qui donne une eau d’une 
dureté de 120-140 mg de CaCO3 par litre, est 
tirée de Borgmann (1996), et la teneur en 
bromure15 y est plus élevée que dans d’autres 

formules couramment utilisées (p. ex., USEPA, 
1985a, 1985b, 1991c, 1993, 1994a, 2000; 
EC, 1992b). De nombreux laboratoires ont 

constaté que cette formule convenait à l’élevage 

de 16
H. azteca . Pour préparer 40 L d’eau douce 

reconstituée employée comme MAN-5S, on 
utilise des substances chimiques de qualité 
réactif (sels anhydres) dans les proportions 
indiquées ci-dessous et on procède comme suit 
(Borgmann, 1996) : 

1) Dans un bécher en verre contenant 100 mL 
d’eau distillée ou désionisée d’une grande 

pureté, ajouter les sels suivants : 
- chlorure de calcium (CaCl2) – 4,44 g17 
- bicarbonate de sodium (NaHCO3) – 3,36 g 
- sulfate de magnésium (MgSO4) – 1,20 g 
- chlorure de potassium (KCl) – 149 mg 
- bromure de sodium (NaBr) – 41,2 mg 

2) Remuer le contenu du bécher jusqu’à 

dissolution de tous les sels. 

3) Verser ~20 L d’eau désionisée ou distillée 

d’une grande pureté dans un récipient ou une 
tourie propre (v. 3.1). 

4) Vider le bécher (soit 100 mL d’eau 

renfermant les sels dissous) dans la tourie — 
s’assurer de vider le bécher entièrement (à 

cette fin, le rincer avec un peu d’eau distillée 

ou désionisée et verser celle-ci dans la 
tourie) —, puis remplir la tourie jusqu’à 

40 L avec de l’eau désionisée ou distillée. 

5) Aérer le mélange pendant ≥24 h à la 
température ambiante. 

6) La qualité de l’eau reconstituée devrait 

présenter approximativement les 
caractéristiques suivantes : dureté de 
120-140 mg/L exprimée en CaCO3; alcalinité 
de 60-80 mg/L exprimée en CaCO3; 
conductivité de 300-500 μS/cm; pH 6,5-8,5. 

13 On peut procéder à une aération vigoureuse de l’eau 

pour éliminer une partie du chlore gazeux résiduel, puis 
à une filtration sur charbon actif (charbon d’os), suivie 

éventuellement d’une exposition aux rayons ultraviolets 

(Armstrong et Scott, 1974) pour supprimer la plus grande 
partie des chloramines et d’autres organochlorés résiduels. 
Le vieillissement de l’eau dans un bassin de garde aéré 

pendant 1-2 jours pourrait également être utile. 
14 La teneur cible en chlore résiduel, recommandée pour la 
protection des organismes dulcicoles, est de ≤0,002 mg/L 
(CCMRE, 1987). Des teneurs supérieures à cette valeur 
pourraient se traduire par une interaction entre la toxicité 
du chlore ou des chloramines et celle du ou des 
contaminants qui font l’objet de l’essai. La limite de 
détection de la technique d’analyse utilisée pour mesurer 
la teneur en chlore ou en chloramines résiduels dans l’eau 

déchlorée d’alimentation doit être suffisamment basse 

pour qu’on soit assuré d’obtenir une teneur en chlore 

résiduel de ≤0,002 mg/L. 
15 Les essais toxicologiques sur un milieu artificiel avec 
H. azteca n’ont pas toujours donné des résultats cohérents 

(USEPA, 1994a, 2000; Borgmann, 1996). Toutefois, 
Borgmann a signalé en 1996 avoir obtenu des résultats 
fructueux en ajoutant du bromure de sodium dans de l’eau 

reconstituée. Depuis, plusieurs études ont confirmé que le 
bromure peut être employé dans un milieu artificiel pour 
obtenir des taux plus cohérents et plus acceptables de 
survie, de croissance et de reproduction de H. azteca dans 
les essais toxicologiques (Borgmann, 1996, 2002; Ivey et 
coll., 2004). Dans une étude récente, Ivey et coll. (2011) 
ont aussi confirmé une amélioration du taux de survie, de 
la biomasse et du taux de reproduction de H. azteca dans 
divers types d’eau reconstituée avec l’ajout de ≥0,02 mg/L 
de bromure, soit une teneur observée dans des eaux 
naturelles. En conséquence, une eau reconstituée d’une 

teneur en bromure aussi basse que 20 µg/L pourrait 
s’avérer adéquate pour la croissance et la reproduction des 

amphipodes. 

16 N’ayant obtenu que peu de succès dans l’élevage de 

H. azteca dans une eau reconstituée, des laboratoires 
préfèrent l’eau naturelle de puits ou de surface 
[G.A. Burton, Jr., Université d’État Wright, Dayton (OH), 

comm. pers., 1994]. 
17 Dans le cas de CaCl2 ∙ 2H2O, la quantité est de 5,83 g. 
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On devrait aérer l’eau reconstituée pendant 

≥24 h avant de l’utiliser afin que sa teneur en 

OD se situe dans une plage acceptable (v. 2.3.6) 
et que le pH se stabilise. On devrait mesurer la 
conductivité, le pH, la dureté, la teneur en OD et 
l’alcalinité de chaque lot d’eau reconstituée 

(USEPA, 1994a, 2000). L’eau reconstituée peut 

être entreposée pendant ≤1 mois à la 
température ambiante (20 ± 3 °C) si elle est 
conservée dans une tourie propre munie d’un 

bouchon pour prévenir la contamination 
(P. Jackman, LEEA, comm. pers., 2012). On 
peut ajuster la teneur en sels de cette eau en 
fonction de celle de l’eau réceptrice d’intérêt, 

mais le ratio Ca-Br doit être maintenu constant 
du fait que ces éléments sont essentiels pour 
H. azteca et qu’ils doivent être présents 

simultanément. 

L’eau de mer naturelle ou reconstituée d’une 

salinité de ≤15 ‰ peut être employée comme 

eau d’élevage de H. azteca (USEPA, 1994a, 
2000). On reconstitue l’eau de mer par ajout 

d’une saumure hypersaline, d’une préparation 

acceptable de sels de qualité réactif ou de sel de 
mer sec du commerce (p. ex., Instant OceanMC) 
à de l’eau désionisée ou distillée ou à une eau 

douce convenable, non contaminée, en quantité 
suffisante pour obtenir la salinité souhaitée 
(EC, 1992a, 1997c; USEPA, 1994b). 

Les caractéristiques de l’eau d’élevage de 

H. azteca devraient être relativement uniformes 
afin d’augmenter les chances de réussite des 

élevages et de réduire au minimum les 
variations de l’état et du développement des 

organismes. Selon l’USEPA (1994a, 2000), la 

qualité de l’eau naturelle est considérée comme 

uniforme si, en un mois, la dureté, l’alcalinité et 

la conductivité spécifique s’écartent de <10 % 
de leur moyenne respective et si le pH varie 
de <0,4. 

On devrait surveiller et consigner régulièrement 
la qualité de l’eau dans les enceintes d’élevage. 

On devrait aussi mesurer la température de l’eau 

quotidiennement et sa teneur en OD au moins 

une fois par semaine. Il faudrait mesurer aussi 
souvent que nécessaire la dureté, l’alcalinité, le 

pH et la teneur en ammoniac de l’eau afin de 

documenter sa qualité. Il est recommandé de 
mesurer ces variables au moins tous les 3 mois 
de même que la veille d’un essai (USEPA, 

1994a, 2000). 

Afin de documenter la qualité de l’eau d’élevage 

de H. azteca, on devrait mesurer aussi souvent 
que nécessaire (p. ex., tous les 3 mois) les 
teneurs en nitrites, en solides en suspension, en 
gaz totaux dissous, en métaux, en pesticides et 
en tout autre contaminant préoccupant. La limite 
de détection de chaque méthode d’analyse 

devrait être largement inférieure (p. ex., 
3-10 fois) à la concentration dans l’eau ou à la 

plus faible concentration qui s’est révélée 

nocive pour la survie, la croissance ou la 
reproduction de H. azteca ou de tout autre 
animal dulcicole sensible (EC, 1992b). 

On devrait renouveler régulièrement l’eau des 

enceintes d’élevage
18, soit manuellement, soit 

automatiquement à l’aide d’appareils et de 

techniques permettant un renouvellement 
continu ou intermittent. L’USEPA (1994a, 

2000) recommande un taux de renouvellement 
équivalant à l’ajout de ≥1 volume d’eau par 

jour, mais une telle fréquence est sans doute 
inutile. Le renouvellement minimal admissible 
est de 25-30 % du volume par semaine (INRE, 
1992), sauf si l’eau est recyclée à travers des 

filtres du commerce (fournitures pour 
aquariums). 

2.3.5 Température 

La température moyenne quotidienne de l’eau 

dans les enceintes d’élevage de H. azteca devrait 
être de 23 ± 1 C (tableau 1) et la température 
instantanée, de 23 ± 3 C. 

18 Les filtres d’aquarium du commerce peuvent assurer en 

continu une bonne qualité de l’eau (G.A. Burton, Jr., 
comm. pers., 1994). Ils peuvent remplacer le système de 
renouvellement de l’eau ou servir comme appoint. 
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2.3.6 Oxygène dissous 

On devrait aérer vigoureusement l’eau d’élevage 

immédiatement avant de l’employer à cette fin, 

et ce, pour s’assurer que la teneur en oxygène 

convient et empêcher la sursaturation des gaz. 
On devrait mesurer la teneur en OD au même 
moment afin de confirmer qu’elle est 

satisfaisante (p. ex., 90-100 % de la valeur de 
saturation). 

On devrait aérer modérément les enceintes 
d’élevage (p. ex., 1 bulle par seconde et par litre 
d’eau; Brooke et coll., 1993) à l’air comprimé 

exempt d’huile et filtré. L’air devrait être 

distribué par des conduites jetables et des 
pipettes en verre ou en plastique à usage unique; 
dans les grosses enceintes, on utilisera plutôt des 
pierres poreuses pour aquarium. Pour s’assurer 

que la teneur en OD est propice à la survie et à 
la croissance optimales des amphipodes, il est 
recommandé de la maintenir à 80-100 % de la 
valeur de saturation. 

2.3.7 Substrat d’élevage 

Différents substrats d’élevage ont donné de 

bons résultats avec H. azteca (v. tableau D-5 de 
l’annexe D); le choix du substrat est laissé à la 
discrétion et à l’expertise du personnel de 

laboratoire. On utilise souvent de la gaze 
hydrophile (p. ex., de 5 cm  10 cm ou de 3 cm2, 
selon la taille de l’enceinte) préalablement mise 

à tremper, et c’est ce substrat qui est 

recommandé (Borgmann et coll., 1989; MPO, 
1992). L’USEPA (1994a, 2000) recommande un 

trempage préalable dans l’eau pendant 24 h et le 
remplacement de la gaze hydrophile chaque 
semaine. Parmi les autres substrats, on compte 
le tulle de nylon NitexMC, les mailles en 
plastique et les essuie-tout déchiquetés. 

2.3.8 Alimentation 

Dans l’élevage de H. azteca, on a utilisé divers 
aliments et régimes d’alimentation 

(v. tableau D-6 de l’annexe D). Un régime 
mono-alimentaire constitué, par exemple, de 

flocons d’aliments pour poissons (du commerce) 
(p. ex., Nutrafin®, Tetrafin®, TetraMin® ou 
Zeigler® Aquatox Feed) ou de nourriture pour 
lapin (Ingersoll et Nelson, 1990; INRE, 1992; 
MPO, 1992; Milani et coll., 1996), a donné de 
bons résultats, de même qu’un régime mixte à 

base d’algues filamenteuses et de LCT (USEPA, 

1991b; Brooke et coll., 1993). Dans USEPA 
(1994a), il était recommandé d’employer un 

mélange de LCT en combinaison avec l’algue 

verte Selenastrum capricornutum et la diatomée 
Navicula sp., 3 fois par semaine. Toutefois, on 
trouve dans USEPA (2000) diverses options, 
dont un mélange de LCT et d’algues vertes, ou 

encore des flocons d’aliments pour poissons (du 

commerce). Le choix de l’aliment et du régime 

est laissé à la discrétion et à l’expertise du 

personnel de laboratoire. On trouvera en 4.4 (et 
à l’annexe H) des indications sur la préparation 
et l’entreposage du mélange de LCT; cette 

même section (et la note de bas de page no 43 
qui y est associée) renferme des conseils sur la 
préparation des flocons d’aliments pour 

poissons (du commerce). 

2.3.9 Manipulation des organismes 

Il faudrait éviter de manipuler les amphipodes. 
Si une manipulation est inévitable, on devrait 
procéder délicatement, soigneusement et 
rapidement afin de stresser les organismes le 
moins possible. On peut transférer les adultes 
ou les jeunes d’un récipient à un autre à l’aide 

d’une pipette en verre ou en plastique 

transparent à extrémité polie et à ouverture de 
5-6 mm de diamètre. Les organismes devraient 
être relâchés sous la surface de l’eau. On ne 

doit pas utiliser pour les essais les sujets qui 
ont été échappés ou blessés, qui sont entrés 
en contact avec des surfaces sèches ou qui 
semblent stressés. 

2.3.10 Élevages d’âges mélangés et d’âge connu 

Divers choix sont possibles concernant le type, 
la taille et la densité de peuplement des 
enceintes d’élevage (tableau D-2 de 
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l’annexe D), l’eau d’élevage et sa méthode de 

renouvellement (tableau D-3), le substrat 
(tableau D-5), les types d’aliments et la 

fréquence des repas (tableau D-6), les 
techniques de prélèvement des jeunes destinés 
aux essais (tableau D-7). Dans la présente 
méthode, les choix relativement à ce qui précède 
sont laissés à la discrétion et à l’expertise du 

personnel de laboratoire. Cependant, les 
méthodes d’élevage doivent produire 

suffisamment d’amphipodes âgés de 2-9 jours 
et présentant un écart d’âge de ≤3 jours (écart 
recommandé : ≤2 jours) pour les essais 
toxicologiques sur un sédiment et/ou avec un 
ou des toxiques de référence. En outre, les 
organismes d’élevage doivent satisfaire à des 

critères précis de performance (v. 2.3.11, 
4.7 et 4.8). 

Les laboratoires qui élèvent des H. azteca 
maintiennent souvent des élevages d’âges 

mélangés et d’âge connu. Nous recommandons 
cette pratique. Les élevages d’âges mélangés 

pourraient représenter un élevage massif 
d’amphipodes de divers âges qu’on maintient 

dans un ou des aquariums (tableau D-2)19. Les 
élevages d’âge connu renferment des sujets 
d’une classe d’âge donnée (p. ex., <1-7 jours 
ou 7-14 jours), qui ont été triés et qui sont 
maintenus dans des aquariums, des bocaux et 
d’autres enceintes d’élevage (tableau D-2 de 
l’annexe D) jusqu’à leur utilisation dans les 

essais toxicologiques. Diverses méthodes 
permettent l’élevage de sujets d’âge connu 

(USEPA, 1994a, 2000). Aux fins de la présente 
méthode, on peut utiliser celles que le personnel 
de laboratoire a appliquées avec succès pour 
obtenir des organismes expérimentaux. Dans 
chaque cas, on renouvelle régulièrement l’eau 

des enceintes. 

La méthode décrite ci-dessous (Hamr et coll., 
1994; Milani et coll., 1996) permet d’obtenir 

des H. azteca âgés de <1-7 jours et de les garder 
encore 2 jours (c.-à-d. jusqu’à ce qu’ils soient 

âgés de 2-9 jours) avant de les employer dans un 
essai toxicologique de 14 jours sur un sédiment. 
Hamr et coll. (1994) ont publié les motifs ainsi 
que les données expérimentales à l’appui du 

choix de cet intervalle d’âges et de cette durée 

d’essai. La méthode permettant d’obtenir cette 
classe d’âge a été adaptée de Borgmann et coll. 

(1989) et c’est celle qui est recommandée parmi 

les diverses façons d’obtenir un nombre adéquat 

d’organismes âgés de 2-9 jours (au moment où 
on les utilise pour les essais toxicologiques sur 
un sédiment). 

Quelque 150 amphipodes adultes âgés de 
≥30 jours, idéalement en amplexus, sont placés 
dans des enceintes de 20 L renfermant chacune 
~15 L d’eau d’élevage et des bandes de gaze de 

coton qu’on aura fait tremper 24 h dans l’eau. 

On peut utiliser les bandes pendant ≤3 semaines 
avant de les remplacer. Chaque jour, on 
distribue dans chaque enceinte un mélange de 
LCT (v. annexe H). Une fois par semaine, on 
sépare les amphipodes de la bande de gaze et de 
l’eau en passant le contenu des enceintes au 

tamis à mailles de 500 μm, puis de 250 μm. Les 

amphipodes retenus par le premier tamis sont 
remis dans les enceintes auxquelles on ajoute 
≥30 % d’eau fraîche et de la nourriture. Les 

amphipodes retenus par le second tamis (mailles 
de 250 μm) sont âgés de <7 jours. On les rince 
dans un bac en plastique blanc translucide 
disposé sur une table lumineuse et on les 
compte. À l’aide d’une pipette, on transfère les 

jeunes de chaque enceinte dans un bécher de 1 L 
renfermant 750 mL d’eau d’élevage fraîche. 

Dans les béchers, la densité maximale des 
amphipodes devrait être de 1 sujet/10 mL d’eau 

d’élevage (soit 75 sujets par bécher), et ce, pour 
ne pas inhiber leur croissance (K. Day, INRE, 
données inédites). On devrait y placer de la gaze 
hydrophile préalablement trempée, qui servira 
de substrat aux amphipodes. Chaque jour, on 
ajoute 10 mL du mélange de LCT dans chaque 

19 Des laboratoires ont signalé une amélioration des taux 
de croissance et de reproduction d’élevages massifs 

lorsque les aquariums n’étaient pas tenus en parfait état 
et que la croissance d’algues était favorisée. 
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bécher, et on garde les amphipodes 2 jours avant 
d’entreprendre l’essai toxicologique. Les sujets 

sont donc âgés de 2-9 jours au début de l’essai. 

Chaque enceinte de 150 amphipodes donnera 
100-150 jeunes par semaine, en moyenne. 

Il faut entreprendre l’essai avec des sujets 

présentant un moins grand écart d’âge 

(soit ≤3 jours; écart recommandé : ≤2 jours) afin 
de réduire la variation éventuelle des résultats, 
car c’est le poids sec final (un indicateur de 

croissance) qui sert de principal paramètre de 
mesure. L’isolement de ~1500 adultes 
(750 couples) en amplexus, qui donneront 
~800 jeunes en 24 h, exige ~6 heures-personnes 
de travail (USEPA, 1994a, 2000). 

Il convient de consigner le nombre d’adultes 

survivants, de couples reproducteurs et de 
jeunes, le taux de survie de ces derniers, l’âge 

des géniteurs et la fréquence de redémarrage des 
élevages. Ces renseignements permettent de 
construire des diagrammes de performance qui 
aideront à déterminer si les élevages 
maintiennent un taux de reproduction 
vigoureux, signe de leur bonne santé. On peut 
s’attendre à un certain taux de mortalité des 

adultes dans les enceintes d’élevage, mais un 

taux excessif devrait soulever des 
préoccupations. L’altération de la qualité de 

l’eau ou de la nourriture, ou encore la 

dégradation de l’état de santé des géniteurs, 

pourrait abaisser le taux de reproduction. La 
performance des élevages dépend de l’âge des 

adultes et elle peut suivre une évolution 
cyclique. Les femelles adultes continuent de se 
reproduire pendant plusieurs mois; toutefois, 
leur fertilité diminue graduellement après 
~3 mois (USEPA, 1994a, 2000). 

2.3.11 Critères de santé 

On devrait vérifier l’état de santé des 

amphipodes des élevages ≥3 fois par semaine 
(p. ex., le lundi, le mercredi et le vendredi), de 
préférence tous les jours. Les sujets qui 

semblent en mauvais état de santé (p. ex., 
décolorés ou stressés), inactifs ou morts 
lorsqu’on les stimule délicatement ne doivent  

pas servir aux essais. Si >20 % des amphipodes 
dans une enceinte d’élevage d’âge connu 
semblent morts ou inactifs dans les 48 h 
précédant l’essai, il faut éliminer tout le groupe 

de l’enceinte (USEPA, 1994a, 2000). 

Idéalement, un essai toxicologique de référence 
devrait être exécuté parallèlement à chaque essai 
toxicologique sur un sédiment. Les laboratoires 
qui procèdent régulièrement à des essais sur des 
sédiments avec H. azteca peuvent effectuer 
l’essai toxicologique de référence une fois par 
mois, mais obligatoirement dans les 14 jours 
précédant ou suivant la mise en route de chaque 
essai toxicologique. Tous les essais avec des 
toxiques de référence devraient avoir lieu dans 
les conditions et selon les modes opératoires 
exposés en 4.8. Les critères dont on se sert pour 
juger de la santé et de la sensibilité des élevages 
pour les besoins des essais sont décrits en 4.7 
et en 4.8. 

Des mesures biochimiques, telles que la mesure 
du taux de lipides chez les amphipodes 
d’élevage ou le nombre moyen de jeunes 
produits par semaine et par adulte, pourraient 
fournir des renseignements précieux sur la santé 
des élevages (USEPA, 1994a, 2000). Il est 
conseillé de consigner systématiquement les 
résultats de ces mesures ou d’autres indices sur 

l’état de santé des élevages, car de telles 
données se révéleront sans doute utiles. On n’a 

pas encore établi de critères sanitaires précis en 
ce qui a trait aux mesures physiologiques, bien 
que cela puisse se faire à l’avenir. 
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Section 3 

Système d’essai

3.1 Installations et appareillage 

L’essai peut se dérouler dans un bain d’eau, une 

enceinte environnementale ou une installation 
semblable où le contrôle de la température et de 
l’éclairage est acceptable (v. 3.2). L’installation 

d’essai doit maintenir le sédiment et l’eau des 

récipients d’essai à une température moyenne 

quotidienne de 23 ± 1 C (v. 4.2). Elle devrait 
être bien aérée afin de protéger le personnel des 
émanations nocives et être isolée de toute 
perturbation physique ou de tout contaminant 
susceptible de nuire aux organismes. La zone de 
préparation des sédiments en vue des essais 
devrait également être bien aérée. 

L’installation d’essai devrait être isolée de la 

zone d’élevage des amphipodes afin d’éviter la 
contamination éventuelle des élevages. En outre, 
elle ne devrait pas se trouver dans les locaux 
servant à la préparation ou à l’entreposage des 

échantillons, et ce, pour prévenir tout risque de 
contamination des récipients d’essai et de leur 

contenu par ces sources. Le système de 
ventilation devrait être conçu et utilisé de façon 
à empêcher l’air de l’installation d’essai de 

contaminer la zone d’élevage, et il devrait faire 

l’objet d’inspections à cet égard. L’air de reprise 

des locaux de manipulation et d’entreposage des 

échantillons ou des zones de traitement ou 
d’essai des substances chimiques ne devrait pas 

retourner vers la partie du laboratoire servant 
aux essais. Tout matériau de construction qui 
pourrait entrer en contact avec les organismes, 
l’eau ou les récipients d’essai doit être non 

toxique (v. 2.3.2). 

L’air comprimé qui sert à l’aération de l’eau doit 

être exempt d’huile et d’émanations. Si possible, 

on devrait utiliser des pompes pneumatiques 
sans huile. Des filtres en circuit, qu’on remplace 
au besoin afin d’en assurer l’efficacité, devraient 

arrêter toute l’huile ou toute particule présente 

dans l’air d’arrivée. 

On devrait choisir l’équipement et les 

fournitures entrant en contact avec l’eau, 

les sédiments ou les récipients d’essai de façon 
à réduire au minimum la sorption de substances 
chimiques. On devrait utiliser, dans toute la 
mesure du possible, le verre borosilicaté, le 
nylon, le polyéthylène haute densité, les 
polycarbonates, les plastiques fluorocarbonés et 
l’acier inoxydable 316 pour réduire au minimum 
la sorption et la lixiviation des substances 
chimiques. On doit éviter les appareils et les 
fournitures faits de matériaux toxiques 
(v. 2.3.2). 

L’essai toxicologique sur un sédiment doit se 

dérouler en conditions statiques (sans 
renouvellement de l’eau sus-jacente). Toutefois, 
si l’eau d’essai recouvrant un sédiment de 

référence se dégrade à cause de sa forte teneur 
en ammoniac, de sa teneur en OD trop faible 
ou d’un pH se situant à l’extérieur de la plage 

de tolérance de H. azteca, et si les effets de 
ces facteurs confusionnels sont exclus de 
l’évaluation du toxique, l’essai doit alors 

être exécuté ou poursuivi en tant qu’essai 

à renouvellement intermittent, où l’eau 

sus-jacente des récipients d’essai est renouvelée 

≥3 fois par semaine (c.-à-d. ≥6 fois pendant 
l’essai) (v. section 4). La présence d’ammoniac 

dans un sédiment d’eau douce est attribuable 

aux processus naturels de décomposition de la 
matière organique incorporée dans le sédiment, 
de même qu’à des sources anthropiques. Une 
nourriture trop abondante ou non consommée 
peut aussi hausser la teneur en ammoniac de 
l’eau sus-jacente. De plus, pendant l’essai, 

l’oxydation des sulfures des échantillons de 

sédiment peut entraîner une baisse du pH à une 
valeur extrêmement basse (p. ex., pH 4) et 
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causer la mort de tous les H. azteca dans un 
sédiment de référence non contaminé 
(Borgmann et Norwood, 1999). H. azteca peut 
survivre à une exposition à une concentration 
extrêmement faible d’OD, mais cela peut influer 

sur sa croissance (v. 1.4). Des teneurs élevées en 
ammoniac, un pH bas et une faible teneur en 
OD (c.-à-d. les facteurs ayant une incidence sur 
la survie et/ou la croissance de H. azteca) dans 
le sédiment de référence (présumé non 
contaminé) prélevé sur le terrain pourraient 
fausser l’interprétation des résultats d’un essai 

toxicologique sur un sédiment. Dans la présente 
version révisée et actualisée du rapport 
SPE 1/RM/33, on recommande que la teneur en 
ammoniac (>0,2 mg de NH3-N non ionisé par 
litre20), le pH (<6,0 ou >8,0) et la teneur en OD 

(<40 % de la valeur de saturation 21
) de l’eau 

d’essai recouvrant le sédiment de référence 
soient utilisés pour déterminer si on doit 
procéder à un essai à renouvellement 
intermittent plutôt qu’à un essai en conditions 

statiques lorsque l’objet de l’essai est d’évaluer 

les effets toxiques attribuables à des substances 
ou matières, mais sans les effets de ces facteurs 
confusionnels. 

Dans les essais toxicologiques dans l’eau 

seulement, obligatoirement assortis d’un 

renouvellement intermittent, il faut renouveler 
les solutions d’essai ≥3 fois par semaine (soit 
≥6 fois pendant l’essai) (v. 7.5.3). 

Le renouvellement de l’eau sus-jacente peut être 
manuel (v. 4.1 et 7.5.3) ou automatique 
(USEPA, 2000). Plusieurs modèles d’appareils 

assurent la distribution et le renouvellement 
automatisés de l’eau sus-jacente dans les 
récipients d’essai (p. ex., Maki, 1977; Benoit et 
coll., 1993; Zumwalt et coll., 1994). On pourrait 
utiliser, par exemple, un appareil qui permet le 
renouvellement minuté et intermittent de l’eau 

sus-jacente de chaque récipient d’essai à raison 

de 2 volumes d’eau par jour (USEPA, 1994a, 

2000). On trouvera dans USEPA (2000) des 
conseils utiles sur la conception d’un tel appareil 
et d’autres systèmes de renouvellement 

automatisé de l’eau sus-jacente. 

Pour l’aération continue (à faible débit) de 

chaque récipient d’essai, on se sert d’un jeu 

20 Cette recommandation dépend des objectifs poursuivis. 
Elle se fonde sur les résultats d’une étude du LEEA visant 

à déterminer l’effet de facteurs confusionnels (en 

l’occurrence, l’ammoniac) dans les essais toxicologiques 
sur un sédiment. Dans cette étude, un sable siliceux 
enrichi avec du chlorure d’ammonium a été mis à l’essai 

avec une eau sus-jacente également enrichie avec du 
chlorure d’ammonium et, dans un deuxième essai, une eau 

sus-jacente non contaminée (c.-à-d. non enrichie). Les 
CI25 14 jours de la croissance de H. azteca étaient de 
0,2-1 mg et de 0,2-0,4 mg de NH3-N non ionisé par litre 
d’après les teneurs en ammoniac de l’eau de porosité et de 

l’eau sus-jacente, respectivement (Jackman et Doe, 2000). 
On a aussi compilé des données de diverses sources 
documentaires afin de faciliter la détermination de la 
concentration d’ammoniac pouvant être considérée 

comme nocive pour H. azteca et pouvant servir de 
fondement à la décision de procéder à un essai à 
renouvellement intermittent, mais bon nombre de ces 
sources n’étaient pas pertinentes (les essais prévoyaient 

une exposition dans l’eau seulement, différentes durées 

d’essai, etc.) et aucune n’incluait de paramètres sublétaux. 
Les deux études les plus pertinentes (Besser et coll., 1998 
ainsi que Whiteman et coll., 1996) comportaient des 
essais de 4 jours sur des sédiments avec H. azteca, et les 
CL50 signalées étaient du même ordre que celles obtenues 
dans l’étude sur l’ammoniac du LEEA. Les résultats 
qu’ont obtenus Whiteman et coll. ainsi que le LEEA 

montrent que la CL50 d’ammoniac dans l’eau de porosité 

était ~10 fois plus élevée que dans l’eau sus-jacente. 
Whitman et coll. (1996) attribuent cet écart au 
comportement d’évitement de H. azteca dans le sédiment. 
Ces données indiquent également que la teneur en 
ammoniac de l’eau sus-jacente est peut-être associée plus 
directement à des effets toxiques sur H. azteca que celle 

de l’eau de porosité et qu’il faudrait sans doute une 

concentration plus élevée d’ammoniac dans cette dernière 

(soit >0,2 mg de NH3-N non ionisé par litre) pour induire 
une toxicité attribuable à l’ammoniac. Il a été démontré 
que de nombreux facteurs influent sur la toxicité de 
l’ammoniac pour H. azteca, ce qui ajoute à la confusion. 
Ces facteurs incluent la température, le pH, la dureté et la 
composition ionique (sodium, potassium, bromure et 
chlorure) du milieu dans lequel H. azteca est mis à l’essai 

(Borgmann, 1994, 1996; Ankley et coll., 1995; Borgmann 
et Borgmann, 1997; Wang et coll., 2008). 
21 Le pH et les concentrations d’OD recommandés ici se 

fondent sur les données d’ouvrages scientifiques relatifs à 

la tolérance de H. azteca quant au pH et à l’OD (v. 1.4). 
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de pipettes en verre jetables et de conduites d’air 

pour aquarium. Pour réguler le débit d’air, il est 

recommandé d’utiliser des robinets multiples en 

acier inoxydable (plutôt qu’en laiton). De plus, 

il faut disposer d’un approvisionnement de 

verres de montre ou de couvercles de la bonne 
taille pour couvrir chaque récipient d’essai. 

L’installation d’essai doit comporter les 

instruments de base exigés pour surveiller la 
qualité (p. ex., température, pH, OD, 
conductivité) de l’eau d’essai et de l’eau de 

porosité. En outre, le laboratoire devrait être 
équipé des instruments permettant de procéder à 
des analyses rapides et précises, dans des limites 
acceptables de détection, de variables telles que 
la dureté, l’alcalinité, la teneur en ammoniac et 

(si on utilise l’eau déchlorée du robinet pour 

l’élevage ou les essais) le chlore résiduel. 

Tous les récipients d’essai, tout l’équipement 

et toutes les fournitures susceptibles d’entrer 

en contact avec le sédiment ou l’eau d’essai 

doivent être propres et rincés avant usage à l’eau 

d’essai, à l’eau désionisée ou à l’eau distillée. 

On devrait laver après usage toutes les 
fournitures non jetables. On recommande 
la méthode de nettoyage suivante (USEPA, 
1994a, 2000) : 

1) trempage dans l’eau du robinet pendant 

15 min; récurage avec un détergent ou 
lavage au lave-vaisselle automatique; 

2) double rinçage à l’eau du robinet; 

3) rinçage soigneux à l’acide nitrique (HNO3) 
ou chlorhydrique (HCl) frais dilué (10 % en 
volume22

), afin d’éliminer le tartre, les 

métaux et les bases; 

4) double rinçage à l’eau désionisée; 

5) rinçage à l’acétone non diluée, de qualité 

pesticide, afin d’éliminer les composés 

organiques (travailler sous une hotte); 

6) triple rinçage à l’eau désionisée de grande 

qualité. 

Les récipients d’essai et l’appareillage 

susceptibles d’entrer en contact avec le sédiment 

ou l’eau d’essai devraient être rincés à fond 

à l’eau d’essai immédiatement avant l’emploi. 

Avant d’entreprendre des essais toxicologiques 
dans une nouvelle installation, on devrait 
réaliser ≥5 essais toxicologiques de référence 
de 96 h dans l’eau seulement, et ≥5 essais de 
mesure de la survie et de la croissance, d’une 

durée de 14 jours, sur un sédiment témoin (pour 
les essais sur un sédiment) ou dans l’eau 

témoin/de dilution (pour les essais dans l’eau 

seulement), avec différents lots d’organismes 

expérimentaux, afin de confirmer que la 
nouvelle installation permettra d’obtenir une 

performance acceptable de H. azteca dans les 
conditions d’élevage et d’essai précisées dans 

la présente méthode (v. 2.3.1 et sections 4 et 7). 
Dans chaque essai avec un toxique de référence, 
un sédiment témoin ou une eau témoin/de 
dilution, on devrait employer un lot différent 
d’organismes d’élevage. On devrait comparer 

les résultats de ces essais préliminaires en 
calculant et en estimant le CV des séries 
respectives d’essais et de paramètres. 

3.2 Éclairage 

L’éclairage de tous les récipients d’essai devrait 

être direct et vertical, en spectre continu (p. ex., 
éclairage fluorescent ou l’équivalent), et être 

assez intense pour fournir 500-1000 lux près de 
la surface de l’eau. Il devrait être aussi uniforme 

que possible pour tous les récipients. On devrait 
régler la photopériode à 16 h. 

22 Pour préparer une solution d’acide titrant 10 %, ajouter 
lentement 10 mL d’acide concentré à 90 mL d’eau 

désionisée. 
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3.3 Récipients d’essai 

Il faut utiliser des béchers ou des bocaux en 
verre comme récipients d’essai. Il est 

recommandé d’employer des récipients en verre 

de forme haute, d’une capacité de 300 mL et 
d’un diamètre intérieur de ≥7 cm (USEPA, 
1994a, 2000; ASTM, 1995a, 2010; EC, 1997a). 
Chaque bécher ou bocal doit être nettoyé à fond 
avant et après usage (v. 3.1) et être bien rincé à 
l’eau d’essai immédiatement avant l’emploi. Il 

convient de couvrir les récipients de tous les 
essais, surtout si le sédiment d’essai renferme 
des concentrations détectables de gaz volatils. 
Les verres de montre propres ou les couvercles 
en verre ou en plastique conviennent à cette fin. 

3.4 Eau d’essai et eau témoin/ 

de dilution 

Selon le plan d’expérience et l’objectif 

poursuivi (v. sections 5 et 6), l’eau d’essai 

(c.-à-d. l’eau recouvrant le sédiment) et l’eau 

témoin/de dilution (c.-à-d. l’eau servant à 

préparer les dilutions des substances chimiques 
d’essai et employée comme eau témoin dans les 

essais dans l’eau seulement) peuvent provenir 
d’une source non contaminée d’eau douce ou 

estuarienne naturelle; on peut aussi utiliser une 
eau reconstituée. On emploie souvent l’eau qui 

a servi à l’élevage de H. azteca (v. 2.3.4). 
Toutefois, l’eau trouvée sur le site à l’étude 

ou une eau non contaminée dont on a ajusté la 
dureté pour qu’elle corresponde à la valeur de 

celle de l’eau du lieu de prélèvement peut 

constituer un bon choix (v. 5.4). La qualité de 
l’eau d’essai et de l’eau témoin/de dilution est 

extrêmement importante – on doit avoir 
démontré qu’elle permet des taux de survie et de 

croissance acceptables des organismes au cours 
d’essais de 14 jours sur un sédiment témoin 
(v. 4.7), et ce, avant de servir dans des essais 
toxicologiques23

. Lorsque l’eau d’essai provient 

du site à l’étude, il faut préparer un deuxième 

jeu de témoins avec l’eau du laboratoire qui a 

permis antérieurement à ce dernier d’obtenir des 

résultats valides dans un essai de 14 jours sur la 
survie et la croissance de H. azteca

24. Sauf si les 
organismes expérimentaux proviennent d’une 

source externe, le laboratoire doit utiliser l’eau 

dans laquelle il a élevé les amphipodes. Dans le 
cas d’organismes provenant d’une source 

externe, le laboratoire peut utiliser comme 
deuxième solution témoin une autre source 
d’eau non contaminée avec laquelle il a obtenu 
des résultats d’essai valides (p. ex., une eau 
reconstituée employée comme MAN-5S). On 
trouvera en 2.3.4 des conseils sur la préparation 
d’eau douce ou d’eau estuarienne reconstituée 

(salinité de 15 ‰). 

Avant l’emploi, il faut ajuster la température de 
l’eau d’essai et de l’eau témoin/de dilution en 

fonction de celle exigée pour l’essai (23 ± 1 C). 
À cette température, la teneur en OD de l’eau 

devrait être de 90-100 % de la valeur de 

23 L’USEPA a publié récemment des conseils sur la façon 

dont les laboratoires peuvent démontrer, d’après la 

performance des organismes expérimentaux, que les 

aliments et l’eau utilisés pour les essais sur un sédiment 
avec des amphipodes conviennent (USEPA, 2011). Ainsi, 
les laboratoires peuvent mener un essai de 14 jours 
comportant l’utilisation de récipients d’essai renfermant 

une fine couche de sable quartzeux, de même que l’eau 

d’essai et/ou l’eau témoin/de dilution et la nourriture 

normalement utilisées pour l’essai définitif. Si les critères 
de validité de l’essai sont respectés (c.-à-d. un taux de 
survie de ≥80 % et un poids final de ≥0,1 mg par 
organisme), alors les aliments et l’eau utilisés peuvent être 
considérés comme adéquats. 
24 Si l’essai a pour objet de mesurer à quel point une eau 

réceptrice donnée peut modifier la toxicité du sédiment ou 
de la matière d’essai à cause de ses caractéristiques 

physicochimiques (p. ex., dureté, pH, turbidité, teneur en 
acide humique ou fulvique) et/ou de la présence d’autres 

contaminants, le chercheur peut choisir d’utiliser de l’eau 

d’amont comme eau d’essai (c.-à-d. comme eau 
sus-jacente ou eau témoin/de dilution). Une comparaison 
des témoins de cette eau et des témoins maintenus dans 
l’eau du laboratoire permettra de relever les effets 
toxiques susceptibles d’être attribuables à l’eau d’amont. 
Pour mieux connaître l’influence de chaque type d’eau 

d’essai ou d’eau témoin/de dilution sur la toxicité de la 

matière d’essai, on peut comparer un à un les effets 
toxiques de chaque type d’eau utilisée pour préparer 

les traitements. 
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saturation. Au besoin, on devrait aérer 
vigoureusement le volume exigé d’eau (à l’air 

comprimé, exempt d’huile, traversant des 

pierres poreuses) immédiatement avant l’emploi 

et on devrait vérifier que la teneur en OD atteint 
90-100 % de la valeur de saturation. Le pH de 
l’eau devrait être mesuré et rester stable avant 
l’emploi.  

3.5 Sédiment témoin 

Chaque essai toxicologique sur un sédiment doit 
inclure un sédiment témoin réparti dans 
≥5 récipients de répétition (béchers ou bocaux). 
Essentiellement, un sédiment témoin est exempt 
de tout contaminant susceptible de nuire à la 
survie, à la croissance ou au comportement de 
H. azteca au cours de l’essai. Ce sédiment 

témoin permet de s’assurer que l’essai est 

acceptable (le taux moyen de survie à la fin de 
l’essai doit être de ≥80 %) et que les organismes 
expérimentaux sont en bonne santé et se 
comportent normalement, en plus de servir de 
point de comparaison pour l’interprétation des 

résultats de l’essai sur un sédiment. 

Deux types de sédiment témoin peuvent être 
utilisés : 1) un sédiment prélevé dans la nature, 
à l’écart de sources connues de contaminants, 

dont on sait par expérience qu’il permet une 

survie et une croissance acceptables de 
H. azteca dans les conditions de l’essai

25; 2) un 

sédiment artificiel26. Le choix du sédiment 
témoin qui convient dépend de considérations 
telles que le plan d’expérience, les 

caractéristiques physicochimiques du ou des 
sédiments d’essai et la disponibilité d’un 

sédiment non contaminé adéquat possédant les 
propriétés recherchées. Le sédiment devrait 
également avoir permis d’obtenir des valeurs 

acceptables et cohérentes quant aux paramètres 
biologiques établis pour H. azteca dans 
l’application de la présente méthode. Si des 

sédiments naturels non contaminés ont 
longtemps servi comme sédiments témoins dans 
des essais toxicologiques avec H. azteca, les 
sédiments artificiels sont un gage de constance 
et d’uniformité plus grandes, que recherchent 

activement de nombreux scientifiques (Smith 
et coll., 1992b; Dwyer et coll., 1993; Suedel et 
Rodgers, 1994a, 1994b; USEPA, 1994a, 2000; 
Suedel et coll., 1996). 

Il existe différentes méthodes acceptables de 
préparation et de conditionnement d’un 

sédiment artificiel (USEPA, 2000; ISO, 2010). 
En règle générale, au moment de choisir la 
formule qui sera employée pour préparer un 
sédiment témoin ou d’essai, on devrait tenir 

compte des attributs suivants : 

1) le sédiment devrait assurer la survie, la 
croissance ou la reproduction de diverses 
espèces d’organismes benthiques; 

25 Le sédiment témoin devrait assurer le maintien des 
organismes expérimentaux, mais il ne devrait pas être 
« riche » au point de favoriser une croissance des 
organismes supérieure à celle obtenue pour la plupart des 
sédiments prélevés sur le terrain. Si le sédiment témoin du 
laboratoire est trop « nutritif », il est possible que le 
sédiment d’essai non contaminé et moins nutritif paraisse 

toxique. Pour évaluer la qualité d’un sédiment témoin, le 
laboratoire devrait mener un essai sur ce dernier et sur un 
sable quartzeux témoin. Si la croissance dans le sédiment 
témoin habituel dépasse de >20 % celle mesurée dans le 
sable quartzeux témoin, alors le sédiment témoin peut être 
considéré comme acceptable. L’USEPA (2011) 

recommande aux laboratoires d’employer des sédiments 

témoins satisfaisant à ce critère (à savoir un écart de 
<20 % dans le taux de croissance de H. azteca par rapport 
à un sable quartzeux témoin). 

26 Un sédiment artificiel (aussi appelé sédiment 
reconstitué ou sédiment synthétique) renferme 
généralement du sable, du limon, de l’argile et des 

constituants organiques non toxiques du commerce. On le 
mouille avec de l’eau reconstituée ou naturelle. On peut 
le préparer de façon à simuler différents sédiments 
naturels sur le plan de la granulométrie, de la teneur en 
carbone organique, du pH, de la capacité d’échange 

cationique, etc. (Suedel et Rodgers, 1994b; Milani et coll., 
1996). Il existe aussi des formules permettant de préparer 
un ou des sédiments témoins normalisés, qu’on utilisera 

de façon régulière dans les essais toxicologiques sur un 
sédiment d’eau douce, avec H. azteca ou d’autres espèces 

endofauniques (Suedel et coll., 1996). 
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2) le sédiment devrait donner des résultats 
cohérents et acceptables quant aux 
paramètres biologiques établis pour diverses 
espèces; 

3) le sédiment devrait être constitué de 
composants standard que les laboratoires 
d’essais peuvent se procurer facilement; 

4) le sédiment devrait être exempt de 
contaminants à des concentrations 
susceptibles d’avoir des effets indésirables 

sur les organismes expérimentaux. 

Un sédiment artificiel préparé selon la formule 
suivante peut servir comme témoin dans les 
essais sur un sédiment d’eau douce ou en tant 

que matière non contaminée qui sera enrichie 
avec une substance chimique d’essai 

(ISO, 2010). 

Mélanger les ingrédients secs suivants dans les 
proportions (pourcentage de la fraction 
massique) indiquées : 

40 % sable siliceux (0,1-0,4 mm)27 
30 % sable siliceux (W4 – taille moyenne des 

particules : 0,063 mm de diamètre) 

20 % alumine (Al2O3) 
4,5 % oxyde de fer(III) (Fe2O3) 
4 % tourbe (tourbe décomposée provenant 

d’une tourbière haute, non traitée, broyée 
finement et tamisée dans un tamis à 
mailles de <1 mm) 

1 % CaCO3 
0,5 % dolomite (argile) 

Cette formule se fonde sur celle recommandée 
dans ISO (2010) (essais avec des nématodes) et 
ISO (2011) (essais avec H. azteca). 

