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La croissance démographique ainsi que l’évolution du mode de vie ont généré une demande de plus en 

plus importante en eau potable. Dans le même temps, la qualité des eaux de surface et des eaux 

souterraines, à partir desquelles l’eau potable est produite s’est dégradée. 

Pourtant, dès 1964, une réelle politique de l’eau a vu le jour, avec la mise en place d’une loi sur le 

régime et la répartition des eaux et la lutte contre la pollution (loi n° 64-1245). A partir de ce texte, qui 

encore aujourd’hui reste une référence de la politique de l’eau, de nombreux décrets et lois ont été 

proposés afin de protéger d’une part les eaux destinées à la consommation, et d’autre part, 

l’écosystème aquatique. Les industries étaient alors les principales responsables de la pollution de 

l’eau (rejet d’hydrocarbures, d’eaux de lavage de minerais, de solvants et d’autres produits toxiques). 

Les industries ont à leur passif de graves incidents écologiques et ont ainsi été soumises à des normes 

très strictes réglementant leurs rejets de polluants. 

D’autres polluants, présents à de faibles concentrations mais hautement toxiques (micropolluants) ont 

par la suite été incriminés, entre autres, les métaux lourds, les détergents et les pesticides. En 

particulier 33 substances dites « prioritaires » ont été dénoncées par la directive européenne 

2000/60/CE. Cette directive impose la suppression de 13 de ces substances d’ici à 2015, et la réduction 

de l’émission des 20 autres. Ces substances prioritaires comptent essentiellement des Hydrocarbures 

Aromatiques Polycycliques (HAP), des métaux lourds, des composés halogénés et des phénols. 

Par ailleurs, les scientifiques s’intéressent également à l’impact de nombreuses autres molécules, dites 

« émergentes », sur l’écosystème. Ces molécules sont d’origines très variées. Les retardateurs de 

flamme bromés utilisés dans les équipements électriques et électroniques, les plastifiants (phtalates), 

les fragrances, les pesticides, les détergents et les résidus pharmaceutiques font en particulier partie de 

la longue liste des substances émergentes discutées par la communauté scientifique internationale [1].  

Comparativement à d’autres pays (Etats-Unis, Allemagne), très peu de données sont disponibles en 

France concernant l’occurrence de ces molécules émergentes dans les eaux territoriales. La Région 

Rhône-Alpes a alors financé un projet visant à étudier l’occurrence et le devenir de résidus 
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pharmaceutiques dans les eaux environnementales. Ce projet implique la Direction de l’eau du Grand 

Lyon ainsi que 3 laboratoires de l’agglomération lyonnaise : le Service Central d’Analyse (USR-

CNRS 059), le laboratoire d’analyses physicochimiques des milieux aquatiques du Cemagref, ainsi 

que le Laboratoire des Sciences Analytiques (UMR5180, CNRS-Université Lyon 1) où ont été réalisés 

les travaux présentés dans ce document. Dans le cadre de ce projet, les résidus de β-bloquants, de 

corticostéroïdes et d’estrogènes ont plus particulièrement été étudiés. Trois objectifs principaux ont été 

ciblés : 

− développer de nouvelles méthodologies analytiques permettant le suivi environnemental de 

ces molécules, 

− appliquer ces méthodes sur les eaux de station d’épuration de l’agglomération lyonnaise, afin 

d’avoir une première estimation des quantités déversées dans l’environnement, 

− évaluer la stabilité de ces résidus pharmaceutiques sous irradiation UV-vis, afin d’obtenir de 

premières informations sur le devenir de ces contaminants dans l’environnement. 

Ce document s’articule autour de 5 chapitres. Une étude bibliographique (Chapitre 1) explique 

l’intérêt scientifique de rechercher des résidus pharmaceutiques à l’état de traces dans 

l’environnement. Elle permet également de choisir et présenter les molécules étudiées. Ce chapitre 

présente de plus un état de l’art des méthodes développées pour le suivi environnemental de ces 

contaminants ainsi que des données proposées dans la littérature quant à la stabilité photochimique des 

molécules ciblées. 

Deux chapitres (Chapitres 2 et 3) sont consacrés au développement de nouvelles méthodes analytiques 

permettant le dosage de traces de molécules pharmaceutiques dans les matrices environnementales. 

Les méthodes développées sont ensuite appliquées à des échantillons provenant de différentes stations 

d’épuration de l’agglomération lyonnaise (Chapitre 4). Enfin, un dernier chapitre est consacré à l’étude 

du comportement photolytique de ces molécules dans l’environnement (Chapitre 5). 
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1 Médicaments et environnement  

Les scientifiques, et plus récemment le grand public, s’intéressent au devenir des médicaments dans 

l’environnement. Même à l’état de trace, ces molécules ont un impact environnemental car elles sont 

conçues pour produire un effet biologique. La plupart des substances pharmaceutiques ont des 

caractéristiques physico-chimiques communes. Elles sont en particulier lipophiles afin de pouvoir 

pénétrer les membranes cellulaires et produire leur activité curative. Elles doivent également être 

stables afin de ne pas être détruites avant d’avoir agi sur leur cible dans l’organisme. Les médicaments 

possèdent donc des caractéristiques pouvant conduire à leur bioaccumulation par les écosystèmes 

aquatiques et terrestres. Les médicaments sont principalement déversés dans l’environnement par le 

biais des urines et des fèces humaines et animales. N’étant généralement que partiellement 

métabolisés, les composés pharmaceutiques sont rejetés dans l’environnement sous leur forme initiale 

et de métabolites.  

Les études scientifiques concernant les résidus pharmaceutiques dans l’environnement visent 

essentiellement à répondre aux questions suivantes : 

- A quelles concentrations les résidus pharmaceutiques sont-ils détectés dans les eaux 

environnementales ? Comment peut-on estimer statistiquement ces concentrations ? Comment peut-on 

les mesurer ? 

- Quels sont les risques liés à l’exposition des organismes aquatiques aux résidus pharmaceutiques ? A 

quelles teneurs ces composés sont–ils écotoxiques ? 
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- Quelles sont les substances présentant potentiellement les risques les plus importants et devant donc 

être étudiées de façon prioritaire ? 

1.1 Historique 

La capacité des résidus pharmaceutiques à atteindre l’environnement et à produire des effets néfastes 

pour l’écosystème a été rapportée dans la littérature scientifique depuis plusieurs dizaines d’années, 

sans être spécialement remarquée. En effet, Hignite et al. [2] ont observé dès 1977 la contamination 

des effluents d’une station d’épuration (STEP) de Kansas City (Etats-Unis) par le 

chlorophénoxybutyrate et l’acide salicylique, qui sont respectivement des métabolites du clofibrate et 

de l’aspirine. Ils démontraient ainsi de façon empirique que les résidus médicamenteux étaient rejetés 

dans les eaux environnementales. Les efforts déployés avant les années 1990 n’ont rencontré qu’un 

faible succès du fait des performances limitées des outils analytiques alors utilisés. Les efficacités des 

méthodes séparatives étaient parfois insuffisantes et les faibles limites de détection (de l’ordre du 

ng/L) n’étaient pas couramment atteintes. De plus la faible disponibilité des standards analytiques 

et/ou leur coût élevé ont freiné la recherche dans ce domaine. 

Aujourd’hui, de plus en plus de chercheurs s’intéressent à cette problématique. Ceci a conduit 

récemment à la publication de plusieurs revues [3-10] concernant les médicaments dans 

l’environnement. La presse grand public commence également à s’intéresser à ce sujet, avec en 

particulier des articles parus dans L’Express, Le Nouvel Observateur ou Le Figaro [11-13]. 

1.2 Devenir des médicaments dans l’environnement 

1.2.1 Sources de contamination et voies de dispersion 

Suite à leur production, leur utilisation et leur mise au rebut (médicaments non consommés, périmés), 

les résidus pharmaceutiques (principes actifs, métabolites et produits de dégradation) sont 

continuellement déversés dans l’environnement, en quantité importante. Les voies de diffusion des 

médicaments dans l’environnement ainsi que les principales sources de contamination sont présentées 

Figure 1. 
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1.2.1.1 Médication humaine 
Les français font figure de mauvais élèves au niveau Européen puisqu’ils y sont les premiers 

consommateurs de médicaments [3]. Les médicaments sont consommés en grande quantité dans un 

objectif thérapeutique, mais de nombreuses molécules pharmaceutiques sont également utilisées de 

façon illégale, en tant que produit dopant dans le milieu sportif par exemple. Cette consommation 

illégale n’est pas un phénomène négligeable, ce qui rend difficile l’estimation des tonnages en produits 

pharmaceutiques consommés en France. Après ingestion ces composés sont excrétés sous leur forme 

mère ou de métabolites (voir partie 1.2.1.3 page 10) et atteignent les STEP via le système d’égout. 

Selon leur polarité, les médicaments peuvent passer outre les traitements et être déversés dans les eaux 

de surface par les effluents de STEP. De plus, il a été observé que les traitements biologiques utilisés 

lors du traitement des eaux usées hydrolysent les métabolites conjugués [14], ce qui conduit à libérer 

la molécule sous sa forme active. Les composés les moins polaires peuvent s’adsorber sur les 

particules en suspension et être retenus dans les boues d’épuration. Toutefois, une partie de ces boues 

est utilisée comme engrais, ce qui conduit à la diffusion dans les sols de ces substances. 