27 Le sable siliceux renferme de la silice cristalline, une 
substance désignée aux termes de la Loi sur la santé et la 

sécurité au travail de l’Ontario. Une substance désignée 
est une substance à laquelle « le travailleur ne doit pas être 
exposé ou dont le contact est régi, restreint, limité ou 
contrôlé ». On devrait consulter la fiche signalétique du 
sable siliceux avant d’employer cette substance, et le 

personnel devrait prendre les mesures de précaution qui 
s’imposent pour prévenir toute inhalation et tout contact 

avec cet ingrédient. 
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Section 4 

Modes opératoires universels 

Les conditions et modes opératoires généraux 
exposés ci-après s’appliquent à chacun des essais 
toxicologiques décrits (essais sur des échantillons 
de sédiment, de déchets particulaires ou de 
substances chimiques), de même qu’aux essais 

toxicologiques de référence. La section 5 présente 
des modes opératoires plus spécifiques pour les 
essais sur des échantillons de sédiment ou d’autres 
matières particulaires semblables (p. ex., boues, 
résidus miniers essorés, résidus de boues de 
forage) prélevés sur le terrain. La section 6 
renferme des conseils et décrit des modes 
opératoires relativement à des essais sur des 
échantillons témoins ou des échantillons enrichis 
en laboratoire avec une ou des substances 
chimiques, des sédiments contaminés ou des 
déchets particulaires. La section 7 décrit la 
marche à suivre pour effectuer des essais 
toxicologiques de 14 jours dans l’eau seulement, 

c’est-à-dire avec des échantillons d’eaux usées, 
d’eau réceptrice ou de substances chimiques. 

Il faut intégrer dans les modes opératoires 
universels tous les aspects du système d’essai 

décrit dans la section 3. Le tableau 2 présente 
une liste de contrôle des conditions et modes 
opératoires recommandés et exigés, non 
seulement en ce qui a trait aux procédures 
universelles, mais aussi à celles applicables 
aux essais sur des types précis de substances 
ou matières. 

Les modes opératoires universels décrits ici 
s’appliquent à un essai toxicologique de 

14 jours28 sur un sédiment, en conditions 

statiques ou à renouvellement intermittent, selon 
la stabilité des caractéristiques chimiques et la 
qualité de l’eau d’essai recouvrant le ou les 

sédiments de référence et selon les objectifs de 
l’essai (v. 1.1 et 3.1). Normalement, l’essai doit 

être exécuté en conditions statiques – pendant 
l’exposition, l’eau sus-jacente n’est pas 

renouvelée (sauf pour compenser les pertes dues 
à l’évaporation) et elle est aérée en continu. 

Toutefois, si la qualité de l’eau d’essai 

recouvrant le sédiment provenant d’une station 

d’échantillonnage de référence se dégrade à 

cause de la hausse de la teneur en ammoniac 
(à >0,2 mg de NH3-N par litre), d’une dérive 

du pH à l’extérieur de la plage de tolérance de 

H. azteca (<6,0 ou >8,0) et/ou de teneurs 
extrêmement basses en OD (<40 % de la 
valeur de saturation) pendant l’essai, et que les 
objectifs de l’essai exigent l’exclusion de ces 

facteurs confusionnels des mesures des effets 
totaux de l’échantillon, l’essai doit être exécuté 

(entrepris) ou poursuivi29 en tant qu’essai à 

renouvellement intermittent. Dans ce dernier 
type d’essai, l’eau sus-jacente de tous les 
récipients d’essai (c.-à-d. ceux contenant le 
sédiment de référence, le sédiment d’essai et 

le sédiment témoin du laboratoire) doit être 
renouvelée ≥3 fois par semaine en des journées 
non consécutives (donc 6 fois pendant l’essai), 
par l’ajout de 2 volumes d’eau sur 24 h, 
et les récipients d’essai doivent être 

28 On a souvent effectué des essais toxicologiques de 
≤4 semaines avec H. azteca (p. ex., Nebeker et coll., 
1984; Borgmann et Munawar, 1989; Ingersoll et Nelson, 
1990; ASTM, 1991a, 1993; INRE, 1992; Borgmann et 
Norwood, 1993). Après 14 jours, on peut parfois mieux 
discerner les effets toxiques sur la survie des amphipodes, 
mais la sensibilité du paramètre de croissance pourrait ne 
pas être améliorée en raison de la maturation et du 

dimorphisme sexuels qui s’observent alors (Borgmann 

et coll., 1989). Les modes opératoires décrits ici, 
appliqués tels quels ou modifiés au besoin pour prolonger 
l’essai à >4 semaines, permettraient de discerner et de 
mesurer les effets sur la reproduction de H. azteca 
(Borgmann et coll., 1989; ASTM, 1991a, 1993). 
29 Un essai entrepris en conditions statiques peut être 
poursuivi en tant qu’essai à renouvellement intermittent, 

selon les résultats des analyses de la qualité de l’eau 

(ammoniac, pH et OD de l’eau recouvrant le sédiment 

de référence) effectuées pendant toute la durée de l’essai 

et selon les objectifs de l’essai (v. 3.1). 
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Tableau 2. Liste de contrôle des conditions et modes opératoires recommandés et exigés 
pour les essais toxicologiques sur un sédiment avec H. azteca 

Essai universel 

Type d’essai essai toxicologique de 14 jours sur un sédiment entier; normalement, essai en 
conditions statiques (aucun renouvellement); possibilité d’un renouvellement 

intermittent de l’eau sus-jacente si les valeurs suivantes sont atteintes : >0,2 mg de 
NH3-N non ionisé par litre, pH <6,0 ou >8,0 et/ou OD de <40 % de la valeur de 
saturation, ou si les objectifs de l’essai l’exigent 

Renouvellement 
de l’eau 

normalement, aucun renouvellement de l’eau sus-jacente, sauf pour compenser les 
pertes dues à l’évaporation; sinon, renouvellement de l’eau sus-jacente ≥3 fois par 
semaine en des journées non consécutives (c.-à-d. ≥6 fois pendant l’essai), par 

l’ajout de 2 volumes d’eau sur 24 h 

Eau d’essai 

(sus-jacente) 
eau d’élevage, eau souterraine ou eau de surface, non contaminée; eau du site 

à l’étude; eau dont la dureté a été appariée à celle de l’eau du site à l’étude; eau 

douce reconstituée pour une plus grande normalisation; eau de mer naturelle ou 
reconstituée d’une salinité de ≤15 ‰ pour les essais sur un sédiment estuarien; 

teneur en OD de 90-100 % de la valeur de saturation 

Acclimatation acclimatation recommandée des organismes expérimentaux à l’eau d’essai si 

celle-ci diffère de l’eau d’élevage; l’acclimatation devrait avoir lieu le jour 

précédant la mise en route de l’essai (jour -1); pour un essai sur un sédiment 
estuarien, les organismes devraient être acclimatés graduellement à une eau d’essai 

dont la salinité est semblable à celle de l’eau de porosité du sédiment d’essai 

Sédiment témoin échantillon de sédiment naturel ou artificiel, non contaminé, pour évaluer la 
performance des organismes expérimentaux et l’acceptabilité de l’essai 

Amphipodes prélevés dans un élevage d’âge connu, âgés de <1-7 jours, puis gardés dans 
750 mL d’eau d’élevage dans un bécher de 1 L, pendant 2 jours avant l’essai, 

nourris quotidiennement avec 10 mL de LCT; au début de l’essai, les amphipodes 

sont âgés 2-9 jours et présentent un écart d’âge de ≤3 jours (écart recommandé : 
≤2 jours); 10 amphipodes par récipient d’essai 

Récipient d’essai bécher ou bocal en verre d’une capacité de 300 mL (recommandé) et de forme 
haute, d’un diamètre intérieur de ≥7 cm (recommandé); normalement couvert 

Volume de sédiment 
humide 

100 mL (recommandé) ou ≥55 mL (facultatif); épaisseur obligatoire de ≥2 cm 

Volume d’eau d’essai 175 mL (recommandé) ou volume (facultatif) donnant un rapport sédiment-eau de 
1:4 (p. ex., 55 mL de sédiment et 220 mL d’eau d’essai, ou 100 mL de sédiment et 

400 mL d’eau d’essai) 
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Nombre de réplicats 
et de répétitions 

obligatoirement, ≥5 réplicats, chacun étant un échantillon distinct (différent) 
provenant de la même station d’échantillonnage; obligatoirement, ≥5 répétitions 
pour les essais à concentrations multiples (p. ex., sédiment enrichi) et les essais 
sur un sédiment témoin 

Température moyenne quotidienne : 23 ± 1 C; instantanée : 23 ± 3 C 

Éclairage éclairage vertical en spectre continu (fluorescent ou l’équivalent); 500-1000 lux; 
photopériode de 16 h 

Aération continue et minimale (p. ex., 2-3 bulles/s, dans chaque récipient d’essai) 

Alimentation suspension aqueuse de LCT, flocons moulus d’aliments pour poissons (du 
commerce) (p. ex., Nutrafin®, Tetrafin®, TetraMin® ou Zeigler® Aquatox Feed) 
ou mélange à 50/50 de ces deux types d’aliments, qu’on distribue dans chaque 

récipient d’essai quotidiennement ou 3 fois par semaine (en des journées non 
consécutives) : 2,7 mg de solides (poids sec) (ou l’équivalent) par jour ou 6,3 mg 
de solides (poids sec) (ou l’équivalent) 3 fois par semaine 

Observations facultatives : dans chaque récipient, nombre d’amphipodes sortis du sédiment et 

comportement des amphipodes (observations quotidiennes ou plus espacées) 

Mesures 
des caractéristiques 
de l’eau sus-jacente 

≥3 fois par semaine : teneur en OD et température dans chaque traitement; teneur 
en ammoniac et pH de chaque échantillon de sédiment de référence 
au début et à la fin de l’essai : pH, conductivité et teneur en ammoniac de chaque 
traitement; recommandé : dureté et/ou alcalinité au début et à la fin de l’essai 

Paramètres taux de survie et poids sec final notablement inférieurs à ceux des organismes des 
traitements témoins ou de référence (d’après le taux moyen de survie et le poids 

sec moyen, dans chaque traitement); CL50 14 jours pour les essais à concentrations 
multiples, s’il y a lieu; CIp du gain de poids, s’il y a lieu 

Validité de l’essai essai invalide si, après 14 jours, le taux moyen de survie des amphipodes exposés 
au sédiment témoin est de <80 %; essai invalide si le poids sec moyen par 
amphipode dans les groupes témoins des répétitions est de <0,1 mg à la fin 
de l’essai 

Sédiment ou matière particulaire semblable prélevé sur le terrain 

Transport 
et entreposage 

si la température de l’échantillon est de >7 C, refroidir celui-ci à 7 C (avec de la 
glace ou des blocs réfrigérants); transport dans l’obscurité à 1-7 C (de préférence 
à 4 ± 2 C); entreposage dans l’obscurité à 4 ± 2 C; l’essai devrait débuter 

dans les 2 semaines, obligatoirement dans les 6 semaines après le prélèvement 
de l’échantillon 

Sédiment de référence extrait d’au moins une station d’échantillonnage pour les essais sur un sédiment 
prélevé sur le terrain, en des endroits présumés non contaminés, mais se trouvant 
dans les environs du site de prélèvement du sédiment d’essai (c.-à-d. dans la même 
masse d’eau); souvent choisi pour l’essai toxicologique en raison de ses similitudes 
physicochimiques (p. ex., granulométrie et/ou teneur en carbone organique) avec le 
sédiment d’essai 
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Caractérisation 
de l’échantillon 

analyses minimales : granulométrie (pourcentage de sable, de limon et d’argile), 

carbone organique total, pourcentage d’eau, pH de l’eau de porosité, teneur en 

ammoniac de l’eau de porosité 

Préparation de 
l’échantillon 

uniquement s’il le faut, enlever les débris et les macro-organismes indigènes 
à l’aide de pincettes; homogénéiser l’échantillon (y compris tout surnageant) avant 

de l’utiliser dans l’essai; au besoin, le débarrasser des petits macro-organismes par 
passage au tamis fin (p. ex., mailles de 0,25-0,5 mm) par pression mécanique ou 
par lavage au liquide qui s’est séparé de l’échantillon au cours du transport et de 

l’entreposage, puis mélanger de nouveau ce liquide avec l’échantillon tamisé 

Échantillon enrichi 

Caractérisation 
de la ou des 
substances chimiques 

information exigée sur la stabilité, la solubilité dans l’eau, la pression de vapeur, la 

pureté et la biodégradabilité des substances chimiques ajoutées au sédiment témoin 

Solvant l’eau d’essai est le solvant de premier choix; si on utilise un solvant organique, 

l’essai doit comprendre un témoin sédiment-solvant 

Préparation 
des mélanges 

les procédures dépendent du plan et des objectifs de l’essai; pourraient comprendre 
une ou plusieurs concentrations de la ou des substances chimiques ajoutées au 
sédiment témoin ou au sédiment d’essai, ou des concentrations d’une substance 

chimique donnée ajoutée à l’eau d’essai recouvrant le sédiment témoin; on peut 

préparer les mélanges de substances chimiques et de sédiment sous forme de 
suspension épaisse, soit à la main, soit par agitation mécanique 

Concentration 
de la ou des 
substances chimiques 
ajoutées 

normalement mesurée au début et à la fin de l’essai, en 3 titres au moins : élevé, 
moyen et faible 

Eau d’essai et eau 

de dilution 
eau reconstituée si l’essai exige un degré élevé de normalisation 

aérés30. Si les ressources et les objectifs de 
l’étude le permettent, on peut exécuter en 

30 Les deux options ont donné des résultats en apparence 
semblables quand on les a utilisées selon les modes 
opératoires décrits ici. On a comparé le rendement des 
deux options à l’aide d’essais parallèles et d’échantillons 
de sédiment prélevés sur le terrain ou enrichis avec un 
contaminant (Milani et coll., 1996). Les essais 
interlaboratoires avec H. azteca ont montré que la 
précision et la sensibilité des deux systèmes étaient 
similaires (Milani et coll., 1996). Les CV interlaboratoires 
de la moyenne générale (tous les laboratoires) des 

données sur le taux de survie après 14 jours pour chacun 
des 4 échantillons de sédiment prélevés sur le terrain 
variaient de 3,6 à 19,6 % en conditions statiques et de 
2,5 à 11,0 % dans le système à renouvellement 
intermittent. Dans les deux systèmes, le taux de croissance 
a été plus variable, les CV du poids sec des amphipodes 
à la fin de l’essai variant de 28,4 à 48,8 % en conditions 
statiques et de 26,0 à 35,7 % dans le système à 
renouvellement intermittent. On a inclus la possibilité 
d’une exposition avec renouvellement intermittent, selon 

les objectifs de l’essai, étant donné que, pendant un essai 

sur un sédiment, la qualité de l’eau sus-jacente 
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parallèle des essais en conditions statiques et à 
renouvellement intermittent afin de déterminer 
les effets des facteurs confusionnels sur la 
toxicité de l’échantillon. 

Des situations particulières peuvent exiger 
un renouvellement plus fréquent de l’eau 

sus-jacente (p. ex., tous les jours, à raison 
de 2 volumes d’eau). Le renouvellement de 

l’eau peut être quotidien si (et seulement si) 
la qualité de l’eau recouvrant un sédiment de 

référence est présumée très instable (en d’autres 

termes, la teneur en ammoniac, le pH et/ou la 
teneur en OD de l’eau sus-jacente continuent de 
varier au-delà des plages acceptables décrites 
ci-dessus, et ce, chaque jour) et que les objectifs 
de l’essai exigent d’exclure les effets que peut 

avoir une eau sus-jacente dont la qualité 
se dégrade31. 

Dans tous les essais, on nourrit les amphipodes 
avec une suspension aqueuse de LCT, de 
flocons moulus d’aliments pour poissons (du 
commerce) ou d’un mélange à 50/50 de ces 

2 types d’aliments, soit quotidiennement, soit 

3 fois par semaine en des journées non 
consécutives (v. 4.4). Les paramètres 
biologiques mesurés dans la présente méthode 
sont le taux de survie et le poids sec à la fin 
de l’essai. 

4.1 Début de l’essai 

Chaque récipient d’essai (v. 3.3) de l’installation 

doit être clairement codé ou étiqueté afin qu’on 

puisse identifier l’échantillon ou sa 

concentration. Il faut consigner la date et l’heure 

du début de l’essai, soit directement sur les 

étiquettes, soit sur des feuilles de données 
distinctes réservées à l’essai. On devrait 

disposer les récipients d’essai de façon à 

faciliter les observations et les mesures. Les 
traitements devraient être répartis au hasard dans 
l’installation d’essai (USEPA, 1994a, 2000). 

La journée du début de l’exposition des 

amphipodes aux échantillons de substance ou 
matière d’essai est désignée jour 0. La veille 
(c.-à-d. le jour -1)32, on devrait mélanger à 
fond33 chaque échantillon ou sous-échantillon 
de sédiment d’essai (ou de matière particulaire 

semblable), y compris de sédiment témoin et de 
sédiment de référence, jusqu’à homogénéisation 

de la couleur, de la texture et de la teneur en eau 
(v. 5.3 et 6.2). Les mesures quantitatives de 
l’homogénéité pourraient englober la 

granulométrie, le carbone organique total, 
le taux d’humidité et les concentrations de 

substances chimiques données. 

Immédiatement après le mélange, on devrait 
transférer des volumes identiques de sédiment 
dans les récipients d’essai. Deux ratios 

sédiment-eau sont recommandés. Pour le ratio 
standard de 1:1,75, on devrait employer 100 mL 
de sédiment. Le deuxième ratio, qui ne devrait 
être utilisé que lorsque des volumes plus élevés 
d’eau sont nécessaires aux analyses chimiques 
de l’eau sus-jacente, est de 1:4, soit 55 mL de 
sédiment d’une épaisseur de 2 cm (p. ex., 
55 mL de sédiment et 220 mL d’eau d’essai, ou 

(ammoniac, pH ou OD) peut ne pas favoriser la survie 
des amphipodes. 
31 Dans un essai à renouvellement quotidien, l’eau 

recouvrant le sédiment dans chaque récipient d’essai 

devrait être renouvelée le jour précédant la mise en route 
de l’essai (jour -1), de même que pendant toute la durée 
de l’essai, à raison de 2 volumes d’eau par jour (USEPA, 

1994a, 2000). Normalement, ce type d’essai n’exige pas 

l’aération de l’eau sus-jacente. La teneur en OD de l’eau 

sus-jacente ne s’abaissera pas à <40 % de la valeur 
de saturation parce que l’eau est renouvelée 
quotidiennement, sauf si l’échantillon de sédiment utilisé 

dans l’essai présente une demande en oxygène 

anormalement élevée. Toutefois, si elle s’abaisse à <40 % 
de la valeur de saturation dans un ou plus d’un récipient 

d’essai, il faudrait aérer l’eau sus-jacente de tous les 
récipients, y compris les témoins, conformément aux 
précédures décrites en 4.3 (USEPA, 1994a, 2000). 

32 Dans certains cas, il faudra peut-être prévoir un temps 
d’équilibre plus long (p. ex., 7 jours avant l’essai), selon 

les caractéristiques du sédiment prélevé sur le terrain et/ou 
les objectifs de l’étude. 
33 On doit réincorporer dans l’échantillon tout liquide qui 

s’en est séparé pendant le transport ou l’entreposage. 
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100 mL de sédiment et 400 mL d’eau d’essai). 

Pour les essais à concentration unique, il faut 
prévoir 5 réplicats (c.-à-d. des échantillons 
prélevés sur le terrain ou des échantillons 
distincts extraits d’un carottier ou d’une benne) 

par station d’échantillonnage et par station de 
référence (EC, 1992a, 1994, 1997a; USEPA, 
1994a, 2000). Ces échantillons constituent un 
seul réplicat aux fins des essais toxicologiques 
avec H. azteca (en d’autres termes, on utilise un 

34
seul récipient d’essai par réplicat; v. 5.1) . Pour 
les essais à concentrations multiples (p. ex., 
essai sur un sédiment enrichi et essai dans l’eau 

seulement; v. 6.2 et 7.3, respectivement), il faut 
prévoir 5 récipients de répétition (ou réplicats 
de laboratoire) par traitement

35. Dans tous les 
essais, il faut aussi prévoir 5 récipients de 
répétitions (ou réplicats de laboratoire) du 
sédiment témoin. On devrait lisser le sédiment 
transféré dans chaque récipient d’essai à la 

spatule ou en frappant légèrement la paroi du 
récipient du tranchant de la main. On verse 
ensuite l’eau d’essai (v. 3.4) doucement le long 
de la paroi du bécher ou du bocal. Afin de 
perturber le moins possible le sédiment, on peut 
placer sur sa surface, avant de verser l’eau, un 

disque de TéflonMC, de polyéthylène ou de 
nylon, découpé aux dimensions intérieures du 
récipient d’essai

36 (EC, 1992a). On devrait alors 
ajouter dans le récipient un volume d’eau 

d’essai (ou de solution d’essai, selon la nature 

de l’essai) afin que le ratio sédiment-eau soit de 
1:1,75 (p. ex., 100 mL de sédiment pour 175 mL 
d’eau), soit de 1:4 (100 mL de sédiment pour 
400 mL d’eau); on peut se faire une idée du 
volume d’eau à ajouter en faisant sur la paroi du 

récipient une marque à la hauteur correspondant 
au volume total requis (p. ex., 275 ou 500 mL). 
On peut d’abord ajouter un plus petit volume 

d’eau d’essai (p. ex., 125-145 mL) afin de 
disposer d’un peu d’espace pour l’addition 

d’eau au moment du transfert des organismes. 

Dans le cas d’applications spéciales (p. ex., un 
site donné ou une recherche), l’expérimentateur 

pourrait souhaiter utiliser un ratio sédiment-eau 
plus élevé (soit 1:67) afin que l’exposition 

puisse se dérouler en conditions statiques. Un 
tel ratio conviendrait, en particulier, lorsque les 
caractéristiques chimiques de l’eau sus-jacente 
doivent être plus stables, comme pour des 
essais à long terme (p. ex., 28 ou 42 jours), 
dont des essais sur la bioaccumulation ou 
la reproduction37.  

34 Dans la version précédente de SPE 1/RM/33, 
5 récipients de répétition (ou réplicats de laboratoire) 
étaient exigés pour les essais à concentration unique sur 
un sédiment prélevé sur le terrain (v. 5.1).  
35 L’USEPA (1994, 2000) exige 4 récipients de 
répétition par traitement et en recommande 8 par 
traitement pour les essais toxicologiques sur un sédiment. 
36 Pour faciliter la récupération du disque, on peut y 
attacher une longueur suffisante de monofilament de nylon 
(ou d’un matériau équivalent non toxique). On peut aussi 
découper le disque à même un sac de polyéthylène en lui 
donnant la forme d’un trou de serrure. La languette 
rattachée au cercle permet sa récupération. On devrait 
rincer le disque à l’eau d’essai si on le réutilise pour 

préparer les répétitions des traitements. On devrait prévoir 
un disque distinct pour chaque traitement. 

37 On pourrait employer des ratios sédiment-eau plus 
élevés à des fins particulières (p. ex., pour des 
applications à un site donné ou à une recherche). L’INRE 

a mis au point la « méthode du cône », qui prévoit un ratio 
sédiment-eau de 1:67, afin de surmonter les difficultés 
connexes à une eau sus-jacente aux caractéristiques 
particulièrement instables (Borgmann et Norwood, 1999), 
et cette méthode a été utilisée largement dans des essais de 
4 semaines sur la survie et la croissance d’organismes 

expérimentaux (Borgmann et coll., 2001a, 2001b, 2004; 
Norwood et coll., 2009). Elle a aussi été appliquée dans 
des essais sur la bioaccumulation (Borgmann et Norwood, 
2002; Borgmann et coll., 2004; Nowierski et coll., 2005), 
de même que dans des essais de 8-10 semaines sur la 
reproduction dans un sédiment, en conditions statiques 
(Borgmann, 2002; Bartlett et coll., 2004; Bartlett et 
Brown, 2011). Lorsqu’on utilise un ratio sédiment-eau 
plus élevé (c.-à-d. 1:67, ce qui correspond à 15 mL de 
sédiment et 1000 mL d’eau sus-jacente) dans un cône à 
sédimentation d’Imhoff (récipient de l L en polycarbonate 
ou en verre, en forme d’entonnoir, qui sert habituellement 

à mesurer le volume de solides en suspension), on n’a plus 

besoin de renouveler l’eau sus-jacente à cause de son 
volume même, et la forme du cône assure le maintien 
d’une épaisseur raisonnable de sédiment (~2,3 cm). Cette 
méthode est décrite en détail dans Borgmann et Norwood 
(1999), Borgmann (2002) et Borgmann et coll. (2005a). 
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Dans un essai à renouvellement intermittent, on 
doit renouveler l’eau recouvrant le sédiment (de 

référence, d’essai et témoin du laboratoire) de 

chaque récipient d’essai 3 fois par semaine en 
des journées non consécutives, tout au long de 
l’essai (soit 6 fois pendant un essai de 14 jours), 
par l’ajout de 2 volumes d’eau sur 24 h38. On 
devrait éviter un taux de renouvellement 
supérieur à ce volume afin de prévenir 
l’entraînement et la dilution inutiles des 
contaminants du sédiment par leur lixiviation 
dans l’eau sus-jacente. On peut renouveler cette 
dernière manuellement ou à l’aide d’un appareil 

assurant un renouvellement automatique et à 
heures fixes dans chaque récipient d’essai, à un 

débit approprié (v. 3.1). Si on utilise un système 
automatisé, on devrait l’étalonner avant l’essai 

afin d’en vérifier le rendement; d’un récipient 

d’essai à un autre, le débit ne devrait jamais 

différer de >10 % au cours de l’essai (USEPA, 

1994a, 2000; ASTM, 1995a, 2010). Si on 
renouvelle l’eau sus-jacente par siphonnement, 
on devrait veiller à ne pas perturber le sédiment 
ou à ne pas perdre accidentellement 
d’amphipodes sortis du sédiment au cours de 

l’opération. On ne devrait pas siphonner et 

remplacer >90 % de l’eau, et l’extrémité du tube 

ne doit pas toucher le sédiment. 

Il faudrait aérer l’eau sus-jacente de chaque 
récipient d’essai pendant la nuit précédant le 

transfert des organismes et poursuivre l’aération 

pendant tout l’essai (v. 4.3). On devrait couvrir 
chaque bécher ou bocal (avec un verre de 
montre ou un couvercle en plastique) avant et 
pendant l’essai, afin de réduire au minimum 

l’évaporation de l’eau et le risque de 

contamination. Le jour 7 de l’essai (ou 

auparavant/plus souvent si on le souhaite ou si 
c’est nécessaire), toute eau sus-jacente perdue 
par évaporation devrait être remplacée par 
l’ajout d’eau d’essai dont on aura ajusté la 

température et qu’on laissera couler lentement le 

long de la paroi du récipient. Une marque sur la 
paroi du récipient (p. ex., à hauteur de 275 mL) 
facilitera l’évaluation du volume à ajouter. 

L’essai est mis en route avec des organismes 

expérimentaux âgés de 2-9 jours et présentant 
un écart d’âge de 3 jours (écart recommandé : 
2 jours) (v. 2.3). Souvent, mais pas 
obligatoirement, l’eau d’élevage sert d’eau 

sus-jacente. Les objectifs d’un essai donné 

peuvent exiger l’utilisation d’une eau d’essai 

autre que l’eau d’élevage (p. ex., celle du lieu 
à l’étude). Dans un tel cas, il n’est pas 

nécessaire d’acclimater les organismes 
(USEPA, 1994a, 2000), bien que cela puisse 
être conseillé afin de réduire au minimum le 
stress causé par une eau dont les caractéristiques 
sont différentes. S’il faut acclimater les 
organismes, on peut procéder comme suit : 
maintien pendant 2 h dans un mélange à 50/50 
d’eau d’élevage et d’eau d’essai, puis 2 h dans 
un mélange à 25/75 et, enfin, 2 h dans l’eau 

d’essai seulement, avant le transfert des 

amphipodes dans les récipients d’essai 

(Ingersoll et Nelson, 1990). Une autre méthode 
utile consiste à siphonner 20-30 % de l’eau 

d’élevage toutes les 2-3 h et à remplacer ce 
volume par de l’eau d’essai, tout en s’assurant 

que la température reste constante pendant ce 
temps. L’acclimatation devrait se faire la veille 

(jour -1) de la mise en route de l’essai. 

Si on prévoit mener des essais sur un sédiment 
estuarien, il est recommandé d’acclimater 

graduellement les organismes à une eau 
estuarienne de salinité semblable à celle de l’eau 

de porosité du sédiment d’essai. On pourrait 

aussi inclure dans l’étude des témoins 
supplémentaires, c’est-à-dire un sédiment 
témoin dont l’eau de porosité possède une 

salinité semblable à celle du sédiment d’essai. 

Le jour 0, on répartit au hasard 10 amphipodes 
par récipient d’essai. On devrait les manipuler le 

moins possible et avec le plus grand soin 
(v. 2.3.9) au cours du transfert (v. 2.3.10). Il faut 
les relâcher dans l’eau sus-jacente, c’est-à-dire 

38 Ce taux correspond à celui recommandé dans USEPA 
(1994, 2000). 
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sous l’interface air-eau. On peut les transférer 
directement à la pipette de l’enceinte d’élevage 

à l’eau sus-jacente de chaque récipient d’essai 

(Ankley et coll., 1993a). On peut aussi compter 
10 amphipodes qu’on place dans un récipient de 

transfert (p. ex., un gobelet en plastique de 
30 mL) rempli d’eau d’essai à la température 

d’essai également, puis on les compte de 

nouveau avant leur transfert dans l’eau 

sus-jacente (Ingersoll et Nelson, 1990; USEPA, 
1994a, 2000). Cette façon de faire est 
particulièrement utile puisqu’elle permet de 

compter 2 fois les organismes transférés dans le 
récipient d’essai. Après le transfert, on devrait 
augmenter au besoin le volume d’eau 

sus-jacente jusqu’à la marque (p. ex., 275 mL) 
inscrite sur la paroi du récipient. 

4.2 Conditions d’essai 

 L’essai mesure la toxicité d’un sédiment 

entier. L’eau sus-jacente n’est 

habituellement pas renouvelée, mais on peut 
en ajouter périodiquement pour compenser 
les pertes dues à l’évaporation (en d’autres 

termes, l’essai se déroule en conditions 

statiques). Toutefois, si la qualité de l’eau 

d’essai recouvrant un sédiment de référence 

se dégrade (hausse de la teneur en 
ammoniac, dérive du pH et/ou baisse de la 
teneur en OD), et si les objectifs de l’essai 

prévoient l’exclusion de ces facteurs 

confusionnels de la mesure de la réponse 
globale des organismes expérimentaux, il 
faut renouveler la solution d’essai ≥3 fois 
par semaine en des journées non 
consécutives, par l’ajout de 2 volumes d’eau 

sur 24 h (l’essai devient donc un essai à 

renouvellement intermittent). 

 L’essai dure normalement 14 jours39. 

 L’essai doit se dérouler à une température 

moyenne quotidienne (de l’eau sus-jacente) 
de 23 ± 1 C. En outre, la température 
instantanée doit être de 23 ± 3 C (USEPA, 
1994a, 2000; ASTM, 1995a, 2010). 

 Les récipients d’essai doivent être en verre. 

On recommande d’utiliser des béchers 

ou des bocaux de forme haute, d’une 

capacité de 300 mL et d’un diamètre 

intérieur de ≥7 cm. 

 Les sédiments témoins et d’essai doivent 

former une couche uniforme et être 
recouverts d’eau. Le ratio sédiment-eau 
standard est de 1:1,75 (soit 100 mL de 
sédiment et 175 mL d’eau sus-jacente), mais 
on peut utiliser un ratio de 1:4 (p. ex., 
100 mL de sédiment et 400 mL d’eau 

sus-jacente) si on a besoin d’un plus grand 

volume d’eau sus-jacente pour les analyses 
chimiques. Le sédiment doit avoir ≥2 cm 
d’épaisseur. 

 On devrait couvrir les récipients d’essai
40. 

 Il convient d’aérer en continu l’eau 

sus-jacente de chaque récipient d’essai, 

à un débit minimal (v. 4.3). Pendant toute 
la durée de l’essai, on doit nourrir les 

organismes de chaque récipient d’essai, 

soit 3 fois par semaine (en des journées non 
consécutives), soit quotidiennement (v. 4.4). 

 Les récipients d’essai sont exposés à une 
photopériode de 16 h, fournie par un 
éclairage vertical en spectre continu 
(fluorescent ou l’équivalent). L’intensité 

lumineuse à la surface de l’eau devrait être 

de 500-1000 lux. 

39 Voir la note de bas de page no 28. 

40 Dans le cas des essais avec renouvellement de l’eau 

sus-jacente, on devrait couvrir les récipients d’essai afin 

de réduire au minimum la perte de substances volatiles du 
sédiment ou pour réduire le risque de contamination. 
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 Pour que l’essai soit valide, le taux moyen 

de survie des amphipodes dans le sédiment 
témoin doit être de ≥80 % à la fin de l’essai. 

En outre, le poids sec minimal de chaque 
amphipode des groupes témoins des 
répétitions doit être en moyenne de ≥0,1 mg 
à la fin de l’essai (jour 14)41. 

4.3 Oxygène dissous et aération 

H. azteca peut tolérer des conditions hypoxiques 
(v. 1.4). La teneur en OD de l’eau sus-jacente 
de tous les récipients d’essai, y compris les 

témoins, devrait être maintenue à 40-100 % 
de la valeur de saturation. On devrait aérer en 
continu l’eau sus-jacente de chaque récipient 
d’essai à compter de la nuit précédant le début 

de l’essai (v. 4.1), de même que pendant l’essai. 

Pour ce faire, on devrait distribuer dans chaque 
récipient d’essai de l’air comprimé 
préalablement filtré pour qu’il soit exempt 

d’huile, au moyen d’une conduite d’air et d’un 

tube jetable en plastique ou en verre (p. ex., tube 
capillaire ou pipette munie d’une pointe 

Eppendorf) à petite ouverture (p. ex., 0,5 mm 
de diamètre intérieur). L’extrémité du tube d’où 

sort l’air devrait être à ~3 cm au-dessus de la 
surface du sédiment. L’aération de chaque 

enceinte doit être modérée et régulée (p. ex., 
2-3 bulles/s) et elle ne devrait pas perturber la 
surface du sédiment (Zumwalt et coll., 1994). 
Pendant toute la durée de l’essai, on devrait 

vérifier régulièrement (p. ex., tous les jours) le 
débit d’air vers chaque récipient d’essai et le 

rajuster au besoin pour qu’il reste modéré. Toute 

aération du milieu doit être consignée dans le 
rapport d’essai (section 8). 

4.4 Alimentation 

On doit nourrir les organismes pendant tout 
l’essai, soit quotidiennement, soit 3 fois par 
semaine (en des journées non consécutives). 
Comme le poids sec des amphipodes est un 
paramètre essentiel, il faut distribuer dans 
chaque récipient d’essai une ration identique 

à chaque repas. Cette ration doit permettre des 
taux de survie et de croissance acceptables 
de H. azteca pendant l’essai (v. 4.2), sans être 
trop généreuse42. 

On nourrit les amphipodes selon une des trois 
options suivantes : 1) mélange aqueux de LCT 
(v. annexe H); 2) flocons finement moulus 
d’aliments pour poissons (du commerce) (p. ex., 
Nutrafin®, Tetrafin®, TetraMin® ou Zeigler® 
Aquatox Feed); 3) mélange à 50/50 de LCT et 
de flocons finement moulus d’aliments pour 
poissons43. Si on choisit de nourrir les 

41 D’après un examen des données sur le poids sec de 

groupes témoins de H. azteca soumis à des essais de 
14 jours en conditions statiques ou à renouvellement 
intermittent, Milani et coll. (1996) concluent que le critère 
de validité de ≥0,1 mg par organisme serait normalement 
réaliste et sensible pour cette espèce. C’est pourquoi ils 
recommandent ce critère, quelle que soit l’option retenue. 

42 L’alimentation est essentielle pour assurer un taux de 
survie convenable (≥80 %) et une croissance acceptable 
des organismes (Ankley et coll., 1993a, 1994; Milani et 
coll., 1996). Il faut éviter une nourriture trop généreuse ou 
l’ajout de types d’aliments autres que ceux prévus ici, 

étant donné que cela pourrait modifier la biodisponibilité 
des contaminants du sédiment et/ou favoriser la croissance 
de champignons microscopiques ou de bactéries à la 
surface du sédiment (USEPA, 1994a, 2000). 
43 Il a été démontré que ces types d’aliments et les rations 

recommandées convenaient à H. azteca dans les 
conditions d’essai définies (Borgmann et coll., 1989; 

INRE, 1992; Ankley et coll., 1993a; 1994; USEPA, 
1994a, 2000; ASTM, 1995a, 2010; Milani et coll., 1996; 
Hockett et coll., 2011; P. Jackman, LEEA, comm. pers., 
2012). D’autres types d’aliments et d’autres rations, 

notamment les régimes mono-alimentaires pour lapin 
(Ingersoll et Nelson, 1990; ASTM, 1991a, 1993) ou les 
régimes mixtes à base d’algues et de luzerne plus des 

flocons d’aliments pour poissons, notamment, ont donné 
un taux de survie convenable (≥80 %) et un taux de 
croissance acceptable chez les animaux témoins en regard 
des conditions et modes opératoires précisés pour l’essai. 

Toutefois, il n’est pas recommandé d’employer d’autres 

aliments ou rations que ceux précisés ici [c.-à-d. LCT 
et/ou flocons d’aliments pour poissons, à raison de 2,7 mg 
(poids sec) par récipient d’essai et par repas, 

quotidiennement, ou à raison de 6,3 mg (poids sec) par 
récipient d’essai et par repas, 3 fois par semaine], car cela 
pourrait modifier la biodisponibilité des contaminants et 
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amphipodes quotidiennement, il faut, du jour 0 
jusqu’à la fin de l’essai, distribuer dans chaque 

récipient d’essai 2,7 mg (poids sec) d’aliments 

ou l’équivalent (c.-à-d. 2,7 mg de flocons 
moulus d’aliments pour poissons, un inoculum 
de ~1,5 mL de LCT ou 0,75 mL de LCT 
combiné à 1,35 mg de flocons d’aliments pour 

poisson dans le cas du mélange à 50/50 de LCT 
et d’aliments pour poissons). Si on choisit 

3 repas par semaine, il faut ajouter, à compter du 
jour 0 jusqu’à la fin de l’essai, en des journées 

non consécutives (p. ex., le lundi, le mercredi et 
le vendredi), 6,3 mg (poids sec) d’aliments ou 

l’équivalent (c.-à-d. 6,3 mg de flocons d’aliments 
pour poissons, un inoculum de ~3,5 mL de LCT 
ou 1,75 mL de LCT combiné à 3,15 mg de 
flocons d’aliments pour poissons dans le cas du 

mélange à 50/50 de LCT et d’aliments pour 

poissons). Les amphipodes ne sont pas nourris 
la dernière journée (jour 14) de l’essai. Les deux 

rations représentent la même quantité globale de 
nourriture, soit 18,9 mg d’aliments secs 

(l’équivalent de ~10,5 mL de LCT, ou un 
mélange de 5,25 mL de LCT et 9,45 mg 
d’aliments secs dans le cas du mélange à 50/50) 

par semaine et par récipient d’essai. La ration 
quotidienne est préférable parce qu’elle permet 
de répartir également la nourriture disponible, 
mais on pourrait privilégier les 3 rations par 
semaine afin de réduire au minimum le travail 
de fin de semaine (Milani et coll., 1996)44. 

À chaque repas, on devrait prendre des notes 
détaillées sur le type d’aliment et la ration 

distribuée dans chaque récipient d’essai. On 

devrait aussi consigner simultanément l’aspect 

de la surface du sédiment (c.-à-d. tout signe 
d’une croissance bactérienne ou fongique).  

4.5 Observations et mesures pendant 

l’essai 

Selon les objectifs de l’étude, il pourrait être 

indiqué de vérifier régulièrement chaque 
récipient d’essai (de préférence 

quotidiennement) pour observer et consigner le 
nombre d’amphipodes qui nagent dans l’eau 

sus-jacente, flottent à sa surface, se tiennent à la 
surface du sédiment ou s’y nourrissent

45. On 
devrait pousser délicatement tout animal flottant 
à la surface de l’eau vers le fond, à l’aide d’une 

tige ou d’une pipette en verre. 

Il faut mesurer la température de l’eau 

sus-jacente au début de l’essai et, par la suite, 

≥3 fois par semaine en des journées non 
consécutives (p. ex., le lundi, le mercredi et le 
vendredi) jusqu’à la fin de l’essai. Ces mesures 

doivent se faire dans au moins un récipient 
d’essai représentant chaque traitement; il est 
toutefois recommandé de procéder à des 
mesures plus fréquentes (c.-à-d. tous les jours). 
En outre, il est conseillé d’enregistrer en continu 

la température d’un bain d’eau et/ou de l’air 

d’une pièce ou d’une enceinte à température 

contrôlée. 
nuire à la normalisation des conditions d’essai. Il faudrait 

moudre finement les flocons (à l’aide d’un mortier et d’un 

pilon) et les passer dans un tamis à mailles de 
500-700 µm) afin de s’assurer que les organismes peuvent 
les ingérer et que leur taille est uniforme. On peut préparer 
les aliments sous forme de bouillie aqueuse (p. ex., 2,7 mg 
dans 1,5 mL d’eau, ou 1,35 mg mélangé avec 0,75 mL de 
LCT pour inoculer chaque récipient d’essai 

quotidiennement) ou les répandre sur la surface de l’eau 

de chaque récipient d’essai. Si les aliments restent en 

surface, les amphipodes n’y ont pas accès; il faut donc 

bien vérifier que les aliments s’enfoncent jusqu’au fond 

du récipient. V. l’annexe H pour la préparation du 
mélange de LCT. 
44 Des expériences parallèles de 14 jours avec les deux 
régimes ont montré que la survie et la croissance (poids 

sec à la fin de l’essai) de H. azteca ne diffèrent pas 
significativement d’un régime à un autre, tant en 

conditions statiques qu’avec renouvellement intermittent 

de l’eau sus-jacente (Milani et coll., 1996; MESI, 2010). 
45 Le nombre d’amphipodes sortis du sédiment peut 

faciliter l’évaluation du comportement d’évitement. 
Toutefois, ces observations ne valent pas nécessairement 
la peine puisque H. azteca est un amphipode épibentique 
qui sort souvent d’un sédiment non contaminé, et elles ne 

sont pas exigées dans la présente méthode. 
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On doit mesurer au début de l’essai et, par la 

suite, ≥3 fois par semaine, en des journées non 
consécutives (p. ex., le lundi, le mercredi et le 
vendredi), jusqu’à la fin de l’essai, la teneur en 

OD de l’eau sus-jacente d’au moins un récipient 

d’essai représentant chaque traitement. Des 
mesures plus fréquentes (p. ex., quotidiennes; 
ASTM, 1995a, 2010) seraient indiquées et 
pourraient être justifiées pour les sédiments 
présentant une forte demande en oxygène. On 
recommande d’employer à cette fin une sonde 
d’oxygénomètre étalonnée. On doit examiner 

soigneusement la sonde après chaque lecture 
pour s’assurer qu’aucun organisme n’y adhère, 

et il faut la rincer à l’eau désionisée ou distillée 

avant de la plonger dans un autre échantillon 
afin de réduire au minimum le risque de 
contamination croisée. Si les béchers ou les 
bocaux sont aérés au cours de l’essai (v. 4.3), il 
faudrait vérifier fréquemment et régulièrement 
la position de l’extrémité de la pipette dans 

chacun ainsi que le débit d’aération, puis 

effectuer les ajustements nécessaires. 

Pour chaque sédiment de référence, il faut 
mesurer la teneur en ammoniac et le pH de l’eau 

sus-jacente au début de l’essai, puis ≥3 fois par 
semaine en des journées non consécutives 
(p. ex., le lundi, le mercredi et le vendredi), 
jusqu’à la fin de l’essai. Des mesures plus 

fréquentes (p. ex., quotidiennes) pourraient être 
indiquées et seraient justifiées dans le cas d’un 

sédiment de référence associé à de fortes teneurs 
en ammoniac et/ou à des variations rapides du 
pH de l’eau sus-jacente46. Pour tous les autres 
traitements (c.-à-d. au moins un récipient d’essai 

représentant chaque traitement ou répétition, 
y compris le sédiment de référence), il faut 
mesurer la teneur en ammoniac et le pH de l’eau 

sus-jacente au début et à la fin de l’essai. Pour 
chaque mesure de la teneur en ammoniac 
(v. APHA et coll., 2005), il faudrait calculer la 
concentration d’ammoniac non ionisé en tenant 

compte des valeurs concomitantes du pH et de 
la température de l’eau sus-jacente (Trussell, 
1972; USEPA, 1985c, 1999; EC, 2008). 

Dans le cas des essais à renouvellement 
intermittent, il est indiqué de mesurer la qualité 
de l’eau au début et à la fin de chaque période 

de renouvellement, tant dans l’eau sus-jacente 
fraîche que dans l’eau usée, juste avant ou juste 
après le renouvellement. 

Il faut mesurer, au début et à la fin de l’essai, la 

conductivité de l’eau sus-jacente d’au moins un 

récipient d’essai représentant chaque traitement. 

Il convient de procéder de la même façon quant 
à la dureté et/ou à l’alcalinité de l’eau (USEPA, 

1994a, 2000). On peut mesurer la conductivité 
et le pH à l’aide d’une sonde et d’un appareil 

étalonné. On pourra doser l’ammoniac au 

moyen d’une électrode spécifique à l’ion ou par 

prélèvement d’une aliquote d’eau sus-jacente 
aux fins de l’analyse. Comme dans le cas des 

mesures de l’OD, on doit examiner 

soigneusement la sonde immédiatement après 
chaque lecture et la rincer à l’eau désionisée 

avant de la plonger dans un autre récipient 
d’essai. Pour les mesures de la dureté, de 

l’alcalinité et de la teneur en ammoniac, qui 

exigent des aliquotes d’échantillons, on devrait 

prélever celles-ci dans les récipients de 
répétition supplémentaires prévus à des fins de 
surveillance ou directement à même les 
récipients d’essai, immédiatement avant le 
transfert des organismes et à la fin de l’essai

47. 

46 La mesure de la teneur en ammoniac et du pH des 
échantillons d’un sédiment de référence permet de 
surveiller tout changement de la qualité de l’eau 

sus-jacente. Il faut passer à un renouvellement intermittent 
si la qualité de l’eau sus-jacente de tout sédiment de 
référence se dégrade à cause d’une teneur élevée en 

ammoniac et/ou d’une dérive du pH et si les objectifs de 
l’essai sont l’évaluation d’un effet toxique à l’exclusion 

des effets confusionnels associés à la dégradation de la 
qualité de l’eau. C’est pour cette même raison qu’on doit 

surveiller plus fréquemment la teneur en OD de l’eau 

sus-jacente. 