Enfin, il existe un échange entre eaux de surface et souterraines qui peut conduire à la dispersion des 

micropolluants. Force est de constater que le traitement des eaux potables ne permet pas non plus de 

s’affranchir de cette contamination. En effet, si l’efficacité de ces traitements n’a pas été évaluée pour 

les résidus pharmaceutiques, il s’avère que certaines études réalisées à l’étranger dénotent des 

quantités relativement importantes de composés médicamenteux dans l’eau du robinet [15, 16]. 

 

 

Figure 1: Principales voies de diffusion des résidus pharmaceutiques dans l'environnement 
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 Les médicaments non consommés sont parfois jetés dans les ordures ménagères, et sont récoltés dans 

les décharges municipales. Par le biais des eaux de ruissellement, ces substances pénètrent les sols 

jusqu’à atteindre les eaux souterraines. 

1.2.1.2 Médication vétérinaire 
De nombreux médicaments sont utilisés dans les élevages ou les bassins de pisciculture à but curatif 

ou préventif. Les anthelminthiques sont les composés pharmaceutiques les plus utilisés en médecine 

vétérinaire au niveau européen, en tant que parasiticides [17]. Les antibiotiques sont également utilisés 

à des tonnages très importants à but curatif majoritairement mais également en tant que promoteurs de 

croissance. Comme en médecine humaine, certains composés sont utilisés de façon illégale afin de 

promouvoir la croissance des élevages (corticostéroïdes par exemple). 

Une fois assimilés par les animaux, ces médicaments sont, comme chez l’homme, excrétés sous leur 

forme mère et de métabolites (voir partie 1.2.1.3).  

Les animaux laissés en pâture rejettent donc directement les résidus pharmaceutiques dans les prés. 

Pour les élevages porcins ou bovins, le lisier et le purin sont épandus dans les champs en tant 

qu’engrais, ce qui libère les résidus pharmaceutiques dans l’environnement. Ils pénètrent ainsi les sols 

où ils peuvent affecter les organismes terrestres et sont entraînés jusqu’aux nappes phréatiques par les 

eaux de ruissellement. Si les couches d’argile forment des filtres naturels supposés préserver les eaux 

souterraines de ce type de pollution, il s’avère que les substances pharmaceutiques, comme d’autres 

polluants organiques, les traversent et y ont effectivement été détectées dans plusieurs études [18]. 

1.2.1.3 De l’ingestion à l’environnement 
Après ingestion par l’homme ou l’animal, le médicament effectue son activité curative dans 

l’organisme, puis est excrété. Certains composés pharmaceutiques sont principalement excrétés 

inaltérés, sous leur forme libre, d’autres sont métabolisés en quantité variable selon la substance. Chez 

les mammifères comme chez les espèces vertébrées du milieu aquatique deux types de métabolisation 

ont lieu, dites de phase I et de phase II.  

La métabolisation de phase I conduit à l’addition ou à la modification de groupes fonctionnels de la 

molécule qui augmentent sa réactivité (hydroxylation par exemple). Les enzymes impliquées dans 

cette métabolisation sont : 

− les monooxygénases (cytochrome P450), 

− les réductases, 

− les hydrolases (hydrolyse des fonctions ester ou époxyde). 
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La métabolisation de phase II conduit à la formation de liaisons covalentes de conjugaison 

(glucuronidation) rendant la molécule plus hydrophile et donc plus facilement excrétable. Les enzymes 

suivantes catalysent la métabolisation de phase II : 

− les glycotransférases et les sulfotransférases (fonctions hydroxyaromatique et carbonyle), 

− les glutathion S-transférases (groupes fonctionnels électrophiles tels que les halogènes, les 

groupements nitrés ou les sites insaturés ou conjugués), 

− les acétyltransférases (amines primaires ou hydrazines), 

− les aminoacétyltransférases (conjugaison des fonctions carbonyle aux peptides en utilisant les 

acides aminés libres).  

Ces voies de métabolisation génèrent des métabolites de plus en plus polaires ce qui facilite leur 

excrétion [19]. D’un point de vue analytique, ces métabolites sont très solubles dans l’eau car très 

polaires et sont difficiles à extraire de matrices aqueuses. 

Si la médication humaine représente la principale source de contamination de l’environnement par les 

résidus pharmaceutiques, il existe également d’autres sources de contamination. 

1.2.1.4 Production industrielle 
Quand on parle de pollution environnementale, les sites de production industrielle sont souvent 

incriminés. Dans le cas des résidus médicamenteux, les industries pharmaceutiques ne représentent 

qu’une source secondaire de contamination. Les effluents industriels sont effectivement très 

réglementés et contrôlés. De faibles teneurs en composés pharmaceutiques peuvent toutefois y être 

présentes, et s’additionner à ce qui est déjà déversé par les autres sources de contamination. Les sites 

de production industrielle représentent essentiellement un risque ponctuel puisqu’en cas d’accident, de 

fortes teneurs sont susceptibles d’être déversées dans l’environnement 

1.2.1.5 Bassins de pisciculture 
Les traitements réalisés dans les bassins de pisciculture conduisent à une contamination directe des 

eaux de surface (Figure 1). Les composés pharmaceutiques y sont directement déversés pour le 

traitement des poissons élevés. 

1.2.1.6 Conclusions 
La principale source de contamination des eaux de STEP par les résidus pharmaceutiques est la 

médication humaine. Il apparaît que pour une unique substance ingérée, un mélange très complexe 

constitué de la molécule libre et de ses métabolites est excrété. Le suivi environnemental de ces 

contaminants s’en retrouve donc compliqué. De plus cette complexité va encore s’accroître dans 

l’environnement où les résidus excrétés vont subir des dégradations secondaires, biotiques et 

abiotiques. 
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1.2.2 Voies de dégradation 

1.2.2.1 Dégradation biotique 
Sous l’action des micro-organismes présents dans l’environnement, ou utilisés dans les stations 

d’épuration, les résidus pharmaceutiques peuvent être biodégradés. Les métabolites ainsi formés sont 

également susceptibles d’être toxiques pour l’environnement. La biodégradation des composés 

pharmaceutiques n’implique donc pas la perte de leur potentiel toxique. Dans de rares cas, une 

minéralisation de la molécule (transformation en CO2, H2O, N2, etc.) est observée suite à sa 

biodégradation.  

1.2.2.2 Dégradation abiotique 
Certaines molécules pharmaceutiques présentent des groupements facilement hydrolysables qui sont 

donc susceptibles d’être clivés dans l’environnement. 

Dans les eaux de surface, les micropolluants sont soumis au rayonnement solaire. Les photons excitent 

les molécules et initient leur dégradation. Les photoproduits formés peuvent parfois s’avérer plus 

toxiques que les molécules dont ils sont issus. Della Greca et al. [20] montrent que c’est notamment le 

cas de certains photoproduits de la prednisolone et de la dexaméthasone. Le devenir photochimique 

des résidus pharmaceutiques est abordé de façon plus précise en partie 4 (page 46). 

1.3 Occurrence 

Plus d’une centaine de composés d’origine pharmaceutique ont été détectés dans les eaux 

continentales internationales. Les tableaux présentés pages 13, 15 et 16 recensent les études les plus 

marquantes réalisées ces 5 dernières années sur la mesure de résidus pharmaceutiques dans les 

différents compartiments aquifères. 

Les classes pharmaceutiques les plus étudiées sont les anti-inflammatoires non stéroïdiens (ibuprofène, 

naproxène) ainsi que les antibiotiques de différentes familles chimiques, telles que les macrolides 

(érythromycine, clarithromycine), les quinolones (ciprofloxacine, norfloxacine), les sulfamides 

(sulfadiméthoxine, sulfaméthoxazole) et les tétracyclines (oxytétracycline, triméthoprim). Toutefois de 

nombreuses autres familles ont été détectées telles que les β-bloquants (aténolol, propranolol), les 

hypolipémiants (bézafibrate, gemfibrozil), les anticonvulsants (carbamazépine, primidone), les anti-

histaminiques (cimétidine, ranitidine), les psycholeptiques (diazépam, fluoxetine) ou encore les anti-

hypertenseurs (dilitiazem, énalapril). Les stéroïdes font également l’objet d’une surveillance 

environnementale, en particulier les stéroïdes endogènes (cholestérol, estriol). Les agents de contraste 

(iopromide, diatriozate) sont également analysés en tant que marqueurs des effluents hospitaliers. 
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La majorité des études réalisées concernent les effluents de stations d’épuration ou les eaux de surface. 

Les effluents ont un intérêt particulier puisqu’ils sont l’un des principaux points de décharge des 

résidus pharmaceutiques dans les eaux environnementales. Des études ont également été conduites 

dans les autres compartiments aquatiques tels que les eaux souterraines, les eaux de surface et les eaux 

potables. Quelques études ont aussi été réalisées sur les influents de STEP.  

1.3.1 Stations d’épuration 

Les STEP sont conçues pour retraiter les rejets humains, principalement d’origine naturelle, par 

l’action dégradante de certains micro-organismes et par coagulation/floculation sur des matières 

solides en suspension. Un traitement tertiaire (chimique, UV ou ozonation par exemple) est parfois 

utilisé [9] (le fonctionnement des stations d’épuration est présenté de façon plus détaillée en Annexe 

1). 

 Deux mécanismes primaires permettent l’épuration des eaux de rejet urbaines :  

− la dégradation microbienne qui conduit au clivage des molécules polluantes, allant parfois 

jusqu’à une complète minéralisation, 

− l’adsorption sur des matières solides qui sont par la suite éliminées dans les boues. 

1.3.1.1 Influents de STEP 
Les études publiées montrent l’arrivée massive de résidus pharmaceutiques dans les influents de 

stations d’épuration (Tableau 1).  

 

molécule influents 
(ng/L) références  molécule influents 

(ng/L) références 

Antibiotiques    Analgésiques, anti-inflammatoires 
azithromicine 260 [21]  aminophénazone 200 [18] 
clarithromicine 647 [21]  diclofenac 12 - 3 020 [18, 22, 23] 
lévofloxacine 552 [21]  ibuprofène 2 640 - 5 518 [22, 24-26] 
ciprofloxacine 313 - 568 [27]  indométhacine 800 [18] 
norfloxacine 255 - 553 [27]  kétoprofène 300 [18] 
sulfaméthoxazole 580 [24]  naproxène 440 - 4 500 [18, 22, 24, 26] 

Hypolipémiants      phénazone 920 [18] 
bézafibrate 1 738 [22]  propyphénazone 10 - 1 080 [18, 23] 
acide clofibrique 98-680 [18, 22, 28]  acide salicylique 340 [18] 

Stéroïdes    Agents de contraste 
cholestérol 200 000    iopromide 6 600 [24] 
coprostanol 1 430 000 [18]  Anticonvulsants   
17β-estradiol 2,4 - 26 [18]  carbamazépine 1 780 [18] 
estrone 19 - 78 [29]  phénytoine 50 [18] 
sitostérole 15 900 [24, 29]  primidone 1 080 [18] 
       

Tableau 1 : Teneurs en résidus pharmaceutiques détectées dans les influents de STEP 
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Les concentrations mesurées sont dans la majorité des études de l’ordre de plusieurs centaines de ng/L. 

La clarithromycine a par exemple été détectée à 647 ng/L [21] et l’acide clofibrique à 680 ng/L [28]. 

Les anti-inflammatoires non stéroïdiens atteignent souvent des concentrations de l’ordre du µg/L. Par 

exemple, des concentrations de 5 700 ng/L en ibuprofène et en naproxène ont été relevées par 

Rodríguez et al. [26]. Ces composés ne nécessitant généralement pas d’ordonnance médicale sont 

davantage consommés. Pour certains composés des teneurs de l’ordre du mg/L sont mesurées. Par 

exemple, une teneur 1,4 mg/L en coprostanol a été détectée par Heberer et al. [18] dans les influents 

de station d’épuration. Le coprostanol étant un stéroïde endogène, sa présence dans les influents de 

STEP est directement liée à l’urbanisation et non au traitement médicinal d’une partie de la 

population. Ceci pourrait expliquer les très importantes teneurs détectées. 

 

1.3.1.2 Effluents de STEP 
Les effluents devraient être moins chargés en résidus pharmaceutiques, mais ceci n’est vrai que pour 

une minorité de composés (Tableau 2 page 15). Ces études tendraient donc à montrer que l’efficacité 

d’épuration pour ce type de contaminants est faible. Les STEP n’ont en effet pas été conçues pour 

éliminer ces micropolluants. Les concentrations mesurées atteignent généralement plusieurs centaines 

de ng/L. Le sulfaméthoxazole a, par exemple, été détecté à des teneurs allant de 46 à 900 ng/L [18, 

30]. Les teneurs en carbamazépine et en naproxène peuvent atteindre 2 100 ng/L [31] et 14 000 ng/L 

[32] respectivement. Les β-bloquants sont détectés jusqu’à 1 900 ng/L [33]. Les estrogènes sont 

rencontrés à des teneurs généralement moindres puisque généralement comprises entre 1 et 100 ng/L. 

1.3.1.3 Efficacité d’épuration 
L’efficacité d’épuration des STEP est mal connue et un nombre très restreint d’études est dédié à ce 

thème. Elle est en effet difficile à évaluer car un très grand nombre de paramètres doivent être pris en 

compte.  

En effet, lorsqu’une molécule pharmaceutique est détectée, il est très probable que ses métabolites 

soient également présents. Or certains métabolites, en particulier les conjugués, sont susceptibles 

d’être dégradés au cours des traitements, et peuvent relarguer la molécule libre. La quantité détectée 

dans les effluents provient dès lors à la fois des molécules détectées dans les influents et qui n’ont pas 

été dégradées au cours des traitements, mais également des produits de dégradation des métabolites 

(hydrolyse des conjugués en particulier). La connaissance des stoechiométrie molécule libre / 

métabolite et les voies de dégradation des métabolites dans les STEP sont donc nécessaires à la 

détermination de l’efficacité des stations d’épuration.  
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molécule effluents 
(ng/L) références  molécule effluents 

(ng/L) références 

Antibiotiques    ββββ-bloquants      
azithromicine 138 [21]  aténolol 27-1168 [30, 34] 
clarithromycine 8-140 [30, 31, 34]  bétaxolol 57 [31] 
lévofloxacine 152-323 [21]  bisoprolol 57 [31] 
érythromycine 47 353 [30, 34-36] métoprolol nd-1200 [31, 33] 
déhydratoérythromicyne 250 [31]  nadolol nd-360 [33] 
roxithromycine 680 [31]  propranolol nd-1900 [31, 33, 35, 36] 
ciprofloxacine 27-514 [27, 30, 34, 37] Hypolipémiants   
spiramycine 1-161 [30, 34]  bezafibrate 0,3 - 2 200 [22, 30, 31, 34, 38, 

39] 

tylosine nd-0,9 [30]  acide clofibrique nd-680 [18, 22, 23, 28, 30-32, 
40] 

norfloxacine 36-370 [27, 37]  acide fénofibrique 380 [31] 
ofloxacine 150-1081 [30, 34]  gemfibrozil nd-1400 [18, 31, 32] 

sulfadiazine 50 [18]  Anticonvulsants   
acétyl-sulfaméthoxazole 161- 2 200 [35, 36]  carbamazépine nd - 2 100 [18, 28, 30-32, 34, 40] 
sulfaméthoxazole 46 - 900 [18, 24, 30, 31, 34, 38] phénytoine 100 [18] 
triméthoprim 12 - 320 [31, 35, 36, 38] primidone 140 [18] 
lincomycine 11-846 [30, 34]  Psycholeptiques   
amoxycilline nd-120 [30, 34]  deméthyl diazépam nd-62 [30] 

Antihistaminiques      oxazépam 250 [18] 
ranitidine 36-610 [30, 34]  Anti_hypertenseurs   

Agents de contraste      enalapril 40 - 110 [38] 
diatriozate 80 [31]  furosémide 26-2102 [30, 34] 
iomeprol 370 [31]  hydrochlorothiazide 60-1253 [30, 34] 

iopamidol 660 [31]  Stéroïdes     
iopromide 750 - 9 300 [24, 31]  camprestol 80-260 [41] 

Analgésiques, anti-inflammatoires    cholesterol nd - 6 750 [18, 41] 
acétaminophène nd-900 [32]  coprostanol 380-6800 [18, 41] 
aminophénazone 100 [18]  estriol 2-4 [42] 
dextropropoxyphène 110 - 260 [35, 36]  17α-estradiol 0,15-4,5 [43] 
diclofenac nd - 5 450 [18, 22, 23, 25, 28, 31, 32, 35, 36, 39, 

40] 
17β-estradiol 0,15-14,7 [29, 41-43] 

fenoprofen nd-190 [32]  estrone nd - 96 [24, 29-31, 41-43] 
ibuprofène nd-22 000 [18, 24, 26, 31, 32, 34-36, 39, 40] 17α-éthinylestradiol 0,1-8,9 [41, 43] 
indométhacine nd - 800 [18, 31, 32]  sitostérole nd - 1 900 [18, 41] 
ketoprofène nd-310 [18, 31, 32, 40] stigmastanol 80-1200 [41] 
acide méfenamique 273 - 1 100 [35] [35, 36]  Antinéoplastiques  
naproxène nd-14 000 [18, 24, 26, 31, 32, 39, 40] methotrexate nd-1206 [30] 
phénazone 160 - 520 [18, 31]  cyclophosamide nd - 9 [30, 34] 
propyphénazone 180 - 390 [18, 31]  Hypnogènes     
acide salicylique nd - 35 000 [18, 31, 32]  phenobarbital 30 [18] 

Anti-coagulants    Bronchodilatateurs  
pentoxifylline  nd-36 [32]  Salbutamol                              1-18  [30, 34] 

 
Par ailleurs, les traitements peuvent conduire à une modification chimique de la molécule 

(dégradation) et non à son épuration (adsorption sur les boues, minéralisation, etc.). Il est donc 

également nécessaire de connaître les produits de dégradation de ces composés pour pouvoir réaliser 

un bilan de matière acceptable. Il est toutefois difficile d’identifier structurellement les produits de 

dégradation, car une molécule peut conduire à une multitude de métabolites et produits dégradés. De 

plus, les standards correspondants ne sont pas toujours commercialisés et sont très onéreux.  

Tableau 2 : Teneurs en résidus pharmaceutiques détectées dans les effluents de STEP 
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En outre, chaque STEP diffère par sa capacité, ses traitements, ou la composition des eaux qu’elle 

reçoit (industrielles, hospitalières, urbaines, etc.). De ce fait les données acquises pour une STEP 

particulière ne peuvent pas être transposées aux autres. 