47 Lorsque le ratio sédiment-eau est de 1:1,75, il pourrait 
être nécessaire de regrouper les échantillons d’eau 

provenant de chaque récipient de répétition ou de prévoir 
des répétitions supplémentaires afin d’obtenir un volume 

d’eau adéquat pour les mesures. On peut aussi utiliser un 
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Pour ces mesures, on ne devrait pas prélever 
>10 % du volume d’eau sus-jacente d’un 

récipient d’essai (c.-à-d. ≤17,5 mL pour un 
volume d’eau sus-jacente de 175 mL ou ≤40 mL 
pour un volume de 400 mL). On devrait utiliser 
une pipette pour prélever soigneusement l’eau à 

~1-2 cm au-dessus de la surface du sédiment. Il 
convient de vérifier la pipette pour s’assurer 

qu’on n’a aspiré aucun amphipode au cours du 

prélèvement. 

Les mesures de la qualité de l’eau de chaque 

traitement, effectuées au début et à la fin de 
l’essai, donnent une indication de l’influence 

du sédiment sur la qualité de l’eau qui le 

recouvre. Si, dans un traitement, on observe 
une variation marquée (p. ex., >50 %; USEPA, 
1994a, 2000) d’au moins un paramètre de 

qualité de l’eau, entre les mesures initiale et 

finale, il est recommandé de vérifier les 
conditions et modes opératoires propres à l’essai 

(p. ex., avec ou sans renouvellement de l’eau 

sus-jacente et fréquence du renouvellement 
de cette eau, le cas échéant) et d’examiner 

soigneusement les caractéristiques 
physicochimiques du sédiment utilisé48.  

4.6 Fin de l’essai 

L’essai prend fin après 14 jours. Immédiatement 
avant de tamiser le contenu d’un récipient 

d’essai, il faudrait récupérer à la pipette tous les 
amphipodes vivants et apparemment morts qui 
se trouvent dans la colonne d’eau ou à la surface 

du sédiment. Les animaux complètement 
inactifs mais qui ne semblent pas morts (p. ex., 
ils ne sont pas en état de décomposition) 
devraient être placés dans une boîte de Petri ou 

un récipient convenable renfermant de l’eau 

d’essai, puis être examinés de près au 

microscope de faible puissance ou à la loupe. 
On devrait les pousser délicatement du bout 
d’une pointe fine pour confirmer l’absence de 
signe de vie (p. ex., aucune contraction des 
pléopodes) et les compter au nombre des 
amphipodes morts. 

On devrait consigner le nombre de H. azteca 
morts et survivants. On devrait éliminer les 
premiers et transférer les deuxièmes dans une 
nacelle de pesée numérotée ou tout autre petit 
récipient renfermant assez d’eau d’essai pour 

qu’on puisse y rincer les amphipodes et les 

y garder brièvement, c’est-à-dire jusqu’à ce 

que tous les survivants aient été récupérés par 
tamisage du sédiment des récipients d’essai. 

Le temps consacré au tamisage et à l’examen de 

tous les organismes vivants ou morts devrait être 
le même d’un récipient à un autre. Pour qu’on 

puisse s’assurer que la procédure de 

récupération des amphipodes est adéquate, les 
personnes chargées du tamisage devraient avoir 
montré leur capacité de récupérer d’un sédiment 

≥90 % des H. azteca de taille semblable, en 
moyenne49. 

Il est recommandé d’employer la technique 

suivante, tirée de USEPA (1994a, 2000), pour 
tamiser le contenu de chaque récipient d’essai. 
On peut se servir d’autres techniques ou de 

tamis d’un maillage différent, à la condition 

qu’on ait démontré lors d’essais préliminaires 

qu’ils permettaient la récupération des 

organismes50. 

ratio sédiment-eau de 1:4 afin de disposer d’un plus grand 

volume d’eau sus-jacente pour les analyses chimiques. 
48 Si on utilise un système automatisé de renouvellement 
(v. 3.1 et 4.1), on devrait en surveiller le fonctionnement 
quotidiennement. Si on constate des problèmes 
d’écoulement ou un débordement dans les récipients 

d’essai parce que les crépines de vidange sont encrassées, 

on devrait immédiatement nettoyer le système ou procéder 
à son entretien. 

49 L’USEPA (1994a, 2000) recommande d’évaluer la 

capacité de récupérer les organismes par la méthode de 
Tomasovic et coll. (1995) : on transfère des organismes 
dans un sédiment témoin et on détermine le nombre 
récupéré après 1 h à l’aide de la technique de tamisage du 

contenu des récipients qui sera utilisée à la fin de l’essai. 
50 On peut remplacer le tamisage par la méthode suivante : 
placer le sédiment dans l’angle d’un bac translucide peu 

profond déposé sur une table lumineuse; incliner le bac 
et, par lavage au moyen d’un flacon laveur rempli d’eau 
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1) Passer environ la moitié de l’eau 

surnageante au tamis américain standard 
no 50 (mailles de 300 μm); 

2) faire tourbillonner ce qui reste d’eau pour 

mettre en suspension ~1 cm de la partie 
supérieure du sédiment, passer la suspension 
au tamis no 50 puis, avec de l’eau d’essai, 

entraîner le refus du tamis dans un bac ou 
bassin blanc d’examen; 

3) à l’aide d’un flacon laveur rempli d’eau 

d’essai, rincer les grosses particules de 

sédiment toujours présentes dans le récipient 
d’essai en leur faisant traverser un tamis 

no 40 (mailles de 425 μm) et, avec la même 

eau, entraîner le refus du tamis dans un 
deuxième bac ou bassin d’examen. 

On compte tous les animaux vivants récupérés 
de l’eau sus-jacente ou du sédiment de chaque 
récipient d’essai, puis on les regroupe dans une 

nacelle de pesée numérotée ou un petit récipient 
semblable et on les rince à l’eau d’essai afin de 

déloger tout sédiment adhérant aux carapaces. 
Le rinçage devrait être bref et avoir lieu ≤10 min 
après l’introduction du premier amphipode. 

Après le rinçage, on devrait transférer les 
amphipodes survivants dans une nacelle à pesée 
propre en aluminium, qui aura été numérotée, 
tarée et gardée au dessiccateur51. 

Les nacelles sont mises à sécher au four pendant 
24 h, à 60 C, chacune renfermant les 
amphipodes survivants d’un récipient d’essai 

(de répétition) (INRE, 1992). Dès leur sortie du 
four, les nacelles sont transférées dans un 
dessiccateur. Après refroidissement, elles 
devraient être retirées une à une, au hasard, et 

pesées immédiatement52 sur une balance 
permettant des mesures fiables jusqu’à 10 µg. 
On calcule pour chaque groupe la masse sèche 
moyenne de chaque amphipode survivant53 
(v. 4.7). 

Au cours de ces mesures, on devrait remettre au 
dessiccateur la première nacelle pesée et la peser 
de nouveau à la fin de l’exercice pour 

déterminer le gain d’eau des autres nacelles qui 

se trouvaient au dessiccateur. Ce gain ne devrait 
pas être de >5 %; si cette valeur est dépassée, on 
pourrait sécher les nacelles pendant encore ≥2 h, 
puis les peser de nouveau. On devrait tarer, 

d’essai, entraîner les particules de sédiment vers le bas 

afin d’exposer et de dénombrer les amphipodes 

(U. Borgmann, INRE, comm. pers., 1994). 
51 Il pourrait être indiqué de faire sécher les nacelles au 
four, pendant ≥48 h, jusqu’à poids constant, étant donné 
que les dépôts cireux associés aux nacelles risquent de 
provoquer des erreurs de pesée [G. Ankley, USEPA, 
Duluth (MN), comm. pers., 1994]. 

52 Comme les amphipodes séchés peuvent absorber 
facilement la vapeur d’eau, on devrait peser chaque 
nacelle rapidement en observant le même temps de pesée 
pour chacune. Il faut néanmoins procéder avec soin du fait 
que la précipitation des gestes et l’électricité statique 

peuvent entraîner la perte de spécimens. 
53 On a déjà utilisé la longueur du corps de chaque 
amphipode survivant à la fin de l’essai pour mesurer la 

croissance des organismes au terme d’essais 

toxicologiques sur un sédiment avec H. azteca 
(v. tableau E.9 de l’annexe E). L’USEPA (1994a, 2000) 

autorise les déterminations fondées soit sur le poids sec, 
soit sur la longueur du corps comme paramètres de 
croissance. Dans la présente méthode, c’est le poids sec 

qui est recommandé comme indicateur de croissance. La 
mesure de la longueur du corps possède un avantage sur la 
mesure du poids sec : on peut préserver les spécimens 
pour des analyses ultérieures (USEPA, 1994a, 2000), et 
les données sur les sujets peuvent servir tant à l’analyse de 

la variance (ANOVA) à plusieurs critères de classification 
qu’à l’évaluation de la maturation sexuelle (Kemble et 
coll., 1994). Dans l’avenir, on pourra utiliser la longueur 

du corps plutôt que le poids sec, à la condition que des 
études montrent sans l’ombre d’un doute que c’est un 

indicateur pour le moins aussi sensible de la croissance. 
Les résultats que Becker et coll. (1995) ont obtenus 
apportent une preuve à l’appui de ce qui précède. Dans la 
méthode d’Environnement Canada décrivant un essai de 

survie et de croissance de têtes-de-boule (EC, 1992c), on 
calcule la croissance à partir du seul poids sec moyen, 
sans utiliser la longueur comme critère d’effet, parce que 

l’augmentation du poids et de l’épaisseur du corps de 

sujets sains ne se reflète pas adéquatement dans 
l’accroissement de la longueur du corps pendant l’essai. 
Un phénomène semblable pourrait toucher H. azteca dans 
l’essai de survie et de croissance décrit ici. 
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sécher et peser quelques nacelles à vide, et les 
résultats devraient être conformes aux normes 
de contrôle de la qualité du laboratoire. 

4.7 Paramètres et calculs 

Les paramètres biologiques de l’essai 

toxicologique de 14 jours sur un sédiment 
sont la survie et le poids sec des amphipodes. 
À la fin de l’essai, on évalue la réduction du 

taux de survie et/ou du poids par comparaison 
avec des groupes témoins et/ou de référence 
(v. 5.6 et 6.5). Le plus sensible de ces deux 
effets est retenu comme indicateur définitif de 
la toxicité54. 

À la fin des 14 jours d’exposition, on consigne 

le nombre d’amphipodes tant vivants que morts 

dans chaque récipient de répétition, y compris 
les groupes témoins. Pour chaque traitement, il 
faut calculer les deux paramètres suivants : 

 le pourcentage moyen (± ET) d’amphipodes 

ayant survécu55; 

 le poids sec moyen (± ET) par amphipode 
survivant, d’après le poids total du groupe 

de survivants. 

On suppose que les amphipodes manquants 
sont morts et qu’ils se sont décomposés au cours 

de l’essai. Ils entrent dans le décompte des 

organismes morts de chaque répétition. On 
mesure ensuite le poids sec total du groupe de 
survivants de la répétition. 

L’essai est invalide si le pourcentage moyen de 

survie des amphipodes exposés pendant 14 jours 
au sédiment témoin est de <80 %. Il est 
également invalide si, à la fin de l’essai, le poids 

sec moyen des groupes témoins de la répétition 
est de <0,1 mg par amphipode ayant survécu. 

Le plus souvent, le plan d’expérience d’un essai 

type avec H. azteca comporte un des deux 
scénarios suivants : 

1) Stations d’échantillonnage multiples – dans 
ce cas, on compare les réponses obtenues 
pour la ou les stations d’échantillonnage 

à l’étude avec celles obtenues pour la 

station d’échantillonnage servant de site 

de référence56
, pour d’autres stations 

d’échantillonnage ou pour le sédiment 

témoin (c.-à-d. un essai à concentration 
unique). On a souvent recours à des tests 
d’hypothèse dans les évaluations 

statistiques, et le résultat habituel de ces 
tests est que, d’une station à une autre, la 

réponse est soit « différente », soit 
« analogue ».  

2) Concentrations multiples d’une ou de plus 

d’une substance ou matière d’intérêt – dans 
ce cas, on enrichit un sédiment, on mélange 
un sédiment (ou une matière particulaire 
semblable) d’essai et un sédiment non 

contaminé ou on soumet des concentrations 
multiples à un essai toxicologique dans 
l’eau seulement (v. section 7). Les 
paramètres exigés pour un essai à 

54 Une solution de rechange, soit l’approche fondée sur 

la biomasse, combine mortalité et poids final (v. 8.2.1 
dans EC, 2007). Pour calculer ce paramètre, on divise le 
poids sec total des amphipodes survivants par le nombre 
initial d’organismes (normalement 10). À l’heure actuelle, 

ce paramètre est employé dans les essais sur des larves 
de têtes-de-boule tant au Canada (EC, 2011) qu’aux 

États-Unis (USEPA, 2002), mais il n’est pas appliqué 
couramment dans les essais toxicologiques sur 
un sédiment. 
55 Dans le calcul du pourcentage moyen, on suppose que 
chaque répétition comptait au départ le même nombre 
d’organismes expérimentaux. Si ce n’est pas le cas (c.-à-d. 
si le nombre d’organismes variait d’un récipient d’essai à 

un autre), on devrait calculer la moyenne de la proportion 
(à savoir une moyenne pondérée). 

56 Dans le présent document, un site de référence désigne 
une zone où on trouve un sédiment non contaminé, à l’abri 
de l’influence du contaminant à l’étude, c’est-à-dire un 
sédiment de référence. Un tel sédiment doit être prélevé 
aux fins des comparaisons décrites plus haut dans la 
présente section. Toutefois, en l’absence d’un sédiment de 

référence, on peut utiliser un sédiment témoin dans tous 
les essais décrits ici. 



42

concentrations multiples sont la CL50 pour 
la survie et la CIp pour le poids sec à la fin 
de l’essai. 

Dans un scénario comportant de multiples 
stations d’échantillonnage, il est essentiel de 

bien comprendre les forces de divers plans 
d’étude pour pouvoir appliquer les tests 

statistiques d’une manière fructueuse. Il faudrait 

définir clairement les objectifs de l’étude avant 

la collecte des données et avoir une idée tant de 
la puissance (capacité de détecter un effet) du 
plan d’expérience que de la facilité 

d’interprétation des résultats. En règle générale, 
on a intérêt à limiter le nombre de comparaisons 
à faire. À cette fin, on choisit le plus souvent un 
plan d’expérience et des tests statistiques 

comportant des comparaisons entre la station 
d’échantillonnage à l’étude et une station de 

référence. La puissance du plan d’expérience se 

trouvera accrue si on peut supposer l’existence 

d’un gradient (en d’autres termes, les 

échantillons sont prélevés dans un ordre 
séquentiel en aval ou loin de la source 
ponctuelle de contaminants; v. P.4 dans EC, 
2007). Il arrive parfois que les objectifs de 
l’étude et le plan d’expérience ne reçoivent pas 

l’attention voulue avant la collecte de données, 

ce qui amène l’expérimentateur à comparer, en 

guise de compensation, toutes les stations 
d’échantillonnage possibles et à maximiser ainsi 
le nombre de comparaisons. Cette façon de faire 
est vivement déconseillée, surtout lorsqu’un 

nombre élevé de stations d’échantillonnage est 

en cause, car : 1) cela peut avoir des effets 
indésirables sur les taux d’erreur des types I 
et II; 2) l’interprétation des résultats devient 

souvent plus difficile; 3) une attention indue 
peut être accordée à des comparaisons 
particulières après la collecte des données57. 

On trouvera en 5.6 des indications détaillées sur 
les tests d’hypothèse applicables au poids sec 

final (mesure quantitative) et à la mortalité 
(mesure quantique). Les exigences relatives à la 
CL50 et à la CIp sont décrites en 6.5. 

4.8 Essais avec un ou des toxiques 

de référence 

Il faut utiliser de façon courante un ou des 
toxiques de référence pour évaluer, dans des 
conditions d’essai normalisées, la sensibilité 

relative des élevages de H. azteca, de même que 
la précision et la fiabilité des données recueillies 
par le laboratoire. Le plus souvent, on effectue, 
parallèlement aux essais de mesure de la toxicité 
d’un sédiment en regard de la survie et de la 

croissance de H. azteca (v. annexe F), des essais 
avec un ou des toxiques de référence (ou essais 
toxicologiques de référence) dans l’eau 

seulement. Il existe, outre les méthodes 
d’enrichissement des sédiments avec une ou des 

substances chimiques, des méthodes d’essai 

toxicologique de référence sur un sédiment 
enrichi (Burton, 1991; Smith et coll., 1992b; 
Suedel et coll., 1993a, 1993b; EC, 1995). La 
mise au point de ces méthodes se poursuit et 
leur emploi devrait se répandre. Nous 
recommandons, pour utilisation courante, un 
essai toxicologique de référence de 96 h, dans 

l’eau seulement, parallèlement aux essais 
toxicologiques sur un sédiment avec H. azteca, 
une pratique suivie par l’USEPA (1994a, 2000). 

Un ou plus d’un essai sur un sédiment enrichi 

avec un ou des toxiques de référence peut 
compléter ou remplacer cet essai toxicologique 
de référence, après normalisation des modes 
opératoires convenables. À cet égard, on devrait 
consulter le guide d’Environnement Canada sur 

l’emploi d’un sédiment témoin enrichi (dopé) 

avec un toxique de référence (EC, 1995). 

57 Zajdlik (2010) fait observer ce qui suit à la défense 
de l’application d’un test global d’hypothèse : « Trop 
souvent, un écart dans les données monopolise l’attention 

de l’analyste, qui entreprend alors d’appliquer un test 
statistique afin de “valider” cet écart. C’est ce qu’on 

appelle une surexploitation des données, et les 

conclusions fondées sur cette approche analytique sont 
suspectes. » Ce même problème s’observe dans les plans 

d’étude mal définis. 
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Le tableau 3 renferme une liste de contrôle des 
conditions et modes opératoires recommandés et 
exigés pour les essais toxicologiques de 
référence de 96 h dans l’eau seulement, en 
conditions statiques, avec H. azteca. La 
procédure prévue, qui présente de nombreux 
points communs avec la méthode de l’USEPA 

(1994a, 2000), est assortie des recommandations 
suivantes : utilisation d’amphipodes âgés de 

2-9 jours et présentant un écart d’âge de 

≤3 jours au début de l’essai; 10 amphipodes par 
récipient d’essai; ≥5 concentrations plus un 
témoin (c.-à-d. l’eau témoin/de dilution 

seulement) et au moins une répétition par 
traitement; récipients d’essai : béchers ou 
bocaux en verre de forme haute, d’une capacité 

de 300 mL et d’un diamètre intérieur de ≥7 cm; 
200 mL de solution par récipient. Il faut ajouter 
à chaque récipient d’essai un substrat qui doit 

être identique pour toutes les solutions d’essai et 

répétitions d’un essai donné. On peut choisir 

l’un ou l’autre des substrats suivants : de la gaze 

hydrophile de ~3 cm2, préalablement mise à 
tremper dans l’eau d’élevage pendant 24 h; un 
morceau de ~3 cm2 de tulle de nylon Nitex® ou 
de mailles en plastique (p. ex., de 500 µm)58; 
une couche mince (1-2 mm d’épaisseur; ~5 mL 
pour les récipients en verre de forme haute de 
300 mL) de sable siliceux non contaminé (v. la 
note de bas de page no 27). Au cours de l’essai, 

on n’aère pas les solutions, et les récipients 

d’essai sont normalement couverts pour réduire 

au minimum la contamination et les pertes dues 
à l’évaporation. Dans les essais toxicologiques 

de référence, on nourrit les amphipodes avec un 
mélange aqueux de LCT (v. annexe H) ou avec 
un mélange à 50/50 de LCT et de flocons 
finement moulus d’aliments pour poissons (du 

commerce) (p. ex., Nutrafin®, Tetrafin®, 
TetraMin® ou Zeigler® Aquatox Feed). Il est 
recommandé de distribuer une ration équivalant 
à 0,9 mg (poids sec) d’aliments (c.-à-d. un 
inoculum de ~0,5 mL de LCT, ou 0,25 mL de 

58 Certaines substances chimiques (comme les 
hydrocarbures aromatiques polycycliques) pouvant 
facilement être adsorbées sur le tulle de nylon, il faut tenir 
compte des toxiques suspectés (ou connus) au moment du 
choix du substrat à utiliser pour les essais dans l’eau 

seulement. 
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Tableau 3. Liste de contrôle des conditions et modes opératoires recommandés et exigés 
pour les essais toxicologiques de référence dans l’eau seulement avec H. azteca 

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

Toxique de référence sulfate de cuivre (CuSO4), chlorure de cadmium (CdCl2), chlorure de potassium 
(KCl) ou chlorure de sodium (NaCl) 

Fréquence de l’essai dans les 14 jours précédant ou suivant la mise en route de l’essai, ou parallèlement 

à l’essai ou aux essais définitifs sur un sédiment ou dans l’eau seulement; si 

les amphipodes proviennent d’une source externe, on procède à des essais de 
tolérance avec des organismes de chaque lot de cette source, en même temps que 
l’essai définitif 

Solutions d’essai solution témoin et ≥5 concentrations d’essai 

Renouvellement 
des solutions 

aucun 

Eau témoin/de dilution eau d’élevage ou n’importe quelle eau souterraine ou de surface non contaminée; 

eau douce reconstituée si on recherche un haut degré de normalisation; eau de mer 
naturelle ou reconstituée d’une salinité de ≤15 ‰ pour les essais sur un sédiment 
estuarien; teneur en OD de 90-100 % de la valeur de saturation 

Amphipodes prélevés dans un élevage d’âge connu, âgés de <1-7 jours, gardés et nourris dans 
un bécher pendant 2 jours avant l’essai; âgés de 2-9 jours et présentant un écart 
d’âge de ≤3 jours au début de l’essai; 10 amphipodes par récipient d’essai 

Substrat substrat exigé; doit être identique pour tous les récipients d’essai; choix possibles : 
gaze hydrophile de ~3 cm2

, préalablement mise à tremper dans l’eau d’élevage 

pendant 24 h; morceau de ~3 cm2 de tulle de nylon Nitex® ou de mailles en 
plastique; couche de 1-2 mm d’épaisseur (ou ~5 mL) de sable siliceux non 
contaminé 

Récipient d’essai bécher ou bocal en verre; recommandé : capacité de 300 mL, de forme haute et 
d’un diamètre intérieur de ≥7 cm; normalement couvert 

Volume de solution 
d’essai 

200 mL 

Nombre de répétitions ≥1 répétition par concentration 

Température moyenne quotidienne : 23 ± 1 C; instantanée : 23 ± 3 C 

Éclairage éclairage vertical, en spectre continu (fluorescent ou l’équivalent); 500-1000 lux; 
photopériode de 16 h 

Aération aucune, sauf si la teneur en OD de l’eau sus-jacente chute à <40 % de la valeur 
de saturation 
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–

–

–

–

–

Alimentation suspension aqueuse de LCT ou mélange à 50/50 de LCT et de flocons moulus 
d’aliments pour poissons (du commerce) (p. ex., Nutrafin®, Tetrafin®, TetraMin® 
ou Zeigler® Aquatox Feed), équivalant à 0,9 mg (poids sec) distribué dans chaque 
récipient d’essai les jours 0 et 2 de l’essai 

Observations chaque jour, dans chaque récipient d’essai, dénombrement des organismes morts 

et moribonds 

Mesures de la qualité 
de l’eau 

chaque jour, dans chaque traitement, OD et température; au début et à la fin de 
l’essai, pH, alcalinité, dureté et conductivité dans chaque traitement 

Paramètres taux moyen de survie, dans chaque traitement; CL50 96 h 

Validité de l’essai résultats de l’essai considérés comme invalides si le taux moyen de survie après 

96 h dans l’eau témoin est de <90 % 

LCT et 0,45 mg de flocons pour le mélange 
à 50/50; v. 4.4 et 7.5.3) dans chaque récipient 
d’essai (y compris les témoins) les jours 0 et 2 
de l’essai

59. 

Pour les essais dans l’eau seulement, les 

exigences en matière de température et 
d’éclairage sont les mêmes que pour les essais 

toxicologiques définitifs sur un sédiment (v. 4.2 
et tableaux 2 et 3). On observe chaque jour le 
nombre d’organismes morts ou moribonds dans 

chaque récipient d’essai. La température et la 

teneur en OD de chaque récipient d’essai sont 

mesurées quotidiennement, tandis que le pH, 
l’alcalinité, la dureté et la conductivité de l’eau 

le sont au début et à la fin de l’essai (v. 4.5). Les 
paramètres de l’essai sont le taux moyen de 

survie dans chaque traitement et la CL50 96 h. Il 
faut déclarer invalides les résultats de l’essai 

toxicologique de référence si le taux moyen de 
survie dans l’eau témoin est de <90 % à la fin de 
l’essai (tableau 3). 

Les critères convenant au choix du ou des 
toxiques de référence pertinents pourraient 
inclure les suivants (EC, 1990, 1995) : 

 facilité d’obtention à l’état pur; 

 longue durée de conservation (stabilité); 

 possibilité de répartir uniformément la 
substance dans un substrat non contaminé; 

 bonne courbe dose-réponse pour les 
organismes expérimentaux; 

 stabilité de la substance en solution aqueuse; 

 dangers minimes pour l’utilisateur; 

 facilité de dosage de la substance avec 
précision; 

 influence connue de la qualité de l’eau 

(p. ex., pH, dureté) sur la toxicité de la 
substance pour les organismes 
expérimentaux; 

59 La première édition de la présente méthode prévoyait 
une seule ration pour les essais toxicologiques de 
référence, soit 0,5 mL de LCT. Les nouvelles rations 
incluses ici risquent d’influer sur la performance globale 

des organismes expérimentaux. Si tel est le cas, il faut 
prévoir des cartes de contrôle distinctes pour chaque 
type d’aliment utilisé dans les essais toxicologiques 

de référence. 
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 influence connue des caractéristiques 
physicochimiques du sédiment (p. ex., 
granulométrie, teneur en carbone organique) 
sur la toxicité de la substance pour les 
organismes expérimentaux. 

Il est recommandé d’employer avec H. azteca 
le sulfate de cuivre, le chlorure de cadmium, le 
chlorure de potassium ou le chlorure de sodium 
(de qualité réactif dans tous les cas) comme 
toxiques de référence (USEPA, 1994a, 2000). 

Les essais toxicologiques de référence avec l’un 

et/ou l’autre de ces toxiques doivent être 
exécutés soit dans les 14 jours précédant ou 
suivant la mise en route de l’essai toxicologique 

définitif, soit parallèlement à ce dernier, et on 
fait appel aux élevages de H. azteca du 
laboratoire. Avant d’utiliser les élevages 

récemment établis en laboratoire avec de 
nouveaux géniteurs en vue de produire des 
organismes expérimentaux, on devrait évaluer 
leur performance en regard du ou des toxiques 
de référence (v. 2.3.1 et 2.3.11). 

Si le laboratoire utilise des organismes d’une 

source externe plutôt que ceux issus de ses 
propres élevages, comme il est recommandé ici 
(v. 2.2), il doit soumettre une partie des 
juvéniles de chaque lot provenant d’une source 

externe à des essais de tolérance au toxique de 
référence (il peut y en avoir plus d’un). Ces 

essais doivent être exécutés en même temps que 
l’essai définitif, conformément aux procédures 

et conditions décrites en 4.8. 

Des documents d’Environnement Canada 

renferment des indications utiles sur le choix, 
le rendement et l’utilisation d’essais 

toxicologiques de référence dans l’eau 

seulement (EC, 1990) ou sur un sédiment 

enrichi (EC, 1995). Il est conseillé au personnel 
de laboratoire peu au fait de ces essais de 
consulter ces documents au préalable. 

Il incombe au laboratoire de démontrer qu’il 

peut obtenir des résultats cohérents et précis 
avec un ou des toxiques de référence, et ce, 
avant d’exécuter des essais définitifs sur un 

sédiment avec H. azteca. À cette fin, le 
personnel devrait d’abord déterminer la 
précision intralaboratoire de ses mesures, 
exprimée sous forme de CV, en effectuant 
≥5 essais avec le ou les toxiques de référence 
et différents groupes de H. azteca provenant 
d’élevages distincts d’âge connu (v. 2.3.10) du 
laboratoire. Pour ces essais préliminaires, il 
faudrait utiliser le ou les mêmes toxiques de 
référence, les mêmes concentrations, la même 
eau (origine et type) et les mêmes modes 
opératoires (tableau 3). Les essais courants avec 
le ou les toxiques de référence devraient être 
exécutés selon ces mêmes modes opératoires. 
On devrait choisir une série de concentrations60 
auxquelles, d’après les essais préliminaires, 

correspondra une mortalité partielle pour ≥2 

concentrations et qui permettra de calculer la 
CL50 96 h avec un intervalle de confiance dont 
l’étroitesse est acceptable (v. 6.5). 

Dès qu’on dispose de suffisamment de données 

(EC, 1990 et 1995), on doit porter sur une carte 

de contrôle la CL50 de chaque toxique de 
référence, dans l’ordre des observations, et 

déterminer si les résultats se situent à ± 2 ET des 
résultats d’essais antérieurs avec H. azteca et le 
même toxique et selon des modes opératoires 
identiques. Il faut préparer et actualiser une carte 
de contrôle distincte pour chaque toxique de 
référence utilisé. Sur l’axe vertical, on porte le 
logarithme de la concentration; sur l’axe 

horizontal, la date ou le numéro de l’essai 

correspondant. On doit comparer chaque 
nouvelle CL50 du toxique de référence aux 
limites établies sur ce graphique; la CL50 est 
acceptable si elle est à l’intérieur de la limite de 

contrôle de 95 %. 

60 V. l’annexe I pour des indications sur la gamme 
convenable de concentrations à employer. Chaque 
concentration successive devrait correspondre à ≥50 % 
de la précédente. 
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Dans tous les calculs de la moyenne et de l’écart 

type et pour tous les diagrammes, on doit utiliser 
le logarithme de la concentration (y compris de 
la CL50). On s’assure ainsi que chaque CL50 
a été estimée en fonction des logarithmes des 
concentrations. On peut construire la carte de 
contrôle en reportant les valeurs logarithmiques 
de la moyenne ± 2 ET sur du papier graphique 
à échelle arithmétique, ou en convertissant ces 
données en valeurs arithmétiques et en portant 
ces dernières sur l’échelle logarithmique d’un 

papier semi-logarithmique. Si les CL50 
n’obéissent pas à une distribution log-normale, 
il pourrait s’avérer utile d’opter pour une 

moyenne et un écart type arithmétiques. Pour 
chaque CL50 successive du toxique de référence, 
on devrait recalculer la moyenne géométrique 
ainsi que les limites de contrôle supérieure et 
inférieure (± 2 ET) jusqu’à ce que les 

statistiques se stabilisent (EC, 1990, 1995, 
2007). Si une CL50 donnée tombe à l’extérieur 

de ces limites, il convient de mettre en doute la 
sensibilité des organismes expérimentaux, de 
même que l’exécution et la précision de l’essai. 

Étant donné que cette situation peut se produire 
dans 5 % des cas par le seul jeu du hasard, une 

CL50 aberrante n’est pas nécessairement un 
signe de sensibilité anormale d’un élevage ou 

d’une précision insatisfaisante des données 

toxicologiques. Ce serait plutôt un 
avertissement. On devrait vérifier de façon  

méthodique l’état de santé de l’élevage 

(v. 2.3.11), de même que toutes les conditions 
d’élevage et d’essai. Selon les constatations, on 

pourrait devoir reprendre l’essai toxicologique 

de référence, obtenir de nouveaux géniteurs 
et/ou établir de nouveaux élevages d’âge connu, 
avant d’entreprendre d’autres essais 

toxicologiques sur un sédiment. Le fait que les 
résultats obtenus soient tous à l’intérieur des 

limites de contrôle n’est pas nécessairement un 

gage de la cohérence des résultats obtenus par le 
laboratoire. Des données extrêmement variables 
pour un toxique de référence donné élargiraient 
les limites de contrôle. Une nouvelle donnée 
simple pourrait se trouver à l’intérieur des 

limites, tout en représentant une variation 
indésirable des résultats de l’essai. 

Environnement Canada propose comme limite 
raisonnable un CV de ≤30 %, de préférence de 

≤20 % (EC, 1990). 
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Section 5 

Modes opératoires particuliers applicables aux essais sur un sédiment 
ou une matière particulaire semblable prélevé sur le terrain 

La présente section renferme des instructions 
particulières relatives au prélèvement sur le 
terrain d’échantillons de sédiment ou de matière 

particulaire semblable, à la préparation de ces 
échantillons et à la mesure de leur toxicité. Ces 
instructions s’ajoutent aux modes opératoires 
exposés dans la section 4. Les essais 
toxicologiques sur ces échantillons doivent être 
exécutés en conditions statiques ou comporter 
un renouvellement intermittent (selon la qualité 
et la stabilité des caractéristiques chimiques de 
l’eau d’essai recouvrant le sédiment de référence 

et selon les objectifs de l’essai) (v. section 4). 
On procédera au renouvellement quotidien de 
l’eau seulement dans les circonstances 

particulières décrites dans la section 4, ou 
encore pour se conformer aux lignes directrices 
ou exigences réglementaires applicables. 

Des indications détaillées sur l’extraction, 

la manipulation, le transport, l’entreposage et 

l’analyse des sédiments prélevés sur le terrain 

sont fournies dans ASTM (1991b, 1995b, 2008), 
EC (1994) et USEPA (2001). On devrait se 
conformer aux méthodes décrites dans 
EC (1994) (en sus de celles que renferme le 
présent document) pour le prélèvement sur le 
terrain et la préparation d’échantillons de 

sédiment destinés à des essais toxicologiques 
avec H. azteca. 

5.1 Prélèvement des échantillons 

On trouvera dans EC (1994) une synthèse utile 
du plan d’échantillonnage sur le terrain et des 

techniques convenant au prélèvement des 
échantillons. Les études locales sur la toxicité 
d’un sédiment au moyen d’essais biologiques 
avec H. azteca et/ou d’autres organismes 

convenables inféodés aux sédiments font 
souvent partie d’études plus vastes, qui 

pourraient englober : une batterie d’essais 

toxicologiques visant à évaluer la toxicité d’un 

sédiment entier, d’une eau de porosité ou 
d’un élutriat; des mesures de la bioaccumulation 
des contaminants; des analyses chimiques; des 
relevés des organismes épifauniques ou 
endofauniques; la collecte de données 
géologiques et hydrographiques. On peut 
améliorer la corrélation statistique et réduire 
les coûts en prélevant simultanément les 
échantillons destinés à ces essais, analyses et 
collectes de données. 

On pourrait prélever régulièrement (p. ex., une 
fois par trimestre, par semestre ou par année), 
dans un certain nombre de sites et/ou de stations 
d’échantillonnage, des échantillons de sédiment 

destinés à l’évaluation d’un effet négatif sur la 

survie et la croissance de H. azteca à des fins de 
surveillance et de vérification de la conformité. 
À l’occasion d’études locales, des échantillons 
pourraient aussi être prélevés pour établir les 
limites spatiales (horizontales et verticales) ou 
temporelles de la qualité des sédiments. On 
doit échantillonner un ou plusieurs sites pour 
y prélever un sédiment de référence (présumé 
non contaminé) au cours de chaque prélèvement 
sur le terrain61. 

Le nombre de stations d’échantillonnage du site 

à l’étude et le nombre de réplicats prélevés par 

station sont propres à chaque étude. Il faudra, la 

61 Le sédiment de référence est prélevé près du site à 
l’étude. Idéalement, ses caractéristiques géochimiques 
sont semblables à celles du sédiment d’essai, mais il est 

exempt de contaminants d’origine anthropique. Il n’est 

pas rare que les sites de référence situés à proximité du 
site à l’étude présentent un certain degré de contamination 

anthropique. Dans certains cas, un sédiment de référence 
peut être toxique à cause de ses propriétés physiques, 
chimiques ou biologiques naturelles (Burton, 1991). 
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plupart du temps, faire un compromis entre les 
contraintes logistiques et pratiques (p. ex., le 
temps et les coûts) et les considérations 
statistiques. On devrait consulter EC (1994) au 
sujet du plan d’échantillonnage. 

On doit prélever ≥5 réplicats de sédiment sur le 
terrain (il pourrait aussi s’agir d’échantillons 
distincts extraits d’un carottier ou d’une benne) 

par station d’échantillonnage et par station de 
référence (EC, 1992a, 1994, 1997a; USEPA, 
1994a, 2000). Le prélèvement de réplicats62 à 
chaque station d’échantillonnage a pour but de 

permettre des comparaisons statistiques à 
l’intérieur d’une station et entre les stations 

(EC, 2007). En conséquence, on doit mesurer la 
toxicité, pour H. azteca, de chacun des « vrais 
réplicats » de sédiment en tant que réplicat 
individuel (en d’autres termes, on utilise un seul 
récipient d’essai par réplicat)

63. Le recours à 
l’analyse de puissance (v. 5.6.4) avec les 
valeurs des paramètres obtenues dans des essais 
antérieurs visant le même site ou des sites 
semblables permettra de déterminer plus 
facilement s’il est nécessaire de soumettre 
>5 réplicats à des essais. Dans d’autres 

situations (p. ex., études préliminaires ou études 
exhaustives sur la répartition spatiale de la 
toxicité), le plan expérimental pourrait prévoir 
le prélèvement d’un seul réplicat par station. 

Cette dernière approche ne permet pas de 
déterminer la toxicité moyenne à un 
emplacement donné (une station), mais elle se 
prête à la comparaison statistique de la toxicité 
de chaque échantillon avec celle du témoin et, 
au besoin, entre les échantillons d’essai 
(stations), au moyen des tests statistiques qui 
conviennent (v. 5.6.1). 

Pour le prélèvement du sédiment de référence, 
il faudrait rechercher des sites où les propriétés 
géochimiques du sédiment sont semblables à 
celles du sédiment d’essai. Toutefois, il n’est 

sans doute pas nécessaire d’apparier étroitement 

la granulométrie ou la teneur en matière 
organique du sédiment, puisque H. azteca peut 
tolérer des sédiments non contaminés dont les 
propriétés diffèrent sur ces points, sans que sa 
survie ou sa croissance en soient modifiées 
(v. 1.4). L’appariement de la teneur en carbone 

organique peut être inutile lorsque la pollution 
(p. ex., des usines de pâtes à papier ou des eaux 
usées) est à l’origine de la forte teneur en 

matière organique du sédiment d’essai. Des 

études préliminaires visant à évaluer les 
propriétés géochimiques et la toxicité du 
sédiment dans la ou les régions préoccupantes et 
dans des sites voisins sont utiles lorsque vient le 
moment de choisir des sites convenant au 
prélèvement du sédiment de référence. 

On pourrait prélever des échantillons de boues 
municipales ou industrielles (p. ex., boues 
résiduaires, résidus miniers essorés, boues de 
clarificateur ou de bassin de décantation 
industriel) afin d’évaluer leurs effets nocifs sur 

la survie et la croissance de H. azteca et de 
procéder à des analyses géochimiques et à des 
analyses des contaminants. On pourrait aussi 
prélever d’autres types de résidus particulaires 
(p. ex., boues de forage) en vue d’une évaluation 

toxicologique et chimique. 

62 Un réplicat est un échantillon prélevé sur le terrain à 
une même station d’échantillonnage afin d’obtenir une 

estimation de l’erreur d’échantillonnage ou pour améliorer 

la justesse de l’estimation. Lorsqu’un seul échantillon de 

sédiment est prélevé à une station d’échantillonnage, il est 
traité comme un réplicat. Les échantillons additionnels 
provenant de la même station d’échantillonnage sont 

considérés comme des réplicats supplémentaires – ils 
sont traités de la même façon, mais entreposés dans 
des récipients à échantillon distincts (ils ne sont 
pas regroupés). 
63 Les données montrent que les répétitions (réplicats de 
laboratoire) hiérarchisées des réplicats (échantillons 
prélevés sur le terrain) ont une incidence minimale sur la 
puissance d’une analyse (c.-à-d. la capacité de détecter un 
effet). Cette tendance vaut pour la plupart des ensembles 
de données (en d’autres termes, plus un plan d’étude est 

hiérarchisé, plus les répétitions auront d’incidence sur 

les résultats). Afin d’équilibrer les considérations 

scientifiques, pratiques et pécuniaires, il n’est plus 

nécessaire de prévoir des répétitions pour les essais 
à concentration unique sur un sédiment prélevé sur 
le terrain. 
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La méthode de prélèvement des échantillons 
(c.-à-d. à l’aide d’un carottier, d’une benne ou 

d’une drague) dépend des objectifs de l’étude et 

de la nature du sédiment ou de la matière 
particulaire à échantillonner. Les différents 
échantillonneurs ainsi que leurs avantages et 
inconvénients respectifs sont résumés dans 
EC (1994); d’autres détails sont également 

fournis dans les ouvrages suivants : de Groot 
et Zschuppe, 1981; Baudo et coll., 1990; 
Burton, 1992; Sly et Christie, 1992; ASTM, 
1995b, 2008. 

Pour perturber le moins possible l’échantillon, 

on devrait utiliser une benne benthique ou un 
carottier plutôt qu’une drague. On devrait 

prélever le sédiment dont on veut évaluer la 
toxicité et les propriétés chimiques à une ou des 
profondeurs représentatives de la ou des couches 
préoccupantes (p. ex., couche superficielle de 
2 cm ou couche plus profonde si le dépôt 
historique de contaminants soulève un intérêt). 

Il faut également veiller à réduire au minimum 
les pertes de fines particules au cours du 
prélèvement. Si on utilise une benne, il faudrait 
prélever au moyen d’un carottier manuel un 

échantillon dans les 2 cm superficiels ou dans la 
couche voulue du sédiment d’essai. À cette fin, 

on ouvre la benne par le haut pour exposer la 
surface du sédiment non perturbé. On devrait 
transférer l’échantillon dans un récipient propre. 

Avant d’entreprendre un programme 

d’échantillonnage, on devrait calculer le volume 
requis de sédiment par échantillon (EC, 1994), 
en tenant compte de la quantité exigée pour la 
préparation de chaque répétition aux fins des 
essais toxicologiques, de même que pour la 
caractérisation de la granulométrie, de la teneur 
en matière organique et en humidité et pour les 
analyses de substances chimiques données. On 
a normalement besoin de ≥1 L de sédiment par 
échantillon (EC, 1994), mais cela dépend des 
objectifs et du plan de l’étude ainsi que de la 

nature des analyses chimiques à effectuer. Pour 
disposer du volume nécessaire, il faudra peut-

être grouper des sous-échantillons prélevés 
à l’aide du dispositif d’échantillonnage. On 

devrait suivre les conseils donnés dans 
EC (1994) pour obtenir un échantillon 
composite à partir des sous-échantillons 
prélevés sur le terrain. 

Il convient d’utiliser la même méthode de 

prélèvement dans tous les sites et stations 
d’échantillonnage. On devrait consulter EC 

(1994) pour obtenir plus de conseils sur les 
dispositifs et les procédures qui conviennent. 

5.2 Étiquetage, transport, entreposage 

et analyse des échantillons 

Les récipients servant au transport et à 
l’entreposage des échantillons de sédiment ou 

de matière particulaire semblable prélevés sur le 
terrain doivent être constitués d’un matériau non 

toxique. Le choix du récipient dépend à la fois 
du volume de l’échantillon et de ses éventuelles 

utilisations finales. On devrait consulter 
EC (1994) pour obtenir des indications sur le 
choix de récipients adéquats. Ces derniers 
doivent être soit neufs, soit avoir été nettoyés 
à fond puis rincés avec de l’eau d’essai ou une 

autre eau non contaminée (p. ex., distillée ou 
désionisée) avant l’emploi. 

On devrait remplir complètement le récipient 
à échantillon pour qu’il n’y subsiste pas d’air. 

Immédiatement après, il faut le fermer 
hermétiquement et l’étiqueter ou le coder. 

L’étiquette et les documents d’accompagnement 

préparés alors doivent inclure au moins un code 
ou les précisions suivantes : type d’échantillon 

(p. ex., prélevé à l’aide d’une benne ou d’un 

carottier), origine, emplacement précis (c.-à-d. 
nom de la masse d’eau, coordonnées 

géographiques, profondeur), numéro de 
l’échantillon, date du prélèvement et, 

facultativement, nom et signature de la ou des 
personnes ayant procédé à l’échantillonnage. 

Ces personnes devraient par ailleurs consigner 
les détails suivants : 
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 nature, aspect et volume de chaque 
échantillon;  

 méthode et dispositif d’échantillonnage; 

 méthode de regroupement des échantillons 
prélevés à l’aide d’un carottier ou d’une 

benne;  

 nombre de réplicats prélevés à chaque 
station;  

 calendrier des prélèvements; 

 type et nombre de récipients utilisés pour 
le transport des échantillons; 

 toute mesure effectuée sur le terrain 
relativement au surnageant ou au sédiment 
(p. ex., température, salinité, pH, OD); 

 procédures et conditions entourant le 
refroidissement et le transport des 
échantillons. 

Avec de la glace ou des blocs réfrigérants, on 
devrait refroidir à 1-7 C les échantillons tièdes 
(>7 C), dès leur prélèvement, et les garder au 
froid (4 ± 3 C) et dans l’obscurité pendant leur 

transport. Au besoin, on peut utiliser des blocs 
réfrigérants, de la glace ou d’autres moyens de 

réfrigération pour que la température des 
échantillons se maintienne à 1-7 C pendant 
le transport. 