Il apparaît donc que de très importants travaux doivent être réalisés pour estimer l’efficacité 

d’épuration d’une STEP donnée pour une molécule donnée, sans possibilité d’extrapolation à d’autres 

molécules ou d’autres STEP. Ceci explique le manque d’informations disponibles dans la littérature. 

Néanmoins, certaines études ont été réalisées pour évaluer l’efficacité d’épuration des STEP sur les 

résidus pharmaceutiques. Ces études ne prennent généralement en compte que la molécule mère et ne 

s’intéressent ni aux produits de dégradation ni aux métabolites. Ternes et al. [44] ont notamment 

évalué une efficacité d’épuration de 7% pour la carbamazépine, et de 96% pour le propranolol avec 

une moyenne de 60% pour les 14 produits pharmaceutiques pris en compte dans cette étude. Les 

auteurs soulignent que ces valeurs sont évaluées pour un fonctionnement normal de la STEP et 

peuvent, largement varier par temps sec ou au contraire en cas de flux important. 

1.3.2 Eaux de surface 

Dans les eaux de surface, qu’il s’agisse de rivières, lacs, estuaires ou mers, les concentrations 

rencontrées sont beaucoup plus faibles. Le facteur de dilution dans ces compartiments y est 

effectivement accru. Les teneurs relevées restent toutefois non négligeables puisque de l’ordre de 

plusieurs dizaines de ng/L. Dans quelques études des concentrations de l’ordre du µg/L peuvent être 

molécule eaux de surface 
(ng/L) références  molécule eaux de surface 

(ng/L) références 

Anti-coagulants     Stéroïdes     
pentoxifylline nd-2,2 b [45]  cis-androstérone 17a [46] 

Antihistaminiques      androstènedione nd-1,1b [45] 
cimétidine nd-338 a [46, 47]  camprestol nd-1 400a [41, 46] 
diphénhydramine nd-23 a [47]  coprostanol 700-1 500a [46] 
ranitidine nd-39a [30, 34, 46]  équilénine 140a [46] 

Agents de contraste      équiline 147a [46] 
diatriozate 230a [31]  estriol nd-190a [42, 46] 
iomeprol 100a [31]  17α-estradiol nd-30a [46] 
iopamidol 490a [31]  17β-estradiol nd-160a [41-43, 46] 
iopromide 100a [31]  estrone 0,1-27a [30, 42, 43, 46] 
  nd-12b [45]   0,08-0,53c [48] 

ββββ-bloquants         17α-éthinylestradiol 0,1-73a [46] 
aténolol 3,4-241a [31, 34, 49]   nd-17,9c [48] 
propranolol nd-51a [31, 36, 50]  mestranol 74a [46] 

Bronchodilatateurs    19-norethisterone 48 a [46] 
salbutamol 1-2,5 a [34, 49]  progestérone nd-110a [41, 46] 

Anticonvulsants       3,9-44 b [45] 
carbamazépine nd-263a [31, 32, 34, 40, 

45, 47, 51, 52]   stigmastanol 110-340a [41, 46] 

 5-10b [40]  testostérone 116a [46] 

dilantil 2,6-52a [45]     

 

Tableau 3: Teneurs en résidus pharmaceutiques détectés dans les eaux de surface 
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Tableau 3 (suite): Teneurs en résidus pharmaceutiques détectés dans les eaux de surface 

molécule eaux de surface 
(ng/L) références  molécule eaux de surface 

(ng/L) références 

Antibiotiques      Analgésiques, anti-inflammatoires   
clarithromycine 0,5-20a  [34, 49]  acétaminophène nd-3 600a [32, 46, 47] 
érythromycine 0,1-100a  [34, 36, 51]  nd-16b [45] 
déhydratoérythromicyne nd-220a [31, 45-47] codéine nd-240a [47] 
oléandomycine nd-2,8a [49]  dextropropoxyphène nd-33 a  [32] 
roxithromycine 50a  [46]  diclofenac nd-390 a  [31, 32, 36, 39, 40, 50, 52, 53] 
spiramycine 10-74a  [34]   nd-528b [40, 45, 53] 
tilmicosine nd-0,4a  [49]  diflunisal 95-123a [53] 
tylosine nd-40a [46, 49]   nd-85b [53] 
ciprofloxacine nd-30a [34, 46, 47, 49] fénoprofène 55-84 a [53] 
enrofloxacine nd-10a [47]    20-24b [53] 
norfloxacine nd-120a [46, 47]  ibuprofène nd-6 400 a  [31, 32, 34, 39, 40, 45, 46, 49, 50] 
ofloxacine 33-306a [34]   5-104b [40, 53] 
sulfachloropyridazine nd-20a [51]  indométhacine nd-150 a [31, 32] 
sulfadiméthoxine 10-60 a  [46, 47]  ketoprofène nd-79a [32, 40] 
sulfaméthazine 0,5-220a [51]  acide méfénamique nd-196a [36, 50, 52] 
sulfaméthizole 130 a  [46]  naproxène nd-4 500a [32, 39, 40, 51, 52] 
acétyl-sulfaméthoxazole 240 a  [36]   nd-10b [40, 45] 
sulfaméthoxazole nd-150 a [31, 46, 47] phénazone 24a [31] 

5,4-33b [45]  acide salicylique 25 -17 000 a [31, 32] 
chlorotétracycline 30-420 a [46, 47]  hydrocodone nd-19b [45] 
oxytétracycline 0,2-310 a [46, 49]     
tétracycline 20-300a [46, 47]  Anti-anxiété   
triméthoprime nd-569 a  [36, 46, 47, 50, 51] méprobamate 14-220 a [45] 

1,1-25b [45]  Ionophores   

lincomycine nd-249 a [34, 46, 47, 49, 
51] 

 monensin nd-210 a [51] 

 Anti_hypertenseurs     

Hypolipémiants      dilitiazem nd-106 a [46, 47] 
bézafibrate nd-470 a [31, 32, 34, 39, 

49, 52]  énalapril 0,12-0,54 a [34, 49] 

acide clofibrique nd-111a [31, 40, 49, 50]  énalaprilat 46a [46] 
 5-10b [40]  furosémide 2-255 a [34, 49] 
 nd-18,6c [54, 55]  hydrochlorothiazide nd-256a [34, 49] 

acide fénofibrique 45a [31]  Psycholeptiques    
gemfibrozil nd-420a [31, 32, 46, 51]  diazépam 0,1-2,13 a [49] 
  1,8-56b [45]   nd-1,3b [45] 

    fluoxétine nd-12 a [45, 46] 
a : rivières 
b : lacs 
c : mers 

 

atteintes, mais ces mesures font figure d’exception. C’est notamment le cas de l’acide salicylique ou 

de l’ibuprofène dans une étude publiée par Brun et al. [32]. Dans cette étude particulière les 

quantifications en résidus pharmaceutiques ont été réalisées sur des eaux de rivière en aval de stations 

d’épuration, c'est-à-dire sur des échantillons où la probabilité de détecter d’importantes teneurs de 

résidus pharmaceutiques est élevée.  

La grande majorité des mesures dans les eaux de surface ont été réalisées sur les eaux de rivière 

(Tableau 3). Quelques études récentes montrent toutefois que les résidus pharmaceutiques atteignent 
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les lacs [40, 45] et les mers [48], ce qui met en exergue la persistance de ces molécules dans 

l’environnement et l’importance de leur dispersion. 

1.3.3 Eaux souterraines et potables 

Très peu d’études ont été consacrées à la quantification de résidus pharmaceutiques dans les eaux 

souterraines ou potables. Ceci est probablement lié à la difficulté d’atteindre des limites de 

quantification suffisamment basses pour leur mesure (inférieures au ng/L). Ce type d’analyse requiert 

en effet des outils de détection très sensibles (dernières générations de spectromètres de masse) dont 

relativement peu de laboratoires d’analyses environnementales sont équipés. D’autre part, ces matrices 

présentent un intérêt environnemental moindre puisque la présence de micropolluants dans ces 

compartiments ne conduit a priori pas à des risques écotoxicologiques. De plus, les scientifiques 

s’accordent à affirmer que la santé humaine n’est pas concernée par les faibles teneurs aujourd’hui 

mesurées dans les eaux potables. 

Ces études sont néanmoins intéressantes puisqu’elles complètent les données sur la dispersion des 

résidus pharmaceutiques dans l’environnement. Il est également important de suivre l’évolution des 

résidus pharmaceutiques dans l’eau potable, car si aujourd’hui aucun risque pour l’homme ne semble 

dû à la consommation de produits pharmaceutiques via l’eau du robinet, plusieurs auteurs soulignent 

que le principe de précaution prévaut [56-58]. 

Les teneurs mesurées peuvent parfois être importantes puisque Zühlke et al. [15] ont rapporté des 

concentrations pouvant atteindre 1,10 µg/L lors d’une étude de dérivés de la phénazone et leurs 

métabolites dans l’eau du robinet. 

Loos et al. [16] ont détecté des concentrations plus modestes en carbamazépine, gemfibrozil et 

bézafibrate, respectivement de 3 à 9,1 ng/L, 0,1 à 0,8 ng/L et 0,2 à 1,9 ng/L. Ils ont également détecté 

le bézafibrate à 0,8 ng/L dans l’eau de pluie, ce qui pourrait suggérer que les médicaments peuvent 

être entraînés lors du cycle de l’eau. Toutefois, cette étude étant à ce jour la seule à présenter des 

quantifications de résidus pharmaceutiques dans les eaux de pluie, il n’est pas possible de tirer de 

conclusions générales sur le transport atmosphérique de ces molécules, une contamination de 

l’échantillon en laboratoire étant une autre interprétation possible. 