Le laboratoire doit consigner la date de 
réception de chaque échantillon. Il devrait aussi 
mesurer et consigner sa température à ce 
moment-là. Les échantillons à entreposer pour 
usage ultérieur doivent être gardés dans des 
récipients étanches et dans l’obscurité, à 

4 ± 2 C (EC, 1994, 1997a). On devrait purger 
à l’azote l’espace libre des récipients, puis 

fermer hermétiquement ces derniers (EC, 1994). 
Les échantillons ne doivent pas geler, ni 
complètement ni partiellement, pendant le 
transport ou l’entreposage, et on ne doit pas les 

laisser s’assécher (EC, 1992a, 1994, 1997a). Il 

est recommandé de soumettre aux essais, le plus 
tôt possible après leur prélèvement, les 
échantillons de sédiment ou de matière 
particulaire semblable. L’essai toxicologique 

devrait commencer dans les 2 semaines suivant 
le prélèvement, de préférence dans la semaine 
qui suit, mais obligatoirement dans les 
6 semaines qui suivent, à moins qu’il soit établi 

que les contaminants du sédiment sont stables 
(c.-à-d. que leurs concentrations ne changeront 
pas d’une manière appréciable)64. 

Idéalement, afin de faciliter la caractérisation de 
l’échantillon, on devrait mesurer sur le terrain 

les caractéristiques chimiques instables du 
sédiment (p. ex., pH, potentiel d’oxydo-
réduction) ou celles sur lesquelles influent les 
conditions de transport et d’entreposage (comme 

la température). Au laboratoire, on devrait 
mélanger l’échantillon à fond (v. 5.3) et en 
prélever des sous-échantillons représentatifs 
en vue de la caractérisation physicochimique. 
Il faut caractériser chaque échantillon (y compris 
les réplicats prélevés sur le terrain et les 
échantillons de sédiment témoin et de référence) 
en analysant au moins la granulométrie 
[pourcentage de sable (grossier, moyen et fin), 

64 On a signalé que la toxicité et les caractéristiques 
géochimiques des sédiments contaminés du port de 
Hamilton commençaient à s’altérer après plus d’une 

semaine d’entreposage, mais on n’a pas fourni les données 

étayant cette affirmation (Brouwer et coll., 1990). Othoudt 
et coll. (1991) ont constaté que la toxicité d’échantillons 

d’un sédiment d’eau douce entreposés entre 7 et 112 jours 
à 4 C changeait peu. Burton (1991) et l’USEPA (1994a, 

2000) signalent diverses études montrant que, parfois, la 
toxicité d’un sédiment conservé à 4 C était inaltérée 
après plusieurs mois d’entreposage et que, dans d’autres 

cas, une altération survenait en quelques jours ou quelques 
semaines. Le délai recommandé de 2 semaines est 
conforme à celui préconisé dans EC (1992a, 1997a) pour 
d’autres essais toxicologiques sur un sédiment. Dans 
EC (1994), le délai maximal admissible est de 6 semaines 
avant la mise en route des essais toxicologiques en raison 
des difficultés pratiques qu’entraîne un délai plus court, 

notamment le temps à consacrer aux analyses chimiques 
initiales, le cas échéant. 
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de limon et d’argile] et la teneur en carbone 

organique total de sous-échantillons du 
sédiment entier65.  

Il est aussi recommandé de mesurer le pH et la 
teneur en ammoniac (concentrations totales et 
nonionisées; v. 4.5) de l’eau de porosité et/ou du 

sédiment entier, de même que la teneur en eau 
de chaque échantillon66. On pourrait aussi 
procéder aux analyses suivantes (USEPA, 
1994a, 2000; APHA et coll., 1995, 2005) : 
carbone inorganique total, matières volatiles 
totales, demande biochimique en oxygène, 
demande chimique en oxygène, capacité 
d’échange cationique, sulfures volatils acides, 
métaux, composés organiques de synthèse, 
huiles et graisses, hydrocarbures pétroliers; 
pourraient être incluses des analyses des 
caractéristiques physicochimiques de l’eau de 

porosité. Sauf indication contraire, on devrait 
effectuer des analyses chimiques, physiques et 
toxicologiques identiques sur des sous-
échantillons représentatifs de chaque réplicat 
prélevé sur le terrain (y compris du sédiment 

de référence) pour une étude donnée de la 
qualité du sédiment, de même que sur 
≥1 sous-échantillon du sédiment témoin. 

5.3 Préparation des échantillons 

en vue des essais 

Normalement, on ne devrait pas tamiser par voie 
humide un sédiment ou une matière particulaire 
semblable prélevé sur le terrain, car on 
éliminerait les contaminants de l’eau de porosité 
ou ceux dont la sorption sur les particules est 
faible (EC, 1994). On enlève généralement 
les gros débris ou les gros macro-organismes 
indigènes à l’aide de pincettes ou à la 

main gantée. 

La présence de macro-organismes indigènes 
dans un échantillon de sédiment d’eau douce 

peut ralentir la croissance de H. azteca au cours 
des essais et biaiser l’interprétation des résultats 

(Reynoldson et coll., 1994). Si un échantillon 
renferme beaucoup de macro-organismes 
impossibles à extraire avec des pincettes, on 
peut procéder à son tamisage sous pression (et 
non par voie humide) en utilisant un ou des 
tamis au maillage convenable. Dans le cas 
d’un sédiment renfermant de petits macro-
organismes impossibles à éliminer par tamisage 
sous pression en raison des caractéristiques 
mêmes du sédiment, on peut rincer l’échantillon 

dans un tamis fin (p. ex., mailles de 
0,25-0,5 mm; Day et coll., 1995b) avec le 
liquide qui s’est séparé de l’échantillon au cours 

du transport et/ou de l’entreposage. On doit 

mélanger de nouveau ce liquide avec 
l’échantillon tamisé (v. 4.1). 

Le tamisage pourrait modifier la concentration 
ou la biodisponibilité des contaminants présents 
dans le sédiment ou altérer sa granulométrie ou 
sa teneur en nutriments (EC, 1994; Day et coll., 
1995b). Si on tamise le sédiment, il est 
recommandé d’en mesurer les propriétés 

physicochimiques (p. ex., métaux présents dans 
l’eau de porosité, granulométrie) avant et après. 

Dans certains cas, on pourrait devoir effectuer 

65 Au début et à la fin de l’essai, il faut aussi mesurer la 

teneur en ammoniac et le pH de l’eau sus-jacente de 
chaque traitement (v. 4.5). 
66 Les exigences quant aux analyses chimiques du 
sédiment sont axées sur des variables susceptibles 
d’influer directement sur la santé des organismes. Par 
exemple, selon des éléments de preuve anecdotiques, un 
sédiment présentant une forte teneur en nutriments peut 
occasionner un accroissement de la taille des organismes, 
en dépit du fait que les conditions de l’essai exigent de 

nourrir ces derniers. De l’avis de certains spécialistes, le 

pH et la teneur en ammoniac de l’eau sus-jacente (v. 4.5) 
conviennent à l’évaluation des effets directs d’une 

contamination sur H. azteca, une espèce épibenthique. 
C’est pourquoi il est recommandé — et non exigé — 
de mesurer le pH et la teneur en ammoniac de l’eau de 

porosité et/ou du sédiment entier. Il faut souligner que 
ces analyses minimales des caractéristiques chimiques ne 
tiennent pas compte des interactions des contaminants. 
C’est à l’expérimentateur que revient la responsabilité 

de mesurer les variables physicochimiques susceptibles 
d’agir en tant que facteurs modificateurs de la toxicité 

(p. ex., EC, 2010). Étant donné que chaque cas de 
contamination est unique, il n’entre pas dans le cadre 

de la présente méthode d’exiger la mesure des facteurs 

modificateurs des contaminants ou de leur toxicité. 
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des essais toxicologiques comparatifs sur un 
sédiment tamisé et un sédiment non tamisé, afin 
de discerner l’effet du tamisage sur la toxicité de 

l’échantillon. 

À moins d’indication contraire dictée par les 

objectifs de la recherche ou de l’étude, tous les 

échantillons d’une matière prélevée sur le terrain 
devraient être homogénéisés au laboratoire 
avant de servir aux essais (EC, 1994; USEPA, 
1994a, 2000)67

. Comme l’homogénéisation peut 

avoir une incidence sur la concentration et la 
biodisponibilité des contaminants présents dans 
le sédiment, elle pourrait ne pas être souhaitable 
dans tous les cas. 

Pour obtenir un échantillon homogène, on le 
mélange dans son récipient de transport/ 
d’entreposage ou on le transfère au préalable 

dans un récipient propre. On peut mélanger 
l’échantillon à l’aide d’un ustensile non toxique 
(p. ex., cuillère ou spatule en acier inoxydable), 
jusqu’à ce que sa couleur et sa texture soient 

homogènes (EC, 1992a). On peut également 
utiliser une méthode mécanique (EC, 1994; 
USEPA, 1994a, 2000). Les conditions du 
mélange, y compris la durée et la température, 
doivent être le plus semblables possible pour 
chaque échantillon utilisé dans un essai. Si on 
doute de l’efficacité du mélange, on devrait en 

prélever des sous-échantillons et les analyser 
séparément pour en déterminer l’homogénéité. 

Immédiatement après le mélange de 
l’échantillon, il faut prélever les sous-
échantillons requis pour l’essai toxicologique 

et les analyses physicochimiques et les répartir 
dans des récipients d’essai étiquetés (v. 4.1) 
et des récipients de conservation, également 
étiquetés, en vue d’analyses physicochimiques 

ultérieures. On devrait aussi transférer dans des 
récipients étiquetés ce qui reste de l’échantillon 

homogénéisé, car on pourrait en avoir besoin 
pour des essais toxicologiques supplémentaires 
avec H. azteca ou d’autres organismes. Tous les 

sous-échantillons à entreposer devraient être 
conservés dans des récipients fermés 
hermétiquement, sans espace d’air, 

obligatoirement dans l’obscurité, à 4 ± 2 C 
(v. 5.2), jusqu’à leur utilisation ou analyse. 
Immédiatement avant cette utilisation ou cette 
analyse, on devrait encore une fois mélanger à 
fond chaque sous-échantillon afin de s’assurer 

de son homogénéité. 

5.4 Eau d’essai 

Dans les essais sur un sédiment ou une matière 
particulaire semblable prélevé sur le terrain, 
l’eau versée dans les récipients d’essai (c.-à-d. 
l’eau sus-jacente) peut avoir la même origine 
que l’eau utilisée pour l’élevage de H. azteca 
(v. 2.3.4 et 3.4). Elle peut également provenir 
d’une source distincte d’alimentation en eau 

douce ou en eau estuarienne naturelle ou être de 
l’eau reconstituée. Pour certaines applications, 

le plan d’expérience pourrait exiger ou autoriser 
l’emploi d’une eau douce ou estuarienne 

provenant d’un site de référence à proximité du 

lieu de prélèvement du sédiment d’essai. L’eau 

non contaminée du site à l’étude, ou encore une 

eau non contaminée dont la dureté a été ajustée 
à celle de l’eau du site, constitue souvent un bon 
choix du fait de l’influence modificatrice 

qu’exercent des eaux de différentes duretés sur 

la toxicité des métaux ou des contaminants 
organiques présents dans un sédiment. Lorsque 
l’eau d’essai provient du site à l’étude, il faut 
préparer un deuxième jeu de témoins avec l’eau 

du laboratoire qui a permis antérieurement à ce 
dernier d’obtenir des résultats valides dans des 

essais de 14 jours sur la survie et la croissance 
de H. azteca (v. 3.4). On trouvera en 2.3.4 des 
indications pertinentes sur la préparation et 
l’analyse de l’eau qui servira d’eau sus-jacente 
dans les essais. 

67 On homogénéise généralement les échantillons afin, 
notamment, de réincorporer dans le sédiment toute eau 
de porosité qui remonte à sa surface au cours du transport 
et de l’entreposage. L’homogénéisation est également 

nécessaire pour redistribuer les constituants de 
l’échantillon qui se sont tassés et séparés en couches 

(d’après la taille des particules) pendant ces deux étapes. 
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5.5 Observations et mesures  

Lors de la mise sur pied de l’essai, on devrait 

rédiger une description qualitative de chaque 
matière d’essai prélevée sur le terrain. Cette 
description pourrait inclure des observations sur 
la couleur, la texture et l’homogénéité de 

l’échantillon et sur la présence de végétaux, 

d’animaux et de traces ou de trous d’animaux 

(EC, 1992a). Il convient de noter et de consigner 
tout changement dans l’aspect de la matière 

d’essai et de l’eau sus-jacente qui surviendrait 
pendant l’essai ou à la fin. 

On devrait mesurer, soit pendant, soit au début 
et à la fin de l’essai, comme il est indiqué 

en 4.5, la qualité de l’eau sus-jacente des 
récipients d’essai (p. ex., pH, température, 
dureté, alcalinité, teneur en ammoniac, teneur 
en OD). Selon les objectifs de l’essai et le plan 

d’expérience (c.-à-d. le ratio sédiment-eau), 
on pourrait prévoir au début de l’essai des 

récipients d’essai distincts (v. 4.1) pour 
surveiller les caractéristiques chimiques du 
sédiment entier et/ou de l’eau de porosité 

(USEPA, 1994a, 2000). Les prélèvements 
qu’on y ferait, pendant l’essai et à la fin, seraient 

destructifs. Selon les objectifs de l’étude, on 

pourrait ajouter ou non des organismes 
expérimentaux dans ces récipients 
supplémentaires. Pour la mesure des 
concentrations de contaminants dans le sédiment 
ou l’eau de porosité de ces récipients, on peut 

siphonner la plus grande partie de l’eau 

sus-jacente, sans perturber la surface 
du sédiment, puis prélever des aliquotes du 
sédiment en vue des analyses (v. 5.2). Si on 
souhaite analyser l’eau de porosité, la 

centrifugation sans filtration serait 
recommandée (EC, 1994; USEPA, 1994a, 
2000). On trouvera dans EC (1994) des conseils 
sur la marche à suivre pour l’extraction, le 

traitement et l’entreposage de l’eau de porosité 

avant analyse. 

Selon les objectifs de l’étude et la nature du 

sédiment d’essai (p. ex., s’il contient beaucoup 

de matières organiques), on pourrait mesurer, 
dans des récipients d’essai réservés à cette fin, 

le pH et la teneur en ammoniac de l’eau de 

porosité pendant le déroulement de l’essai 

(EC, 1994; USEPA, 1994a, 2000). On pourrait 
surveiller dans ces mêmes récipients d’autres 

caractéristiques du sédiment (p. ex., métaux, 
sulfure d’hydrogène, matières volatiles totales, 

potentiel d’oxydo-réduction). Si on souhaite 
surveiller ces variables, on devrait prévoir au 
moins un récipient d’essai par traitement (les 

prélèvements y seraient destructifs). 

5.6 Paramètres et calculs 

L’interprétation des essais sur un ou des 

échantillons de sédiment se résume toujours 
à une comparaison des effets biologiques 
observés dans ces derniers et ceux observés dans 
un sédiment de référence. Si possible, on devrait 
utiliser un sédiment de référence comme point 
de comparaison, car on obtient ainsi une 
évaluation de la toxicité du site à l’étude 

(USEPA, 1994a, 2000). Parfois, le sédiment 
de référence ne convient pas aux comparaisons 
à cause de sa toxicité ou de ses caractéristiques 
physicochimiques atypiques, et il faut alors 
comparer le sédiment d’essai à un sédiment 

témoin. Les résultats obtenus pour le ou les 
sédiments témoins facilitent la distinction entre 
les effets attribuables aux contaminants et 
à d’autres causes, comme la granulométrie ou 
la teneur en carbone organique. Que ce soit le 
sédiment de référence ou le sédiment témoin qui 
serve aux comparaisons statistiques, il faut 
utiliser les résultats obtenus pour le sédiment 
témoin pour juger de la validité et de 
l’acceptabilité de l’essai (v. 4.7). 

Les deux paramètres exigés pour les essais avec 
H. azteca (v. 4.7) sont la mortalité (mesure 
quantique) et le poids sec en tant qu’indicateur 

de croissance (mesure quantitative) à la fin de 
l’essai. Ces deux mesures étant de nature 
différente, il faut recourir à des approches 
statistiques différentes également, et celles-ci 
sont affinées pour refléter les objectifs de 
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l’essai. La présente sous-section renferme des 
conseils d’ordre statistique pour les essais à 

concentration unique (c.-à-d. sur des sédiments 
provenant de stations d’échantillonnage 

multiples et mis à l’essai à la concentration 

maximale seulement) en fonction de trois 
scénarios courants : 

1) comparaison entre la station 
d’échantillonnage à l’étude et une station 

d’échantillonnage de référence (v. scénario 
no 1, figure 2); 

2) comparaison entre plusieurs stations 
d’échantillonnage ordonnées

68 et une station 
d’échantillonnage de référence (v. scénario 
no 2, figure 2); 

3) comparaison entre plusieurs stations 
d’échantillonnage non ordonnées et une 
station d’échantillonnage de référence 

(v. scénario no 3, figure 2). 

Des scénarios moins fréquents sont présentés 
en 5.6.3. La sous-section 5.6.2 ne renferme que 
des indications générales relatives à l’analyse 

statistique du paramètre du poids sec, étant donné 
qu’on peut trouver ailleurs de plus amples détails 

(EC, 2007). Il est recommandé (mais non exigé) 
de procéder à l’analyse statistique (test 

d’hypothèse) comparative des données d’essai 

propres à chaque station. S’il s’avère que le 

sédiment de référence ne convient pas (p. ex., 
à l’issue de l’analyse physicochimique effectuée 

au laboratoire), l’expérimentateur pourrait 

utiliser un sédiment témoin aux fins des 
comparaisons avec la station d’échantillonnage 

à l’étude. Il faut noter que cette façon de 

procéder donnera un plan d’expérience dans 

lequel les données sur les répétitions (sédiment 
témoin) sont mélangées avec celles sur les 
réplicats (sédiment prélevé à la station 
d’échantillonnage à l’étude) et que, selon les 

indications fournies ici, l’expérimentateur devra 

traiter les répétitions comme des réplicats. 
Même si cette façon de faire ne convient pas 
d’un point de vue statistique, on devra 

considérer qu’elle est acceptable, étant donné 

l’absence de solution de rechange raisonnable. 

Si on juge que les inférences tirées des analyses 
auront une incidence marquée (p. ex., des 
critères d’assainissement), on devrait consulter 

un statisticien. 

On peut procéder à des essais à concentrations 
multiples sur des sédiments, des boues ou des 
matières particulaires semblables. Dans de tels 
essais, on mélange des quantités mesurées de 
l’échantillon d’essai et d’un sédiment témoin 

naturel ou préparé (v. 3.5 et 6.2). Les méthodes 
de mélange de différents échantillons de 
sédiment n’étant pas encore normalisées ni 

éprouvées (v. 6.2), il est conseillé de faire 
preuve de prudence du fait que les réponses 
et les changements sur le plan de la 
biodisponibilité ou des caractéristiques de 
sorption risquent de ne pas être linéaires 
(Nelson et coll., 1994). Il est recommandé de 
prévoir ≥5 répétitions afin de disposer 
de sous-échantillons (c.-à-d. des réplicats 
de laboratoire) pour chaque concentration, 
et ce, afin de mesurer l’homogénéité des 

échantillons et la précision de l’essai. On 

trouvera en 6.5 une description des analyses 
statistiques des paramètres des essais à 
concentrations multiples. 

68 Le terme ordonnées indique ici qu’on s’attend à 

l’existence d’un gradient d’une station à une autre (p. ex., 
série de stations devenant progressivement plus éloignées 
d’une source ponctuelle). Aucune mesure n’étant associée 
aux stations ordonnées (p. ex., aucune distance mesurée 
depuis la source), la variable indépendante (station 
d’échantillonnage) est qualifiée d’ordinale. Ordonné 
signifie qu’un gradient est prévu (EC, 2007). Lorsque les 
stations d’échantillonnage sont non ordonnées, il y a 
absence présumée de gradient dans les réponses, et la 
variable indépendante est plus souvent qualifiée de 
nominale. Ces distinctions (p. ex., variable ordinale ou 
nominale) sont établies pendant la mise au point du plan 
d’expérience (donc, a priori) et non après la collecte 
des données. 
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5.6.1 Analyse des données sur la mortalité 

Jusqu’à maintenant, il existait peu d’indications 

sur l’analyse des données quantiques associées 

à un plan d’expérience comportant l’examen de 

stations d’échantillonnage multiples (EC, 2007). 

Environnement Canada a récemment amélioré 
ses lignes directrices concernant ce type 

d’analyse (Zajdlik, 2010); elles sont résumées 

dans les paragraphes qui suivent (v. figure 3). 
En règle générale, la méthode à privilégier est la 
régression logistique, suivie de l’analyse de 

contrastes. Si on ne dispose pas d’un 

programme de régression logistique69, il 
convient de recourir à des tests plus courants 
et faciles à appliquer. 

69 En date de mai 2012, le progiciel statistique le plus 
utilisé dans les laboratoires du Canada (le CETIS) ne 
pouvait pas exécuter une régression logistique ni les 
analyses de contrastes ultérieures. 



Scénario no 1 : plan d’expérience comportant une station d’échantillonnage de référence (SER) et la station 
o

d’échantillonnage à l’étude (A). Scénario n  2 : plan d’expérience comportant une station d’échantillonnage 

de o
référence (SER) et 5 stations d’échantillonnage ordonnées (A-E). Scénario n  3 : plan d’expérience 

comportant une station d’échantillonnage de référence (SER) et 5 stations d’échantillonnage non ordonnées 
(A-E). Cinq réplicats (+) sont prélevés à chacune des stations d’échantillonnage des trois scénarios. 
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Figure 2. Schémas illustrant des plans d’expérience utilisés couramment pour l’évaluation 

de sédiments sur le terrain 
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Nombre de stations d’échantillonnage 

Une station d’échantillonnage 

à l’étude et une station 

d’échantillonnage de 

référence 

Régression logistique 
méthode exacte de Fisher 

ou khi-deux 

Deux stations d’échantillonnage 

à l’étude ou plus 

Stations d’échantillonnage 

ordinales (ordonnées) 

Régression logistique 
test de tendance Cochran-

Armitage ou khi-deux

Comparaison de stations d’échantillonnage 

avec une station d’échantillonnage 

de référence 

Expressions de contrastes séquentiels 
(relation traitement-réponse linéaire) 

test de Shirley ou test séquentiel de 

Jonckheere-Terpstra (relation traitement-
réponse monotone) 

Stations d’échantillonnage 

nominales (non ordonnées) 

Régression logistique 
test de Fisher-Freeman-Halton 

ou khi-deux 

Comparaison de stations 
d’échantillonnage avec une station 

d’échantillonnage de référence 

Expressions de contrastes par paires 
avec ajustement de Bonferroni-Holm 

méthode exacte de Fisher par paires 

avec ajustement de Bonferroni-Holm 

Figure 3. Organigramme de l’analyse statistique connexe à trois plans d’expérience utilisés 

couramment pour les essais sur un sédiment prélevé sur le terrain 
Les caractéristiques du plan d’expérience ou les objectifs de l’essai (cases ombrées) sur lesquels s’appuie le 

chemin de décision incluent le nombre de stations d’échantillonnage, la nature de ces stations (ordinales ou 
nominales) et le type de comparaison souhaité (ici, comparaison avec une station d’échantillonnage de 

référence seulement). L’essai à privilégier est en caractères gras. Pour les tests de rechange possibles (caractère 
normal), prière de consulter le corps du texte. Les tests faisant appel à des tableaux de contingence (p. ex., 
méthode exacte de Fisher, khi-deux, Fisher-Freeman-Halton) exigent normalement le regroupement des 
données sur les réplicats prélevés sur le terrain. On utilise la correction de continuité de Yates (ou une 
correction semblable) avec le test du khi-deux. Tous les scénarios ci-dessus supposent l’utilisation de réplicats 

(prélevés sur le terrain) et une seule station d’échantillonnage de référence. À défaut d’une station 

d’échantillonnage de référence, on peut utiliser un sédiment témoin. Si on présume, au moment d’établir le 

plan d’expérience, que les stations d’échantillonnage sont ordinales, mais que les analyses ultérieures des 
données d’essai révèlent l’absence d’une relation traitement-réponse monotone, les contrastes séquentiels, le 
test de Shirley et les tests séquentiels de Jonckheere-Terpstra pourraient ne pas convenir. On devrait consulter 
le corps du texte pour ce qui est des solutions de rechange possibles.
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Lorsque le plan d’expérience comporte une 

station d’échantillonnage à l’étude et une station 

d’échantillonnage de référence, et en 
supposantque des réplicats70 y sont prélevés, il 
est préférable d’utiliser la régression logistique. 

À défaut, les données sur les réplicats peuvent 
être groupées (c.-à-d. additionnées), et la 
méthode exacte de Fisher (deuxième choix) 
ou le test du khi-deux

71 (dernier choix) est 
acceptable. Dans le cas d’une application 

spéciale (p. ex., étude préliminaire) ne 
prévoyant pas le prélèvement de réplicats 
(v. 5.1), il faut privilégier la méthode exacte 

de Fisher; le test du khi-deux constituerait par 
ailleurs une méthode de rechange acceptable. 

Pour comparer plusieurs stations 
d’échantillonnage ordonnées et une station 

de référence, on privilégiera la régression 
logistique, suivie d’une analyse de contrastes, 

pour comparer les stations individuelles72. Si 
la relation traitement-réponse est linéaire 
(« espacement » égal entre les variables), on 
recommande d’employer un test séquentiel avec 

analyse de contrastes (Zajdlik, 2010). Lorsque la 
régression logistique n’est pas utilisée, le test de 

tendance Cochran-Armitage constitue le 
deuxième choix, et le test du khi-deux

71, le 
troisième. Dans le cas d’une relation traitement-
réponse monotone73, les solutions de rechange 

post-hoc aux contrastes séquentiels sont le test 
de Shirley (deuxième choix) et le test de 
Jonckheere-Terpstra (dernier choix). Il peut 
arriver que, même si un gradient est prévu dans 
la réponse, on n’en observe pas (en d’autres 

termes, on obtient une relation traitement-
réponse non monotone). Cette situation pourrait 
se produire si, par exemple, en aval d’une 

source ponctuelle, les nutriments que renferme 
un sédiment changeaient ou que la 
biodisponibilité d’un contaminant ne restait pas 

constante. Dans un tel cas, la méthode exacte de 

Fisher avec ajustement de Bonferroni-Holm 
serait à privilégier, ou encore le test de 
sommation des rangs de Wilcoxon

74.  

Dans le scénario no 3, les stations 
d’échantillonnage sont nombreuses, mais elles 

ne sont pas ordonnées le long du gradient prévu, 
et les comparaisons se font avec la station 
d’échantillonnage de référence. 

Le test à privilégier est la régression logistique, 
suivie de l’expression de contrastes par paires 

avec ajustement de Bonferroni-Holm. Si on ne 
dispose pas d’un progiciel de régression 

logistique, le test de Fisher-Freeman-Halton 
constituerait le deuxième choix, et le test du 

khi-deux
71, le troisième. La méthode exacte 

de Fisher par paires avec ajustement de 
Bonferroni-Holm constituerait un autre test 
post-hoc possible. 

5.6.1.1 Évaluation des modèles utilisés 

Lorsqu’on a recours à la régression logistique, 
l’adéquation du modèle servant à expliquer les 

données observées est souvent évaluée. Les 
deux outils d’évaluation sont : 

70 À moins d’indication contraire, tous les réplicats sont 

considérés comme des échantillons prélevés sur le 

terrain. 
71 Il est recommandé d’appliquer, si possible, une 

correction de continuité au test du khi-deux. S’il y a 

une seule station d’échantillonnage à l’étude et une 

seule station d’échantillonnage de référence (c.-à-d. 
un tableau de contingence de 2 × 2), la correction de 
continuité qui convient est celle de Yates. Pour les 
plans d’expérience comportant plus d’une station 

d’échantillonnage à l’étude, on aura plutôt recours 
à une correction de continuité plus générale. 
72 La régression logistique sert ici de test global 
d’hypothèse, tandis que l’analyse de contrastes constitue 

le test post-hoc. 
73 Une relation traitement-réponse monotone décrit la 
relation entre les stations d’échantillonnage ordinales et la 

réponse biologique, où la « direction » de la réponse ne 

s’inverse pas lorsqu’elle est examinée par rapport à celle 

des stations d’échantillonnage. Par exemple, si la 
mortalité diminue graduellement (ou reste la même) aux 
stations d’échantillonnage successives en aval d’une 

source ponctuelle, on décrirait cette relation comme étant 
une réponse monotone. 
74 Aussi appelé test U de Mann-Whitney et test de Mann-

Whitney-Wilcoxon. 
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1) le test statistique de la variable 
indépendante; 

2) le test de l’ajustement du modèle. 

Dans les plans d’expérience décrits ici, le test 

statistique de la variable indépendante permet 
de déterminer si les écarts entre les stations 
d’échantillonnage peuvent expliquer 

adéquatement les écarts dans les taux de 
mortalité observés. Les tests statistiques qui 
conviennent sont le test du rapport des 

vraisemblances (premier choix) ou le test de 
Wald. Pour l’examen de l’ajustement du 

modèle75, on évalue visuellement les 
représentations graphiques des résidus. 
L’ajustement peut être médiocre lorsque les 

réponses ne suivent pas une distribution 
binomiale76 ou que des valeurs aberrantes 
sont présentes. 

Les critères de décision et les principes de 
l’interprétation approfondie du test statistique 

de la variable indépendante et du test de 
l’ajustement du modèle n’ont pas encore été 
établis, et on n’a pas examiné les autres 

solutions de rechange à l’évaluation de 

l’adéquation du modèle. C’est pourquoi le 

recours à ces outils à des fins d’assurance et de 

contrôle de la qualité est laissé à la discrétion 
de l’utilisateur averti. On peut aussi consulter 
un statisticien. 

Les tests non paramétriques (comme ceux de 
Shirley ou de Jonckheere-Terpstra) ne sont pas 
soumis au test statistique de la variable 
indépendante ou au test de l’ajustement du 

modèle. Toutefois, des hypothèses sous-jacentes 

sont communes à tous les tests statistiques, 
comme l’indépendance des réponses. Dans les 

essais normalisés bien conçus et bien exécutés, 
ces hypothèses sont peu susceptibles d’être 

enfreintes (Zajdlik, 2010) et elles ne sont pas 
abordées plus avant ici. 

5.6.2 Analyse des données sur le poids sec 

On trouve dans EC (2007)77 des conseils 
détaillés sur l’analyse statistique de mesures 

quantitatives pouvant être appliquées facilement 
aux données sur la croissance de H. azteca dans 
un scénario comportant des stations 
d’échantillonnage multiples. Si on doit 

comparer le poids sec final obtenu pour la seule 
station d’échantillonnage à l’étude avec celui 

obtenu pour une station d’échantillonnage de 

référence, un test t
78 convient habituellement à 

l’analyse statistique (v. 3.2 dans EC, 2007). 
Lorsque plus d’une station d’échantillonnage 

(traitement) est à l’étude et que 

l’expérimentateur souhaite comparer de 

nombreuses stations entre elles ou avec la 
station d’échantillonnage de référence, il peut 

avoir recours à une ANOVA et à des tests de 
comparaisons multiples (et équivalents non 
paramétriques) (v. 3.3 dans EC, 2007). Le choix 
du test se fonde sur les éléments suivants : 

1) le type de comparaison à établir (p. ex., une 
série complète de comparaisons par paires 
entre toutes les stations d’échantillonnage ou 

75 L’ajustement du modèle décrit la capacité du modèle 
à prédire avec précision la variable-réponse. 
76 Même s’il est évident que la réponse de H. azteca est 
binomiale (mort ou survie), il est possible que d’autres 

facteurs (p. ex., les réplicats d’une station 

d’échantillonnage) influent sur la variation du modèle. Il 
existe des tests reconnus utilisant la distribution binomiale 
(Zajdlik, 2010), mais on considère que leur emploi n’est 

pas d’une importance critique à cette étape-ci. 

77 Pour l’analyse des données sur la croissance 
de H. azteca, il est conseillé de consulter les sous-
sections 3.2 et 3.3 de EC (2007), qui portent sur l’analyse 

de mesures quantitatives pour des échantillons provenant 
d’un seul endroit et de plusieurs endroits, respectivement. 
On devrait aussi consulter la sous-section 7.5 de 
EC (2007), qui présente d’autres détails sur les tests de 

comparaisons multiples aux fins des tests d’hypothèse; 

toutefois, le calcul de la concentration sans effet observé 
(CSEO) ou de la concentration minimale avec effet 

observé (CMEO) n’est pas recommandé ici. 
78 Ce test suppose une égalité des variances entre les 
groupes, mais on peut le modifier pour tenir compte d’une 

inégalité des variances (EC, 2007). 
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une comparaison de la réponse obtenue pour 
chaque station et pour la station de référence 
seulement); 

2) l’existence prévue d’un gradient chimique 

et/ou d’un gradient dans la réponse 

biologique; 

3) la satisfaction des hypothèses de normalité 
et d’homoscédasticité. 

5.6.3 Variantes du plan d’étude 

et des analyses  

Certains scénarios d’essais sur un sédiment sont 

moins courants, notamment : 

1) la comparaison entre elles de toutes les 
stations d’échantillonnage (comparaison 
intégrale par paires)79; 

2) la comparaison de stations d’échantillonnage 

groupées dans les catégories « zone 
rapprochée » ou « zone éloignée »80;  

3) la comparaison de réplicats et de répétitions. 

Pour une comparaison intégrale par paires 
(p. ex., comparaison de toutes les stations 
d’échantillonnage entre elles) des données sur 

le poids sec final (mesure quantitative), où 
on suppose que les données satisfont aux 

hypothèses de normalité et d’égalité des 

variances, on procéderait d’abord à une 

ANOVA pour vérifier les écarts globaux. 
On pourrait ensuite utiliser des tests post-hoc, 
comme le test de la plus petite différence 

significative de Fisher ou le test de Tukey. Il 
convient de suivre les conseils fournis dans les 
sous-sections 3.3 et 7.5 de EC (2007), où on 
trouve par ailleurs d’autres détails, des tests de 

rechange et des tests non paramétriques. 

Pour une comparaison intégrale par paires 
(p. ex., comparaison de toutes les stations 
d’échantillonnage entre elles) des données sur la 

mortalité (mesure quantique), les tests 
statistiques globaux à effectuer sont identiques 
à ceux décrits en 5.6.1 (la régression logistique 
constituant le premier choix). Lorsque les 
données sont ordonnées, des conflits risquent 
de surgir dans l’interprétation des comparaisons 
entre des stations d’échantillonnage multiples, 

et l’expérimentateur devrait alors réévaluer le 

test d’hypothèse (Zajdlik, 2010). Si les données 

sont non ordonnées, les comparaisons se font 
de la même façon qu’avec les témoins (la 

méthode à privilégier est l’expression de 

contrastes par paires, ou encore la méthode 

exacte de Fisher par paires avec ajustement 
de Bonferroni-Holm). 

Aucune marche à suivre pour comparer les 
données sur le poids sec final pour les stations 
d’échantillonnage en « zone rapprochée » et en 
« zone éloignée » n’a été établie expressément 

aux fins de la présente méthode. Le lecteur 
devrait consulter d’autres documents 

d’orientation d’Environnement Canada 

fournissant des détails sur d’autres paramètres 

quantitatifs en regard de différents plans d’étude 

(sections 4 et 8 dans EC, 2012). Il est à noter 
que la terminologie utilisée dans ces documents 
pour décrire des zones d’étude ne correspond 

pas nécessairement à celle employée ici. 

Si le plan d’échantillonnage et les objectifs de 

l’essai permettent de grouper les données de 
plusieurs stations d’échantillonnage selon 

79 Une telle comparaison a une plus grande portée que 
celle entre la station d’échantillonnage à l’étude et la 

station d’échantillonnage de référence (v. 5.6.1). 
80 « Zone rapprochée » et « zone éloignée » s’entendent ici 

dans le contexte des rejets d’effluents (EC, 2010). Les 
zones d’exposition rapprochées sont à l’extérieur de la 

zone de rejet direct de l’effluent dans l’environnement – 
l’exposition à l’effluent y est la plus élevée. Les zones 
d’exposition éloignées sont situées plus loin le long du 

gradient de l’effluent; les concentrations de ce dernier 

y sont moins élevées que dans les zones d’exposition 

rapprochées. En théorie, les zones d’exposition éloignées 

s’étendent jusqu’à la zone où apparaissent des conditions 

de référence. On compare souvent entre elles les zones 
rapprochées et éloignées, et elles peuvent englober 
plus d’une station d’échantillonnage. Une zone (ou site) 
de référence peut également faire l’objet d’une 

comparaison semblable. 
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qu’elles sont situées en zone rapprochée ou 

éloignée, il est recommandé de segmenter le test 
du khi-deux pour les données sur la mortalité 
(mesure quantique), étant donné que cela 
permettra d’accroître la capacité de détecter un 

écart significatif. On trouvera des détails sur ces 
calculs dans d’autres documents (Zajdlik, 2010).  

Si des réplicats (échantillons prélevés sur le 
terrain) et des répétitions (réplicats de 
laboratoire) ont été mis à l’essai, on devrait 

consulter un statisticien pour connaître les 
choix d’analyse. 

5.6.4 Analyse de puissance 

Un facteur important à considérer quand on 
analyse les résultats d’essais toxicologiques sur 

un sédiment est le risque d’obtenir des faux 

positifs (soit de conclure qu’un site non 

contaminé est contaminé – erreur de type I) ou 
des faux négatifs (soit de conclure qu’un site 

contaminé est non contaminé – erreur de 
type II). Les chercheurs, habituellement prudents 
quand ils choisissent le degré de signification 
statistique (α) pour tolérer les faux positifs 

(erreurs de type I), le fixent généralement 
à p = 0,05 ou 0,01. Le plus souvent, lorsqu’ils se 

conforment à un plan d’expérience précis, ils ne 

tiennent pas compte du lien entre puissance, 
variation et amplitude de l’effet et omettent de 

préciser la valeur de l’erreur de type II. Plusieurs 
facteurs peuvent avoir une incidence sur la 
puissance statistique, dont les suivants : 

1) la variation entre les réplicats représentant 
le même traitement; 

2) α (c.-à-d. la probabilité de commettre une 
erreur de type I); 

3) l’amplitude de l’effet (l’objet même de 

l’essai); 

4) le nombre d’échantillons ou de répétitions 

utilisé dans l’essai et, dans certains cas, leur 

affectation81. 

Dans les domaines scientifiques fondés sur 
la recherche, l’analyse de puissance est 

particulièrement utile au moment de 
l’établissement du plan d’expérience 

préliminaire (Hoenig et Heisey, 2001; Lenth, 
2007; Newman, 2008). Ainsi, on exécute un 
essai préliminaire afin de déterminer l’écart type 

approximatif (variation) et de diagnostiquer les 
problèmes qui risquent de surgir dans 

81 Si le plan d’expérience exige la comparaison de la 

station d’échantillonnage à l’étude avec la station 

d’échantillonnage de référence seulement (p. ex., au 
moyen du test de Dunnett ou du test de Williams), on 
obtient une puissance optimale pour le paramètre du poids 
sec final en affectant un nombre plus élevé de réplicats à 
la station de référence (Dunnett, 1995; Williams, 1972; 
OCDE, 2006). En règle générale, le nombre de réplicats 
prélevés à la station de référence (no) peut être corrélé 
comme suit au nombre de stations d’échantillonnage à 

l’étude (k) et au nombre de réplicats prélevés à la station 

d’échantillonnage à l’étude (n) : no = n√k pour le test de 

Dunnett (OCDE, 2006). On recommande la version 
modifiée suivante si le test de Williams est employé : 
√k est remplacé par une plage comprise entre 1,1√k et 

1,4√k (Williams, 1972). Dans la présente méthode, il faut 
prélever ≥5 réplicats par station d’échantillonnage. Si 
l’expérimentateur souhaite utiliser un nombre de réplicats 

supérieur à ce minimum, il devrait affecter des réplicats 
supplémentaires à la station d’échantillonnage de 

référence afin de maximiser la puissance et de réduire au 
minimum l’erreur de type II. Prenons l’exemple suivant, 

qui fait appel au test de Dunnett : le plan d’expérience 

comporte 1 station d’échantillonnage de référence, 

4 stations d’échantillonnage à l’étude et 5 réplicats 
prélevés dans ces dernières stations. Pour maximiser 
la puissance, le nombre optimal de réplicats à prélever 
à la station de référence serait de no = n√k = 5 × √4 = 

10 réplicats. 
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l’exécution de l’essai en général. D’autres 

facteurs de l’analyse de puissance, comme 

l’amplitude de l’effet et le nombre de 

répétitions, peuvent ensuite être envisagés en 
regard de l’écart type en vue d’optimiser le plan 

d’expérience définitif (p. ex., le nombre de 
répétitions nécessaires pour détecter un effet 
d’une certaine amplitude).  

Dans l’élaboration de méthodes d’essai 

normalisées, l’analyse de puissance a pour 
objectif premier l’optimisation du plan 

d’expérience (ou du moins l’estimation de la 

puissance du plan en cours)82. Toutefois, il 
faudrait généralement prendre en considération 
un ensemble de données nettement plus étoffé 
qu’une seule estimation de la variation et de 
l’amplitude de l’effet. Par exemple, les 

spécialistes des méthodes d’essai pourraient 

recueillir un grand nombre d’estimations 

de la variation auprès de différents laboratoires 
et à partir de différents scénarios de 
contamination (Thursby et coll., 1997; 
Van der Hoeven, 1998; Denton et coll., 2011). 
Les essais normalisés sont souvent employés 

à des fins de surveillance ou d’application de 

programmes réglementaires, lesquels peuvent 
préciser l’amplitude de l’effet (p. ex., 25 %) 
à détecter (Porebski et Osborne, 1998).  

L’objectif à long terme d’Environnement 

Canada est de recueillir de telles données et  

de les utiliser pour déterminer si les plans 
d’expérience actuels peuvent atteindre un taux 

d’erreur de type II défendable. Toutefois, étant 
donné que les réplicats prélevés sur le terrain 
remplacent les réplicats de laboratoire dans la 
présente édition de la méthode, on ne dispose 
pas encore d’estimations adéquates de l’écart 

type83
. Par contre, à partir d’une seule évaluation 

fondée sur le paramètre de croissance et un 
modèle qui intègre des réplicats prélevés sur le 
terrain et des réplicats de laboratoire (Zajdlik, 
2010), on peut établir une évaluation très 
préliminaire de la puissance (pour 5 réplicats 
prélevés sur le terrain). D’après ces données, la 

puissance de détection d’une inhibition de 30 % 
de la croissance est de 65-85 %84. 

82 En 2010, l’USEPA a mis au point une approche 

d’analyse des données appelée test de toxicité significative 
(TTS) (USEPA, 2010). Un TTS permet de tester une 
hypothèse d’après la bioéquivalence, une notion 

largement utilisée dans la mise au point et l’évaluation de 

médicaments. Nous faisons état du TTS ici parce que 
l’analyse de puissance et le TTS ont certains buts 
communs (p. ex., expression a priori des erreurs des 
types I et II) et un contexte semblable (application 
d’essais normalisés). 

83 La variation entre les réplicats prélevés sur le terrain ne 
peut être évaluée à partir de données historiques d’essais 

où on faisait appel à des réplicats de laboratoire. 
84 La plage de puissance reflète la plage des estimations de 
la variance utilisée. Dans ce cas, les éléments de variance 
des deux types de réplicats (terrain et laboratoire) ont été 
combinés pour obtenir un ratio. C’est ce ratio de variance 

qui a servi à estimer la puissance. 
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Section 6 

Modes opératoires particuliers pour les essais sur un sédiment enrichi 

La présente section renferme des 
recommandations et des instructions sur la 
préparation et l’utilisation, dans les essais, 

d’un sédiment témoin ou d’un sédiment enrichi 

avec une ou des substances chimiques, un 
sédiment contaminé ou des mélanges complexes 
de déchets. Ces recommandations et instructions 
s’ajoutent aux procédures décrites dans la 
section 4. On trouvera dans EC (1995) des 
conseils plus détaillés pour enrichir un sédiment 
et réaliser des essais toxicologiques avec des 
mélanges de substances chimiques et de 
sédiments. On pourrait devoir évaluer et 
normaliser davantage les méthodes 
d’enrichissement des sédiments (v. 6.2) avant 
d’appliquer les essais toxicologiques avec 

H. azteca ou d’autres organismes convenables 

pour évaluer des mélanges particuliers de 
sédiments et de substances chimiques à des 
fins réglementaires. 

On peut examiner expérimentalement la ou les 
causes de la toxicité d’un sédiment ainsi que 

les effets toxiques interactifs d’une ou de 

plusieurs substances chimiques, d’un sédiment 

contaminé ou de déchets particulaires en 
association avec un sédiment par ailleurs non 
contaminé, en enrichissant un sédiment témoin 
non contaminé avec ces substances ou matières. 
Pour enrichir un sédiment, on peut utiliser une 
ou plus d’une substance chimique, un autre 
sédiment (contaminé ou non) ou une matière 
particulaire semblable (p. ex., boues de dragage 
mélangées avec un sédiment provenant d’un lieu 

d’immersion existant ou projeté en eau douce).  

L’emploi d’une gamme de concentrations 

d’enrichissement permet d’estimer les CL50 
et de déterminer les concentrations provoquant 
des effets sublétaux. Les essais toxicologiques 
sur un sédiment enrichi permettent aussi de 
mesurer l’influence des caractéristiques 

physicochimiques d’un sédiment naturel ou 

artificiel sur la toxicité d’une substance 

chimique. Pour les essais toxicologiques de 
référence, on peut employer un sédiment témoin 
enrichi avec une substance chimique convenable 
(v. 4.8). La présente section renferme des 
recommandations et des instructions sur 
l’exécution d’essais avec un sédiment enrichi. 

On trouvera des conseils supplémentaires dans 
USEPA (1994a, 2000) et EC (1995). 

6.1 Propriétés, étiquetage 

et entreposage des échantillons 

On devrait se renseigner sur les propriétés de la 
substance chimique, du sédiment contaminé ou 
du déchet particulaire qui sera dilué avec un 
sédiment témoin ou autre. Dans le cas 
d’échantillons de sédiment contaminé ou de 

matière particulaire semblable, on devrait suivre 
les instructions données sur leur caractérisation 
(v. 5.2). Pour ce qui concerne les substances 
chimiques (dont les produits formulés) ou les 
mélanges chimiques, on devrait consulter 
l’information qui existe sur la concentration des 

principaux ingrédients et des principales 
impuretés, la solubilité dans l’eau, la pression de 

vapeur, la stabilité chimique, les constantes de 
dissociation, la toxicité pour les humains et les 
organismes aquatiques, la biodégradabilité. 
Lorsque la solubilité dans l’eau est douteuse ou 

problématique, on devrait faire des recherches 
sur les modes opératoires acceptables déjà 
utilisés pour préparer des solutions aqueuses des 
substances chimiques visées, consigner ces 
modes, puis déterminer en laboratoire la 
solubilité de la substance en question dans l’eau 

d’essai. On devrait obtenir et consigner d’autres 

renseignements tels que la formule développée, 
la nature et le pourcentage des impuretés 
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notables, la présence d’additifs et leur quantité, 

le coefficient de partage n-octanol-eau85. 

La substance chimique (il peut y en avoir 
plus d’une) à soumettre aux essais devrait au 

moins être de qualité réactif, sauf si un essai 
sur une préparation commerciale ou une 
substance chimique de qualité technique est 
exigé (USEPA, 1994a, 2000). Les récipients 
contenant la substance doivent être fermés 
hermétiquement et codés ou étiquetés dès leur 
arrivée au laboratoire. L’information exigée 

(nom de la substance, fournisseur, date de 
réception, personne chargée des essais, etc.) 
devrait figurer sur l’étiquette et/ou être 

consignée sur une feuille de données réservée 
à l’échantillon, selon ce qui convient le mieux. 

Les conditions d’entreposage (p. ex., 
température, protection contre la lumière) sont 
souvent dictées par la nature de la substance 
chimique. On devrait prélever, étiqueter, 
transporter et entreposer le ou les échantillons 
de sédiment contaminé ou de matière 
particulaire à évaluer après enrichissement, 
selon les instructions fournies en 5.1 et 5.2. 

6.2 Préparation des mélanges 

destinés aux essais 

Les chercheurs ont utilisé différentes méthodes 
pour enrichir (doper) un sédiment témoin non 

contaminé avec une ou des substances 
chimiques ou pour diluer un sédiment 
contaminé ou un autre déchet particulaire 
avec un sédiment témoin en vue d’essais 

toxicologiques sur le mélange ainsi obtenu 
(ASTM, 1991a, 1991b, 1993, 1995a, 1995b, 
2008, 2010; Burton, 1991; USEPA, 1994a, 
2000, 2001; Hoke et coll., 1995).  

Il existe diverses façons de préparer un sédiment 
enrichi (notamment en ce qui concerne l’ajout 

d’une substance ou matière, le mélange 

lui-même ainsi que le temps et les conditions 
d’équilibre). La technique et le temps de 

mélange ainsi que le temps de vieillissement 
peuvent influer sur la toxicité du mélange 
(USEPA, 1994a, 2000). Aucune méthode 
normalisée de préparation ne peut être 
recommandée pour le moment, mais des 
techniques déjà éprouvées ou considérées 
comme adéquates pour enrichir un sédiment 
destiné à des essais toxicologiques avec 
H. azteca sont décrites dans les paragraphes 
qui suivent. 

Divers documents (EC, 1994, 1995; USEPA, 
2000, 2001; ASTM, 2008) donnent plus de 
précisions sur l’enrichissement et 

l’homogénéisation des sédiments, et il est 

conseillé de les consulter. Les chercheurs qui 
se proposent d’utiliser dans des essais 

toxicologiques un ou des mélanges préparés en 
laboratoire devraient faire preuve de prudence 
et être au fait des éventuels problèmes de 
non-homogénéité de ce ou ces mélanges, 
des modifications que cela entraîne dans la 
biodisponibilité ou la sorption et de la 
non-linéarité possible des réactions toxiques 
(Nelson et coll., 1994). 

La méthode d’enrichissement d’un sédiment 
dépend des objectifs de l’étude et de la nature 

de la substance ou matière d’essai à ajouter au 

sédiment témoin ou autre. Souvent, on prépare 
une solution mère de substance chimique et on 
en incorpore un ou plusieurs volumes mesurés 
dans un sédiment témoin (Swartz et coll., 
1985b, 1988; ASTM, 1991a, 1993). La plupart 
du temps, on exprime la concentration dans le 
sédiment en microgrammes par gramme (μg/g) 

ou en milligrammes par kilogramme (mg/kg) de 
poids sec (Swartz et coll., 1985b, 1988), mais 
la concentration mesurée en fonction du poids 
humide pourrait s’avérer plus utile pour corréler 

les résultats avec la toxicité du sédiment 
(Burton, 1991). Selon la nature de la substance 

85 Le fait de connaître les propriétés de la substance 
chimique facilitera la détermination des précautions 
à prendre et des exigences concernant la manipulation et 
la mise à l’essai (p. ex., essai se déroulant dans un local 
bien aéré, nécessité d’utiliser un solvant). Les 
renseignements sur la solubilité de la substance chimique 
et sur sa stabilité dans l’eau seront également utiles au 

moment de l’interprétation des résultats. 
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ou matière d’essai et les objectifs de l’essai, on 

pourrait aussi exprimer les concentrations en 
fonction de la teneur du sédiment en carbone 
organique (p. ex., pour évaluer la toxicité des 
composés organiques non polaires) ou en 
sulfures volatils acides (p. ex., pour évaluer 
la toxicité des métaux) (Di Toro et coll., 
1990, 1991; ASTM, 1991a, 1993; USEPA, 
1994a, 2000). 

Pour préparer des solutions mères, le solvant de 
premier choix est l’eau d’essai (v. 2.3.4 et 3.4); 
on devrait éviter les solvants autres que l’eau, 

sauf en cas de nécessité absolue. Afin de diluer 
les composés organiques ou autres peu solubles 
dans l’eau d’essai, on peut utiliser un solvant 

organique miscible dans l’eau pour faciliter leur 

dispersion dans l’eau (Borgmann et coll., 1990; 
ASTM, 1991a, 1993; USEPA, 1994a, 2000). 
On a recommandé le triéthylèneglycol en raison 
de sa faible toxicité pour les organismes 
aquatiques, sa faible volatilité et sa grande 
capacité de dissoudre de nombreuses substances 
chimiques organiques (ASTM, 1991a, 1993). 
D’autres solvants tels que le diméthylsulfoxyde, 

le méthanol, l’éthanol ou l’acétone peuvent 

servir à préparer les solutions mères de 
substances chimiques organiques, mais ces 
solvants peuvent contribuer à la toxicité de 
l’échantillon, modifier les propriétés du 

sédiment ou s’échapper du milieu d’essai en 

raison de leur volatilité. On ne devrait pas 
utiliser de surfactifs (ASTM, 1991a, 1993). 

Si on utilise un solvant organique, l’essai doit 

comporter un sédiment témoin non contaminé 
(c.-à-d. sans solvant ni substance d’essai) et un 

sédiment témoin contenant le solvant. Ce témoin 

sédiment-solvant doit renfermer le solubilisant 
à la concentration maximale qu’il atteint dans le 

mélange de sédiment et de substance chimique 
d’essai. Le solvant doit provenir du lot qui a 
servi à préparer la solution mère (ASTM, 1991a, 
1993; USEPA, 1994a, 2000). 

On devrait utiliser les solvants avec parcimonie, 
car ils pourraient contribuer à la toxicité du 

sédiment d’essai préparé. La concentration 
maximale du solvant dans le sédiment ne devrait 
pas influer sur la survie ou la croissance de 
H. azteca pendant l’essai. Si on ne connaît pas 

cette concentration, on devrait effectuer un essai 
préliminaire, avec solvant seulement, à diverses 
concentrations dans un sédiment témoin, afin de 
déterminer la concentration avec effet de seuil 
du solvant qu’on prévoit utiliser dans l’essai 

définitif. Afin de réduire la possibilité 
d’introduire des artefacts liés au solvant, la 

procédure d’enrichissement devrait inclure une 
étape permettant au solvant de s’évaporer avant 

l’ajout de sédiment et d’eau (USEPA, 2001; 

ISO, 2011). Ainsi, on peut utiliser une technique 
d’enduction de la substance chimique (dissoute 

dans un solvant) sur du sable siliceux ou sur les 
parois d’un récipient, puis on laisse le solvant 

s’évaporer lentement avant l’ajout du sédiment 

humide. La substance chimique de la surface 
sèche sera ensuite sorbée sur ce dernier 
(USEPA, 2001). 

Le mélange des volumes mesurés de solution 
mère de la ou des substances chimiques d’essai 

avec un sédiment témoin ou un autre sédiment 
devrait être homogène. L’enrichissement d’un 

sédiment sec ou humide est de pratique 
courante, mais il est recommandé d’utiliser un 

sédiment humide pour éviter les pertes de 
substance chimique d’essai et/ou l’altération 

des caractéristiques physicochimiques tant de la 
substance que du sédiment. Diverses méthodes 
d’enrichissement sont présentées dans USEPA 

(2001). Le mélange peut se faire à la main 
(p. ex., à l’aide d’une spatule ou d’une tige de 
verre propre) ou par roulage (p. ex., avec un 
dispositif mélangeur; Ditsworth et coll., 1990). 
Parmi les autres techniques recommandées 
(USEPA, 2001; ISO, 2011), on compte 
l’enrichissement d’une suspension de sédiment 

(Cairns et coll., 1984; Stemmer et coll., 1990; 
Landrum et Faust, 1991) ou d’une boue de 

sédiment (Birge et coll., 1987). D’autres 

méthodes pourraient se révéler acceptables, 
à la condition que la substance chimique soit 
uniformément répartie dans le sédiment. Pour 
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chaque traitement inclus dans l’essai, il faut 

uniformiser les conditions du mélange, 
y compris le ratio solution-sédiment ainsi que 
la durée et la température du mélange et de 
l’imprégnation. C’est le degré d’homogénéité 

atteint qui dicte la durée du mélange du 
sédiment enrichi. Cela peut prendre de quelques 
minutes à 24 h. L’opération devrait se faire à 

basse température afin de réduire au minimum 
l’altération physicochimique du mélange et 

l’activité microbienne. Il est conseillé d’analyser 

des sous-échantillons du sédiment enrichi afin 
de déterminer le degré de mélange et 
d’homogénéité (Ditsworth et coll., 1990; 

USEPA, 1994a, 2000). 

Certaines études pourraient n’exiger qu’une 

concentration d’un mélange de sédiment témoin 

(ou autre) et de substance chimique, ou encore 
une seule concentration de sédiment contaminé 
ou de déchet particulaire dans un sédiment 
témoin ou autre. Par exemple, on pourrait 
effectuer un essai à concentration unique afin 
de déterminer si une concentration donnée de 
substance chimique ou de déchet particulaire 
dans un sédiment non contaminé est toxique 
pour H. azteca. Un tel essai pourrait servir 
à des fins réglementaires ou à la recherche 
(on trouvera en 5.6 des indications sur les 
approches statistiques connexes aux essais 
à concentration unique). 

On devrait exécuter, dans des conditions 
normalisées, un essai à concentrations multiples 
sur un sédiment témoin ou autre afin de 
déterminer les paramètres (p. ex., CL50, CIp; 
v. 6.5) de chaque mélange de substance 
chimique et de sédiment. Un essai 
à concentrations multiples sur un sédiment 
témoin enrichi avec un déchet particulaire donné 
pourrait aussi convenir. Il faut alors prévoir 
≥7 concentrations, plus un témoin; il est 
recommandé d’utiliser un plus grand nombre de 

concentrations (soit ≥10, plus des sédiments 

témoins) pour améliorer la probabilité 
d’atteindre les valeurs établies en regard de 

chaque paramètre. On peut se servir d’une série 

de dilutions géométriques, où chaque 
concentration de substance chimique ou de 
déchet particulaire dans le sédiment correspond 
à au moins la moitié de la précédente dans la 
série (p. ex., 320, 160, 80, 40, 20, 10, 5, 2,5, 
1,25, 0,63 mg/kg)86. Les dilutions peuvent aussi  

être logarithmiques (v. annexe I). Pour 
déterminer la plage de concentrations qui 
convient, on peut effectuer un essai préliminaire 
englobant une plage plus étendue. 

Les essais destinés à évaluer la toxicité de 
mélanges d’une ou de plusieurs substances ou 

matières d’essai dans un sédiment témoin aux 

fins d’une homologation fédérale ou de 

l’application d’un règlement doivent 
comprendre ≥5 répétitions de chaque 
concentration à analyser et de chaque sédiment 
témoin à inclure dans l’essai. Comme l’objet 

d’un essai à concentrations multiples est de 

déterminer à la fois la CL50 (données sur la 
mortalité) et la CIp (données sur le poids sec), 
il est recommandé d’utiliser 10 concentrations 
plus un ou des témoins. On pourrait réduire le 
nombre de répétitions par traitement ou 
n’utiliser aucune répétition dans le cas d’essais 

préliminaires. On pourrait faire de même, selon 
les écarts prévus entre les récipients d’essai 

d’un traitement, s’il s’agit d’essais préalables 

exécutés à des fins non réglementaires ou 
de recherche. 

Il faut prévoir un temps d’équilibre afin que la 

concentration de la ou des substances chimiques 
d’essai puisse se stabiliser dans les espaces 
interstitiels du sédiment. Ce temps dépend avant 
tout de la nature de la ou des substances d’essai 

ainsi que du type de sédiment (p. ex., un 
sédiment sableux ou un sel inorganique exige un 
temps d’équilibre moins long qu’un sédiment 

ayant une teneur élevée en argile ou qu’un 

composé organique) (USEPA, 2001; ISO, 

86 Dans un sédiment, la concentration s’exprime 

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

humide. Dans l’eau de porosité, elle peut parfois 

s’exprimer en μg/L ou en mg/L. 
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2011). Il est recommandé, conformément à un 
usage répandu (USEPA, 1994a, 2000), de laisser 
vieillir les mélanges de sédiment enrichi 
pendant 4 semaines avant la mise en route d’un 

essai. Même si de nombreuses études ont débuté 
dans les heures ou les jours qui ont suivi la 
préparation des mélanges enrichis, il est possible 
que ces délais courts et variables ne permettent 
pas aux substances chimiques mélangées avec le 
sédiment témoin de s’équilibrer. En prévoyant 

un vieillissement systématique de 4 semaines 
avant l’essai toxicologique, on assurerait une 

certaine normalisation des comparaisons 
intralaboratoires et interlaboratoires des résultats 
des essais sur un sédiment enrichi. 
Immédiatement après sa préparation, chaque 
mélange devrait être transféré dans un récipient 
convenable, qu’on fermera hermétiquement 

(sans espace d’air) et qu’on entreposera dans 

l’obscurité à 4 ± 2 C (v. 5.2) pendant 
4 semaines avant son emploi. 

Selon les objectifs de l’essai, il pourrait être 

souhaitable de déterminer l’effet des 

caractéristiques du sédiment (p. ex., 
granulométrie ou teneur en matière organique) 
sur la toxicité des mélanges de substance 
chimique et de sédiment. Par exemple, on 
pourrait mesurer l’influence de la granulométrie 

du sédiment sur la toxicité de la substance par 
des essais parallèles à concentrations multiples 
sur une série de mélanges de la substance 
chimique dans différentes fractions (c.-à-d. des 
grains de diverses tailles) ou dans différents 
types de sédiment témoin naturel ou artificiel 
(v. 3.5). De même, on pourrait déterminer dans 
quelle mesure la teneur en matière organique du 
sédiment peut modifier la toxicité de la 
substance chimique en exécutant des essais 
parallèles à concentrations multiples sur 
différents mélanges de substance chimique et de 
sédiment préparés avec une série de sédiments 
témoins enrichis avec une matière organique. 
On devrait intégrer dans l’essai, en tant que 

témoin, chaque fraction ou préparation de 
sédiment témoin naturel ou artificiel utilisée 
pour préparer ces mélanges. 

Certains essais pourraient exiger la mesure de 
l’effet sur la survie et la croissance de H. azteca, 
à la fin de l’essai, d’une ou de plusieurs 

concentrations de substances chimiques données 
introduites dans les récipients d’essai sous 

forme de solutions recouvrant le sédiment. La 
procédure de préparation de ces concentrations 
pourrait varier selon les objectifs de l’étude. Par 

exemple, après avoir ajouté avec soin la ou les 
solutions d’essai dans des récipients d’essai de 

répétition renfermant une couche de sédiment 
témoin ou autre (p. ex., prélevé sur le terrain), 
on pourrait soit ne pas mélanger ni perturber le 
sédiment et la ou les solutions d’essai, soit 

agiter pendant une période déterminée la ou les 
solutions d’essai, en présence du sédiment, 

avant d’y transférer les organismes 

expérimentaux. Les interactions entre la ou les 
substances chimiques et le sédiment pourraient 
différer considérablement selon l’approche 
retenue et aboutir à des résultats notablement 
différents. Pour préparer chaque solution 
d’essai, on devrait utiliser, sauf indication 

contraire, de l’eau d’essai dont la température 

a été ajustée à 23 ± 1 C (v. 6.3). Il faut préparer 
et traiter de la même façon tous les témoins, y 
compris, le cas échéant, les témoins du solvant. 
On devrait se conformer aux indications 
fournies plus haut sur l’emploi de solvants 

autres que l’eau pour préparer des témoins du 

solvant. 

6.3 Eau d’essai et eau témoin/ 

de dilution 

Normalement, on devrait utiliser de l’eau 

d’essai non contaminée pour préparer les 
solutions mères ou les solutions d’essai et pour 

les essais de 14 jours sur un sédiment enrichi 
(v. 3.4). Cette eau peut être reconstituée ou 
naturelle. Il n’est pas obligatoire qu’elle soit 

identique à l’eau d’élevage des organismes 

expérimentaux (v. 2.3.4). Si on vise un haut 
degré de normalisation, une eau reconstituée 
d’une dureté de 120-140 mg de CaCO3 par litre 
est recommandée (v. 2.3.4; Borgmann, 1996). 
Par exemple, il est recommandé d’utiliser 
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une eau reconstituée standard lorsqu’il faut 

évaluer la toxicité mesurée du mélange 
de substance chimique et de sédiment et 
comparer les données toxicologiques à celles 
que des laboratoires d’essais ont recueillies 

sur la toxicité de la même substance ou 
d’autres substances. 

6.4 Observations et mesures 

Lors de la mise sur pied de l’essai, on devrait 

rédiger une description qualitative de chaque 
mélange de sédiment enrichi et de l’eau 

sus-jacente. Cette description pourrait inclure 
des observations sur la couleur, la texture et 
l’homogénéité apparente du sédiment, de 

même que sur la couleur et l’opacité de l’eau 

sus-jacente. Toute modification de l’aspect du 

mélange ou de l’eau sus-jacente observée au 
cours de l’essai ou à la fin devrait être 
consignée. On devrait procéder à des mesures 
de la qualité de chaque mélange de sédiment 
enrichi (y compris le sédiment témoin) et de 
l’eau sus-jacente et consigner ces mesures selon 
les modalités décrites en 4.5, 5.2 et 5.5. 

Si on dispose de la capacité d’analyse voulue, il 

est recommandé d’analyser les solutions mères, 

l’eau sus-jacente, le sédiment, l’eau de porosité 

et les solutions d’essai (le cas échéant) afin de 

mesurer les concentrations des substances 
chimiques et de déterminer si le sédiment a été 
enrichi de façon satisfaisante. Pour ce faire, on 
devrait en prélever des aliquotes au moins aux 
concentrations élevée, moyenne et faible, au 
début et à la fin de l’essai. On devrait préserver, 

entreposer et analyser ces aliquotes selon des 
méthodes adéquates et éprouvées. 

À moins d’avoir de bonnes raisons de croire 

que les mesures ne sont pas exactes, on devrait 
calculer et exprimer les résultats des essais 
toxicologiques en fonction des concentrations 
moyennes mesurées pour le sédiment entier 
(μg/kg ou mg/kg de poids sec) et pour l’eau de 

porosité (μg/L ou mg/L). Les résultats devraient 

être calculés et exprimés de la même façon dans 

le cas des concentrations de substances 
chimiques ajoutées à l’eau sus-jacente; de 
plus, il faudrait calculer et consigner les 
concentrations moyennes mesurées dans 
les solutions d’essai recouvrant le sédiment 

(EC, 1992a). 

6.5 Paramètres et calculs 

Les paramètres des essais à concentrations 
multiples sur des mélanges de sédiment enrichi 
sont la CL50 14 jours pour ce qui concerne la 
mortalité et la CIp 14 jours basée sur le poids 
sec. Les paragraphes qui suivent présentent un 
survol des statistiques et des programmes 
convenant au calcul de ces paramètres. La 
sous-section 5.6 renferme des indications sur 
le calcul et la comparaison des paramètres des 
essais à concentration unique sur des mélanges 
de sédiment enrichi. On trouvera dans EC 
(2007) de plus amples informations sur les 
statistiques paramétriques ou non paramétriques 
applicables aux données sur les paramètres. 

Dans un essai à concentrations multiples 
(p. ex., sur un sédiment enrichi), les paramètres 
statistiques exigés sont : 1) la CL50 (et ses 
limites de confiance à 95 %) pour ce qui 
concerne la mortalité de H. azteca; 2) la CIp (et 
ses limites de confiance à 95 %) fondée sur la 
croissance (c.-à-d. le poids sec des amphipodes 
survivants à la fin de l’essai). On trouvera dans 

EC (2007) des conseils pour le calcul de la CL50 
et de la CIp, accompagnés d’organigrammes 

facilitant le choix des tests statistiques 
appropriés. Tous les tests statistiques utilisés 
pour estimer les paramètres exigent la saisie des 
concentrations sous forme de logarithme.  

Il est vivement recommandé, pour avoir une 
représentation visuelle des données et vérifier 
si les résultats obtenus sont raisonnables par 
comparaison avec des calculs statistiques 
ultérieurs, de commencer par porter sur un 
graphique les données brutes (pourcentage de 
mortalité et poids sec) en fonction du logarithme 
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des concentrations87. Il faut résoudre tout écart 
important entre la CIp déterminée de façon 
approximative par la méthode graphique et celle 
calculée ultérieurement à l’aide d’un programme 

informatique. Le diagramme permettrait 
également de déterminer si on a obtenu une 
relation logique entre la concentration 
logarithmique (ou, dans certains cas, la 
concentration) et l’effet, une caractéristique 

souhaitable d’un essai valide (EC, 2007). 

L’optimisation du calcul de la CL50 (et ses 
limites de confiance à 95 %) se fonde sur le 
nombre d’effets partiels observés (EC, 2007). 
En résumé, on privilégiera la méthode de la 
régression probit et/ou logit si on observe deux 
effets partiels, le test de Spearman-Kärber si un 
seul effet partiel est observé et la méthode 
binomiale si aucun effet partiel n’est observé 

(méthode générale « par défaut »). 

L’analyse de régression constitue la principale 

technique statistique à utiliser pour calculer la 
CIp  88, 89, à la condition de satisfaire aux 

hypothèses exposées ci-dessous. Un certain 
nombre de modèles permettent d’évaluer par 

régression les données sur le poids sec (au 
moyen d’un test statistique quantitatif). Pour 
que la régression puisse être utilisée, les 
données doivent satisfaire aux hypothèses 
de normalité et d’homoscédasticité.  

On peut appliquer des techniques de 
pondération pour satisfaire à l’hypothèse 

d’homoscédasticité. Il convient aussi 

d’examiner les données afin de détecter les 

valeurs aberrantes, à l’aide d’une des techniques 

recommandées (v. 10.2 dans EC, 2007). Il faut 
tenter d’ajuster plus d’un modèle aux données. 
Enfin, on doit retenir le modèle présentant le 
meilleur ajustement90 comme étant celui qui 
convient le mieux à l’estimation de la CIp et ses 
limites de confiance à 95 %. Le critère 
d’information d’Akaike (ou l’équivalent, 

comme le critère bayésien d’information) 

constitue le premier choix pour déterminer le 
meilleur ajustement du modèle91. Les 
paramètres estimés par régression doivent être 

87 Au lieu de représenter graphiquement les données 
brutes, l’expérimentateur pourrait choisir de calculer et 
de porter sur un diagramme le pourcentage d’inhibition 

à chaque concentration d’essai; la valeur obtenue 

correspond à l’écart entre la réponse moyenne des témoins 

et la réponse au traitement (réponse moyenne des témoins, 
moins réponse moyenne au traitement, au numérateur), 
divisé par la réponse moyenne des témoins (au 
dénominateur) et exprimé en pourcentage (multiplié par 
100 %). On porte la valeur correspondant à chaque 
traitement sur un diagramme, en fonction de la 
concentration (v. ASTM, 1991a, pour de plus amples 
détails). L’axe des x représente la concentration 

logarithmique ou, dans certains cas, la concentration, 
selon les préférences et les objectifs de l’expérimentateur. 
Par exemple, en employant une échelle logarithmique, on 
s’adaptera aux échelles des données de régression, mais 

on pourrait, pour plus de clarté, employer la concentration 
dans le rapport final. Pour améliorer l’utilité du 

diagramme comme moyen de visualiser les données, 
l’expérimentateur pourrait choisir de représenter aussi la 
courbe de régression ainsi que les données brutes. 
88 La CIp est la concentration inhibitrice correspondant à 
un pourcentage d’effet précisé. Le « p » représente un 
pourcentage fixe d’inhibition choisi par l’expérimentateur. 

En règle générale, sa valeur est établie à 25 % ou à 20 %. 

89 Par le passé, les expérimentateurs ont souvent analysé 
des paramètres sublétaux quantitatifs, obtenus d’essais à 

concentrations multiples, en calculant la CSEO et la 
CMEO. Ces paramètres statistiques présentent notamment 
l’inconvénient de dépendre des concentrations d’essai 

choisies et de ne pas donner une idée de la précision 
(en d’autres termes, on ne peut en tirer aucune limite 

de confiance à 95 % ou à un autre seuil) (v. 7.1 dans 
EC, 2007). C’est à cause de ces inconvénients que la CIp 
constitue le paramètre statistique exigé pour les données 
sur le poids sec tirées d’un essai à concentrations 

multiples avec H. azteca. 
90 Comme il est indiqué à la sous-section 6.5.8 de 
EC (2007), il faut utiliser les cinq modèles suivants 
d’analyse de régression pour estimer la CIp : les modèles 
linéaire, logistique, gompertzien, exponentiel et 
hormétique (ce dernier étant un modèle logistique adapté 
au phénomène d’hormèse se manifestant à de faibles 
concentrations). EC (2007) fournit également (en 6.5.8 
et à l’annexe O) le formalisme mathématique précis de 
chaque modèle, y compris des exemples pratiques pour 
un progiciel de statistiques commun. 
91 L’erreur quadratique moyenne résiduelle, qui était 

auparavant recommandée à cette fin, peut être utilisée 
comme deuxième choix. 
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encadrés par les concentrations utilisées dans 
l’essai; l’extrapolation des paramètres au-delà 
de la concentration d’essai maximale ne 

constitue pas une pratique acceptable.  

Si tous les H. azteca mouraient dans une 
répétition donnée pendant l’essai, il n’y aurait 

aucune mesure du poids ni aucune saisie de 
données (en d’autres termes, ce serait une 

répétition « manquante », conformément à la 
première option décrite en 8.2 dans EC, 2007). 
Selon cette option, la mortalité serait analysée 
séparément. Par contre, les objectifs de l’étude 

pourraient inciter l’expérimentateur à combiner 

les paramètres du poids et de la mortalité 
[c.-à-d. la biomasse ou le poids total de tous les 
amphipodes survivants, divisé par le nombre de 
juvéniles au début de l’essai dans la répétition 

(v. la note de bas de page no 54), conformément 
à l’option 3 décrite en 8.3 dans EC, 2007].  

La capacité de décrire mathématiquement 
l’hormèse (c.-à-d. la stimulation des organismes 
ou une réponse de ces derniers meilleure que 
celle du témoin et qui ne se produit qu’à de 

faibles concentrations) dans la courbe 
dose-réponse a été intégrée dans les modèles 
récents de régression pour les données 

quantitatives (v. 10.3 dans EC, 2007). Les 
données hormétiques peuvent être saisies 
directement puisque le modèle peut s’adapter 

à tous les points de données et les intégrer; il 
n’y a pas d’équeutage des points de données 
révélant une réponse hormétique.  

Si les données ne se prêtent pas à la régression 
(parce que les hypothèses de normalité et 
d’homoscédasticité ne peuvent être satisfaites), 

on peut se servir de l’interpolation linéaire 

(p. ex., le programme ICPIN; v. 6.4.3 dans 
EC, 2007) pour estimer une CIp. Si les données 
sont hormétiques et que le programme ICPIN 
est utilisé, les réponses des organismes témoins 
doivent être prises en compte pour les 
concentrations donnant lieu à une hormèse 
(option 4, sous-section 10.3.3, EC, 2007). 

Dans tout essai incluant un témoin sédiment-

solvant (v. 6.2), il faut examiner les résultats 
(survie et poids sec final) obtenus pour ce 
témoin et pour le sédiment témoin non 

contaminé afin de déterminer s’ils sont 

indépendamment conformes aux critères de 
validité de l’essai (v. 4.7). Si ces critères ne sont 
pas satisfaits pour l’un ou l’autre témoin, on doit 

considérer que les résultats de l’essai sont  
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invalides. S’ils sont satisfaits dans les deux cas, 

il faut comparer les résultats obtenus à l’aide du 

test t. Si les résultats pour les deux témoins ne 
sont pas statistiquement différents, on devrait 
utiliser seulement les données relatives au 
sédiment témoin non contaminé pour le calcul 
des résultats de l’essai

92. Toutefois, si le taux de 
survie ou le poids sec final diffère grandement 
entre les deux témoins, cela pourrait indiquer 
l’existence d’une interférence possible du 

solvant, et on devrait alors procéder à une 
évaluation supplémentaire pour en mesurer 
l’incidence sur la validité de l’essai. On trouve 

dans USEPA (2008) des indications sur ce que 
pourrait inclure une telle évaluation : 1) degré 
de pertinence de la réponse dans le témoin 
sédiment-solvant (à savoir le pourcentage de 
changement par rapport à la réponse dans le 
sédiment témoin); 2) degré de signification 

statistique connexe à la différence entre les deux 
témoins (c.-à-d. écart hautement ou très peu 
significatif); 3) ampleur de l’interférence 

(réponses différentes pour les deux paramètres 
ou pour un seul); 4) examen de toute autre cause 
potentielle de l’interférence observée dans le 

témoin sédiment-solvant; 5) incidence de cette 
interférence possible sur l’incertitude de 

l’estimation du risque. Si on détecte une 

interférence attribuable au solvant, le témoin 
sédiment-solvant devrait servir de base au calcul 
des résultats.  

Les calculs suivants doivent être effectués et 
consignés pour chaque concentration d’essai, 

y compris le ou les traitements témoins : 1) taux 
de survie moyen ( ET) de H. azteca, à la fin de 
l’essai; 2) poids sec moyen ( ET) des H. azteca 
survivants, à la fin de l’essai. 

92 L’USEPA recommande de ne pas utiliser les données 

relatives au témoin sédiment-solvant pour le calcul des 
résultats parce qu’il faut alors partir de l’hypothèse selon 

laquelle les effets du solvant et du toxique sont 
indépendants les uns des autres et que les plans 
d’expérience actuels ne permettent pas de vérifier cette 

hypothèse (K. Sappington, Office of Pesticide Programs, 
USEPA, Washington, DC, comm. écrite, 2012). 
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Section 7 

Modes opératoires pour les essais de 14 jours dans l’eau seulement 

La présente section renferme des instructions 
générales pour les essais de 14 jours sur des 
échantillons d’effluent, de lixiviat, d’élutriat, 

d’eau réceptrice et de substance chimique, 

appelés essais dans l’eau seulement, en vue de 
mesurer la survie et la croissance de H. azteca. 
Ces instructions s’ajoutent à celles fournies 

dans la section 4 pour les essais sur un sédiment. 
Pour des raisons pratiques, le terme « eau » 
dans la désignation de ce type d’essai englobe 

toute matière aqueuse semblable à l’eau, 

notamment un effluent, un lixiviat, un élutriat 
ou une eau réceptrice. 

7.1 Aspects généraux des modes 

opératoires 

L’essai décrit dans la présente section porte sur 

la survie et la croissance de H. azteca dans l’eau 

seulement. Il se fonde sur deux méthodes : 1) un 
essai de 10 jours dans l’eau seulement, mis au 

point par Borgmann et coll. (2005b) pour la 
mesure de la survie uniquement; 2) un essai de 
14 jours sur un sédiment (y compris un essai 
toxicologique de référence de 4 jours dans l’eau 

seulement; v. 4.8). Les modes opératoires ont 
été conçus et perfectionnés (Aquatox Testing 
and Consulting Inc., 2010; P. Jackman, LEEA, 
comm. pers., 2012) afin qu’on puisse disposer 

d’un outil utilisable seul ou parallèlement 

à un essai de 14 jours sur un sédiment avec 
H. azteca, dans le but de faciliter la distinction 
entre les effets attribuables au sédiment (p. ex., 
dépôt historique) et ceux causés par les 
contaminants dans la colonne d’eau (p. ex., eau 
réceptrice en aval d’un point de rejet d’eaux 

usées). Cet outil peut être appliqué utilement 
dans la recherche des causes, notamment aux 
termes du programme d’Étude de suivi des 

effets environnementaux, où la source d’impact 

est connue. Des indications générales sont 
fournies quant à l’application de l’essai de 

survie et de croissance d’amphipodes exposés 

pendant 14 jours à des échantillons liquides, 
essai qui prévoit un renouvellement intermittent 
(soit 3 fois par semaine en des journées non 
consécutives). Il convient à des échantillons 
d’effluent industriel ou d’eaux usées, d’eau 

douce (p. ex., une eau réceptrice) ou d’extraits 

aqueux, ou encore de substances chimiques 
solubles ou pouvant être maintenues sous forme 
de suspension (dispersion) stable dans les 
conditions de l’essai. 

Les échantillons devraient être mis à l’essai 

selon les modes opératoires universels décrits 
dans la section 4. On devrait se conformer aux 
autres indications fournies dans la section 6 en 
ce qui concerne les essais dans l’eau seulement 

sur des substances chimiques. 

7.2 Propriétés, étiquetage 

et entreposage des échantillons 

Les procédures générales d’étiquetage, de 

transport et d’entreposage des échantillons d’eau 

(p. ex., effluent, élutriat, lixiviat ou eau 
réceptrice) et de substances chimiques sont 
décrites en 5.2 et 6.1, respectivement. Pour les 
échantillons d’eau, on recommande d’utiliser 

des contenants souples en polyéthylène ou en 
polypropylène servant au transport d’eau potable 

(p. ex., récipients en plastique RelianceMC). Leur 
volume peut se contracter pour s’adapter aux 

glacières servant au transport, et le volume d’air 

intérieur peut être maintenu au minimum 
lorsqu’on y prélève des fractions de 

l’échantillon au laboratoire en vue d’essais 

toxicologiques ou d’analyses chimiques. Les 

plages de température pour les échantillons 
d’eau sont indiquées en 5.2; les échantillons ne 

doivent pas geler, même partiellement, pendant 
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le transport ou l’entreposage. On doit mesurer 

et consigner la température des échantillons 
à leur arrivée au laboratoire. 

La plupart des essais sur un effluent, un lixiviat 
ou un élutriat seront exécutés « hors site », dans 
des conditions de laboratoire contrôlées, selon 
l’une ou l’autre des procédures suivantes : 

1) Un seul échantillon peut être utilisé pendant 
tout l’essai. Toutefois, il doit être réparti 

dans ≥3 récipients distincts (ce qui donne 
≥3 sous-échantillons) dès son prélèvement 
ou pendant sa préparation dans le cas d’un 

élutriat. Le premier sous-échantillon doit 
servir à la mise en route de l’essai (jour 0) 
et aux deux premiers renouvellements; le 
deuxième sert aux troisième et quatrième 
renouvellements, et le troisième, aux 
cinquième et sixième renouvellements. 

2) Lorsqu’on sait ou prévoit que la toxicité 

des échantillons d’eaux usées s’altérera 

grandement pendant un entreposage 
de ≤10-14 jours, il faut prélever des 
échantillons frais (ou en préparer dans le cas 
d’un élutriat) à ≥3 occasions distinctes, à des 
intervalles de ≤4-6 jours. Si 3 échantillons 
sont prélevés à ces intervalles (p. ex., le 
lundi et le vendredi de la première semaine 
de l’essai et le mardi ou le mercredi de la 

deuxième semaine), le premier doit servir 
à la mise en route de l’essai (jour 0) et aux 
deux premiers renouvellements, le 
deuxième, aux troisième et quatrième 
renouvellements, et le troisième, aux 
cinquième et sixième renouvellements. 
Lorsqu’on sait ou prévoit que les 

caractéristiques chimiques des eaux usées 
seront particulièrement instables lors de 
l’essai hors site, on pourrait prélever des 

échantillons pendant 14 journées 
consécutives et utiliser chacun une seule 
fois, dans l’ordre des prélèvements. 

Si l’essai est exécuté sur le site dans des 

installations contrôlées (p. ex., un laboratoire 
portable ou industriel), on devrait prélever des 
échantillons frais et les utiliser dans les 24 h 
pour chaque renouvellement de la solution 
d’essai (EC, 2011). 

Lorsqu’on opte pour la première procédure, un 

échantillon de 60-80 L convient habituellement 
à un essai à concentrations multiples exécuté 
hors site et aux analyses habituelles connexes. 
Si la deuxième procédure est retenue, un volume 
de 10-15 L par échantillon (soit pour chacun des 
3 échantillons exigés pour l’essai) devrait suffire 

dans la plupart des cas. On pourrait avoir besoin 
de volumes plus élevés d’effluent si les 
renouvellements sont plus fréquents (c.-à-d. 
>3 fois par semaine) et de volumes moins élevés 
pour les essais à concentration unique 
(v. section 5). 

Dans la mesure du possible, l’essai sur un 

effluent, un lixiviat ou une eau réceptrice devrait 
commencer dans les 24 h suivant le 
prélèvement, et obligatoirement dans les 3 jours 
qui suivent. Les échantillons de sédiment ou 
d’une autre matière solide dont on extrait un 

élutriat aux fins d’un essai devraient aussi être 

soumis à un essai le plus tôt possible 
(préférablement dans la semaine suivant le 
prélèvement, mais au plus tard dans les 10 jours 
qui suivent). On devrait se conformer aux 
méthodes décrites dans EC (1994) pour la 
préparation d’un élutriat. L’essai sur un élutriat 

doit commencer dans les 3 jours suivant la 
préparation de celui-ci ou dans les délais fixés 
dans un règlement ou un protocole. 

7.3 Préparation des solutions d’essai 

Juste avant le transvasement, chaque contenant 
renfermant un échantillon ou sous-échantillon 
d’eau doit être agité vigoureusement à des fins 
d’homogénéisation et de remise en suspension 

des matières décantables. Selon la nature de 
l’échantillon et les objectifs de l’essai, 

l’homogénéisation pourrait ne pas être requise. 
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Tout mélange doit être exécuté à fond. Les 
sous-échantillons (c.-à-d. l’échantillon réparti 

dans ≥2 contenants) doivent être mélangés 
ensemble et bien homogénéisés. Si la période 
d’entreposage doit être prolongée, on devrait 

auparavant transférer de nouveau l’échantillon 

composite (ou une partie de celui-ci) dans les 
récipients dans lesquels il était réparti. Juste 
avant l’emploi, il faut mesurer la teneur en 

OD et le pH de chaque échantillon. Au besoin, 
chaque solution d’essai devrait être aérée 

(v. 7.5.1) avant d’être répartie dans les récipients 
d’essai de répétition. 

Il n’est habituellement pas nécessaire (ni 

recommandé) de filtrer les échantillons ou sous-
échantillons d’eau. Toutefois, s’ils renferment 

des organismes susceptibles d’être confondus 

avec les amphipodes, de les attaquer ou de leur 
livrer une compétition trophique, ils doivent être 
passés à travers un tamis à mailles de 60 µm 
avant l’emploi (USEPA, 2002). Cette filtration 

pourrait avoir pour effet de supprimer des 
solides en suspension qui sont caractéristiques 
de l’échantillon ou du sous-échantillon et qui 
pourraient en accroître ou en altérer la toxicité. 
Si on se préoccupe des effets de la filtration sur 
la toxicité, un deuxième essai devrait être 
exécuté en parallèle sur une portion non filtrée 
de l’échantillon ou du sous-échantillon. 

On prépare habituellement les solutions d’essai 

de la ou des substances chimiques en ajoutant 
des aliquotes d’une solution mère constituée 

d’eau témoin/de dilution. Aussi, pour les 

solutions concentrées ou les échantillons 
volumineux, on peut ajouter des quantités 
mesurées (à l’aide d’une balance de précision) 

de la ou des substances à l’eau témoin/de 

dilution afin d’obtenir des valeurs nominales 

pour les essais. Si on utilise des solutions mères, 
on devrait déterminer avant l’essai la 

concentration et la stabilité de la ou des 
substances chimiques d’essai dans la solution. 

Les solutions mères sensibles à la photolyse 
devraient être protégées contre la lumière. 

Celles dont les caractéristiques chimiques sont 
instables doivent être préparées 3 fois par 
semaine ou aussi souvent que nécessaire afin 
que leur concentration reste uniforme d’un 

renouvellement à un autre. On devrait préparer 
les solutions mères selon les indications fournies 
en 6.2. On ne devrait pas employer de solvants 
organiques, d’émulsifiants ou de dispersants 
pour accroître la solubilité des substances 
chimiques, sauf en cas de nécessité absolue 
ou s’ils entrent dans la préparation commerciale 

habituelle de la substance chimique d’essai. Si 

une solution témoin supplémentaire est utilisée, 
elle doit avoir la même teneur en agent 
solubilisant que la solution la plus concentrée 
de la substance chimique d’essai. De tels agents 

devraient être employés avec parcimonie, leur 
concentration ne dépassant pas 0,1 mL/L de 
toute solution d’essai. Si des solvants sont 
utilisés, on privilégiera ceux décrits en 6.2. 

Pour tout essai destiné à estimer la CL50 
(mortalité) et la CIp (poids sec; v. 6.5), il faut 
préparer ≥7 concentrations d’essai plus une 

solution témoin (constituée exclusivement d’eau 

de dilution) – on conseille d’en préparer un plus 

grand nombre (≥8, plus un témoin), comme pour 

les essais sur un sédiment (v. 6.2). Il faut prévoir 
pour chaque traitement, y compris pour le ou les 
témoins, ≥5 répétitions si des estimations 
ponctuelles doivent être faites (c.-à-d. la CL50 
et la CIp; v. 6.2 et 6.5).  

Pour chaque essai définitif, on doit préparer une 
ou des solutions témoins en même temps que les 
traitements expérimentaux, et le nombre de 
répétitions doit correspondre au nombre 
de solutions (v. 7.4). Si on a utilisé une eau de 
dilution pour préparer les concentrations d’essai, 

on doit aussi s’en servir pour préparer un jeu de 

témoins. On doit mélanger soigneusement 
chaque solution d’essai à l’aide d’une tige de 

MC
verre, d’une barre d’agitation en Téflon  
ou d’un autre dispositif fait d’un matériau non 

toxique. La température doit être ajustée au 
besoin à 23 ± 2 °C.  
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7.4 Eau témoin/de dilution 

Pour les essais sur des échantillons d’effluent, 

de lixiviat ou de substances chimiques, l’eau 

témoin/de dilution devrait soit avoir la même 
origine que l’eau ayant permis antérieurement 

au laboratoire d’obtenir des résultats valides 

dans un essai de 14 jours sur la survie et la 
croissance de H. azteca dans l’eau seulement 

(p. ex., eau souterraine naturelle, eau de surface, 
eau reconstituée), soit avoir été prélevée dans 
l’eau réceptrice à laquelle on s’intéresse 

particulièrement (v. 2.3.4 et 3.4). Dans le cas 
d’essais sur des échantillons d’eau réceptrice 

prélevés dans les environs d’un rejet d’eaux 
usées, d’un déversement de produits chimiques 
ou d’une autre source ponctuelle de 

contamination possible, plutôt que d’employer 

l’eau témoin du laboratoire, on peut 

échantillonner en parallèle l’eau d’amont et 

s’en servir comme eau témoin/de dilution des 
échantillons d’eau d’aval (v. 3.4 et la note de 
bas de page no 24). Le choix de l’eau témoin/de 

dilution est fonction de l’objet de l’essai. Étant 

donné que les résultats d’un essai peuvent 

différer selon l’origine de l’eau utilisée, ce choix 

doit être effectué une fois les objectifs de l’essai 

arrêtés (v. 5.4 et 6.3). Les difficultés et les coûts 
associés au prélèvement et à l’expédition des 

échantillons d’eau réceptrice qui serviront d’eau 

témoin/de dilution devraient également être pris 
en considération. 

Il pourrait être souhaitable d’employer une eau 

réceptrice non contaminée ou une eau d’amont 

comme eau témoin/de dilution si on veut 
recueillir des informations propres au site quant 
à l’impact toxique possible d’un effluent, d’un 

lixiviat, d’un élutriat ou d’une substance 

chimique93 sur une eau réceptrice en particulier 

(v. 3.4, 5.4 et 6.3). Un essai visant à mesurer un 
effet sublétal à partir d’un échantillon prélevé 

à la limite d’une zone de mélange, aux termes 

d’exigences réglementaires visant un site précis, 

constituerait un exemple notable d’une telle 

situation. Il faudrait se conformer aux conditions 
précisées en 7.2 quant au prélèvement, au 
transport et à l’entreposage des échantillons de 

cette eau réceptrice. Tout échantillon d’eau 

réceptrice ou d’eau d’amont utilisée comme eau 
témoin/de dilution dans un essai sur un effluent, 
un lixiviat ou une eau réceptrice devrait être 
filtré avec un tamis à mailles fines (soit ≤60 µm; 
EC, 2011), conformément aux recommandations 
normalisées visant l’eau témoin/de dilution 

naturelle. Si on utilise un tel échantillon, il faut 
aussi préparer une solution témoin distincte avec 
l’eau témoin du laboratoire (p. ex., eau d’essai 
ou eau d’élevage; v. 3.4). Le taux de survie et 
le poids sec final des H. azteca (v. 4.7) dans 
l’eau témoin du laboratoire doivent être 
comparés à ceux obtenus pour l’échantillon 

d’eau réceptrice. 