Heberer est probablement l’un des auteurs qui s’est le plus intéressé aux eaux souterraines et potables. 

Il a notamment publié un document reprenant ses principales mesures [18]. Les teneurs qu’il a 

relevées dans les eaux souterraines sont présentées Tableau 4. Ces valeurs sont parfois très élevées, de 

l’ordre du µg/L ce qui montre que l’infiltration dans les sols ne permet pas de retenir ces contaminants. 

Toutefois il convient de préciser que les sites d’échantillonnage ont été sélectionnés dans des zones 

particulièrement polluées en résidus pharmaceutiques de la région de Berlin (Allemagne). Dans cette 
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publication, il a rapporté des teneurs en acide clofibrique de l’ordre de quelques dizaines de ng/L dans 

l’eau du robinet, avec un maximum de 170 ng/L pour l’un des échantillons. 

 

molécule eaux souterraines 
(ng/L) 

Analgésiques-anti-inflammatoires 
diclofenac nd-380 
Ibuprofène nd-200 
ketoprofène nd-30 
phénazone nd-1250 
acide salicylique nd-1225 

Hypolipémiants 
acide clofibrique nd-7300 
fénofibrate nd-45 

gemfibrozil nd-340 
Anticonvulsants 

primidone nd-690 

1.3.4 Conclusions 

Les études réalisées au niveau international ont montré que les résidus pharmaceutiques sont 

omniprésents dans les compartiments aquatiques. Il est donc important de connaître les risques 

environnementaux qui en résultent. 

1.4 Risques 

1.4.1 Ecotoxicité des résidus pharmaceutiques 

Bien que les molécules pharmaceutiques soient conçues pour suivre des voies métaboliques 

spécifiques chez l’homme comme chez les animaux, elles conduisent souvent à des effets indésirables 

du fait d’interactions non recherchées sur d’autres cibles. Introduites dans l’environnement elles 

peuvent affecter par les mêmes voies les animaux présentant des organes, tissus ou cellules similaires. 

Les modes d’action des médicaments sont souvent mal connus et multiples. Etant donnée la variété 

des mécanismes d’action possible des médicaments et le manque d’information sur les récepteurs 

présents chez les organismes environnementaux, il est difficile de réaliser des tests de toxicité 

spécifiques sur des organismes test [59]. La littérature propose de nombreux tests de toxicité aiguë 

pour les composés pharmaceutiques, sur des organismes vivants de différents niveaux trophiques [4, 

57, 59]. Ces tests ne permettent pas d’évaluer le risque lié à l’exposition des organismes du milieu 

naturel puisqu’ils se rapportent à une courte exposition à des teneurs importantes. Seuls les tests de 

toxicité chronique permettent d’évaluer ce risque en exposant des organismes test à de faibles 

Tableau 4: Teneurs en résidus pharmaceutiques mesurées par Heberer [18] dans les eaux souterraines 
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concentrations en polluant durant une longue période (plusieurs générations). La littérature donne très 

peu d’informations sur la toxicité chronique des médicaments et quasiment aucune sur la toxicité des 

métabolites. Des informations peuvent toutefois être obtenues en réalisant des tests en laboratoire ou 

par l’utilisation de modèles mathématiques. Certains modèles ont en particulier été développés pour 

estimer ou prévoir les effets écotoxicologiques. Le programme ECOSAR [60] par exemple, utilise les 

relations structure activité (SAR) pour prévoir la toxicité des composés chimiques en se basant sur leur 

similarités structurales avec d’autres molécules organiques de toxicité connue.  

Les toxicités chroniques mesurées sont souvent inférieures aux concentrations maximales détectées 

dans l’environnement, ce qui met en évidence le risque environnemental lié à l’introduction de résidus 

pharmaceutiques dans l’environnement. A titre d’exemple, Lange et al. ont montré que la 

concentration minimale produisant un effet (LOEC) sur l’organisme test (Gammarus pulex dans cette 

étude) était de 10 ng/L pour l’ibuprofène et la carbamazépine [61]. Les concentrations maximales 

mesurées dans les rivières pour ces deux composés sont respectivement 6 400 et 263 ng/L, soient des 

valeurs très supérieures à la LOEC. Pawlovski et al. [62] ont observé des effets toxiques chez 

Pimephales promelas exposé à 0,1 ng/L de 17α-éthinylestradiol, alors que cette molécule est détectée 

dans l’environnement à des teneurs pouvant atteindre plusieurs ng/L. 

Flippin et al. [63] ont en particulier observé une modification du temps de reproduction de Oryzias 

latipes après une exposition chronique à l’ibuprofène. 

1.4.2 Bioaccumulation et persistance 

Des données physicochimiques telles que la solubilité ou le coefficient de partage octanol-eau (logP) 

peuvent donner des indications sur la capacité d’une molécule à être assimilée par les organismes 

environnementaux. Notamment, toute substance ayant un logP supérieur à 3 est considérée comme 

bioaccumulable [64]. 

La persistance des résidus pharmaceutiques dans l’environnement n’est pas un bon indicateur de 

l’exposition des organismes environnementaux à ces substances. En effet, les médicaments sont 

continuellement déversés dans les eaux territoriales, donc leur instabilité n’empêche pas l’exposition 

continue des organismes vivants à leurs effets, à moins que la cinétique de dégradation de la molécule 

ne soit significativement plus rapide que son flux environnemental. 

1.4.3 Effets 

La dispersion des antibiotiques dans l’environnement a soulevé un problème de santé publique. En 

effet, dans les eaux environnementales, les bactéries se retrouvent en présence des antibiotiques 

conçus pour les combattre, ce qui a accru le phénomène de résistance aux antibiotiques [65, 66]. 
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De plus, de nombreuses molécules d’origine pharmaceutique peuvent influencer la production 

d’hormones des différentes espèces de l’écosystème et sont donc des perturbateurs du système 

endocrinien [67]. Cette perturbation peut conduire à un développement anormal de l’espèce, comme 

une féminisation ou plus rarement une masculinisation [68, 69]. Par exemple, une féminisation de 

certaines espèces de poissons a été observée suite à leur exposition continue à des résidus 

médicamenteux, en particulier aux estrogènes [70].  

1.5 Conclusions 

La médication humaine conduit à la diffusion de nouveaux polluants dans l’environnement. Des 

résidus pharmaceutiques ont effectivement été détectés dans les différents compartiments aquatiques 

terrestres. Ces contaminants présentant un risque démontré par plusieurs études pour l’écosystème, il 

est nécessaire de réaliser un suivi environnemental de ces polluants. La littérature manque de données 

sur l’écotoxicité des résidus pharmaceutiques ainsi que sur leur devenir (stabilité, produits de 

dégradation, toxicité des produits de dégradation), des efforts doivent donc être poursuivis en ce sens. 

Dans le cas de nombreux polluants (pesticides par exemple), l’utilisation d’une substance trop 

dangereuse pour l’écosystème peut être interdite ou très fortement réglementée pour limiter ses effets 

sur l’environnement. Dans le cas de résidus pharmaceutiques le problème ne peut évidemment pas être 

abordé sous cet angle. Daughton et al. [9] ont souligné dès 1999 que la majorité des composés 

médicamenteux sont utilisés sous forme de mélanges racémiques dans les formulations 

pharmaceutiques alors que seul l’un des isomères est thérapeutiquement actif. La tendance des 

industries pharmaceutiques (soutenue par la FDA), est de ne produire que l’isomère optiquement pur. 

D’un point de vue médical ceci devrait permettre de réduire les doses ainsi que les effets indésirables. 

En effet, la dose en énantiomère actif resterait inchangée, mais du fait de l’absence de l’isomère 

inactif, la quantité globale de racémique consommée serait divisée de moitié. D’un point de vue 

environnemental, cette tendance pourrait conduire à une réduction importante des résidus 

pharmaceutiques rejetés dans l’environnement. Les concentrations pourraient alors s’en retrouver 

divisées d’un facteur 2. Toutefois, l’isomère inactif au niveau thérapeutique est également a priori le 

moins écotoxique. Le suivi environnemental serait donc plus difficile, et nécessiterait une meilleure 

sensibilité des méthodes d’analyse. 

La meilleure voie pour s’affranchir de cette pollution reste toutefois le développement de procédés 

d’épuration efficaces pour ces micropolluants. Des recherches sont en particulier menées au niveau 

international afin d’évaluer l’efficacité de différents traitements tertiaires (ozonation, photolyse, etc.) 

sur la dégradation de ces molécules [71-74]. 
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2 Molécules étudiées 

Le choix des molécules étudiées a été réalisé à partir d’une analyse statistique de la consommation 

française de produits pharmaceutiques. La toxicité des molécules a également été prise en compte, en 

choisissant des composés qui conduisent à des modifications biologiques déjà révélées par les études 

écotoxicologiques ou qui sont considérés comme potentiellement toxiques pour les organismes 

environnementaux par des modèles statistiques. 

Les familles pharmaceutiques retenues sont les β-bloquants, les corticostéroïdes et les estrogènes. 

2.1 Stéroïdes 

2.1.1 Généralités 

L’IUPAC définit les stéroïdes comme étant des composés possédant un squelette 

cyclopentanophénantrène (Figure 2).  