93 Les contaminants déjà présents dans cette eau réceptrice 
peuvent contribuer à la toxicité de la substance chimique 
ou des eaux usées sur laquelle porte l’essai. Lorsque c’est 

le cas, une eau de dilution [reconstituée, naturelle ou 
déchlorée (du robinet)] non contaminée donnerait une 
estimation plus précise de la toxicité propre à la substance 

chimique ou à la matière d’essai, mais pas nécessairement 

de l’effet global sur le site d’intérêt. Lorsque l’essai vise 

à déterminer l’effet d’une substance chimique ou d’eaux 

usées en particulier sur une eau réceptrice donnée, il 
importe peu que ce milieu modifie la toxicité de 
l’échantillon à cause de la présence d’autres contaminants 

ou, à l’inverse, de la présence de substances qui réduisent 

les effets toxiques, comme les acides humiques. Toutefois, 
étant donné la possibilité d’effets toxiques attribuables à 

l’eau réceptrice d’amont, l’essai doit inclure, à tout le 

moins, un deuxième témoin constitué d’eau non 

contaminée du laboratoire (v. 3.4). On pourrait préparer 
une deuxième série de concentrations avec l’eau de cette 

même source utilisée comme diluant. 
Une solution de rechange (ou compromis) à l’utilisation 

d’une eau réceptrice comme eau témoin/de dilution 

consiste à ajuster le pH et la dureté de l’eau du laboratoire 

(ou d’une eau reconstituée) pour que leurs valeurs 
correspondent à celles de l’eau réceptrice. Selon le cas, 
l’ajustement peut se faire en fonction de moyennes 

saisonnières ou de valeurs mesurées dans l’eau réceptrice 

à un moment particulier. Pour ajuster le pH et la dureté de 
l’eau, on peut ajouter des sels de qualité réactif ou en 

modifier la quantité et la proportion (v. 2.3.4). 



77

−

−

−

−

−

−

−

−

−

−

Peu importe le type d’échantillon (p. ex., eau 
ou substance chimique), de l’eau reconstituée 

devrait servir d’eau témoin/de dilution pour les 
essais exigeant un degré élevé de normalisation 
(v. 3.4). Les cas où une telle utilisation convient 
incluent les études visant à corréler des données 
toxicologiques sur divers types et sources d’eau 

obtenues par un certain nombre de laboratoires 
d’essais ou un seul laboratoire où la qualité de 
l’eau est variable. Il est alors souhaitable de 
réduire au minimum toute influence 
modificatrice attribuable aux caractéristiques 
chimiques (variables) de l’eau de dilution. 

Tableau 4. Liste de contrôle des conditions et modes opératoires recommandés et exigés 
pour les essais toxicologiques de 14 jours dans l’eau seulement, avec H. azteca 

Type d’essai essai toxicologique de 14 jours dans l’eau seulement, à renouvellement 
intermittent 

Renouvellement 
des solutions 

3 fois par semaine en des journées non consécutives (p. ex., le lundi, le mercredi 
et le vendredi) 

Eau témoin/de dilution eau d’élevage ou eau de surface/souterraine non contaminée; eau d’amont pour 
évaluer un impact toxique à un endroit précis*; eau douce reconstituée si un 
degré élevé de normalisation est exigé; eau de mer naturelle ou reconstituée 
d’une salinité de ≤15 ‰ pour les essais sur un sédiment estuarien; teneur en 

OD de 90-100 % de la valeur de saturation 

Amphipodes issus d’élevages d’âge connu, âgés de <1-7 jours; conservés dans des béchers 
pendant les 2 jours précédant la mise en route de l’essai et nourris 

quotidiennement; âgés de 2-9 jours et présentant un écart d’âge de ≤3 jours 
(écart recommandé : ≤2 jours) au début de l’essai; 10 amphipodes par récipient 
d’essai 

Substrat substrat obligatoire, identique pour tous les récipients d’essai; au choix : bande 
de gaze de 3 cm2

, préalablement mise à tremper dans l’eau d’élevage pendant 

24 h; morceau de 3 cm2 de tulle de nylon Nitex® ou de mailles en plastique; 
couche mince de 1-2 mm d’épaisseur (~5 mL) de sable siliceux non contaminé 

Récipient d’essai bécher ou bocal en verre d’une capacité de 300 mL (recommandé), de forme 

haute et d’un diamètre intérieur de ≥7 cm (recommandé), normalement couvert 

Volume de solution 
d’essai 

275 mL 

Nombre de répétitions ≥5 par concentration 

Nombre 
de concentrations 

≥7 concentrations, plus un ou des témoins; il est recommandé d’en prévoir 

davantage (soit >8), plus un ou des témoins 

Température moyenne quotidienne : 23 ± 1 °C; instantanée : 23 ± 3 °C 
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Éclairage en spectre continu (fluorescent ou l’équivalent), par le haut; 500-1000 lux; 
photopériode de 16 h 

Oxygénation/aération normalement aucune; aucune préaération, sauf si la teneur en OD d’une solution 

d’essai fraîchement préparée est de <40 % ou de >100 % de la valeur de 
saturation, auquel cas il faut aérer toutes les solutions d’essai pendant ≤20 min 
au taux minimal avant de mettre l’essai en route ou de renouveler les solutions; 
teneur en OD de 40-100 % de la valeur de saturation pendant tout l’essai, avec 

renouvellements plus fréquents au besoin pour assurer le maintien de la teneur 
en OD; aération modérée de tous les récipients seulement si cela permet 
d’atteindre les objectifs de l’essai 

pH **
aucun ajustement si le pH des solutions d’essai est de 6,0-8,0 ; un deuxième 
essai (à pH ajusté) pourrait être indiqué ou requis si le pH se situe en dehors 
de cette plage 

Alimentation suspension aqueuse de LCT ou mélange à 50/50 de LCT et de flocons moulus 
d’aliments pour poissons (du commerce) (p. ex., Nutrafin®, Tetrafin®, 

TetraMin® ou Zeigler® Aquatox Feed), quotidiennement ou 3 fois par semaine 
(en des journées non consécutives); 2,7 mg de solides (poids sec) par jour ou 
6,3 mg de solides (poids sec) 3 fois par semaine, dans chaque récipient d’essai 

Observations quotidiennes : nombre d’amphipodes morts ou moribonds dans chaque récipient 

d’essai; mortalité et poids sec moyen le jour 14 

Mesures de la qualité 
de l’eau 

température quotidienne dans des concentrations représentatives; pH, teneur en 
OD, conductivité et teneur en ammoniac au début et à la fin de l’essai et après 

chaque renouvellement de la solution d’essai (c.-à-d. ≥3 fois par semaine) dans 
des concentrations représentatives; recommandé : dureté et/ou alcalinité au début 
et à la fin de l’essai 

Paramètres pourcentage moyen de survie et poids sec moyen dans chaque traitement; 
CL50 14 jours pour les essais à concentrations multiples, le cas échéant; CIp du 
gain de poids, le cas échéant 

Toxique de référence sulfate de cuivre (CuSO4), chlorure de cadmium (CdCl2), chlorure de potassium 
(KCl) ou chlorure de sodium (NaCl); essai de 96 h dans l’eau seulement pour la 
CL50, à exécuter dans les 14 jours précédant ou suivant le début de l’essai 

définitif; organismes expérimentaux provenant d’une source externe : exécuter 
parallèlement à l’essai définitif un essai de tolérance au toxique de référence 

avec des amphipodes de ce lot 

Validité de l’essai essai invalide si la survie moyenne après 14 jours est de <80 % dans l’eau 

témoin; essai invalide si le poids sec moyen est de <0,1 mg par amphipode dans 
les groupes témoins des répétitions 

Effluents, lixiviats et élutriats 

Échantillons soit 3 sous-échantillons d’un seul échantillon, soit 3 échantillons distincts 
prélevés (ou préparés dans le cas d’un élutriat) et manipulés conformément aux 

indications fournies en 7.2; un volume de 60-80 L devrait suffire pour l’essai et 
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les analyses habituelles; pour les essais exécutés sur le site, échantillons frais 
prélevés pour chaque renouvellement et utilisés dans les 24 h 

Transport et entreposage si l’échantillon est tiède (>7 °C), il doit être refroidi dès son prélèvement 
à une température de 1-7 °C avec de la glace ordinaire (et non de la glace sèche) 
ou des blocs réfrigérants; transport dans l’obscurité à 1-7 °C (de préférence 
4 ± 2 °C) – utiliser de la glace ordinaire ou des blocs réfrigérants au besoin; 
l’échantillon ne doit pas geler pendant le transport ou l’entreposage; entreposage 

dans l’obscurité à 4 ± 2 °C; l’essai devrait débuter dans les 24 h, 
obligatoirement dans les 3 jours suivant le prélèvement de l’échantillon 

ou l’extraction de l’élutriat 

Eau témoin/de dilution conformément aux indications fournies et/ou selon l’objet de l’essai; eau du 

laboratoire ou eau réceptrice d’amont à des fins de surveillance et/ou de 

vérification de la conformité 

Solides en suspension normalement, on ne filtre pas l’échantillon; on peut procéder à un essai parallèle 

sur un échantillon filtré afin d’évaluer l’incidence de l’enlèvement des solides 

Substances chimiques 

Solvant à utiliser seulement dans des situations particulières; concentration maximale : 
0,1 mL/L 

Concentration mesure recommandée au début et à la fin de chaque période de renouvellement, 
dans des aliquotes des concentrations élevée, moyenne et faible et dans le ou les 
témoins; si la valeur des concentrations diminue de 20 %, accroître la fréquence 
des mesures (quotidiennement) 

Eau témoin/de dilution conformément aux indications fournies et/ou selon l’objectif poursuivi; eau 

reconstituée si un degré élevé de normalisation est exigé; eau réceptrice si 
l’impact toxique est préoccupant à l’échelle du site; sinon, eau non contaminée 

du laboratoire ayant déjà permis de satisfaire aux critères de validité de l’essai 

Eau réceptrice 

Échantillons comme pour les effluents, les lixiviats et les élutriats 

Transport et entreposage comme pour les effluents, les lixiviats et les élutriats 

Eau témoin/de dilution conformément aux indications fournies et/ou selon l’objectif poursuivi; eau du 

laboratoire ou eau réceptrice d’amont pour l’étude de l’impact toxique à 

l’échelle du site 

* Si on utilise de l’eau d’amont, il faut prévoir un témoin supplémentaire provenant d’une source distincte d’eau (naturelle 

ou reconstituée) ayant permis au laboratoire d’essais d’obtenir régulièrement des résultats valides lors d’essais antérieurs 

de 14 jours sur la survie et la croissance de H. azteca dans l’eau seulement. 
** Si le pH se situe à l’extérieur de cette plage, les résultats pourraient refléter une toxicité attribuable à un pH ayant un effet 
biologique indésirable (v. 1.4 et 3.1). 
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7.5 Conditions d’essai 

Le tableau 4 renferme une liste de contrôle des 
conditions et modes opératoires recommandés et 
exigés pour les essais toxicologiques de 14 jours 
dans l’eau seulement, avec H. azteca.  

La procédure, qui présente de nombreux points 
communs avec l’essai toxicologique de 

référence de 96 h dans l’eau seulement(v. 4.8), 
fait appel à des amphipodes âgés de 2-9 jours 
et présentant un écart d’âge de ≤3 jours (écart 
recommandé : ≤2 jours) au début de l’essai. Il 

faut prévoir 10 organismes par récipient d’essai 

et ≥5 répétitions par traitement. Les récipients 
d’essai recommandés sont décrits en 3.3; chacun 

contient 275 mL de solution. Il faut ajouter dans 
chacun un substrat qui doit être identique pour 
toutes les solutions d’essai et répétitions d’un 

essai donné. On peut choisir l’un ou l’autre des 

substrats suivants : une bande de gaze de 
~3 cm2

, préalablement mise à tremper dans l’eau 
2

d’élevage pendant 24 h; un morceau de ~3 cm  
de tulle de nylon Nitex® ou de mailles en 
plastique (p. ex., de 500 µm)94; une couche 
mince (1-2 mm d’épaisseur; ~5 mL pour les 
récipients en verre de forme haute de 300 mL) 
de sable siliceux non contaminé (v. la note de 
bas de page no 27). Le mode de transfert des 
amphipodes dans les récipients d’essai est décrit 

en 4.1. La température et l’éclairage sont les 

mêmes que pour les essais toxicologiques sur un 
sédiment et les essais avec un toxique de 
référence dans l’eau seulement (v. 4.2 et 4.8, 
et tableaux 2 et 3). 

7.5.1 Oxygène dissous et aération 

Avant l’essai, on devrait préaérer les solutions 

d’essai seulement si la teneur en OD mesurée 

dans une ou des solutions fraîchement préparées 
est de <40 % ou de >100 % de la valeur de 
saturation. Cette préaération, qui doit avoir lieu 
avant l’exposition des amphipodes, devrait se 

faire par l’introduction d’air comprimé exempt 

d’huile au moyen d’une conduite d’air et d’un 

tube en plastique ou en verre jetable (p. ex., tube 
capillaire ou pipette à pointe Eppendorf, avec 
ouverture de ~0,5 mm de diamètre). L’aération 

ne devrait pas excéder 100 bulles/min; la 
préaération doit être limitée à 20 min et 
atteindre 40 % de la valeur de saturation dans la 
concentration d’essai la plus élevée (ou 100 % 
en cas de sursaturation évidente)95. Il faut cesser 
toute préaération au bout de 20 min. Les 
solutions d’essai sont alors réparties entre les 
récipients d’essai de répétition et on met l’essai 

en route, ou on utilise les solutions pour les 
renouvellements, que la teneur en OD ait atteint 
ou non 40-100 % de la valeur de saturation dans 
toutes les solutions d’essai.  

Normalement, on n’aère pas les solutions 

pendant l’essai, et les récipients d’essai sont 

couverts pour réduire au minimum 
l’évaporation. L’utilisation obligatoire d’une eau 

témoin/de dilution saturée en oxygène et le 
renouvellement des solutions d’essai 3 fois par 
semaine conviennent habituellement au 
maintien d’une teneur en OD supérieure à la 

94 Certaines substances chimiques (comme les 
hydrocarbures aromatiques polycycliques) pouvant 
facilement être adsorbées sur le tulle de nylon, il faut tenir 
compte des toxiques suspectés (ou connus) au moment du 
choix du substrat à utiliser pour les essais dans l’eau 

seulement. 

95 L’aération peut éliminer les substances chimiques 

volatiles de la solution ou accroître leur taux d’oxydation 

et de décomposition en d’autres substances. Cependant, 
l’aération des solutions d’essai avant l’exposition des 

amphipodes pourrait s’avérer nécessaire en raison de la 

demande en oxygène de la matière d’essai (p. ex., 
diminution de la teneur en oxygène pendant l’entreposage 
des échantillons). L’aération facilitera également le 

mélange de la solution d’essai. S’il faut aérer une solution 

d’essai, toutes les solutions devront être aérées selon la 
méthode décrite en 7.5.1. 
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valeur recommandée (soit 40 % de la valeur de 
saturation). Si la substance ou matière d’essai 

exerce une forte demande en oxygène, il faudra 
peut-être prévoir des renouvellements plus 
fréquents des solutions d’essai afin de maintenir 

la teneur en OD à ≥40 % de la valeur de 
saturation. Si un renouvellement fréquent ne 
donne pas les résultats attendus et que les 
objectifs de l’essai exigent une teneur en OD 

de ≥40 % de la valeur de saturation pour que la 
toxicité puisse être mesurée, on devrait aérer 
modérément (v. 4.3) la solution de tous les 
récipients d’essai, y compris les témoins, afin 
que la teneur en OD se maintienne à 40-100 % 
de la valeur de saturation. 

Il faut consigner dans le rapport d’essai toute 

préaération et/ou aération pendant l’essai, 

y compris sa durée et son taux (v. section 8). 

7.5.2 pH 

Normalement, on ne procède à aucun ajustement 
du pH pendant l’essai. Toutefois, si l’échantillon 

de la substance ou matière d’essai fait passer le 

pH de l’une ou l’autre des solutions d’essai à 

l’extérieur de la plage de 6,0-8,0, les résultats 
obtenus pourraient correspondre aux seuls effets 
imputables au pH (v. 1.4 et 3.1). Si on souhaite 
évaluer un ou des toxiques comme tels plutôt 
que les effets nocifs ou modificateurs du pH, 
on devrait ajuster le pH des solutions ou de 
l’échantillon ou effectuer en parallèle un 

deuxième essai à pH ajusté sur une portion 
de l’échantillon

96. Pour ce deuxième essai — 

et selon les objectifs de l’étude —, on pourrait 
ajuster le pH initial de l’échantillon ou de 

chaque solution d’essai
97 jusqu’à l’obtention 

d’une valeur équivalant à celle du pH de l’eau 

témoin/de dilution (± 0,5), avant l’exposition 

des amphipodes. Une autre méthode acceptable 
consiste à ajuster à la hausse le pH de chaque 
solution d’essai, y compris le témoin, jusqu’à ce 

qu’il atteigne 6,0-6,5 (pour une solution à pH 
<6,0) ou à la baisse jusqu’à ce qu’il atteigne 

7,5-8,0 (pour une solution à pH >8,0). On 
devrait normalement utiliser pour ces 
ajustements des solutions d’acide chlorhydrique 

(HCl) ou d’hydroxyde de sodium (NaOH) titrant 

≤1 N. Dans certains cas (p. ex., des échantillons 
d’effluent dont le pH est fortement tamponné), 

on devra peut-être recourir à des titres 
supérieurs d’acide ou de base

98. 

96 Le fait de ne pas ajuster le pH de l’échantillon ou des 
solutions s’explique habituellement par la forte influence 

que peut avoir le pH sur la toxicité d’une substance ou 

matière d’essai. Par conséquent, dans le cas des 
concentrations (généralement) faibles des déchets qu’on 

trouve dans une eau réceptrice après dilution, toute 
modification du pH naturel de l’eau réceptrice et 

toute modification concomitante de la toxicité devraient 
être acceptées comme faisant partie intégrante de la 
pollution, d’où la recommandation de ne pas ajuster le pH 

au cours des essais, et c’est ce qui est exigé dans la plupart 
des cas si le pH des solutions est de 6,0-8,0. 

97 Pour les essais sur une substance chimique, un effluent, 
un lixiviat, un élutriat ou un extrait aqueux de sédiment 
comportant un ajustement du pH, il faudra peut-être 
ajuster séparément chaque solution d’essai, y compris 

le témoin. Pour les essais sur une eau réceptrice, on 
ajusterait normalement le pH d’une aliquote de 

l’échantillon non dilué avant de préparer les 

concentrations d’essai. 
98 La justification de ces ajustements du pH n’est pas 

vraiment à l’opposé des raisons précédemment 

mentionnées pour ne pas ajuster le pH des eaux usées. 
C’est l’objet de l’essai qui est le facteur déterminant. 
Certaines substances chimiques et certaines eaux usées 
entraînent des niveaux de pH ayant des effets létaux ou 
sublétaux directs, surtout dans les essais de surveillance 
ou de vérification de la conformité portant sur un effluent 
non dilué. Il est peu fréquent qu’un chercheur veuille 

essentiellement déterminer si un pH extrême est toxique, 
étant donné que ce pH serait improbable, même après 
dilution modérée dans l’eau réceptrice, qui est 

naturellement bien tamponnée. Si le pH lui-même 
présentait un intérêt prépondérant, on pourrait 
procéder à des analyses physicochimiques à peu de frais. 
Dans bien des cas, un chercheur souhaitera déterminer 
si des substances toxiques étaient présentes dans des eaux 
usées et leur détection exigera l’élimination de tout 

masquage dû à une action toxique du pH. Ce principe 
conduit à l’utilisation d’échantillons ou de solutions 

d’essai dont le pH aura été ajusté, tout comme on ajuste 
à des valeurs propices la température, la salinité et la 
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Abernethy et Westlake (1989) fournissent 
des indications utiles pour l’ajustement du pH. 

On devrait laisser s’équilibrer, après chaque 
addition d’acide ou de base, les aliquotes 

d’échantillons ou les solutions d’essai faisant 

l’objet d’un ajustement du pH. Le temps requis 

à cette fin dépendra du pouvoir tampon des 
solutions ou des échantillons. Pour les 
échantillons d’effluent, un délai de 30-60 min 
est recommandé entre chaque ajustement du pH 
(Abernethy et Westlake, 1989). Dans un essai 
avec des amphipodes, on ajusterait le pH des 
aliquotes utilisées pour préparer les 
concentrations d’essai au début de l’essai et 

avant chaque renouvellement, on consignerait le 
pH de chaque aliquote (v. 7.6) et on effectuerait 
l’essai sans procéder à d’autres ajustements. 

Lorsque l’essai toxicologique vise à mieux 

comprendre les caractéristiques des toxiques 
présents dans la substance ou matière d’essai, 
l’ajustement du pH est souvent employé parmi 

d’autres techniques (p. ex., oxydation, filtration, 

extraction à l’air, ajout d’un chélatant) pour 

caractériser et cerner la toxicité de l’échantillon. 

Ces techniques d’évaluation qualitative de la 

toxicité sont utiles pour déterminer les 
caractéristiques physicochimiques du ou des 
toxiques ainsi que la mesure dans laquelle ils 
peuvent être détoxiqués (USEPA, 1991d, 1992). 

7.5.3 Alimentation 

Les organismes doivent être nourris soit 
quotidiennement, soit 3 fois par semaine en des 
journées non consécutives, pendant tout l’essai. 

Une ration identique doit être ajoutée à chaque 
récipient d’essai, et cette ration doit permettre 

des taux de survie et de croissance acceptables 
de H. azteca pendant l’essai (v. 7.7), sans être 
trop généreuse99. 

Pendant tout l’essai, on nourrit les amphipodes 

avec un mélange aqueux de LCT (v. annexe H) 
ou avec un mélange à 50/50 de LCT et de 
flocons finement moulus d’aliments pour 

poissons (du commerce) (p. ex., Nutrafin®, 
Tetrafin®, TetraMin® or Zeigler® Aquatox 
Feed; v. 4.4). Si on choisit de nourrir les 
amphipodes quotidiennement, il faut, du jour 0 
jusqu’à la fin de l’essai, distribuer dans chaque 

récipient d’essai une ration équivalant à 2,7 mg 

(poids sec) d’aliments (c.-à-d. un inoculum de 
~1,5 mL de LCT, ou 0,75 mL de LCT et 
1,35 mg de flocons pour le mélange à 50/50). 
Si on choisit 3 repas par semaine, il faut ajouter 
dans chaque récipient d’essai, à compter du 

jour 0 jusqu’à la fin de l’essai, en des journées 
non consécutives (p. ex., le lundi, le mercredi et 
le vendredi), une ration équivalant à 6,3 mg 
(poids sec) d’aliments (c.-à-d. un inoculum de 
~3,5 mL de LCT, ou 1,75 mL de LCT et 
3,15 mg de flocons pour le mélange à 50/50). 
Les amphipodes ne sont pas nourris le jour 14. 
Les deux rations représentent la même quantité 
globale de nourriture, soit l’équivalent de 

18,9 mg d’aliments secs par semaine et par 

récipient d’essai. Comme pour l’essai sur un 

sédiment (v. 4.4), la ration quotidienne pourrait 
être préférable en ce qu’elle assure un apport de 
nourriture toujours fraîche, mais une 
surabondance d’aliments pourrait avoir un effet 

indésirable (v. la note de bas de page no 99). 

7.5.4 Renouvellement des solutions d’essai 

Dans cet essai à renouvellement intermittent, les 
solutions d’essai doivent être renouvelées 

presque entièrement (c.-à-d. à ≥80 %) ≥3 fois 
par semaine, en des journées non consécutives 
et pendant tout l’essai (≥6 fois en 14 jours). 
Le renouvellement se fait habituellement par 
siphonnage ou à l’aide d’une pipette, mais on 
peut aussi procéder comme suit : un volume 

teneur en OD lorsqu’on procède à des essais sur des 

substances toxiques. 
99 Une quantité excessive d’aliments (c.-à-d. les aliments 
non consommés) peuvent faire chuter la teneur en OD. Si 

c’est le cas avec les rations quotidiennes, le laboratoire 

devrait envisager d’espacer la distribution de nourriture 

(c.-à-d. 3 fois par semaine) ou de renouveler les solutions 
d’essai plus fréquemment (à savoir chaque jour). 
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équivalent d’eau est ajouté à hauteur de 1-2 cm 
de la base du récipient, et l’eau en excès sort par 

un tamis Nitex® placé sur le dessus du 
récipient. Si on a recours au siphonnage, ≤90 % 
de l’eau est renouvelée à chaque occasion. Il 
convient de renouveler selon un ordre aléatoire 
les solutions des répétitions de chaque 
concentration, en particulier s’il est difficile 

de maintenir l’homogénéité de la substance ou 

matière d’essai du fait qu’il y a décantation. 
Pendant le renouvellement, on devrait enlever 
les aliments non consommés et les déchets qui 
se sont déposés sur le fond de chaque récipient. 
On ajoute lentement la nouvelle solution d’essai 

jusqu’à ce que soit atteint le volume initial total 

de la solution d’essai dans chaque récipient. Il 

faut procéder avec beaucoup de soin afin 
d’éviter de blesser les amphipodes ou d’en 

perdre accidentellement. On devrait conserver 
l’eau siphonnée ou retirée afin de pouvoir 

déterminer par examen si des amphipodes 
ont été prélevés accidentellement pendant 
l’opération. Si tel est le cas, ils seront sans 

doute blessés et il faudrait les éliminer; on 
devrait analyser les résultats de l’essai comme 

si les amphipodes éliminés n’avaient jamais 

été présents. 

7.6 Observations et mesures 

On observe chaque jour le nombre d’organismes 

morts ou moribonds dans chaque récipient 
d’essai. La température doit être mesurée 

quotidiennement dans des récipients d’essai 

représentatifs. On peut aussi préparer des 
récipients d’essai supplémentaires pour la 
mesure de la température de l’eau pendant 

l’essai. La teneur en OD, le pH, la conductivité 
et la teneur en ammoniac doivent être mesurés 
au début et à la fin de l’essai et à chaque 

renouvellement des solutions (c.-à-d. ≥3 fois par 
semaine). Les mesures doivent être effectuées 
dans la solution d’essai fraîche et dans la 

solution usée, juste avant ou juste après le 
renouvellement, au moins dans les 
concentrations élevée, moyenne et faible et dans 

le ou les témoins (v. 4.5). Il est recommandé de 
mesurer la dureté et/ou l’alcalinité de l’eau au 

début et à la fin de l’essai, comme dans le cas 

des essais sur un sédiment (v. 4.5). 

En ce qui a trait aux échantillons d’effluent 

ayant une teneur appréciable en solides, il est 
souhaitable de mesurer, dès leur réception au 
laboratoire, les solides totaux en suspension 
et décantables (APHA et coll., 2005); ces 
renseignements sont consignés dans la 
description générale de l’effluent, parmi les 

caractéristiques des échantillons susceptibles 
d’influer sur les résultats de l’essai 

toxicologique. 

La couleur, la turbidité, l’odeur et 

l’homogénéité (c.-à-d. la présence de matières 
flottantes ou de solides décantables) de 
l’échantillon devraient être observées au 

moment de la préparation des solutions d’essai. 

La précipitation, la floculation, le changement 
de couleur et d’odeur ou d’autres réactions 

devraient être consignés par la même occasion; 
on notera aussi les changements d’aspect des 

solutions pendant l’essai (p. ex., formation de 
mousse, décantation, floculation, augmentation 
ou diminution de la turbidité, changement 
de couleur). 

Outre ce qui précède, d’autres observations 

et mesures s’imposent pendant les essais sur 

une substance chimique (v. 6.4). Si les 
concentrations doivent être mesurées, on devrait 
au moins en prélever des aliquotes aux 
concentrations élevée, moyenne et faible et faire 
de même avec le ou les témoins. Il faudrait à 
tout le moins procéder à des analyses distinctes 
sur des échantillons prélevés au début et à la fin 
des renouvellements effectués les jours 1 et 14 
de l’essai. On devrait préserver et entreposer ces 

aliquotes et les analyser selon des méthodes 
éprouvées convenant le mieux au dosage de la 
substance chimique en solution aqueuse. 
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Si les dosages révèlent une diminution de >20 % 
des concentrations pendant l’essai, on devrait 

réévaluer la toxicité de la substance chimique 
au moyen d’un essai comportant un 

renouvellement plus fréquent des solutions 
(p. ex., quotidiennement plutôt que 3 fois par 
semaine). Au besoin, on pourrait envisager un 
essai à renouvellement continu. 

On devrait préserver et entreposer tous ces 
échantillons et les analyser, selon des méthodes 
éprouvées assorties de limites de détection 
acceptables, afin de doser la substance chimique 
en solution aqueuse. Pour tout essai 
toxicologique dans lequel on a dosé les 
substances chimiques, on devrait calculer 
et exprimer les résultats en fonction de ces 
dosages, à moins d’avoir de bonnes raisons de 

croire qu’ils ne sont pas précis. Pendant ces 

calculs, chaque solution d’essai devrait être 
caractérisée d’après la moyenne géométrique 

mesurée de la concentration à laquelle les 
amphipodes ont été exposés. 

Les paramètres de l’essai de 14 jours dans l’eau 

seulement sont le taux moyen de survie et le 
poids sec moyen par amphipode survivant, dans 
chaque traitement, à la fin de l’essai. Ces deux 

paramètres devraient être évalués à la fin de 
l’essai, comme il est indiqué en 4.7 et 6.5. 

7.7 Paramètres et calculs 

L’essai prend fin au bout de 14 jours (v. 4.6). 
On devrait récupérer tous les amphipodes des 
récipients d’essai à l’aide d’une pipette plutôt 

que par tamisage. Les paramètres biologiques 
de l’essai de 14 jours dans l’eau seulement sont 

le taux de survie et le poids sec, comme pour 
l’essai sur un sédiment (v. 4.7). À la fin des 
14 jours d’exposition, on doit calculer les deux 
paramètres suivants en regard de chaque 
traitement : 

 le pourcentage moyen (± ET) d’amphipodes 

ayant survécu; 

 le poids sec moyen (± ET) par amphipode 
survivant, d’après le poids total du groupe 

de survivants100.  

On suppose que les amphipodes manquants sont 
morts et qu’ils se sont décomposés pendant 

l’essai. Ils entrent dans le décompte des 

organismes morts de chaque répétition. On 
mesure ensuite le poids sec total du groupe 
de survivants de la répétition. 

Les essais toxicologiques peuvent porter sur une 
seule concentration (p. ex., échantillon non 
dilué) ou sur des concentrations multiples. Les 
analyses statistiques et les paramètres connexes 
aux essais de 14 jours dans l’eau seulement, qui 

sont fonction des objectifs de l’étude et du 

nombre de concentrations mises à l’essai, 

devraient être conformes aux options et 
approches décrites en 4.7, 5.6 et 6.5. 

Les essais à concentration unique sont souvent 
d’un bon rapport coût-efficacité lorsqu’il s’agit 

de déterminer si on est en présence ou non d’une 

toxicité mesurable ou d’évaluer préalablement 

la toxicité relative d’un nombre élevé 

d’échantillons. Les paramètres à mesurer 

dépendraient eux aussi des objectifs de l’étude, 

mais ils pourraient englober les cotes arbitraires 
« satisfaisant » ou « non satisfaisant » ou le 
pourcentage de mortalité à la fin de l’essai. On 

trouvera en 5.6 des indications pertinentes sur 

l’analyse statistique et sur la consignation des 

résultats des séries d’essais sur différents 

échantillons évalués chacun à une concentration 
seulement. 

On procède à des essais à concentrations 
multiples si on prévoit être en présence d’une 

toxicité mesurable et que l’étude a pour objet 

d’utiliser, dans des conditions normalisées, une 

gamme de concentrations qui serviront au calcul 
d’une estimation ponctuelle. Dans un tel cas, 

100 V. la note de bas de page no 54 au sujet de l’utilisation 

de la biomasse comme paramètre. 
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il faut déterminer la CL50 (mortalité) et la CIp 
(poids sec) à la fin de l’essai, selon les 

indications fournies en 6.5 concernant les 
calculs statistiques de ces paramètres. Si l’étude 

inclut un témoin du solvant, on doit se 
conformer à la marche à suivre décrite en 6.5 
quant à l’utilisation des données sur ce témoin. 

Les critères de validité de l’essai sont les mêmes 

que pour un essai de 14 jours sur un sédiment 
(v. 4.7). Ainsi, l’essai est invalide si le taux 

moyen de survie des amphipodes exposés à 
l’eau témoin pendant 14 jours est de <80 % à la 
fin de l’essai. L’essai est invalide également si 

le poids sec moyen des amphipodes des groupes 
témoins des répétitions est de <0,1 mg par 
amphipode toujours en vie à la fin de l’essai.  

Des essais toxicologiques de référence doivent 
être exécutés parallèlement aux essais de 
14 jours dans l’eau seulement (v. 4.8).  
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Section 8 

Rapports à produire 

Le rapport relatif à chaque essai doit mentionner 
tout écart quant aux exigences exposées dans les 
sections 2 à 7 de la présente méthode et, le cas 
échéant, fournir des précisions. Le lecteur doit 
pouvoir déterminer, à partir de ce rapport, si les 
conditions et les modes opératoires préalables et 
expérimentaux ont rendu les résultats valides et 
acceptables pour l’usage qu’on entend en faire. 

La sous-section 8.1 ci-après énumère les 
renseignements à inclure dans le rapport relatif 
à chaque essai. Les renseignements devant être 
intégrés dans le rapport d’essai, fournis 

séparément dans un rapport général ou 
conservés pendant ≥5 ans sont précisés en 8.2. 
Des programmes particuliers de surveillance, 
des protocoles expérimentaux connexes ou des 
règlements pourraient exiger de faire figurer 
dans le rapport d’essai ou de conserver dans les 

dossiers les renseignements énumérés en 8.2 
(p. ex., précisions sur la substance ou matière 
d’essai et/ou sur les conditions et modes 

opératoires relatifs au prélèvement, à la 
manipulation, au transport et à l’entreposage 

des échantillons). 

On peut citer les conditions et modes opératoires 
communs à une série d’essais courants (p. ex., 
les essais de toxicité exécutés régulièrement à 
des fins de surveillance ou de conformité aux 
règlements) et conformes aux exigences de la 
présente méthode; on peut aussi joindre un 
rapport général exposant dans ses grandes lignes 
la pratique ordinairement suivie en laboratoire. 

Les précisions concernant la conduite et les 
résultats de l’essai qui ne sont pas incluses dans 

le rapport d’essai ni dans un rapport général 

doivent être consignées et conservées par le 
laboratoire pendant ≥5 ans, de sorte qu’on 

puisse fournir l’information pertinente si l’essai 

doit faire l’objet d’une vérification. Cette 

information peut comprendre les éléments 
suivants : 

 le formulaire de la chaîne de possession des 
échantillons prélevés sur le terrain ou autres, 
mis à l’essai à des fins de surveillance ou 

d’application d’un règlement; 

 une copie du dossier d’acquisition de 

l’échantillon ou des échantillons; 

 les résultats des analyses chimiques de 
l’échantillon ou des échantillons ne figurant 

pas dans le rapport de l’essai; 

 les notes de laboratoire sur les observations 
et les mesures effectuées au cours de l’essai; 

 les notes de laboratoire et la ou les cartes 
de contrôle des essais toxicologiques de 
référence; 

 les dossiers détaillés concernant l’origine 

des organismes expérimentaux, leur 
confirmation taxinomique et toute 
information utile sur leur élevage et leur état 
de santé; 

 des renseignements sur l’étalonnage de 

l’équipement et des instruments. 

Le personnel de laboratoire effectuant les essais 
doit signer ou parapher les feuilles de données 
originelles et les dater. 

8.1 Exigences minimales pour 

le rapport d’essai 

Voici la liste des renseignements à inclure dans 
le rapport relatif à chaque essai. 
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8.1.1 Substance ou matière d’essai 

 Courte description du type d’échantillon 

(p. ex., déblai de dragage, sédiment de 
référence ou sédiment contaminé prélevé sur 
le terrain, sédiment témoin, substance 
chimique, effluent, élutriat, lixiviat, eau 
réceptrice ou liquide extrait d’un sédiment 

ou d’une matière solide semblable) s’il a été 

soumis au personnel du laboratoire et dans 
l’état où il lui a été soumis; 

 renseignements sur l’étiquetage ou le codage 

de chaque échantillon; 

 date du prélèvement de chaque échantillon; 
date et heure de réception de chaque 
échantillon au laboratoire; 

 échantillons d’eaux usées ou d’eau 

réceptrice destinés aux essais dans l’eau 

seulement : renseignements sur chaque 
sous-échantillon (date du prélèvement, date 
et heure de la réception au laboratoire, dates  
ou journées où chaque sous-échantillon a été 
utilisé dans les essais); 

 échantillons d’effluent ou de lixiviat 

destinés aux essais dans l’eau seulement : 
mesure de leur température à leur arrivée 
au laboratoire; 

 échantillons ou sous-échantillons d’eaux 
usées ou d’eau réceptrice destinés aux essais 

dans l’eau seulement : mesure du pH et de la 
teneur en OD, juste avant leur préparation 
et leur utilisation dans les essais; 

 échantillons d’élutriat ou de tout liquide 

extrait d’un sédiment ou d’une matière 

solide semblable : date de la préparation et 
de l’utilisation des échantillons, description 

du mode de préparation.  

8.1.2 Organismes expérimentaux 

 Espèce et origine des géniteurs et des 
organismes expérimentaux; 

 plage d’âge au début de l’essai; 

 pourcentage de jeunes amphipodes dans les 
élevages d’âge connu qui sont morts ou qui 
semblaient morts ou inactifs au cours des 
48 h précédant immédiatement l’essai; 

 pourcentage de jeunes amphipodes 
provenant d’une source externe qui sont 

morts ou qui semblaient morts ou inactifs 
au cours des 24 h précédant immédiatement 
l’essai; 

 tout aspect ou traitement inhabituel 
des organismes avant leur utilisation 
dans l’essai. 

8.1.3 Installations 

 Nom et adresse du laboratoire; 

 nom de la ou des personnes chargées 
de l’essai; 

 courte description des récipients d’essai 

(taille et forme). 

8.1.4 Eau d’essai et eau témoin/de dilution 

 Type et origine de l’eau d’essai et/ou de 

l’eau témoin/de dilution (il peut y avoir plus 

d’un type et plus d’une origine ou source); 

 caractéristiques mesurées de l’eau d’essai, 

avant le début de l’essai toxicologique et/ou 

au début de l’essai; 

 essais dans l’eau seulement : type et quantité 
de toute substance chimique ajoutée à l’eau 

témoin/de dilution. 

8.1.5 Méthode d’essai 

 Nom de la méthode d’essai biologique 

employée (c.-à-d. celle décrite dans le 
présent document); 
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 essais dans l’eau seulement : courte 
description de la ou des procédures 
d’ajustement du pH ou de filtration d’un 

échantillon, d’un sous-échantillon ou 
d’une solution d’essai; 

 plan d’étude et description de toute 

procédure spéciale (p. ex., tamisage du 
sédiment prélevé sur le terrain; préparation 
du mélange de sédiment enrichi; préparation 
et emploi d’un solvant et, dans ce cas, du 

témoin sédiment-solvant; renouvellement 
des solutions d’essai s’il a lieu >3 fois par 
semaine; préparation et utilisation d’un 

élutriat pour les essais dans l’eau seulement) 

ou de toute modification apportée à la 
méthode normalisée;  

 indication de la fréquence et de la nature 
des observations et de toutes les mesures 
effectuées au cours de l’essai; 

 nom du ou des programmes et des méthodes 
employés pour calculer les paramètres 
statistiques et renvois à ces programmes 
et méthodes. 

8.1.6 Conditions et modes opératoires 

 Raison et description de tout écart ou de 
toute omission en regard des conditions 
et modes opératoires exposés dans le 
présent document; 

 nombre d’échantillons distincts par 

traitement; nombre de répétitions par 
traitement, le cas échéant; nombre et 
description des traitements de chaque essai, 
y compris le ou les témoins; concentrations 
d’essai (s’il y a lieu); 

 essais sur un sédiment : hauteur et volume 
du sédiment et de l’eau sus-jacente dans 
chaque récipient d’essai; essais dans l’eau 

seulement : hauteur et volume des solutions 
d’essai, y compris les témoins; 

 essais dans l’eau seulement : type 
de substrat;  

 nombre d’organismes par récipient d’essai 

et par traitement; 

 essais dans l’eau seulement : s’il y a eu 
préaération des solutions d’essai, courte 

description de la méthode, du taux et de 
la durée d’aération; 

 essais sur un sédiment : temps écoulé entre 
la préparation du sédiment et la mise en 
route de l’essai (c.-à-d. mise en équilibre du 
sédiment d’essai enrichi avec une substance 

chimique et mise en équilibre du sédiment 
d’essai et de l’eau sus-jacente); 

 essais sur un sédiment : fréquence et taux 
de renouvellement de l’eau sus-jacente ou 
indication selon laquelle l’essai s’est déroulé 

en conditions statiques; essais dans l’eau 

seulement : fréquence et taux de 
renouvellement des solutions; 

 type d’aliments, régime alimentaire 

et rations; 

 indication de toute aération de l’eau 

sus-jacente (essais sur un sédiment) ou 
des solutions d’essai (essais dans l’eau 
seulement), y compris le taux d’aération, 

pendant l’exposition des organismes 

expérimentaux; 

 dates du début et de la fin de l’essai; 

 pour chaque échantillon de sédiment 
(prélevé sur le terrain, témoin, de 
référence) : composition granulométrique 
[pourcentage de sable (grossier, moyen et 
fin), de limon et d’argile], teneur totale 

en carbone organique, pH et teneur en 
ammoniac (total et non ionisé) de l’eau 

de porosité et/ou du sédiment entier; 
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 essais sur un sédiment : toutes les mesures 
de la température et de l’OD de l’eau 

sus-jacente de chaque traitement, effectuées 
au début de l’essai et ≥3 fois par semaine par 
la suite, y compris à la fin de l’essai; toutes 

les mesures de la teneur en ammoniac et du 
pH de chaque sédiment de référence, 
effectuées au début de l’essai et ≥3 fois par 
semaine par la suite, y compris à la fin de 
l’essai; toutes les mesures de la conductivité, 

du pH et de la teneur en ammoniac de l’eau 

sus-jacente, effectuées au début et à la fin 
de l’essai dans chaque traitement; 

 essais dans l’eau seulement : toutes 
les mesures de la température 
(quotidiennement), du pH, de l’OD, de 

la conductivité et de la teneur en ammoniac 
(au début de l’essai, de même qu’avant et 

après chaque renouvellement) des solutions 
d’essai (y compris les témoins), effectuées 
pendant l’essai; 

 date de l’exécution de l’essai toxicologique 

de référence; description de tout écart ou 
de toute omission en regard des conditions 
et modes opératoires exposés dans le présent 
document pour ce type d’essais. 

 8.1.7 Résultats 

 Pour chaque répétition (ou réplicat), 
y compris les témoins : nombre et 
pourcentage d’organismes morts et poids 

sec des amphipodes survivants à la fin 
de l’essai; 

 pour chaque traitement, y compris les 
témoins : pourcentage moyen de survie 
(± ET) des amphipodes après 14 jours; 
poids sec moyen (± ET) des amphipodes 
survivants à la fin de l’essai; résultats 
de toute comparaison statistique; 

 toute CL50 (et ses limites de confiance 
à 95 %) mesurée et indication de la méthode 
quantique utilisée; 

 toute CIP (et ses limites de confiance 
à 95 %) établie pour les données sur le 
poids sec à la fin de l’essai; précisions 

concernant la transformation exigée des 
données et indication de la statistique 
quantitative utilisée; 

 type et résultats de toute analyse statistique 
effectuée afin de déterminer les écarts 
significatifs entre les stations 
d’échantillonnage sur le terrain (p. ex., 
régression logistique, analyse de contrastes, 
tableaux de contingence); 

 type et résultats de tout ajustement 
du modèle ou signification des tests 
paramétriques du modèle d’après la 

régression logistique (le cas échéant); 

 toute valeur aberrante et motif de sa 
suppression ou de son inclusion dans les 
ensembles de données; 

 essais à concentrations multiples sur 
un sédiment enrichi : indication selon 
laquelle les résultats se fondent sur des 
concentrations nominales ou mesurées 
d’une substance ou matière donnée; 

 résultats pour toute CL50 96 h (et ses limites 
de confiance à 95 %) associée au toxique de 
référence (il peut y en avoir plus d’un), avec 

des organismes provenant du même lot, et 
valeur de la moyenne géométrique (± 2 ET) 
pour le ou les mêmes toxiques de référence, 
obtenue par le laboratoire dans des essais 
antérieurs exécutés selon les conditions et 
modes opératoires décrits dans le présent 
document; 

 toute anomalie dans le déroulement de 
l’essai, tout problème observé et toute 

mesure corrective prise. 
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8.2 Exigences supplémentaires 

Voici la liste des renseignements qu’il faut soit 

inclure dans le rapport d’essai ou le rapport 

général, soit conserver dans les dossiers pendant 
≥5 ans. 

8.2.1 Substance ou matière d’essai 

 Nom de la ou des personnes qui ont prélevé 
et/ou fourni l’échantillon (ou les sous-
échantillons); 

 chaîne de possession et fiches d’inscription 

de l’échantillon; 

 état (p. ex., température, conservation dans 
l’obscurité, dans un récipient fermé 

hermétiquement) de l’échantillon (ou du 

sous-échantillon) à sa réception au 
laboratoire et pendant son entreposage. 