 

 

La plupart des composés présentent des groupes méthyle aux jonctions de cycles (C10 et C13). Une 

chaîne latérale alkyle peut également être présente en C17. Si le carbone C3 est substitué par un 

groupement hydroxyle, le terme stérol est alors utilisé. Les stéroïdes se divisent en plusieurs familles 

de molécules, selon le nombre d’atomes de carbone qui composent leur squelette [75] (Tableau 5). 

En particulier, les estranes sont des stéroïdes en C18 où le squelette cyclopentanophénantrène est 

substitué par un groupement méthyle en C13. Les prégnanes sont des stéroïdes en C21, où des 

groupements méthyle substituent les positions C10 et C13, et une chaîne carbonée en C2 substitue la 

position C17. 

Les stéroïdes endogènes sont issus de la métabolisation du cholestérol (voir Annexe 2). 

 

 

 

 

Figure 2 : noyau perhydro-1,2-cyclopentanophénantrène 
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Famille 

nombre de 

carbone (Cn) 

structure exemple 

Gonanes 

(C17)  

lévonorgestrel 

Estranes 

(C18) 
 

estrone, estradiol 

Androstanes 

(C19) 
 

testostérone 

Pregnanes 

(C21) 
 

progestérone, 

cortisone 

Cholanes 

(C24) 
 

Acides biliaires 

Cholestanes 

(C27) 
 

cholestérol 

 

2.1.2 Corticostéroïdes 

Les corticostéroïdes sont des molécules dérivées du noyau prégnane présentant une fonction carbonyle 

en position C3 et en position C20 (chaîne latérale, voir Figure 3). 

2.1.2.1 Propriétés physico-chimiques 
 

Pour la classe des corticostéroïdes, 13 molécules représentatives de cette famille sont considérées. 

Leurs principales propriétés physico-chimiques sont listées Tableau 6.  

Leurs solubilités dans l’eau sont comprises entre 10 mg/L pour la fluocinolone acétonide et 322 mg/L 

pour la cortisone. Bien que ces solubilités soient faibles, au regard des concentrations usuellement 

rencontrées dans l’environnement (de l’ordre du ng au µg/L), ce n’est pas un facteur limitant la 

diffusion de ces composés. D’une part, ces molécules ont des masses relativement faibles puisque 

inférieures à 500 g/mol. D’autre part elles sont relativement apolaires avec des logP compris entre 1,61 

et 3,14 pour le cortisol et la budésonide respectivement. Ces deux propriétés font donc des 

corticostéroïdes des molécules susceptibles d’être bioaccumulées par les organismes 

environnementaux, puisque aptes à pénétrer les pores cellulaires. Les corticostéroïdes ont un caractère 

acide faible, par la présence d’une fonction alcool en C21, avec des pKa de l’ordre de 12. 

Tableau 5 : Classification des stéroïdes selon l'IUPAC 
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Molécule 
(abréviation) CAS Structure 

Masse 
molaire 
(g/mol) 

Solubilité 
dans l’eau 

 (mg/L) 
logP pKa 

Bétaméthasone 
(Be) [378-44-9] 

 

392,5 43 1,9 12,1 

Budésonide 
(Bu) [51333-22-3] 

 

430,6 15 3,1 12,9 

Cortisol 
(Hy) [50-23-7] 

 

362,5 160 1,4 12,5 

Cortisone 
(C) [53-06-5] 

 

360,4 140 1,4 12,3 

Désonide 
(Ds) 

[638-94-8] 
 

 

416,5 32 2,6 12,9 

Dexaméthasone 
(D) [50-02-2] 

 

392,5 43 1,9 12,1 

Flunisolide 
(Fs) [3385-03-3] 

 

434,5 33 2,2 12,8 

Fluocinolone 
acétonide 

(Fc) 
[67-73-2] 

 

452,5 17 2,2 12,5 

Méthylprednisolone 
(MePl) [83-43-2] 

 

374,5 67 2,0 12,5 

Prednisolone 
(Pl) [50-24-8] 

 

360,5 130 1,5 12,5 

Prednisone 
(P) [53-03-2] 

 

358,4 100 1,6 12,3 

Triamcinolone 
(T) [124-94-7] 

 

394,4 150 0,8 11,6 

Triamcinolone 
acétonide 

(TA) 
[76-25-5] 

 

434,5 21 2,5 12,7 

 

2.1.2.2 Pharmacologie 
Les corticostéroïdes sont utilisés en thérapeutique depuis les années 1950 pour leurs propriétés anti-

inflammatoires. Les corticostéroïdes naturels comme la cortisone ou le cortisol sont synthétisés dans le 

cortex des glandes corticosurrénales. A partir du cortisol ont été synthétisés des corticostéroïdes de 

durée d’action plus longue et de propriétés anti-inflammatoires accrues. Il a notamment été montré que 

l’activité anti-inflammatoire des corticostéroïdes était augmentée par la présence d’une insaturation en 

Tableau 6: Propriétés physico-chimiques des corticostéroïdes étudiés (données calculées par le logiciel 
ACD/Labs v 8.14) 
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C1-C2, d’un atome de fluor en C6 ou C9, ou encore d’un groupement méthyle en C6 ou hydroxyle en 

C17 et en C21. Les fonctions nécessaires à l’activité 

glucocorticoïde sont des groupements carbonyle en C3 et 

en C20, une insaturation en C4–C5 sur le cycle A et une 

fonction hydroxyle en C11 (Figure 3). Parmi les 15 

molécules étudiées, seules la cortisone et la prednisone ne 

répondent pas à ces critères puisqu’elles présentent une 

fonction carbonyle et non hydroxyle en C11. Ces 

molécules sont en fait des précurseurs du cortisol et de la 

prednisolone respectivement, métabolites 

pharmacologiquement actifs. Le cortisol et la cortisone sont des molécules endogènes sécrétées 

simultanément (voir Annexe 2), et il existe un équilibre chimique entre les deux espèces. La 

prednisone, qui est une molécule exogène subit dans l’organisme une 11β-hydroxylation hépatique qui 

conduit à la libération de prednisolone. La prednisolone est la forme active de nombreux autres 

corticostéroïdes comme la dexaméthasone, la triamcinolone et son acétonide. 

Au cours de la métabolisation des corticostéroïdes, les modifications chimiques les plus fréquemment 

rencontrées sont la réduction des doubles liaisons du cycle A et des fonctions carbonyle en C3 et C20 

[76, 77].  

Les molécules les plus prescrites sont la prednisone, la prednisolone et la méthylprednisolone du fait 

de leur application plus souple d’un point de vue médical. 

Les corticostéroïdes sont principalement éliminés par voie urinaire. Ces composés sont hautement 

métabolisés. En effet les pourcentages urinaires de forme libre par rapport à la quantité ingérée relevés 

pour la dexaméthasone, la méthylprednisolone, la prednisolone et la prednisone sont respectivement 

de 2,6%, 4,9%, 26% et 3%. Ces valeurs peuvent paraître faibles mais ne reflètent pas ce qui est 

réellement déchargé dans l’environnement puisque l’hydrolyse des conjugués dans les traitements 

biologiques des STEP en particulier, permet de relarguer la molécule initiale. 

2.1.2.3 Ecotoxicité 
Aujourd’hui aucune étude ne concerne l’écotoxicité des corticostéroïdes. Néanmoins, Sanderson et al. 

[78] ont révélé que cette classe pharmaceutique était potentiellement dangereuse pour l’environnement 

à partir d’une étude statistique basée sur des modèles de prédiction d’écotoxicité (ECOSAR). Sur 51 

classes pharmaceutiques étudiées, Sanderson et al. ont démontré que les corticostéroïdes font partie 

des 10 familles devant être étudiées de façon prioritaire, car présentant le plus de risques pour 

l’environnement. 

Un autre modèle consistant à estimer la capacité d’une molécule à se lier aux récepteurs androgènes et 

par conséquent à perturber la production d’androstanes a été proposé par Fang et al. [79]. Ce modèle 

Figure 3: Fonctions permettant l'activité 
glucocorticoïde / augmentant l'activité 
anti-inflammatoire des corticostéroïdes 
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montre que la majorité des corticostéroïdes se lient faiblement à ces récepteurs. Ils sont donc des 

perturbateurs du système endocrinien. 

2.1.3 Estrogènes 

Les estrogènes sont des dérivés du noyau estrane. Ils présentent une aromaticité du cycle A et une 

fonction hydroxyle en C3. 

2.1.3.1 Propriétés physico-chimiques 
Pour la classe des estrogènes, 4 molécules sont considérées. Ces molécules ainsi que leurs principales 

propriétés physico-chimiques sont listées Tableau 7.  

 

Molécule 
(abréviation) CAS Structure 

Masse 
molaire 
(g/mol) 

Solubilité 
dans l’eau 

(mg/L) 
logP pKa 

Estrone 
(E1) [53-16-7] 

 

270,4 5 3,7 10,3 

Estradiol 
(E2) [50-28-2] 

 

272,4 3 4,1 10,3 

Estriol 
(E3) [50-27-1] 

 

288.4 15 2,9 10,3 

Ethynilestradiol 
(EE2) [57-63-6] 

 

296.4 2 4,5 10,2 

 

Comme pour les corticostéroïdes, bien que les solubilités dans l’eau des estrogènes soient faibles 

(inférieures à 15 mg/L), elles sont largement supérieures aux concentrations environnementales de ces 

composés et ne sont donc pas un facteur limitant la diffusion de ces molécules. Les faibles masses 

moléculaires, ainsi que les logP élevés (supérieurs à 2,9) font de ces molécules des composés 

potentiellement bioaccumulables.  