8.2.2 Organismes expérimentaux 

 Documents sur la confirmation taxinomique 
de l’espèce, y compris le nom de la ou des 
personnes ou de l’établissement ayant 

identifié les organismes; lignes directrices 
ou méthodes taxinomiques utilisées pour 
confirmer l’identité de l’espèce; 

 antécédents et âge des géniteurs; 

 description des conditions et modes 
opératoires d’élevage de groupes d’âges 

mélangés et d’âge connu, y compris les 
éléments suivants : installations et 
appareillage; éclairage; origine, qualité et 
prétraitement de l’eau; fréquence et mode 
de renouvellement de l’eau; température de 
l’eau; âge et densité des organismes dans 
l’élevage; type et quantité de substrat; 

 méthodes utilisées pour dénombrer, 
manipuler, trier, transférer et tamiser les 
amphipodes; méthodes utilisées pour 
déterminer le taux de mortalité, l’état, 

l’aspect et le comportement des amphipodes; 

 type, origine et composition de la nourriture 
utilisée pour l’élevage et l’essai; valeur 

nutritive des aliments et présence de 
contaminants connus dans les aliments; 
méthodes utilisées pour préparer et 
conserver la nourriture, méthodes 
d’alimentation, fréquence des repas 

et rations; 

 organismes provenant d’une source externe 

(v. 2.2) : déclaration quant à la confirmation 
de l’espèce, par un taxinomiste qualifié; 

toute documentation établie par le 
fournisseur et accompagnant chaque envoi, 
y compris l’âge et le nombre d’organismes 

par envoi, date et heure de l’envoi, 

température et teneur en OD de l’eau du ou 

des récipients d’expédition, au moment de 

l’envoi et à l’arrivée au laboratoire.  

8.2.3 Installations d’essai et appareillage 

 Description des systèmes de régulation 
de l’éclairage et de la température dans 

l’installation d’essai et de tout système 

fournissant de l’air comprimé et régulant 

le débit d’air dans les récipients d’essai; 

 description des récipients d’essai et des 
couvercles, le cas échéant; 

 description de la méthode et/ou de 
l’appareillage utilisés pour distribuer 

et renouveler l’eau sus-jacente dans les 
récipients d’essai;

 description des méthodes utilisées pour 
nettoyer ou rincer l’appareillage. 

8.2.4 Sédiment témoin, eau d’essai et eau 

témoin/de dilution 

 Essais sur un sédiment : méthodes de 
prétraitement du sédiment témoin (p. ex., 
tamisage, décantation des fines tamisées, 
préparation et vieillissement du sédiment 
s’il est artificiel) et de l’eau d’essai (p. ex., 
filtration, stérilisation, reconstitution et, 
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si elle est reconstituée, vieillissement de 
l’eau, ajustement de la température, débit 

et durée d’aération); 

 essais dans l’eau seulement : précisions 
concernant tout prétraitement de l’eau 

témoin/de dilution (p. ex., filtration, 
stérilisation, déchloration; ajustement du 
pH, de la température et/ou de la dureté; 
dégazage, débit et durée d’aération); 

 mesure de toute variable accessoire de la 
qualité de l’eau (v. 2.3.4) avant et/ou 
pendant l’essai;  

 type et quantité de toute substance chimique 
ajoutée à l’eau d’essai ou à l’eau témoin/de 

dilution; 

 conditions et durée d’entreposage des 

échantillons avant l’emploi, y compris des 

renseignements sur l’échantillonnage si l’eau 
d’essai ou l’eau témoin/de dilution provient 
d’une eau réceptrice d’amont. 

8.2.5 Méthode d’essai 

 Description de l’expérience du laboratoire 

dans l’application de la présente méthode 

d’essai biologique pour mesurer la toxicité 

d’un sédiment pour H. azteca; 

 modes opératoires de mélange, 
d’enrichissement et/ou de manipulation du 
sédiment d’essai avant l’emploi; 

 procédure de préparation des solutions 
mères et/ou des solutions d’essai constituées 

de substances chimiques; description et 
concentration de tout solvant utilisé; 

 méthodes utilisées (et leur nom) pour 
les analyses chimiques de la substance 
ou matière d’essai (sédiment et eau 

de porosité), des échantillons ou des 
solutions d’essai, y compris des précisions 

concernant le prélèvement, la préparation 
et l’entreposage des aliquotes avant 

les analyses; 

 description des essais préliminaires. 

8.2.6 Conditions et modes opératoires 

 Mesures de la photopériode, de la source 
d’éclairage et de l’intensité lumineuse 

au-dessus de la surface de l’eau sus-jacente 
ou des solutions d’essai des récipients 

d’essai; 

 description de la méthode d’aération et 

compte rendu de toute interruption de 
l’aération des récipients pendant l’essai 

et des mesures connexes de l’OD; 

 description des modes opératoires et du taux 
de renouvellement de l’eau sus-jacente 
(essais sur un sédiment) ou des solutions 
d’essai (essais dans l’eau seulement); 

 aspect de chaque échantillon (ou mélange 
d’échantillons), solution d’essai ou eau 

sus-jacente (essais sur un sédiment) dans les 
récipients d’essai; changement d’aspect 

observé pendant l’essai; 

 essais sur un sédiment : toute autre analyse 
chimique (p. ex., concentration des 
contaminants, sulfures volatils acides, 
demande biochimique en oxygène, demande 
chimique en oxygène, carbone inorganique 
total, capacité d’échange cationique, 

potentiel d’oxydo-réduction, sulfure 
d’hydrogène de l’eau de porosité, ammoniac 

de l’eau de porosité) effectuée avant et 

pendant l’essai sur la matière d’essai 

(y compris le sédiment témoin et le sédiment 
de référence) et le contenu des récipients 
d’essai; analyses du sédiment entier, de l’eau 

de porosité et de l’eau sus-jacente; 

 essais sur un sédiment : toute autre 
observation ou analyse faite sur la matière 
d’essai (y compris les échantillons du 
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sédiment témoin ou de référence), par 
exemple : traces d’animaux, données 
qualitatives et/ou quantitatives sur la 
macrofaune indigène ou les détritus, 
analyses géochimiques; 

 essais dans l’eau seulement : toute analyse 
chimique relative aux échantillons, aux 
solutions mères ou aux solutions d’essai 

(p. ex., concentrations d’une ou de plus 

d’une substance chimique donnée; teneur en 

solides en suspension) avant l’essai et/ou au 

moment de celui-ci; 

 essais toxicologiques de référence : 
conditions, modes opératoires et fréquence; 

 dosages des substances chimiques présentes 
dans les solutions mères du toxique de 
référence. 

8.2.7 Résultats de l’essai 

 Résultats de tout essai préliminaire; 

 résultats de toute analyse statistique avec 
et sans les valeurs aberrantes; analyses de 
régression : données relatives à la taille 

de l’échantillon (p. ex., nombre de 
répétitions par traitement), valeurs 
estimatives des paramètres avec la variance 
ou l’erreur type, tout tableau ANOVA 

produit, diagrammes des valeurs ajustées et 
observées de tout modèle utilisé, résultats 
des tests sur les valeurs aberrantes, résultats 
des tests de normalité et d’homoscédasticité; 

 carte de contrôle montrant les résultats les 
plus récents et les résultats antérieurs des 
essais toxicologiques avec le ou les mêmes 
toxiques de référence; 

 représentation graphique des données sur la 
relation dose-réponse;  

 originaux des notes de laboratoire et d’autres 

feuilles de données, signés et datés par les 
membres du personnel de laboratoire qui ont 
effectué les essais et les analyses connexes.  
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Annexe A 

Méthodes d’essai biologique et documents d’orientation 
publiés par l’Unité de l’élaboration et de l’application des méthodes 

d’Environnement Canadaa 

Titre de la méthode d’essai 
ou du document d’orientation 

Numéro 
du rapport 

Date 
de publication 

Modifications 
applicables 

A. Méthodes d’essai biologique universelles 

Essai de létalité aiguë sur la truite arc-en-ciel SPE 1/RM/9 Juillet 1990 Mai 1996 
et mai 2007 

Essai de létalité aiguë sur l’épinoche à trois 

épines (Gasterosteus aculeatus) 
SPE 1/RM/10 Juillet 1990 Mars 2000 

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

Essai de reproduction et de survie du cladocère 
Ceriodaphnia dubia 

SPE 1/RM/21 
2e édition 

Février 2007 — 

Essai de croissance et de survie sur des larves 
de tête-de-boule 

SPE 1/RM/22 
2e édition 

Février 2011 — 

Essai de toxicité sur la bactérie luminescente 
Photobacterium phosphoreum 

SPE 1/RM/24 Novembre 1992 — 

Essai d’inhibition de la croissance d’une algue 

d’eau douce 
SPE 1/RM/25 

2e édition 
Mars 2007 — 

Essai de toxicité aiguë de sédiments chez des 
amphipodes marins ou estuariens 

SPE 1/RM/26 Décembre 1992 Octobre 1998 

Essai sur la fécondation chez les échinides 
(oursins verts et oursins plats) 

SPE 1/RM/27 
2e édition 

Février 2011  — 

Essai de toxicité sur des salmonidés aux 
premiers stades de leur cycle biologique (truite 
arc-en-ciel, saumon coho ou saumon de 
l’Atlantique) 

SPE 1/RM/28 
2e édition 

Juillet 1998 — 

a Ces documents sont vendus à l’adresse suivante : Services des communications, Environnement Canada, Ottawa (ON) 
K1A 0H3, Canada. Pour en commander des copies papier, prière d’envoyer un courriel à epspubs@ec.gc.ca. Il est 
également possible de les télécharger gratuitement en format PDF à partir de l’adresse suivante : 
www.ec.gc.ca/faunescience-wildlifescience/default.asp?lang=Fr&n=0BB80E7B-1. Pour obtenir de plus amples 
renseignements ou pour formuler des commentaires, prière de communiquer avec le chef de la Section de l’évaluation 

biologique et normalisation, Environnement Canada, Ottawa (Ontario)  K1A 0H3, Canada. 

mailto:epspubs@ec.gc.ca
http://www.ec.gc.ca/faunescience-wildlifescience/default.asp?lang=Fr&n=0BB80E7B-1
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Titre de la méthode d’essai  
ou du document d’orientation 

Numéro 
du rapport 

Date 
de publication 

Modifications 
applicables 

A. Méthodes d’essai biologique universelles (suite) 

Essai de survie et de croissance des larves dulcicoles 
de chironomes (Chironomus tentans ou Chironomus 

riparius) dans les sédiments 

SPE 1/RM/32 Décembre 1997 — 

Essai de survie et de croissance de l’amphipode 

dulcicole Hyalella azteca dans les sédiments 
SPE 1/RM/33 

2e édition 
Janvier 2013 — 

Essai de mesure de l’inhibition de la croissance de la 

plante macroscopique dulcicole Lemna minor 
SPE 1/RM/37 

2e édition 
Janvier 2007 — 

Essai de survie et de croissance des vers polychètes 
spionides (Polydora cornuta) dans les sédiments 

SPE 1/RM/41 Décembre 2001 — 

Essais pour déterminer la toxicité de sols contaminés 
pour les vers de terre (Eisenia andrei, Eisenia fetida 
ou Lumbricus terrestris) 

SPE 1/RM/43 Juin 2004 Juin 2007 

Essai de mesure de la levée et de la croissance de 
plantes terrestres exposées à des contaminants dans 
le sol 

SPE 1/RM/45 Février 2005 Juin 2007 

Essai de mesure de la survie et de la reproduction de 
collemboles exposés à des contaminants dans le sol 

SPE 1/RM/47 Septembre 2007 — 

B. Méthodes de référenceb 

Méthode de référence pour la détermination de la 
létalité aiguë d’effluents chez la truite arc-en-ciel 

SPE 1/RM/13 
2e édition 

Décembre 2000 Mai 2007 

Méthode de référence pour la détermination de la 
létalité aiguë d’effluents chez Daphnia magna 

SPE 1/RM/14 
2e édition 

Décembre 2000 — 

Méthode de référence pour la détermination de la 
létalité aiguë d’un sédiment pour des amphipodes 

marins ou estuariens 

SPE 1/RM/35 Décembre 1998 — 

Méthode de référence servant à déterminer la toxicité 
des sédiments à l’aide d’une bactérie luminescente 
dans un essai en phase solide 

SPE 1/RM/42 Avril 2002 — 

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

en vue 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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Titre de la méthode d’essai  
ou du document d’orientation 

Numéro 
du rapport 

Date 
de publication 

Modifications 
applicables 

C. Documents d’orientation 

Document d’orientation sur le contrôle de la précision 

des essais de toxicité au moyen de produits toxiques 
de référence 

SPE 1/RM/12 Août 1990 — 

Document d’orientation sur le prélèvement et la 

préparation de sédiments en vue de leur 
caractérisation physicochimique et d’essais 

biologiques 

SPE 1/RM/29 Décembre 1994 — 

Document d’orientation sur la mesure de la précision 

des essais de toxicité sur sédiment de contrôle dopé 
avec un produit toxique de référence 

SPE 1/RM/30 Septembre 1995 — 

Guide des essais écotoxicologiques employant une 
seule espèce et de l’interprétation de leurs résultats 

SPE 1/RM/34 Décembre 1999 — 

Guide des essais de pathogénicité et de toxicité 
de nouvelles substances microbiennes pour les 
organismes aquatiques et terrestres 

SPE 1/RM/44 Mars 2004 — 

Document d’orientation sur les méthodes statistiques 

applicables aux essais d’écotoxicité 
SPE 1/RM/46 Mars 2005 Juin 2007 

léta

Procédure de stabilisation du pH pendant un essai de 
lité aiguë d’un effluent d’eau usée chez la truite 

arc-en-ciel 

SPE 1/RM/50 Mars 2008 — 

Renseignements de base et conseils supplémentaires 
pour l’étude de la létalité aiguë d’un effluent d’eau 

usée pour la truite arc-en-ciel 

— Mars 2008 — 

Guide d’échantillonnage et de préparation de sol 

contaminé aux fins d’essais biologiques 
SPE 1/RM/53 Février 2012 — 
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Annexe B 

Membres du Groupe intergouvernemental sur les essais écotoxicologiques 
(en mai 2012)

Gouvernement fédéral, 

Environnement Canada 

Suzanne Agius 
Section des programmes de protection marine 
Gatineau (QC) 

Fabiola Akaishi 
Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique  
Moncton (NB) 

Adrienne Bartlett 
Institut national de recherche sur les eaux 
Burlington (ON) 

Lorraine Brown 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Joy Bruno 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Craig Buday 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Ken Doe (membre émérite) 
Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique 
Moncton (NB) 

Garth Elliott 
Laboratoire des essais environnementaux des Prairies 
et du Nord 
Edmonton (AB) 

Chris Fraser 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

François Gagné 
Recherche sur les écosystèmes fluviaux 
Montréal (QC) 

Patricia Gillis 
Division de la recherche sur la protection 
des écosystèmes aquatiques 
Burlington (ON) 

Manon Harwood 
Laboratoire des essais environnementaux du Québec 
Montréal (QC) 

Ryan Hennessy 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Dale Hughes 
Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique 
Moncton (NB) 

Paula Jackman 
Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique 
Moncton (NB) 

Nancy Kruper 
Laboratoire des essais environnementaux des Prairies 
et du Nord 
Edmonton (AB) 

Heather Lemieux 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Michelle Linssen-Sauvé 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Danielle Milani 
Division de la recherche sur les conséquences 
pour les écosystèmes aquatiques 
Burlington (ON) 
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Warren Norwood 
Division de la recherche sur la protection 
des écosystèmes aquatiques 
Burlington (ON) 

Heather Osachoff 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Joanne Parrott 
Division de la recherche sur la protection 
des écosystèmes aquatiques 
Burlington (ON) 

Linda Porebski 
Section des programmes de protection marine 
Gatineau (QC) 

Juliska Princz 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Jessica Rahn 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Ellyn Ritchie 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Grant Schroeder 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Richard Scroggins 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Rachel Skirrow 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC)  

Troy Steeves 
Laboratoire des essais environnementaux 
de l’Atlantique 
Moncton (NB) 

David Taillefer 
Section des programmes de protection 
du milieu marin 
Gatineau (QC) 

Lisa Taylor (présidente) 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON) 

Sylvain Trottier  
Laboratoire des essais environnementaux du Québec 
Montréal (QC) 

Graham van Aggelen 
Laboratoire des essais environnementaux 
du Pacifique et du Yukon 
North Vancouver (BC) 

Leana Van der Vliet 
Laboratoires de science et technologie 
Ottawa (ON)  

Brian Walker 
Laboratoire des essais environnementaux du Québec 
Montréal (QC) 

Peter Wells (membre émérite) 
Service de la conservation de l’environnement 
Dartmouth (NS) 

Gouvernement fédéral, 

Pêches et Océans Canada 

Robert Roy 
Institut Maurice-Lamontagne 
Mont-Joli (QC) 

Gouvernement fédéral, 

Ressources naturelles Canada 

Melissa Desforges 
Programme Gestion du risque lié aux écosystèmes  
Laboratoire des mines et des sciences minérales, 
CANMET 
Ottawa (ON) 
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Morgan King 
Programme Gestion du risque lié aux écosystèmes  
Laboratoire des mines et des sciences minérales, 
CANMET 
Ottawa (ON) 

Philippa Huntsman-Mapila 
Programme Gestion du risque lié aux écosystèmes  
Laboratoire des mines et des sciences minérales, 
CANMET 
Ottawa (ON) 

Carrie Rickwood 
Programme Gestion du risque lié aux écosystèmes  
Laboratoire des mines et des sciences minérales, 
CANMET 
Ottawa (ON) 

Gouvernements provinciaux 

Richard Chong-Kit 
Ministère de l’Environnement de l’Ontario 
Etobicoke (ON) 

Kim Hunter 
Ministère de l’Environnement de l’Ontario 
Etobicoke (ON) 

Mary Moody 
Saskatchewan Research Council 
Saskatoon (SK) 

David Poirier 
Ministère de l’Environnement de l’Ontario 
Etobicoke (ON) 

Julie Schroeder 
Ministère de l’Environnement de l’Ontario 
Toronto (ON) 

Trudy Watson-Leung 
Ministère de l’Environnement de l’Ontario 
Etobicoke (ON) 

Établissements privés de recherche/autres 

Christian Bastien 
Centre d’expertise en analyse environnementale 

du Québec 
Ste-Foy (QC) 

Barbara Bayer 
ALS Environmental 
Winnipeg (MB) 

Bozena Glowacka 
ALS Environmental 
Winnipeg (MB) 



113

Annexe C 

Administration centrale et bureaux régionaux du Service de la protection 
de l’environnement d’Environnement Canada 

Administration centrale 
351, boulevard Saint-Joseph 
Place Vincent-Massey 
Gatineau (Québec) 
K1A 0H3 

Région de l’Atlantique 
45, chemin Alderney 
Dartmouth (Nouvelle-Écosse) 
B2Y 2N6 

Région du Québec 
1550, avenue d’Estimauville 
Québec (Québec) 
G1J 0C3 

Région de l’Ontario 
4905, rue Dufferin 
Downsview (Ontario) 
M3H 5T4 

Région de l’Ouest et du Nord 
Bureau de l’Alberta :
4999, 98e Avenue 
Edmonton (Alberta) 
T6B 2X3 

Bureau du Manitoba : 
150-123, rue Main 
Winnipeg (Manitoba) 
R3C 4W2 

Région du Pacifique et du Yukon 
Bureau de Vancouver : 
401, rue Burrard 
Vancouver (Colombie-Britannique) 
V6C 3S5 

Bureau du Yukon : 
91782, route de l’Alaska 
(Yukon) 
Y1A 5B7 
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Annexe D 

Variantes des méthodes d’élevage de H.azteca, décrites 
dans des documents canadiens et étatsuniens 

Les documents de base sont énumérés dans l’ordre chronologique, selon le sigle de l’organisme dont 

ils émanent : 

MPO (1989) : Borgmann et Munawar (1989) et Borgmann et coll. (1989). Ces deux publications énoncent les modes 
opératoires d’élevage et d’essai utilisés à l’époque par le Laboratoire des Grands Lacs pour les pêches et les sciences 
aquatiques, ministère des Pêches et des Océans, Burlington (ON). 

USFWS (1990) : Ingersoll et Nelson (1990). Cette publication énonce les modes opératoires d’élevage et d’essai 

utilisés à l’époque par le National Fisheries Contaminant Research Center, Fish and Wildlife Service des États-Unis, 
Columbia (MO). 

ASTM (1991) : Norme publiée par l’American Society for Testing and Materials, Philadelphie (PA), pour l’exécution 

d’essais toxicologiques sur un sédiment, avec des invertébrés dulcicoles. Le document a fait l’objet d’une nouvelle 

publication en 1993 (v. ASTM, 1991a, 1993, dans les références). 

USEPA (1991a) : Comprend la version provisoire (avril 1991) des modes opératoires normalisés d’élevage et d’essai 

utilisés par l’Environmental Monitoring Systems Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. USEPA, 1991a, dans les 
références). 

USEPA (1991b) : Version provisoire (25 octobre 1991) des modes opératoires normalisés d’élevage utilisés par 

l’Environmental Research Laboratory, USEPA, Duluth (MN) (v. USEPA, 1991b, dans les références). 

USEPA (1991c) : Présentation sommaire des méthodes d’élevage utilisées par l’Environmental Monitoring Systems 

Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. Smith et coll., 1991a, dans les références). 

MPO (1992) : Modes opératoires normalisés (document inédit) d’élevage et d’essai utilisés par U. Borgmann, 
Laboratoire des Grands Lacs pour les pêches et les sciences aquatiques, ministère des Pêches et des Océans, 
Burlington (ON). Ces mêmes modes opératoires sont décrits dans Borgmann et Norwood (1993) (v. MPO, 1992, 
dans les références). 

INRE (1992) : Modes opératoires normalisés (document inédit) d’élevage et d’essai, utilisés par K. Day, Institut 
national de recherche sur les eaux, Direction de la recherche sur les cours d’eau, Centre canadien des eaux 

intérieures, Environnement Canada, Burlington (ON) (v. INRE, 1992, dans les références). 

USEPA (1992) : Norberg-King (1992), Environmental Research Laboratory, USEPA, Duluth (MN). Résumé des 
modes opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans 18 laboratoires du Canada et des États-Unis. 

USFWS (1992) : Ingersoll (1992), Fish and Wildlife Service des États-Unis, Columbia (MO). Énumération des modes 
opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans divers laboratoires. 

USEPA (1994a) : Méthodes publiées de mesure de la toxicité et de la bioaccumulation des contaminants de sédiments, 
chez des invertébrés dulcicoles, par l’USEPA (principaux auteurs : C.G. Ingersoll, G.T. Ankley, G.A. Burton, 
F.J. Dwyer, T.J. Norberg-King et P.V. Winger) (v. USEPA, 1994a, dans les références). 
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D-1. Origine des géniteurs 

Document a Origine des géniteurs 

MPO (1989) rivage marécageux d’un petit lac près de Burlington (ON) 

USFWS (1990) n.i.b 

ASTM (1991) eau douce naturelle, autre laboratoire ou fournisseur commercial 

USEPA (1991a) eau douce naturelle, autre laboratoire ou fournisseur commercial 

USEPA (1991b) meilleure source : une baie du lac Supérieur; sources acceptables : autres laboratoires, 
fournisseurs commerciaux, prélèvements locaux 

USEPA (1991c) souche Newtown de l’USEPA 

MPO (1992) rivage marécageux d’un petit lac près de Burlington (ON) 

INRE (1992) laboratoire du Centre canadien des eaux intérieures de Burlington (W. Norwood/ 
U. Borgmann) 

USEPA (1992) origines diverses (rivière St. Louis, 2 labosc; lac près de Burlington, 2 labos; étang du 
Michigan, 1 labo; souche Nebeker, 8 labos; souche Newtown de l’USEPA, 4 labos) 

USFWS (1992) n.i. (origines diverses, selon le laboratoire) 

USEPA (1994a) origines diverses (éviter les populations sauvages, sauf s’il a été démontré qu’elles 

pouvaient se croiser avec des populations d’élevage) 

a Voir la page précédente pour les références exactes. 
b Non indiqué. Il s’agissait de la souche Corvallis de l’USEPA, fournie par A. Nebeker. 
c Laboratoires. 
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D-2. Récipients d’élevage, volume d’eau et nombre d’amphipodes 

Document Type de récipient Volume d’eau (L) 
Nombre d’amphipodes 

adultes par litre 

MPO (1989) bocal en verre Pyrex de 2,5 L 1,0 5-25 

USFWS (1990) aquarium en verre de 80 L 50 n.i.a 

ASTM (1991) aquarium de 10 ou de 20 L n.i. n.i. 

USEPA (1991a) aquarium de 8 L 6 n.i. 

USEPA (1991b) cuve de laboratoire ou aquarium de 2 L 1,0 60 

USEPA (1991c) gobelet de 30 mL 0,02 100 
bécher en verre de 1 L n.i. 80 
aquarium de 8 L 6,0 17-33 
aquarium de 76 L 40,0 13-50 

MPO (1992) bocal en Pyrex de 2,5 L 1,0 5-25 

INRE (1992) aquarium en verre de 10 L 8,0 20-25 
bocal en verre de 1,2 L 1,0 20-25 

USEPA (1992) aquarium de 1-39 L 0,8 à 38 n.i. 

USFWS (1992) aquarium de 1-100 Lb n.i. n.i. 

USEPA (1994a) bécher en verre de 2 L 1,0 50 
bocal en verre de 2,5 L 1,0 5-25 
aquarium de 80 L 50,0 n.i. 

a Non indiqué (dépend de la méthode utilisée). 
b De préférence. 
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D-3. Origine et dureté de l’eau, méthode de renouvellement de l’eau d’élevage 

Document Origine de l’eau Dureté de l’eau Méthode de renouvellement 

MPO (1989) rob. déchl.a 130 mg/L RId (une fois par semaine) 

USFWS (1990) puits 283 mg/L RCe (~3 fois par jour) 

ASTM (1991) puits, eau de surface, rob. 
déchl.b ou reconst.c 

facultative RI (25-30 % par semaine) ou RC 
(100 mL/min) 

USEPA (1991a) selon ASTM (1991) facultative RC (100 mL/min) ou RI 
(50 %/semaine) 

USEPA (1991b) de surface ou reconst. n.i.f RI (une fois par semaine) 

USEPA (1991c) puits, diluée ou nong 100 mg/L, 
200 mg/L 

RI (quotidiennement) ou RC 

MPO (1992) rob. déchl. 130 mg/L RI (une fois par semaine) 

INRE (1992) rob. déchl. n.i. RI (30 % une fois par semaine) 

USEPA (1992) rob. déchl. (7), puits (4), de 
surface (3), reconst. (3) 

de très douce 
à très dure 

RI ou RC 

USFWS (1992) origines diverses douce/dureh RI ou RCh 

USEPA (1994a) puits, de surface, reconst.i, 
rob. déchl.b, estuarienne j 

facultative RI ou RCk 

a Eau du robinet (aqueduc municipal) déchlorée. 
b On ne devrait utiliser de l’eau déchlorée qu’en dernier recours, car la déchloration est souvent incomplète. 
c Eau reconstituée. 
d Renouvellement intermittent. 
e Renouvellement continu. 
f Non indiqué. 
g Eau désionisée utilisée pour abaisser la dureté de l’eau de puits de 200 mg/L à 100 mg/L. 
h De préférence. 
i Une formule est fournie pour préparer une eau reconstituée convenable d’une dureté de 90-100 mg/L. 
j H. azteca a été élevé dans de l’eau salée reconstituée d’une salinité de <15 ‰. 
k On recommande le renouvellement de l’eau d’élevage, par l’ajout d’au moins un volume par jour. On devrait pour le 

moins renouveler l’eau sus-jacente ≥1 une fois par semaine, par siphonnement. 
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D-4. Température, aération et éclairage au cours de l’élevage 

Document Température de l’eau (C) Conditions d’aération Éclairage 

MPO (1989) 25 aucune aération phot. de 16 ha, fluoresc.b, 
55 2

μE/m /sc 

USFWS (1990) 20 ± 2 débit lent (~2 bulles/s) phot. de 16 h, 269-538 lux 

ASTM (1991) 20 ± 2 débit lent si RId phot. de 16 h, 5382 lux 

USEPA (1991a) 25 ± 2 débit lent si RI phot. de 16 h, 5382 lux 

USEPA (1991b) 25 débit lent (pierre poreuse) phot. de 16 h, 1280 lux 

USEPA (1991c) 25 (RC)e 

23 (RI) 
RI seulement phot. de 16 h, 538-1076 lux 

MPO (1992) 25 aucune aération phot. de 16 h, fluoresc., 
55 2

μE/m /sc 

INRE (1992) 23 ± 1 débit lent phot. de 16 h, 51 2
μE/m /s 

USEPA (1992) 15-25f n.i.g n.i. 

USFWS (1992) 20h-25 débit modéré phot. de 16 h, 538-1076 lux 

USEPA (1994a) 23 oui si en conditions 
statiques ou RI 

phot. de 16 h, 500-1000 lux 

a Photopériode de 16 h. 
b Tubes fluorescents, éclairage vertical. 
c Dans le laboratoire de ces chercheurs, 1 2

μE/m /s = 102,5 lux. Le coefficient de conversion pourrait différer selon le type 
d’éclairage. 

d Renouvellement intermittent. 
e Renouvellement continu. 
f 1 labo à 15 C; 3 labos à 20 C; 1 labo à 21 ± 2 C; 8 labos à 23 C; 4 labos à 25 C. 
g Non indiqué. 
h De préférence. 
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D-5. Substrat d’élevage des amphipodes 

Document Description du substrat Quantité de substrat 

MPO (1989) gaze en plastique ou de coton plusieurs bandes 
par bocal 

USFWS (1990) feuilles d’érable à sucre, préalablement mises à tremper 

pendant 30 jours, puis rincées pendant 1 h avant l’emploi 
n.i.a 

ASTM (1991) feuilles séchées d’érable, d’aulne, de bouleau ou de peuplier, 

préalablement mises à tremper plusieurs jours, puis rincées 
n.i. 

USEPA (1991a) essuie-tout brun déchiqueté n.i. 

USEPA (1991b) tampons de gaze de 10 cm × 10 cm, préalablement mis à 
tremper dans l’eau d’élevage pendant 24-48 h 

1 par bocal 

USEPA (1991c) une seule épaisseur d’essuie-tout brun non blanchi n.i. 

MPO (1992) bande de gaze stérile de 5 cm × 10 cm ou bande de 5 cm 
× 10 cm de tulle de nylon Nitex® à mailles de 210 μm 

1 par bocal 

INRE (1992) bandes de 2,5 cm × 2,5 cm de tulle de nylon Nitex® à mailles 
de 500 μm, préalablement mises à tremper dans l’eau 

d’élevage pendant 24 h 

8 par aquarium, 
1 par bocal 

USEPA (1992) variable (gaze hydrophile, 4 labosb; feuilles, 4 labos; 
essuie-tout, 2 labos; mailles en plastique, 2 labos; tulle de 
nylon Nitex®, 1 labo; tulle de nylon Nitex®, sable, essuie-tout, 
1 labo; sédiment, essuie-tout, 1 labo; mailles en plastique, 
feuilles, 1 labo; mailles, essuie-tout, 1 labo; aucun, 1 labo) 

n.i. 

USFWS (1992) feuilles d’érable
c, tulle de nylon Nitex®, gaze de coton, toile 

en plastique 3-M 
n.i. 

USEPA (1994a) variable (p. ex., gaze de coton, feuilles d’érable, tissé de 

synthèse spiralé) 
n.i. 

a Non indiqué. 
b Laboratoires. 
c De préférence. 
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D-6. Alimentation pendant l’élevage 

Document Description des aliments Quantité par litrea 
Fréquence 
des repas 

MPO (1989) floconsb d’aliments pour poissons TetraMin® 20 mg 1-3 fois par 
semaine 

USFWS (1990) feuilles d’érable à sucre, plus mélange standard 

moulu Tetra® 
n.i.c à volonté 

ASTM (1991) choix de feuilles séchées d’érable, d’aulne, de 

bouleau ou de peuplier; granulés pour lapin; feuilles 
de céréales moulues; granulés d’aliments pour 

poissons; artémias; Daphnia tuées par la chaleur; 
algues vertes et épinards 

n.i. n.i. 

USEPA (1991a) flocons d’aliments pour poissons TetraMin® et 

artémias 
3,3 mg 1 fois par jour 

USEPA (1991b) succès plus grand si on utilise des algues 
filamenteuses et le mélange de LCTd; diatomées 
cultivées (Synedra), comme solution de rechange 

10 mL de LCT 
une pincée 
d’algues 

3 fois par 
semaine 
1 fois par 
semaine 

USEPA (1991c) flocons moulus d’aliments pour poissons plus algues 

séchées (Spirulina sp.) 
50-167 mg 2 fois par jour 

MPO (1992) flocons d’aliments pour poissons TetraMin® b 10 mg 1-3 fois par 
semaine 

INRE (1992) flocons d’aliments pour poissons Nutrafin®
b 2 ou 4 gouttese 2 fois par 

semaine 

USEPA (1992) divers aliments (un seul type d’aliment, 7 labos; 
plusieurs types, 11 labos)f 

variable variableg 

USFWS (1992) feuilles d’érable
h, TetraMin®, nourriture pour lapin, 

diatomées 
n.i. n.i. 

USEPA (1994a) divers aliments (p. ex., LCT plus algues; TetraMin®) variable variable 

a Quantité de nourriture ajoutée par litre d’eau d’élevage. 
b Flocons moulus passés à travers un tamis à mailles de nylon de 500 μm. 
c Non indiqué. 
d Levure, CerophyllMC et nourriture pour truite (régime de l’USEPA pour l’élevage de Ceriodaphnia dubia). 
e 2 gouttes d’une suspension de 100 mg de Nutrafin® par millilitre, ajoutées dans chaque bocal; 4 gouttes dans chaque 

aquarium. 
f Comprennent diverses rations de levure, de CerophyllMC

, d’algues, de diatomées, d’agropyre, de luzerne, de TetraMin®, 

de Nutrafin®, de LCT, de granulés pour lapin, de feuilles et de morceaux d’essuie-tout. 
g Pour les élevages avec renouvellement intermittent, la fréquence des repas allait de 1 fois par mois à 2 fois par jour (47 % 

des labos donnent 2 repas par semaine); dans les élevages avec renouvellement continu, la fréquence des repas variait de 
1 fois par semaine à 1 fois par jour. 

h De préférence. 
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D-7. Prélèvement des jeunes destinés aux essais 

Document Mode opératoire Fréquence 
Nombre de 
jeunes par litrea 

MPO (1989) secouer le substrat; filtrer à travers un tamis à mailles 
de 275 μm et recueillir les sujets dans une boîte de Petri; 

rincer et trierb 

1 fois par 
semaine 

n.i.c 

USFWS (1990) par rinçage, détacher des feuilles une partie des sujets 
d’âges mélangés; filtrer à travers un tamis à mailles 

de 425 μm, de façon à obtenir des sujets de ≤3 mm de 
longueur; conserver pendant la nuit dans des béchers 
de 1 L, en eau aérée 

n.i. n.i. 

ASTM (1991) par rinçage, détacher des feuilles une partie des sujets 
d’âges mélangés; filtrer à travers un tamis à mailles 

de 250 μm (juvéniles) ou de 425 μm (adultes); conserver 

les juvéniles ≤24 h dans des béchers 

n.i. n.i. 

USEPA (1991a) obtenir à partir d’adultesd ou tamiser quotidiennement 1 fois par jour n.i. 

USEPA (1991b) verser le contenu du bocal dans une cuvette peu 
profonde; rincer délicatement et détacher les animaux 
du substrat; compter et remettre les adultes dans le bocal; 
compter les jeunes et les utiliser ou les élever encore 
7 jours 

1 fois par 
semaine 

n.i. 

USEPA (1991c) tamiser les jeunes issus des couples d’adultes 3 fois par 
semaine 

33-120e 

MPO (1992) conformément à Borgmann et Munawar (1989) 1 fois par 
semaine 

5-25 

INRE (1992) passer le contenu du bocal au tamis à mailles de 363 μm 

et recueillir par rinçage les sujets dans une boîte de Petri; 
séparer les jeunes au moyen d’une pipette; compter les 

adultes; compter les jeunes et les conserver 

1 fois par 
semaine 

20-35 

USEPA (1992) n.i. n.i. n.i. 

USFWS (1992) n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1994a) divers modes opératoires, pour obtenir des amphipodes 
âgés de 7-14 jours 

variable variable 

a Nombre estimatif de jeunes prélevés par litre d’eau d’élevage. 
b Une fois séparés, les jeunes sont conservés 2 jours dans des bocaux renfermant 1 L d’eau, une bande de gaze de 5 cm 

× 10 cm et 20 mg de TetraMin®, avant de servir aux essais. On peut ainsi s’assurer de leur survie et déterminer le 

nombre de jeunes dont on dispose. 
c Non indiqué. 
d Les couples d’adultes sont placés dans des béchers de 1 L, à raison de 25 couples par bécher, et sont nourris. Après 

24 h, on prélève les jeunes. 
e Un bécher de 1 L, avec renouvellement quotidien de la nourriture et de l’eau, peut donner 120 jeunes par jour. 
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Annexe E 

Variantes des modes opératoires des essais toxicologiques 
sur un sédiment, avec H. azteca, décrites dans des documents canadiens 
et étatsuniens 

Les documents de base sont énumérés dans l’ordre chronologique, selon le sigle de l’organisme dont 

ils émanent : 

MPO (1989) : Borgmann et Munawar (1989) et Borgmann et coll. (1989). Ces deux publications énoncent les modes 
opératoires d’élevage et d’essai utilisés à l’époque par le Laboratoire des Grands Lacs pour les pêches et les sciences 

aquatiques, ministère des Pêches et des Océans, Burlington (ON). 

USFWS (1990) : Ingersoll et Nelson (1990). Cette publication énonce les modes opératoires d’élevage et d’essai 

utilisés à l’époque par le National Fisheries Contaminant Research Center, Fish and Wildlife Service des États-Unis, 
Columbia (MO). 

ASTM (1991) : Norme publiée par l’American Society for Testing and Materials, Philadelphie (PA), pour l’exécution 

d’essais toxicologiques sur un sédiment, avec des invertébrés dulcicoles. Le document a fait l’objet d’une nouvelle 

publication en 1993 (v. ASTM, 1991a, 1993, dans les références). 

USEPA (1991a) : Comprend la version provisoire (avril 1991) des modes opératoires normalisés d’élevage et d’essai 

utilisés par l’Environmental Monitoring Systems Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. USEPA, 1991a, dans les 
références). 

USEPA (1991c) : Présentation sommaire des méthodes d’essai utilisées par l’Environmental Monitoring Systems 

Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. Smith et coll., 1991b, dans les références). 

MPO (1992) : Modes opératoires normalisés (document inédit) d’élevage et d’essai utilisés par U. Borgmann, 
Laboratoire des Grands Lacs pour les pêches et les sciences aquatiques, ministère des Pêches et des Océans, 
Burlington (ON). Ces mêmes modes opératoires sont décrits dans Borgmann et Norwood (1993) (v. MPO, 1992, 
dans les références). 

INRE (1992) : Modes opératoires uniformisés (document inédit) d’élevage et d’essai, utilisés par K. Day, Institut 
national de recherche sur les eaux, Direction de la recherche sur les cours d’eau, Centre canadien des eaux 

intérieures, Environnement Canada, Burlington (ON) (v. INRE, 1992, dans les références). 

USEPA (1992) : Norberg-King (1992), Environmental Research Laboratory, USEPA, Duluth (MN). Résumé des 
modes opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans 18 laboratoires du Canada et des États-Unis. 

USFWS (1992) : Ingersoll (1992), Fish and Wildlife Service des États-Unis, Columbia (MO). Énumération des modes 
opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans divers laboratoires. 

USEPA (1994a) : Méthodes publiées de mesure de la toxicité et de la bioaccumulation des contaminants de sédiments, 
chez des invertébrés dulcicoles, par l’USEPA (principaux auteurs : C.G. Ingersoll, G.T. Ankley, G.A. Burton, 
F.J. Dwyer, T.J. Norberg-King et P.V. Winger) (v. USEPA, 1994a, dans les références). 
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E-1. Type d’essai, âge/taille des sujets, type de récipient, nombre d’amphipodes par récipient, 

nombre de répétitions par traitement et durée de l’essai 

Documenta 
Type 
d’essai 

Âge/taille 
des sujets 

Récipient 
d’essai 

Nombre de 
sujets par 
récipient 

Nombre de 
répétitions 

Durée de 
l’essai (jours) 

MPO (1989) c. stat.b 0-7 jours bocal de 2,5 L 20 n.i.c 28 

USFWS (1990) c. stat. 3 mme b. 1 Lg 20 4 29 
RCd 3 mm b. 1 L 20 4 29 

ASTM (1991) c. stat. 2-3 mm f b. 1 L 20 4 10-30 
c. stat. 2-3 mm aquar. 20 L 100 2 10-30 
RC 2-3 mm b. 1 L 20 4 10-30 

USEPA (1991a) RIh 2 ± 1 jour 600 mL 20 4 7 

USEPA (1991c) RI 2 ± 1 jour 600 mL 20 4 7 

MPO (1992) c. stat. 0-7 jours b. 250 mL 20 4 28 

INRE (1992) c. stat.b 1-10 jours b. 250 mL 15 5 28 

USEPA (1992) c. stat.i variablej n.i. n.i. n.i. 10-28k 

USFWS (1992) RCl 7-14 joursm 1 L n 20 4 ou 5 7-28o 

USEPA (1994a) RI ou RCp 7-14 jours 300 mL 10 8q 10 

a Voir la page précédente pour les références exactes. 
b Conditions statiques. Ajout d’eau distillée au besoin pour maintenir constant le niveau de l’eau. 
c Non indiqué. 
d Renouvellement continu. 
e Vers le troisième stade de développement. 
f Juvéniles, deuxième ou troisième stade de développement. 
g Bécher. 
h Renouvellement intermittent. 
i Dans 10 des 12 laboratoires, l’eau n’était pas remplacée, les 2 autres complétaient le volume. Dans 9 des 18 laboratoires, 

les essais comportaient des renouvellements à une fréquence allant de toutes les 4-6 heures à 2 fois par semaine. 
j 7 labos, âge connu; 8 labos, tamisage en fonction de la taille ou de l’âge; 2 labos, âges mélangés; 1 labo, âge inconnu. 
k 8 labos, 10 jours; 1 labo, 10-14 jours; 4 labos, 14 jours; 1 labo, 20 jours; 4 labos, 28 jours. 
l Également en conditions statiques ou à renouvellement intermittent. 
m De préférence : âges mélangés (~7-14 jours); également, âge connu (0-7 jours ou 7-14 jours). 
n De préférence; peut varier de 25 mL à 100 L. 
o De préférence : 10 jours. 
p Correspondant à l’ajout de 2 volumes d’eau par jour, par renouvellement intermittent ou continu. 
q Selon les objectifs de l’essai. Huit répétitions sont recommandées pour les essais courants. 
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E-2. Récipients d’essai et milieux 

Document Récipient Couvercle 
Quantité 
de sédiment Quantité d’eau 

MPO (1989) bocal de Pyrex de 2,5 L, à 
couvercle vissant 

feuille de PlexiglasMC 1-1,5 cm 
d’épaisseur 

n.i.a, b 

USFWS (1990) bécher en verre de 1 L verre de montre 200 mL 800 mL 

ASTM (1991) bécher en verre de 1 L verre de montre 200 mL 800 mL 
aquarium de 20 L n.i. 2-3 cm 

d’épaisseur 
15 cm 
d’épaisseur 

USEPA (1991a) 600 mL verre de montre ou 
feuille en verre/plastique 

100 mL 400 mL 

USEPA (1991c) 600 mL n.i. 100 mL 400 mL 

MPO (1992) bécher de 250 mL boîte de Petri 
en plastiquec 

40 mL d 160 mL d 

INRE (1992) bécher de 250 mL boîte de Petrie 50 mL 200 mL 

USEPA (1992) n.i. n.i. n.i. n.i. 

USFWS (1992) 1 L f n.i. n.i.g n.i.g 

USEPA (1994a) bécher de 300 mL, de forme 
haute, sans rebord 

n.i. 100 mL 175 mL 

a n.i. : non indiqué. 
b Volume total (sédiment plus eau de mer) : 1,5 L. 
c Entaille, pour l’aération. 
d Le sédiment est versé dans le bécher après l’eau. 
e Orifice percé pour le passage d’une conduite d’air. 
f De préférence; plage de 25 mL à 100 L. 
g Le ratio sédiment-eau peut varier de 1:4 (de préférence) à 1:1. 
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E-3. Origine et dureté de l’eau, méthode de renouvellement de l’eau au cours de l’essai 

Document Origine de l’eau Dureté de l’eau Méthode de renouvellement 

MPO (1989) eau du robinet déchloréea 130 mg/L conditions statiques, avec ajout d’eau 

pour maintenir le niveau constantb 

USFWS (1990) reconstituéec 134 mg/L conditions statiques, renouvellement 
continud, e 

ASTM (1991) eau de puits, de surface, 
déchlorée (du robinet) ou 
reconstituée 

facultative conditions statiques ou 
à renouvellement continu 

USEPA (1991a) eau de puits diluéef 90-110 mg/L RI g 

USEPA (1991c) eau de puits diluéef 100 mg/L RI, quotidiennement 

MPO (1992) eau du robinet déchloréea 130 mg/L conditions statiquesh 

INRE (1992) eau du robinet déchloréea n.i. i conditions statiquesj 

USEPA (1992) n.i. n.i. conditions statiques ou 
renouvellement de l’eau

k

USFWS (1992) n.i. douce, durel conditions statiques, RI, RCl 

USEPA (1994a) eau d’élevage, eau de puits, 

eau de surface, eau prélevée 
sur le site à l’étude ou eau 

reconstituéem 

facultative RI ou RC, 2 fois par journ 

a Même origine et même dureté que l’eau d’élevage des amphipodes. 
b Ajout d’eau distillée, au besoin, pour maintenir le niveau constant. 
c On a utilisé une eau de puits d’une dureté de 283 mg/L pour l’élevage des amphipodes; au cours de l’essai, on a utilisé 

de l’eau reconstituée. 
d Renouvellement continu. 
e L’équivalent de 3,8 fois le volume du bécher, par jour. 
f Eau désionisée utilisée pour abaisser la dureté de l’eau de puits de 200 mg/L à 100 mg/L. 
g Renouvellement intermittent. 
h Renouvellement hebdomadaire de l’eau des milieux témoins uniquement. 
i Non indiqué. 
j Les pertes par évaporation sont compensées hebdomadairement avec de l’eau distillée. 
k Sur 18 laboratoires, 10 fonctionnaient en conditions statiques, sans renouvellement de l’eau, 2 en conditions statiques 

avec maintien du niveau; 9 ont également renouvelé l’eau sus-jacente à une fréquence variant de 1 fois toutes les 4-6 h à 
2 fois par semaine. 

l De préférence. 
m Une formule est fournie pour préparer une eau reconstituée convenable, d’une dureté de 90-100 mg de CaCO3/L. 
n Chaque récipient d’essai devrait recevoir 2 fois son volume d’eau sus-jacente par jour, de façon intermittente (ajout 

manuel ou automatisé) ou par renouvellement continu. 
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E-4. Température, aération et éclairage au cours de l’essai 

Document 
Température 
de l’eau (C) Conditions d’aération Éclairage 

MPO (1989) 21 ± 1 débit lent, au moyen de pierres 
poreuses suspendues à plusieurs 
centimètres au-dessus du sédiment 

phot. de 16 h a, fluoresc.b 
55 2

μE/m /s 

USFWS (1990) 20 ± 2 débit lent (~2 bulles/s) phot. de 16 h, 269-538 lux 

ASTM (1991) 20-25 débit lent phot. de 16 h, 538 lux 

USEPA (1991a) 25 ± 1 débit lent phot. de 16 h, 538 lux 

USEPA (1991c) 25 ± 1 aucune aération n.i. 