La fonction phénol confère un caractère acide aux estrogènes, avec des pKa de l’ordre de 10. 

 

2.1.3.2 Pharmacologie 
Les estrogènes sont des hormones sexuelles nécessaires au développement des organes sexuels 

féminins. L’estriol, l’estradiol et l’estrone sont des hormones endogènes alors que l’éthinylestradiol est 

un dérivé synthétique couramment employé dans les contraceptifs oraux. 

L’estradiol est un métabolite de la testostérone. Avant la ménopause, l’estradiol est sécrétée par le 

follicule en première partie de cycle (avant l’ovulation), puis par le corps jaune en deuxième partie du 

Tableau 7: Propriétés physico-chimiques des estrogènes étudiés (données calculées par le logiciel ACD/Labs 
v 8.14) 
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cycle menstruel chez la femme. Cette molécule maintient la fertilité et les caractères sexuels 

secondaires chez la femme. 

L’estrone est un métabolite de l’androstènedione. Elle est synthétisée au niveau des ovaires et 

déclenche la prolifération de la muqueuse de l’utérus avant l’ovulation. Comme le montre le 

métabolisme du cholestérol, présenté en Annexe 2, il existe un équilibre chimique entre estrone et 

estradiol. 

L’estriol est issu du métabolisme de l’estradiol. Il est exclusivement sécrété pendant la grossesse. 

De plus Mes et al. rappellent que chaque femme excrète quotidiennement 10 à 100 µg d’estrogènes, 

dont 7 µg d’estrone, 2,4 µg d’estradiol, et 4,6 µg d’estriol, en moyenne, sous leur forme libre [80]. Ils 

précisent également que les estrogènes sont majoritairement excrétés sous forme conjuguée, à des 

quantités quotidiennes moyennes par femme de 32, 14 et 106 µg d’estrone, d’estradiol et d’estriol 

conjugués, respectivement. 

2.1.3.3 Ecotoxicité 
 
Comparativement à d’autres classes pharmaceutiques la famille des estrogènes a fait l’objet d’un 

nombre important d’études d’écotoxicité. Ces études concluent notamment que les estrogènes peuvent 

avoir des effets néfastes pour l’écosystème à des teneurs inférieures au ng/L. 

En particulier, même à de très faibles teneurs (0,1 ng/L), les estrogènes sont capables d’affecter la 

production d’œufs et de spermatozoïdes chez certaines espèces de poissons [70, 81-83]. Il a également 

été observé une féminisation chez plusieurs espèces de poissons [67, 84] et un phénomène de 

bioaccumulation. 

La bioaccumulation des estrogènes par les poissons peut conduire à leur dispersion aux niveaux 

trophiques supérieurs. 

2.2 ββββ-bloquants 

Les antagonistes béta-adrénergiques, couramment appelés β-bloquants, sont des dérivés de 

l’isoprénaline. Leur structure générale est présentée Figure 4. 

 

 

Figure 4 : Squelette général des ββββ-bloquants et structure de la molécule d'isoprénaline dont ils sont dérivés 
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Les β-bloquants présentent au moins un carbone asymétrique (Figure 4), et sont utilisés en mélange 

racémique. 

2.2.1 Propriétés physico-chimiques 

15 β-bloquants incluant les molécules consommées aux plus forts tonnages en France (Tableau 8) sont 

considérés. Ces molécules et leurs propriétés physico-chimiques sont listées Tableau 9.  

 

molécule Tonnage annuel 

Acébutolol 45,6 

Propranolol 34,6 

Métoprolol 110,8 

Bisoprolol 1,6 

Oxprénolol 1,0 

Nadolol 0,9 

Bétaxolol 0,5 

 

Les β-bloquants présentent une fonction alcool sur le carbone asymétrique. Cette fonction a un 

caractère acide, avec un pKa proche de 13,9, à l’exception du labétalol et du sotalol. On peut donc 

raisonnablement considérer que cette fonction est toujours présente sous sa forme acide dans l’eau. 

Les β-bloquants sont des composés basiques du fait de la présence d’une fonction amine sur le 

squelette des β-bloquants (Figure 4). Cette fonction a un pKa de l’ordre de 9, ainsi, ces composés sont 

majoritairement présents sous leur forme acide dans les STEP et les eaux environnementales. Le 

pindolol et le sotalol présentent une deuxième fonction basique dont les constantes de dissociation ont 

été rapportées dans un article de Ruiz Angel et al. [85]. L’amine secondaire du groupement R1 a un 

pKa de 8,8 pour le pindolol et le groupement sulfamide du sotalol a un pKa de 8,1. Les solubilités 

intrinsèques des β-bloquants (Tableau 9), peuvent être faibles, 83 mg/L pour le propranolol par 

exemple. Toutefois, il convient de souligner qu’étant donnés les pKa de ces molécules, les solubilités 

des β-bloquants peuvent varier de façon importante en fonction du pH du milieu. 

 

 

 

 

 

 

Tableau 8 : Tonnage annuel des ββββ-bloquants les plus consommés en France (données AFSSAPS 1999) 
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Molécule 
(abréviation) CAS Structure 

Masse 
molaire 
(g/mol) 

Solubilité 
dans l’eau 

(mg/L) 
logP 

pKa 

(fonction alcool) 
(fonction amine) 

Acébutolol 
(Ac) [37517-30-9] 

 

336,4 150 2,0 13,8 
9,1 

Alprénolol 
(Al) [13655-52-2] 

 
249,4 250 2,9 13,9 

9,2 

Aténolol 
(At) [29122-68-7] 

 
266,3 3 200 0,1 13,9 

9,2 

Betaxolol 
(Bx) [63659-18-7] 

 

307,4 160 2,7 13,9 
9,2 

Bisoprolol 
(Bi) [66722-44-9] 

 
325,5 390 2,1 13,9 

9,2 

Bupranolol 
(Bp) [14556-46-8] 

 
271,8 140 3,0 13,8 

9,1 

Cartéolol 
(Ct) [51781-06-7] 

 

292,4 470 1,4 13,8 
9,1 

Labétalol 
(L) [36894-69-6] 

 

328,4 360 2,3 8,2 
9,2 

Métoprolol 
(M) [56392-17-7] 

 
267,4 910 1,8 13,9 

9,2 

Nadolol 
(N) [42200-33-9] 

 

309,4 710 1,3 13,9 
9,2 

Oxprénolol 
(Ox) [6452-71-7] 

 
265,4 420 2,3 13,9 

9,2 

Pindolol 
(Pi) [13523-86-9] 

 
248,3 300 2,0 13,9 

9,2 

Propranolol 
(Pr) [525-66-6] 

 

259,4 83 3,1 13,8 
9,1 

Sotalol 
(S) [3930-20-9] 

 

272,4 2 600 0,3 9,6 
9,2 

Timolol 
(Ti) [26839-75-8] 

 

316,4 2 300 0,1 13,4 
8,9 

 

2.2.2 Pharmacologie 

Les récepteurs β-adrénergiques sont des récepteurs du système sympathique, ou plus généralement du 

système nerveux autonome qui assure le fonctionnement des différents organes. 

On distingue 2 types de récepteurs β-adrénergiques nommés β1 et β2. Leur proportion varie en 

fonction des tissus. Ainsi, les récepteurs β1 sont prédominants au niveau cardiaque, alors que les 

récepteurs β2 sont majoritaires au niveau des bronches et des vaisseaux.  

Tableau 9: Propriétés physico-chimiques des ββββ-bloquants étudiés (données calculées par le logiciel 
ACD/Labs v 8.14) 
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La stimulation β1 adrénergique est à l’origine de l’augmentation de la force des contractions 

cardiaques et de leur fréquence. Elle augmente également la vitesse de conduction auriculo-

ventriculaire et l’excitabilité ventriculaire. Cette stimulation est à l’origine de certains troubles du 

rythme cardiaque. 

La stimulation β2 adrénergique permet la relaxation des fibres lisses, telles que les vaisseaux, les 

bronches, l’intestin ou l’utérus. Ces effets sont notamment mis à profit dans le traitement de l’asthme 

et les menaces d’accouchement précoce. 

Comme leur nom l’indique, les β-bloquants antagonisent la stimulation des récepteurs β. Ils peuvent 

agir sélectivement sur les récepteurs β1 (acébutolol, aténolol, métoprolol, bisoprolol), ou être non 

sélectifs, dans ce cas, ils agissent sur les récepteurs β1 et β2 (oxprénolol, pindolol, alprénolol, 

propranolol, timolol, nadolol, sotalol, labétalol). 

Pour ces propriétés, les β-bloquants sont utilisés dans les principaux domaines de pathologie 

cardiovasculaire, tels que l’hypertension, l’insuffisance coronaire ou l’insuffisance cardiaque. 

Certaines molécules sont également utilisées comme anti-arythmique (sotalol) ou anti-migraineux 

(propranolol). 