MPO (1992) 25 débit lent, au moyen d’une pipette en 

verre jetable dont l’extrémité se trouve 

à une profondeur médiane de la 
colonne d’eau 

phot. de 16 h, fluoresc. 

INRE (1992) 23 ± 1 débit lent phot. de 16 h 

USEPA (1992) 20-25c n.i.d n.i. 

USFWS (1992) 20-25e aération nulle ou modéréef phot. de 16 h, 269-538 lux 

USEPA (1994a) 23 ± 1g normalement aucuneh phot. de 16 h, 
~500-1000 lux, fluorescents 
à spectre étendu 

a Photopériode de 16 h. 
b Tubes fluorescents, éclairage vertical. 
c 7 laboratoires à 20 C, 1 labo à 20-25 C, 4 labos à 23 C et 5 labos à 25 C. 
d Non indiqué. 
e De préférence : 20 C. 
f De préférence : aucune aération. 
g La température moyenne quotidienne doit être de 23 ± 1 C; la température instantanée doit toujours être de 23 ± 3 C. 
h Aérer si la teneur en OD de l’eau sus-jacente chute à <40 % de la valeur de saturation. 
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E-5. Alimentation au cours de l’essai 

Document Description des aliments 
Quantité par 
récipient Fréquence des repas 

MPO (1989) floconsa d’aliments pour poissons 

TetraMin® 
20 mg 1-3 fois par semaine 

USFWS (1990) granulés pour lapin PurinaMC 14 ou 20 mg b 3 fois par semaine 

ASTM (1991) granulés pour lapinc variableb, d 2-3 fois par semaine 

USEPA (1991a) flocons moulus d’aliments pour 

poissons TetraMin® 
14 mg 3 fois par semaine 

USEPA (1991c) flocons d’aliments mélangés 

pour poissons 
1 mL aux jours 0, 2, 4 et 6 

MPO (1992) floconsa d’aliments pour poissons 

TetraMin® 
5 mg 3 fois par semaine 

INRE (1992) floconsa d’aliments pour poissons 

Nutrafin® 
8 mg e 2 fois par semaine 

USEPA (1992) n.i.f n.i. variableg 

USFWS (1992) variableh n.i. n.i. 

USEPA (1994a) LCTi 1,5 mL quotidienne 

a Flocons moulus, puis passés au tamis de nylon à mailles de 500 μm. 
b Pour les essais en conditions statiques, 14 mg par bécher; pour les essais à renouvellement continu, 20 mg par bécher. 
c Il faudrait moudre les granulés, les disperser dans de l’eau désionisée et les remettre en suspension quand on en prélève 

des aliquotes. 
d On peut notamment donner 6 mg de granulés 3 fois par semaine pendant la première semaine et 12 mg par repas par 

la suite. 
e Suspension de Nutrafin® moulu, préparée par ajout de 1 g de flocons à 100 mL d’eau distillée, puis pulvérisation. 

Un volume de ~604 μL équivaut à 8 mg. 
f Non indiqué. 
g Sur 16 laboratoires, 5 ont donné 7 repas par semaine au cours des essais; 5 labos, 3 repas par semaine; 2 labos, 2 repas 

par semaine; 1 labo, 1 repas par semaine; 1 labo, 1 repas toutes les 48 h; 1 labo, 1 repas au début de l’essai seulement; 

1 labo n’a donné aucun repas au cours de l’essai. 
h Aucune nourriture; nourriture pour lapin; LCT; feuilles d’érable; TetraMin®. 
i Levures, CerophyllMC et nourriture pour truite. 
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E-6. Surveillance de la qualité de l’eau sus-jacente au cours de l’essai 

Document Variables surveilléesa Fréquence 

MPO (1989) n.i.b n.i. 

USFWS (1990) OD, pH, alc., dur., conduct. au moins aux 10 jours, chaque traitementc 

ASTM (1991) OD au début, à la fin et au moins toutes les semainesd, e 
pH, alc., dur., conduct. au début, à la fin et au moins toutes les semainesd 
temp. chaque jourd, f 

USEPA (1991a) OD, pH, alc., dur., conduct., temp. au début et à la fin 

USEPA (1991c) n.i. n.i. 

MPO (1992) OD, pH au début et au moins toutes les semainesc 
ammoniac au début (facultatif, mais souhaitable) 

INRE (1992) OD, pH, conduct., temp. aux jours 0, 14 et 28 

USEPA (1992) n.i. n.i. 

USFWS (1992) n.i. n.i. 

USEPA (1994a) ODg chaque jour 
pHg, alc., dur., conduct., ammoniac au début et à la finh 
temp. chaque jourd, f 

a alc. : alcalinité totale; conduct. : conductivité spécifique; dur. : dureté totale; OD : oxygène dissous; pH : concentration 
de l’ion hydrogène; temp. : température. 

b Non indiqué. 
c Pour les mesures, on a prélevé 50 mL d’eau sus-jacente. Dans les essais en conditions statiques, on a remplacé ce 

prélèvement par de l’eau fraîche à température ajustée. 
d Mesures effectuées dans au moins un récipient d’essai représentatif de chaque traitement. 
e Mesure de l’OD obligatoire si on observe l’interruption de l’aération (en conditions statiques) ou du renouvellement de 

l’eau (renouvellement continu) et chaque fois que le comportement des sujets montre que la teneur en OD est trop faible 

(p. ex., amphipodes sortis du sédiment). 
f La température moyenne quotidienne doit se situer à ± 1 C de la température souhaitée; la température instantanée doit 

se trouver à ± 3 C de cette température. 
g Mesurable directement au moyen d’une sonde. 
h On devrait prélever de l’eau sus-jacente immédiatement avant le renouvellement de l’eau, à ~1-2 cm au-dessus du 

sédiment, à l’aide d’une pipette. Les valeurs ne devraient pas varier de >50 % au cours d’un essai. 
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E-7. Conditions d’entreposage et caractérisation du sédiment utilisé pour l’essai 

Document Conditions d’entreposage Caractéristiques mesuréesa 

MPO (1989) au réfrigérateur, dans des sacs en 
plastique 

n.i.b 

USFWS (1990) à 4 C dans des sacs en TéflonMC, dans 
les 24 h; à utiliser dans les 2 semaines 

COT, CI, % d’eau, SLA, M, BPC, HAP 

ASTM (1991) 4 ± 2 C pendant ≤2 semainesc au moins : pH, COT, % d’eau, SLA; facultatif : 

DBO, DCO, CI, MVT, SVA, Eh, HG, OS, AT, 
M, HAP, OP 

USEPA (1991a) 4 C pendant ≤2 semaines n.i. 

USEPA (1991c) n.i. n.i. 

MPO (1992) n.i. % d’eau, MVT, MV 

INRE (1992) dans de petits seaux en plastique 
scellés, à 4 C; à utiliser dans les 
6 semaines 

n.i. 

USEPA (1992) n.i. n.i. 

USFWS (1992) n.i. n.i. 

USEPA (1994a) 4 Cd au moins : pH et teneur en ammoniac total de 
l’eau de porosité, COT, % d’eau, SLA; facultatif : 
DBO, DCO, CEC, CI, MVT, SLA, Eh, HG, COS, 
M, HAP, OP 

a AT : ammoniac total; BPC : biphényles polychlorés totaux; CEC : capacité d’échange cationique; CI : carbone 
inorganique; COS : composés organiques de synthèse; COT : carbone organique total; DBO : demande biochimique en 
oxygène; DCO : demande chimique en oxygène; Eh : potentiel d’oxydo-réduction; HAP : hydrocarbures aromatiques 
polycycliques; HG : huiles et graisses; M : métaux (p. ex., As, Cd, Cr, Cu, Hg, Ni, Pb, Zn); MV : masse volumique 
(g/mL); MVT : matières volatiles totales; OP : eau de porosité; OS : organosiliciés; pH : concentration de l’ion 

hydrogène; SLA : sable, limon et argile; SVA : sulfures volatils acides. 
b Non indiqué. 
c S’il est conservé >2 semaines, le sédiment devrait être soumis à de nouveaux essais pour confirmer que sa toxicité 

n’a pas changé. 
d Entreprendre l’essai toxicologique le plus tôt possible après le prélèvement de l’échantillon. S’il débute >2 semaines 

après le prélèvement, des caractérisations supplémentaires du sédiment sont souhaitables pour évaluer les effets possibles 
de l’entreposage. 
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E-8. Manipulation du sédiment avant l’essai 

Document Manipulation du sédiment 

MPO (1989) passer au tamis de nylon à mailles de 275 μm, en se servant de l’eau sus-jacente des bocaux 
utilisés pour l’essai; laisser reposer plusieurs jours avant de transférer les amphipodes 

USFWS (1990) MC
mélanger dans le récipient d’entreposage; lisser l’aliquote avec une cuillère en Téflon  
dans le bécher d’essai; verser lentement l’eau sus-jacente le long de la paroi du bécher; 
laisser reposer pendant la nuit avant de transférer les amphipodes 

ASTM (1991) mélanger à fond; tamisage par voie humide autorisé pour éliminer les grosses particules et 
les organismes indigènes; on peut diluer et mêler le sédiment avec un volume égal d’eau 

sus-jacente pour faciliter le tamisage; lisser la couche de sédiment dans le récipient d’essai; 

verser lentement l’eau sus-jacente le long de la paroi du bécher, laisser reposer pendant la 
nuit avant de transférer les amphipodes 

USEPA (1991a) mélanger l’échantillon; lisser l’aliquote pour former une couche dans le récipient d’essai; 

verser lentement l’eau sus-jacente le long de la paroi du bécher; laisser reposer pendant la 
nuit avant de transférer les amphipodes 

USEPA (1991c) n.i. 

MPO (1992) mélanger l’échantillon ou prélever des aliquotes en plusieurs endroits; à l’aide d’une 

cuillère en acier inoxydable, transférer une aliquote dans le bécher renfermant déjà de l’eau; 

aérer vigoureusement l’eau sus-jacente pendant 24 h; réduire l’aération à un débit lent et 

laisser le sédiment reposer encore 24 h 

INRE (1992) passer à travers un tamis à mailles de 250 μm, en utilisant une partie de l’eau sus-jacente 
qui servira à l’essai; éliminer le refus du tamis et laisser le sédiment tamisé et l’eau 

sus-jacente reposer pendant la nuit; décanter l’eau sus-jacente pour l’utiliser dans l’essai; 

ajouter le sédiment dans les béchers de répétition puis l’eau sus-jacente; laisser reposer 24 h 
et aérer ≥1 h avant de transférer les amphipodesa 

USEPA (1992) n.i.b 

USFWS (1992) n.i. 

USEPA (1994a) mélanger, y compris toute eau s’étant séparée; on ne devrait pas tamiser les échantillonsc; 
retirer les gros organismes et les gros débris au moyen de pincettes 

a Dans certains cas, on congèle le sédiment tamisé pendant 24 h et on le fait dégeler, afin de tuer tous les œufs résiduels 

de tubificidés. 
b Non indiqué. 
c S’il faut tamiser le sédiment, on devrait prélever des échantillons avant et après le tamisage (p. ex., métaux présents dans 

l’eau de porosité) pour documenter l’influence du tamisage sur les propriétés chimiques du sédiment. 
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E-9. Fin de l’essai et paramètres de mesure biologiques 

Document Fin de l’essai Paramètres de mesure biologiques 

MPO (1989) passer le contenu du bocal au tamis à mailles de 
275 μm; trier, compter et peser les survivants 

% moyen de survie, poids humide 
moyen 

USFWS (1990) tamiser le sédiment par voie humide; conserver les 
sujets dans une solution de sucre et de formol pour les 
mesures ultérieures de la longueura 

% de survie, longueur du corps 
(mm) 

ASTM (1991) au moyen d’une pipette, prélever les animaux 

survivants présents dans la colonne d’eau; passer 

le sédiment au tamis à mailles de 500 μm; compter les 

sujets vivants et morts; mesurer leur longueurb 

% moyen de survie, longueur 
moyenne du corps, poids moyen, 
maturation 

USEPA (1991a) passer le contenu du bécher au tamis à mailles 
de 500 μm; rincer les animaux arrêtés par le tamis; 

compter les sujets vivants et morts; mesurer le poids 
sec moyenb 

% moyen de survie, poids sec 
moyen 

USEPA (1991c) n.i. % moyen de survie, poids sec 
moyen 

MPO (1992) passer le contenu du bocal au tamis à mailles de 
275 μm; trier, compter et peser les survivants 

% moyen de survie, poids humide 
moyen 

INRE (1992) passer le contenu du bécher au tamis à mailles de 
500 μm; compter et peser les survivants 

% moyen de survie, poids sec 
moyenc 

USEPA (1992) n.i.d n.i. 

USFWS (1992) n.i. % de survie, croissance staturo-
pondérale 

USEPA (1994a) à l’aide d’une pipette, prélever les amphipodes 

présents dans l’eau ou à la surface du sédiment; passer 

le sédiment au tamis à mailles de 710 μm ou à travers 

de nombreux tamis; compter les survivants et mesurer 
la croissancee 

% moyen de survie, longueur 
ou poidse 

a On présume que les amphipodes manquants sont morts et se sont décomposés. 
b On peut utiliser des tamis à maille de plus grande taille. On peut conserver les animaux pour les déterminations 

ultérieures de la longueur ou du poids. 
c Les survivants de chaque bécher sont mis à sécher pendant 24 h à 60 C, puis on les pèse collectivement. 
d Non indiqué. 
e On peut conserver les survivants dans une solution à 8 % de sucre et de formol en vue d’en mesurer la croissance (c.-à-d. 

la longueur du corps). Si on détermine le poids sec, grouper les survivants et les faire sécher à 60-90 C, jusqu’à 

obtention d’un poids constant, ramener à la température ambiante et peser au centième de milligramme près. La mesure 
de la croissance est facultative. 
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E-10. Utilisation d’un sédiment témoin/de référence et exigences relatives à la validité de l’essai 

Document Sédiment témoin ou de référence Condition de validité de l’essai 

MPO (1989) aucuna n.i.b 

USFWS (1990) sédiment témoin fin n.i. 

ASTM (1991) chaque essai exige un sédiment témoin négatif (non 
contaminé) ou un sédiment de référence non contaminéc 

taux moyen de survie : ≥80 %d 

USEPA (1991a) chaque essai exige un sédiment témoin négatif (non 
contaminé) ou un sédiment de référence non contaminéc 

taux moyen de survie : ≥80 %d; 
taux de survie dans un 
récipient : >70 %d 

USEPA (1991c) sédiment témoin négatif n.i. 

MPO (1992) aucuna, e n.i. 

INRE (1992) sédiment de référence et sédiment témoin négatifs taux moyen de survie : ≥80 %d 

USEPA (1992) sédiment témoin négatif taux moyen de survie : 
60-90 %f 

USFWS (1992) sédiment témoin négatif taux moyen de survie : ≥80 %d 

USEPA (1994a) sédiment de référence et sédiment témoin négatifs taux moyen de survie : ≥80 %d 

a Le taux de survie et la croissance des témoins ont été mesurés dans un récipient d’essai où le substrat était de la gaze 
hydrophile (pas de sédiment). 

b Non indiqué. 
c On devrait prélever un sédiment de référence sur le terrain, dans un endroit non contaminé; il devrait être représentatif du 

sédiment d’essai par ses caractéristiques (p. ex., granulométrie, teneur en carbone organique total, pH). 
d L’essai est inacceptable si le taux moyen de survie des organismes dans un récipient renfermant le sédiment témoin 

négatif est de <80 %. 
e On a remplacé toutes les semaines l’eau des récipients témoins (mais non des béchers renfermant du sédiment). 
f 13 laboratoires fixent à 80 % le taux de survie dans le milieu témoin pour que l’essai soit valide; 2 labos le fixent à 70 %; 

1 labo, à 90 %; 1 labo, à 60 %. 
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Annexe F 

Variantes des modes opératoires des essais toxicologiques de référence 
avec H. azteca, décrites dans des documents canadiens et étatsuniens 

Les documents de base sont énumérés dans l’ordre chronologique, selon le sigle de l’organisme dont 

ils émanent : 

ASTM (1991) : Norme publiée par l’American Society for Testing and Materials, Philadelphie (PA), pour l’exécution 

d’essais toxicologiques sur un sédiment, avec des invertébrés dulcicoles. Le document a fait l’objet d’une nouvelle 

publication en 1993 (v. ASTM, 1991a, 1993, dans les références). 

USEPA (1991a) : Comprend la version provisoire (avril 1991) des modes opératoires normalisés d’élevage et d’essai 

utilisés par l’Environmental Monitoring Systems Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. USEPA, 1991a, dans les 
références). 

USEPA (1991c) : Présentation sommaire des méthodes d’essai utilisées par l’Environmental Monitoring Systems 

Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH) (v. Smith et coll., 1991b, dans les références). 

MPO (1992) : Modes opératoires normalisés (document inédit) d’élevage et d’essai utilisés par U. Borgmann, 
Laboratoire des Grands Lacs pour les pêches et les sciences aquatiques, ministère des Pêches et des Océans, 
Burlington (ON). Ces mêmes modes opératoires sont décrits dans Borgmann et Norwood (1993) (v. MPO, 1992, 
dans les références). 

INRE (1992) : Modes opératoires normalisés (document inédit) d’élevage et d’essai utilisés par K. Day, Institut 
national de recherche sur les eaux, Direction de la recherche sur les cours d’eau, Centre canadien des eaux 
intérieures, Environnement Canada, Burlington (ON) (v. INRE, 1992, dans les références). 

USEPA (1992a) : Norberg-King (1992), Environmental Research Laboratory, USEPA, Duluth (MN). Résumé des 
modes opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans 18 laboratoires du Canada et des États-Unis. 

USEPA (1992b) : Smith et coll. (1992a), Environmental Monitoring Systems Laboratory, USEPA, Cincinnati (OH). 

USFWS (1992) : Ingersoll (1992), Fish and Wildlife Service des États-Unis, Columbia (MO). Énumération des modes 
opératoires d’élevage et d’essai utilisés dans divers laboratoires. 

USEPA (1994a) : Méthodes publiées de mesure de la toxicité et de la bioaccumulation des contaminants de sédiments, 
chez des invertébrés dulcicoles, par l’USEPA (principaux auteurs : C.G. Ingersoll, G.T. Ankley, G.A. Burton, 
F.J. Dwyer, T.J. Norberg-King et P.V. Winger) (v. USEPA, 1994a, dans les références). 
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F-1. Toxique de référence, type et durée de l’essai, fréquence d’emploi 

Documenta Toxique de référence Type d’essai 
Durée 
de l’essai 

Fréquence 
d’emploi 

ASTM (1991) aucun aucun — — 

USEPA (1991a) CuSO4, KCl, NaCl, 
dodécylsulfate de sodium 

eau seulementb 96 h ≥1 fois par moisc

USEPA (1991c) n.i.e RId, eau seulement 96 h 1 fois par semaine 

MPO (1992) n.i. n.i. n.i. n.i. 

INRE (1992) CuSO4 conditions statiques, 
eau seulement 

48 h 1 fois par moisf 

USEPA (1992a) variableg n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1992b) KCl RI, sol enrichih 7 jours n.i. 

USFWS (1992) n.i. n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1994a) NaCl, KCl, Cd, Cui conditions statiques, 
eau seulement 

96 h 1 fois par moisj 

a Voir la page précédente pour les références exactes. 
b Les amphipodes sont exposés à une gamme de concentrations du toxique de référence dissous dans l’eau douce; aucun 

sédiment dans cet essai. 
c Si on le souhaite, on peut exécuter cet essai parallèlement aux essais toxicologiques sur un sédiment. 
d Renouvellement intermittent, avec remplacement quotidien de chaque solution d’essai. 
e Non indiqué. 
f On procède 2 fois par année à des essais de toxicité chronique avec du CuSO4 et du CdCl2 comme toxiques de référence. 
g Sur 18 laboratoires, 6 labos utilisaient le cadmium, 1 labo, le chrome, 3 labos, le cuivre, 5 labos, le chlorure de 

potassium, 1 labo, le chlorure de sodium et 1 labo, le zinc. On peut présumer que les 4 labos restants n’utilisaient pas de 

toxique de référence. 
h On a enrichi un échantillon de sol artificiel sec avec une série de concentrations du toxique de référence en solution. 

Chaque concentration, qui représentait l’eau sus-jacente dans le bécher, a été renouvelée quotidiennement au cours de 
l’essai. 

i On peut utiliser le chlorure de sodium, le chlorure de potassium, le chlorure de cadmium et le sulfate de cuivre. Il 
pourrait être irréaliste de mettre à l’essai >1-2 toxiques de référence de façon systématique (c.-à-d. mensuellement). 

j Idéalement, on devrait effectuer des essais avec des toxiques de référence parallèlement aux essais toxicologiques sur 
un sédiment. 
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F-2. Âge/taille des sujets, type de récipients, volume de matière d’essai, nombre d’amphipodes 

par enceinte et nombre de répétitions par traitement 

Document 
Âge/taille 
des sujets 

Récipient 
d’essai 

Volume 
de solution 

Volume 
de 
sédiment 

Nombre 
d’amphipodes 

par récipient 
Nombre 
de répétitions 

USEPA (1991a) n.i.a n.i. n.i. aucun n.i. n.i. 

USEPA (1991c) 2 ± 1 jour n.i. 20 mL aucun 5 4 

INRE (1992) 1-10 jours bécher de 
250 mL 

200 mL aucun 15 3-5 

USEPA (1992b) 3-7 joursb bécher de 
175 mL 

100 mL 25 mL 20 4 

USEPA (1994a) 7-14 jours bécher de 
250 mLc 

100 mLc aucun 10c
3c

a Non indiqué. 
b En prenant des sujets âgés de 7 jours, on accroît la puissance de l’essai parce que la variation diminue. 
c On peut également utiliser des gobelets en plastique de 30 mL, avec 20 mL de matière d’essai et 1 amphipode par gobelet 

et ≥10 répétitions par gobelet. 

F-3. Origine et dureté de l’eau utilisée dans les essais, et variables contrôlées 

Document Origine de l’eau Dureté de l’eau Variables contrôléesa 
Fréquence 
des contrôles 

USEPA (1991a) n.i.b n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1991c) eau de puits diluéec 100 mg/L n.i. n.i. 

INRE (1992) eau du robinet 
déchloréed 

n.i. OD, pH, conduct. au début et à la fin 

USEPA (1992b) eau de puits diluéee 100 mg/L n.i. n.i. 

USEPA (1994a) eau d’élevage, de 

puits, prélevée sur 
le site à l’étude, de 

surface, reconstituéef 

facultativef pH, alc., dur., conduct. 
temp., OD 

au début et à la fin, 
quotidiennement 

a alc. : alcalinité totale; conduct. : conductivité spécifique; dur. : dureté totale; OD : oxygène dissous; pH : concentration de 
l’ion hydrogène; temp. : température. 

b Non indiqué. 
c Mélange d’eau de puits et d’eau désionisée. 
d Même origine et même dureté que l’eau d’élevage des amphipodes. 
e Mélange d’eau de puits, d’eau du robinet déchlorée et d’eau désionisée. 
f Une formule est fournie pour la préparation d’une eau reconstituée convenable, d’une dureté de 90-100 mg de CaCO3/L. 
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F-4. Température, aération et éclairage au cours des essais avec un toxique de référence 

Document Température de l’eau (C) Aération Photopériode 

USEPA (1991a) n.i.a n.i. n.i. 

USEPA (1991c) 25 ± 1 n.i. n.i. 

INRE (1992) n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1992b) 25 ± 1 n.i. 16 h 

USEPA (1994a) 23 aucune 16 h, 500-1000 lux, tubes 
fluorescents à spectre étendu 

a Non indiqué. 

F-5. Substrat utilisé dans les essais avec un toxique de référence 

Document Description du substrat Quantité de substrat 

USEPA (1991a) n.i.a n.i. 

USEPA (1991c) n.i. n.i. 

INRE (1992) bandes de 2,5 cm × 2,5 cm de tulle de nylon Nitex® de 500 μm, 

préalablement trempées dans l’eau d’élevage pendant 24 h 
1 par bécher 

USEPA (1992b) sol artificiel sec, enrichi avec une série de concentrations du 
toxique de référenceb 

25 mL par répétition 

USEPA (1994a) tulle de nylon Nitex® (110 mailles au pouce) n.i. 

a Non indiqué. 
b Chaque concentration, qui représente l’eau sus-jacente et l’eau de porosité, est remplacée quotidiennement. 
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F-6. Alimentation pendant les essais avec un toxique de référence 

Document Aliments Quantité par récipient Fréquence des repas 

USEPA (1991a) n.i.a n.i. n.i. 

USEPA (1991c) S. capricornutum 0,1 mL d’algues 1 fois par jour 
extrait de feuilles de céréales 0,1 mL de céréales 

INRE (1992) n.i. n.i. n.i. 

USEPA (1992b) algues et CerophyllMC 1 mL 1 fois par jour 

USEPA (1994a) LCTb 0,5 mLc aux jours 0 et 2 

a Non indiqué. 
b Levure, CerophyllMC et nourriture pour truite; 1800 mg/L, préparation de départ. 
c Pour un bécher de 250 mL comptant 10 amphipodes. Utiliser 0,1 mL de LCT si le récipient d’essai est un gobelet de 

30 mL renfermant 1 amphipode. 

F-7. Paramètres de mesure et conditions de validité des essais avec un toxique de référence 

Document Paramètres biologiques Paramètres statistiques Conditions de validité 

USEPA (1991a) n.i.a CE50
b n.i. 

USEPA (1991c) survie CL50
c n.i. 

INRE (1992) taux moyen de survie CE50 taux moyen de survie : 
90 %d 

USEPA (1992b) surviee CI50
f, CI25

f, CSEOg n.i. 

USEPA (1994a) survie CL50 taux moyen de survie : 
90 %d 

a Non indiqué. 
b Concentration efficace médiane. 
c Concentration létale médiane. 
d Survie des témoins. 
e On a constaté que le poids sec moyen était un paramètre insensible dans les essais avec le KCl. 
f Concentration inhibitrice correspondant à un pourcentage d’effet précisé (ici, inhibition de 50 % ou de 25 %). 
g Concentration sans effet observé. 
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Annexe G 

Systématique générale de Hyalella azteca (Saussure, 1858)102 

Taxinomie et relations phylogénétiques 
Hyalella azteca (Saussure, 1858) fait partie de la famille Hyalellidae, qui appartient à la superfamille 
Talitroidea de l’ordre des amphipodes (Bulycheva, 1957). La superfamille Talitroidea comprend 

également les familles Talitridae (puces de mer et orchesties), Dogielinotidae (fouisseurs arénicoles 
du Pacifique Nord), Najnidae (perceurs d’algues de la même région) et Hyalidae (brouteurs de varech). 

Quand Bulycheva a révisé la taxinomie des Hyalellidae, cette famille comptait une vingtaine d’espèces 

décrites, toutes du genre Hyalella et toutes endémiques aux eaux douces sud-américaines (la plupart du 
lac Titicaca), sauf l’espèce nord-américaine H. azteca. Bousfield (1979, 1982) a redéfini les Hyalellidae 
et y a intégré les genres Parhyalella, des environnements côtiers antillais, ainsi que Chiltonia 
(Nouvelle-Zélande), Austrochiltonia (Australie) et Afrochiltonia (Afrique du Sud), des eaux saumâtres 
et douces des antipodes. Ces trois derniers genres (des chiltoniines) avaient été intégrés dans la famille 
Ceinidae inquiline et marine par Barnard (1972) ainsi que par Barnard et Barnard (1983). Par suite de la 
révision de Bousfield (1996), Hyalella comprend désormais ~35 espèces décrites (et réparties en quatre 
genres), presque toutes confinées à l’Amérique du Sud, mais dont 5 sont présentes dans les eaux douces 
nord-américaines (y compris H. azteca). Le genre se serait détaché du genre Alorchestes, qui lui 
ressemble et qui fréquente les eaux côtières du Pacifique, probablement à la fin du Crétacé (à l’époque 

du Gondwana), lorsque l’Amérique du Sud a commencé à être isolée des autres masses continentales 

extérieures de l’hémisphère Sud (Bousfield, 1984). H. azteca est presque certainement un nouveau venu 
dans les eaux douces d’Amérique du Nord, dans lesquelles ont pénétré ses ancêtres immédiats (à partir 
de l’Amérique du Sud) après la fermeture de l’isthme de Panama au cours du Pliocène et du Miocène. 

La figure G.1 illustre la conformation de H. azteca. L’espèce possède les caractéristiques typiques 

suivantes des talitroïdes (par opposition aux gammaroïdes) :  

1) antennule 1 sans flagelle accessoire;  

2) pièces buccales dont la mandibule possède une forte molaire, mais est dépourvue de palpe, 
tandis que le palpe de la maxille 1 est vestigial; 

3) gnathopodes 1 et 2 ordinairement subchéliformes et presque semblables chez les femelles et les 
immatures, mais très inégaux chez les mâles à maturité (le gnathopode 2 est beaucoup plus 
gros et puissant); 

4) uropode 3 pourvu uniquement d’un seul ramus court; 

5) lobes du telson courts ou fusionnés (à l’apparence de plaque); 

6) branchies coxales situées sur les péréiopodes 2-6 uniquement (manquant sur le péréiopode 7); 

7) plaques incubatrices (chez la femelle) larges et bordées de courts poils à extrémité recourbée. 

102 Préparé par E.L. Bousfield, chercheur associé, Royal British Columbia Museum, 675, rue Bellevue, Victoria (BC) 
V8V 1X4. 



Figure G1. Schéma du corps, des appendices et des pièces buccales de H. azteca (actualisé d’après 

Bousfield, 1973) 
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Hyalella azteca (Saussure, 1858) 
Figure G.1. Diagnose (modifiée d’après Bousfield, 1973) 

Longueur du corps : jusqu’à 8 mm chez le mâle; jusqu’à 6 mm chez la femelle. Corps petit, 

dorsalement mucroné sur les segments pléonaux 1 et 2, parfois sur le 3, ou lisse (forme 
inermis). Plaques coxales très développées, la quatrième étant la plus grande; marge 
inférieure légèrement et régulièrement épineuse. Tête : œil subové, noir, légèrement plus 

gros chez le mâle. 

Antenne 1 : segments pédonculaires 1 et 2 subégaux, flagelles 8, 9 et 10 segmentés. Antenne 2 : 
pédoncule plus ténu, segment 5 plus long que le 4; flagelles 9 et 10 segmentés. 
Maxillipède : segment 2 du palpe plus large que long, dépassant la plaque extérieure. 

Gnathopode 1 du mâle : propodite court, moins développé que le carpe, s’élargissant vers 

l’extrémité distale; palme oblique, convexe; de la femelle : propodite étroit, court; palme 
verticale, convexe. Gnathopode 2 du mâle : propodite très gros, le plus large à l’extrémité 
distale; marge postérieure légèrement concave; palme convexe, avec grosses dents basses 
près de la charnière; lobe carpien profond; de la femelle : propodite ténu, allongé, 
s’élargissant vers l’extrémité distale; palme courte, convexe, verticale. 

Péréiopodes 3 et 4 : marge postérieure des segments 5 et 6 possédant 3-5 épines courtes, 
robustes. Péréiopodes 5, 6 et 7 : base généralement élargie, marge postérieure portant 
4-10 sillons peu prononcés; segments 5 et 6 sans épine ou soie sur la marge postérieure. 
Plaques latérales abdominales (épimères) 2 et 3 : angles postérieurs nettement 
subquadratiques, non allongés. 

Uropodes 1 et 2 : deux épines marginales ténues sur les deux ramus. Uropode 3 : ramus et 
pédoncule subégaux en longueur, longue épine (il peut y en avoir plus d’une) sur l’apex. 

Telson : apex arrondi, avec deux épines ténues, distantes l’une de l’autre. 

Branchies coxales des péréiopodes 2-6 normales, en forme de sac, la plus petite sur le 6. 
Branchies sternales en paires à la base des péréiopodes 3, 4, 5 et 7, de forme régulière, 
non allongée ni fortement courbée. 

H. azteca (Saussure) diffère habituellement des autres espèces nord-américaines du genre 
Hyalella par une dent ou mucron postérodorsal unique sur chacun de ses segments 1 et 2 
pléonaux (parfois également sur le 3) et par la forme relativement allongée et étroite du 
propodite et du carpe du gnathopode 2 chez la femelle, notamment. 
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H. azteca est typique des Hyalellidae, puisqu’il possède les caractéristiques suivantes réunies :  

1) antenne 1 plus longue que le pédoncule de l’antenne 2; 

2) palpe du maxillipède possédant un dactyle puissant; 

3) gnathopode 2 (chez la femelle) régulier (et non en forme de moufle); 

4) marge inférieure du péréion 2 (chez la femelle) portant une « encoche copulatoire »;  

5) segments distaux du péréiopode non élargis ni modifiés pour permettre le fouissage;  

6) pléopodes normaux (non réduits, non modifiés, non vestigiaux); 

7) telson entier, à l’apparence de plaque; 

8) branchies coxales régulières, non modifiées; 

9) branchies sternales se présentant de diverses façons sur la marge coxale intérieure des 
péréiopodes 3 à 7. 

Sur le plan du comportement, les hyalellides semblent incapables de sauter dans l’air, à l’instar de tous 

les Talitridae et de beaucoup de Hyalidae. 

Si on le compare aux autres genres des Hyalellidae, le genre Hyalella diffère de Parhyalella par ses 
branchies sternales et la présence d’un palpe sur la maxille 1. Il diffère des trois genres australs (des 
chiltoniines, évoquées ci-dessus) par les caractéristiques plésiomorphes suivantes : les mâles possèdent 
des pléopodes non modifiés au stade de la maturité sexuelle et un lobe carpien postérieur distinct sur le 
gnathopode 2. 

Répartition et écologie 
D’après Bousfield (1958, 1973) et de March (1978), on a observé la présence de H. azteca en Amérique 
du Nord depuis le centre du Mexique jusqu’à la limite de croissance des arbres au Canada et en Alaska, 

vers le nord et, à la grandeur du continent, dans presque toutes les eaux douces permanentes où la 
température en surface, l’été, est régulièrement d’au moins 10 C. D’un point de vue écologique, 

l’espèce préfère les eaux douces quelque peu dures ou alcalines, dont le pH normal est de 6,0-8,0. 
Toutefois, on l’a régulièrement observée aussi dans les parties amont (soumises à l’action des marées) 

des estuaires marins, où la salinité pourrait atteindre ≥2-3 ‰, de même que dans certains lacs aux eaux 

alcalines dont la dureté totale pourrait être de >200 mg/L et où coexistent des artémias (p. ex., dans 
certains des lacs Quill de la Saskatchewan). 

Pour ce qui concerne le substrat et le débit de l’eau, on constate que l’espèce abonde habituellement dans 

les eaux lentiques ou les étangs où la végétation (particulièrement algale) lui fournit abri et nourriture. 
Elle est plus rare dans les cours d’eau et les autres milieux lotiques, en particulier lorsque le fond est 

constitué de sédiments fins de granulométrie uniforme, qui n’offrent ni protection ni nourriture 

organique. 
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Les échanges respiratoires gazeux passent surtout par les paires de branchies coxales des 
péréiopodes 2-6. L’espèce semble mieux tolérer les faibles concentrations d’OD et les fortes 

concentrations de dioxyde de carbone et de gaz de décomposition que la plupart des autres amphipodes 
d’eau douce d’Amérique du Nord. Les paires de branchies sternales (à la base des péréiopodes 3, 4, 5 
et 7) joueraient principalement un rôle d’osmorégulation et pourraient faciliter la tolérance à une large 
gamme d’ions du milieu aquatique et à la fluctuation rapide de leur teneur. Elles serviraient également 

à la respiration. 

Cycle biologique et comportement reproducteur 
Le cycle biologique de H. azteca est annuel (Cooper, 1965; Strong, 1972; Conlan et Hendrycks, 
comm. pers.103

). Au printemps, lorsque la température de l’eau a franchi pour de bon la barre de 10 C, 
les femelles ayant hiverné pondent jusqu’à 30 œufs. Après l’éclosion et la libération des juvéniles de la 

poche à couvée, elles continuent de s’accoupler et de pondre. En raison du réchauffement estival de 

l’eau, les pontes s’accélèrent, mais le nombre d’œufs a tendance à diminuer. Les juvéniles venant 

d’éclore traversent 5-6 stades de développement avant d’atteindre la maturité. Les femelles s’étant 

reproduites au printemps meurent avant le début du deuxième hiver, et les générations de la fin de l’été 

forment la prochaine population qui hivernera. 

Le comportement reproducteur dans les superfamilles d’amphipodes primitifs (nageant librement) est le 
suivant : les mâles pélagiques se mettent à la recherche de femelles et s’accouplent avec elles librement 

dans la colonne d’eau. Ce comportement est souvent cyclique. Comme membre de la superfamille 

Talitroidea, toutefois, H. azteca est classé parmi les amphipodes apparentés aux gammares rampants ou 
benthiques, plus évolués sur le plan de la reproduction (Bousfield, 1992; Bousfield et Staude, 1994). 
Chez ces groupes, dans un processus connu sous le nom de précopulation, préamplexus ou défense du 
partenaire (Borowskiy, 1984; Conlan, 1990 et 1991), le mâle se fixe au dos de la femelle, habituellement 
par ses premiers gnathopodes tactiles et préhensiles. Chez Hyalella, le dactyle du premier gnathopode du 
mâle s’insère dans une encoche copulatoire spéciale (à la marge inférieure de la plaque 2 du péréion; 
v. figure G.1) sur les deux côtés du corps de la femelle, ce qui libère les deuxièmes gnathopodes, qui 
sont gros, pour faire tourner la femelle dans une position qui convient à son transport ou pour repousser 
les autres mâles. Dans cette position de « monte », le mâle et la femelle restent accouplés plusieurs 
heures ou plusieurs jours, jusqu’à la mue de la femelle. L’accouplement (amplexus, transfert de sperme) 

suit immédiatement, sur ou dans le substrat, et il prend peu de temps, souvent quelques secondes, après 
quoi le couple se sépare. Au cours du bref intermède suivant la mue, la femelle est particulièrement 
vulnérable à la prédation, parfois des mâles d’espèces concurrentes (ou de la même espèce), comme on 
l’a montré chez certaines espèces de gammaroïdes. 

103 Musée canadien de la nature, Ottawa (ON). 



143

Annexe H 

Préparation du mélange de LCT104 destiné à H. azteca 

Préparation de la levure 

1. Ajouter 5,0 g de levure sèche, par exemple la levure Fleischmann’s
MC, à 1 L d’eau désionisée. 

2. Agiter sur un agitateur magnétique, brasser vigoureusement à la main ou mélanger mécaniquement 
au mélangeur, à faible vitesse, jusqu’à ce que la levure soit bien dispersée. 

3. Combiner immédiatement (ne pas laisser reposer) la suspension de levure avec des volumes égaux 
du surnageant des préparations de nourriture pour truite et de CerophyllMC présentées ci-dessous. 
Éliminer tout excédent. 

Préparation du Cerophyll
MC

 (feuilles séchées de céréales en poudre) 

1. Mettre 5,0 g de CerophyllMC en poudre séché, de feuilles de céréales, de feuilles de luzerne 
ou de granulés pour lapin105 dans un mélangeur. 

2. Ajouter 1 L d’eau désionisée. 

3. Mélanger à haute vitesse pendant 5 min au mélangeur, ou agiter à vitesse moyenne pendant la nuit 
sur un agitateur magnétique. 

4. Si on utilise un mélangeur, mettre ce dernier au réfrigérateur pour la nuit afin de laisser reposer le 
mélange. Si on utilise un agitateur magnétique, laisser reposer 1 heure. Recueillir le surnageant 
et le combiner avec des volumes égaux du surnageant des préparations de nourriture pour truite et 
de levure (v. ci-dessous). Éliminer tout excédent. 

104 Ration mixte constituée de levure, de CerophyllMC (ou d’un produit de remplacement acceptable) et de nourriture pour 

truite (ou un aliment de remplacement acceptable). Tiré de USEPA, 1989, 1994a, 2000. 
105 On peut acheter le CerophyllMC auprès de Ward’s Natural Science Establishment Inc., C.P. 92912, Rochester (NY) 
14692-9012 (716-359-2502). Parmi les produits de remplacement convenables du CerophyllMC, on compte les feuilles de 
céréales séchées en poudre, les feuilles de luzerne et les granulés pour lapin (USEPA, 1994a, 2000). On peut se procurer les 
feuilles de céréale auprès de Sigma Chemical Company, C.P. 14508, St. Louis (MO) 63178 (800-325-3010). On peut se 
procurer des feuilles de luzerne en poudre et séchées dans des magasins de produits de santé, et les granulés pour lapin dans 
les animaleries. 
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Préparation de nourriture digérée pour truite
106 

1. La préparation de nourriture pour truite prend une semaine. Utiliser des granulés de démarrage 
ou no 1 107. 

2. Ajouter 5,0 g de granulés de nourriture pour truite à 1 L d’eau désionisée (Milli-QMC ou 
l’équivalent). Bien mélanger au mélangeur et verser dans une ampoule à décantation de 2 L. Avant 
l’utilisation, laisser digérer par aération continue à partir du fond du récipient, pendant une semaine, 
à la température ambiante du laboratoire. Remplacer l’eau perdue par évaporation au cours de la 

digestion. En raison de l’odeur très désagréable habituellement dégagée pendant la digestion, il 

faudrait placer le récipient sous une hotte ou dans un autre endroit isolé et aéré. 

3. À la fin de la digestion, placer le récipient au réfrigérateur et laisser reposer ≥1 h. Passer le 
surnageant au tamis fin (p. ex., Nitex®, 110 mailles au pouce). Combiner avec des volumes égaux 
du surnageant des préparations de CerophyllMC et de levure (v. ci-dessus). On peut utiliser le 
surnageant à l’état frais ou le garder congelé jusqu’à l’emploi. Éliminer ce qui reste de matières 

particulaires. 

Préparation du mélange de LCT 

1. Mélanger à fond des volumes égaux (p. ex., 300 mL) des trois aliments décrits ci-dessus. 

2. Transférer des aliquotes du mélange dans de petites bouteilles en plastique à couvercle vissant 
(50-100 mL). 

3. Idéalement, on devrait conserver l’aliment à 4 C et l’utiliser dans les 2 semaines suivant sa 
préparation. On peut utiliser immédiatement la préparation fraîche ou la congeler jusqu’à 

l’utilisation. L’aliment dégelé est conservé au réfrigérateur entre les repas et on doit l’utiliser au 

plus pendant 1 semaine. Ne pas garder l’aliment congelé >3 mois. 

4. Il est conseillé de mesurer, avant l’emploi, le poids sec de solides dans chaque lot de LCT. 

L’aliment devrait en renfermer 1,7-1,9 g par litre. 

106 Selon l’USEPA (1994a), des flocons d’aliments pour poissons (du commerce), comme le TetraMin®, peuvent remplacer 
la nourriture pour truite. 
107 Fournisseurs de nourriture pour truite : Zeigler Bros. Inc., C.P. 95, Gardners (PA) 17324 (717-780-9009); Glencoe Mills, 
1011 Eliott, Glencoe (MN) 55336 (612-864-3181); Murray Elevators, 118 West 4800 South, Murray (UT) 84107 (800-
521-9092). 
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Annexe I 

Séries logarithmiques de concentrations convenant aux essais 
toxicologiques108 

Colonne (nombre de concentrations entre 10,0 et 1,00 ou entre 1,00 et 0,10)109 

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 

108 Modifié d’après Rocchini et coll. (1982). 
109 Dans une colonne, on peut choisir une série de concentrations successives. Les points médians entre les concentrations de 
la colonne (x) se trouvent dans la colonne (2x + 1). Les valeurs énumérées peuvent représenter des concentrations exprimées 
sous forme de pourcentage massique (p. ex., mg/kg) ou volumique (p. ex., mg/L). Au besoin, on peut les multiplier ou les 

o
diviser par n’importe quelle puissance de 10. La colonne n  2, avec ses deux ordres de grandeur, pourrait être utilisée si le 
degré de toxicité est entaché de beaucoup d’incertitude. Il n’est pas recommandé d’utiliser des concentrations plus largement 
espacées, car elles ne permettraient pas de définir avec précision les limites de confiance entourant toute valeur à effet de seuil 
calculée. Pour les essais sur un effluent, on gagne rarement en précision en choisissant des concentrations dans les colonnes 
à droite des colonnes 3 ou 4; les valeurs plus rapprochées des colonnes 4 à 7 peuvent parfois être utiles pour les essais sur des 
substances chimiques dont l’effet de seuil est abrupt. 
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