Les β-bloquants sont principalement excrétés par voie urinaire. Les pourcentages de molécules 

excrétées inchangées par les urines sont présentés Tableau 10 [77]. 

molécule % excrété inchangé dans les urines  molécule % excrété inchangé dans les urines 

Ac 14  L <5 

Al <10  N 73 

At >90  Ox Sous forme inchangée et de glucuronide 

Bi 50  Pi 40 

Bx <10  S 75-80 

Ct Essentiellement sous forme inchangée  Ti 20 

 

Ce tableau montre que l’excrétion sous forme inchangée est très variable d’une molécule à l’autre. Si 

l’on rapproche ces valeurs des tonnages annuels (Tableau 8), on constate, que même si certaines 

molécules sont très métabolisées, comme l’acébutolol qui n’est excrété qu’à 14% sous sa forme 

inchangée. Le tonnage pondéré par le taux de métabolisation reste important puisque cela 

représenterait 6,4 tonnes d’acébutolol excrétées annuellement dans les urines de la population 

française. 

2.2.3 Ecotoxicité 

Les études d’écotoxicité publiées pour les β-bloquants ciblent particulièrement une molécule : le 

propranolol. 

Tableau 10: Excrétion urinaire des ββββ-bloquants (% forme libre par rapport à la quantité ingérée) 
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Cleuvers s’est intéressé à trois molécules: le propranolol, le métoprolol et l’aténolol [86]. Il a mis en 

évidence la toxicité des deux premiers composés. Cleuvers ne constatait pas de toxicité particulière 

pour l’aténolol. Toutefois, cette étude étant basée sur des tests de toxicité aiguë, une toxicité à long 

terme de l’aténolol reste possible. 

Dzialowski et al. ont observé une diminution du rythme cardiaque des organismes tests exposés au 

métoprolol ou au propranolol [87]. Ils ont également constaté une diminution de la croissance 

d’Oryzias Latipes et une modification des teneurs plasmatiques en testostérone et en estradiol chez 

cette espèce lorsqu’elle était exposée au propranolol. 

Huggett et al. ont souligné le fait que les poissons possèdent des récepteurs β1, en particulier au 

niveau des tissus reproductifs, ce qui suggère que l’impact des β-bloquants sur ces animaux peut 

suivre le même type de mécanisme que chez l’homme, donc produire un effet. Ils ont en particulier 

observé des anomalies et une diminution de la mobilité des spermatozoïdes chez les poissons exposés 

au propranolol [88]. 

3 Moyens analytiques 

Les résidus pharmaceutiques ont fait l’objet de nombreux développements analytiques dans le 

domaine de la bioanalyse, mais ces méthodes ne peuvent pas être appliquées directement aux 

échantillons environnementaux. En effet, les concentrations recherchées y sont beaucoup plus faibles, 

ce qui se traduit expérimentalement par des prises d’essai plus importantes pour atteindre les limites 

de détection nécessaires. De plus, les matrices environnementales diffèrent en tout point des matrices 

biologiques. En effet, en plus des résidus biologiques (protéines par exemple) les matrices 

environnementales contiennent de nombreux autres polluants organiques tels que des pesticides, des 

hydrocarbures ou des tensioactifs. La méthodologie de préparation d’échantillon et d’analyse doit donc 

être adaptée. 

Cette partie vise à présenter et discuter les stratégies analytiques mises en œuvre pour le suivi 

environnemental de résidus pharmaceutiques. Les techniques utilisées plus spécifiquement pour les 

molécules étudiées (corticostéroïdes, β-bloquants et estrogènes) seront ensuite présentées. 

3.1 Analyse de résidus pharmaceutiques dans les eaux environnementales 

3.1.1 Méthodologies 

Les faibles concentrations relevées ainsi que la complexité des matrices environnementales nécessitent 

une purification et une préconcentration de l’échantillon. Cette étape a été réalisée dans une grande 
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majorité d’études par extraction sur phase solide (SPE). Les supports les plus utilisés étaient des 

phases apolaires telles que des silices greffées octadécyle ou des supports polymère. Une préférence 

semble souvent portée aux supports polymères du fait de leur plus grande capacité de charge, et de 

leur simplicité d’utilisation. Ces phases sont effectivement moins sensibles à l’assèchement que les 

silices greffées car des monomères hydrophiles peuvent être utilisés dans ces copolymères, ce qui 

facilite leur mise en œuvre expérimentale. L’analyse des extraits était ensuite réalisée par 

chromatographie couplée à la spectrométrie de masse (MS) dans plus de 99% des études. La 

chromatographie en phase gazeuse (GC) a souvent été utilisée. Les analytes étant généralement peu 

volatils une dérivation (silylation dans la plupart des cas) s’avérait nécessaire, ce qui alourdissait 

considérablement la préparation d’échantillon. Cette technique continue à être très appliquée même si 

la tendance actuelle est d’utiliser préférentiellement la chromatographie en phase liquide (LC), qui 

requiert une préparation d’échantillon plus rapide. Cette évolution vers l’utilisation de la LC/MS est 

directement liée à l’évolution des sources d’ionisation à pression atmosphérique qui permettent une 

meilleure introduction de l’analyte dans le spectromètre de masse et donc une meilleure sensibilité.  

La SPE associée à une détection par LC/MS/MS conduit à des méthodes de quantification 

satisfaisantes avec entre autres des limites de quantification de l’ordre du ng/L et de bonnes 

reproductibilités.  

3.1.2 Préparation d’échantillon 

A titre d’exemple, Castiglioni et al. [30] ont proposé une méthode multirésidus permettant l’analyse de 

30 ingrédients pharmaceutiques de polarités et propriétés acido-basiques très différentes dans les eaux 

de STEP. Après extraction sur support Oasis MCX (support copolymère échangeur mixte cationique) 

et Lichrolut EN (poly[styrène-divinylbenzène]) l’analyse LC/ESI/MS/MS permettait d’atteindre des 

limites de quantification comprises entre 0,7 et 2,1 ng/L. 

D’autres méthodologies ont été proposées dans la littérature. Wen et al. [89] ont par exemple proposé 

une préparation d’échantillon par LPME (microextraction en phase liquide) pour l’extraction de 

résidus pharmaceutiques acides dans les eaux de STEP. Suedee et al. [90] ont extrait des tétracyclines 

(antibiotiques) au moyen de polymères imprimés. Cette voie de préparation d’échantillon est 

intéressante car très sélective, mais sa mise en œuvre est beaucoup plus coûteuse qu’une SPE sur des 

supports classiques. Grant et al. [91] ont proposé une analyse rapide de la sulfaméthazine et de ses 

métabolites dans les eaux environnementales utilisant une immunoextraction (SPIE) et une détection 

par MALDI-TOF-MS. Cette méthode permet une extraction très sélective des analytes mais est 

également très onéreuse. 

En plus du coût de mise en œuvre élevé pour les polymères imprimés ou les supports 

d’immunoextraction, leur usage est limité par leur faible disponibilité commerciale. Ainsi, la synthèse 
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de supports spécifiques en laboratoire s’avère souvent nécessaire pour cette stratégie d’extraction. De 

ce fait, la reproductibilité de la préparation d’échantillon pourrait s’en retrouver affectée car la 

reproductibilité de synthèse du support entrerait alors en jeu. De plus, dans le cadre d’analyses de 

routine, cette stratégie ne peut pas être envisagée car trop longue à mettre en œuvre. 

3.1.3 Technique séparative 

En terme de séparation chromatographique, les colonnes de silice greffée C18 ont couramment été 

utilisées. Bones et al. [92] ont montré l’apport de phases de silice monolithiques à l’analyse de résidus 

pharmaceutiques dans les eaux environnementales en développant une méthode permettant l’analyse 

simultanée de 21 molécules pharmaceutiques acides, basiques et neutres. L’intérêt de cette 

méthodologie réside dans la possibilité d’une part d’analyser de nombreux composés de propriétés 

acido-basiques variables en une seule injection, et d’autre part d’utiliser des colonnes très efficaces, 

comme les supports monolithiques qui permettent de diminuer les temps d’analyse et d’abaisser les 

limites de détection, même si ce critère n’a pas été vérifié par Bones et al. qui travaillaient en détection 

UV. 

Quintana et al. [25] ont quantifié 11 résidus pharmaceutiques acides par LC/ESI/MS/MS dans les eaux 

de rejet de STEP. L’utilisation de la chromatographie d’appariement d’ions permettait dans cette étude 

d’améliorer la sensibilité de la méthode, par l’utilisation d’un agent d’appariement d’ions (tri-n-

butylamine) conduisant à une augmentation de signal pour chaque analyte. Ce phénomène a été 

rapporté dans plusieurs études relatives à l’analyse de sels d’acides forts tels que des sulfonates [93] 

ou des phosphonates [94] en ESI(-)/MS et en présence d’ions alkylammonium. Ballantine et al. [94] 

ont suggéré que les cations alkylammonium défavorisent l’appariement de l’analyte aux ions sodium 

dans la source du spectromètre de masse, ce qui revient à favoriser la formation de l’ion moléculaire. 

Une interprétation similaire pourrait être réalisée pour l’étude menée par Quintana et al. même si les 

molécules pharmaceutiques considérées sont des acides faibles (fonctions carboxyliques). Les limites 

de détection atteintes par Quintana et al. étaient de 6 à 200 ng/L sans préconcentration. Par cette 

méthode ils ont quantifié des résidus pharmaceutiques dans les eaux environnementales en injectant 

directement l’échantillon en LC/MS/MS sans extraction préliminaire. Cette méthode est intéressante 

car elle permet un gain de temps considérable sur le temps d’analyse total. Cependant les limites de 

quantification semblent relativement élevées pour réaliser un suivi environnemental performant. Elles 

pourraient potentiellement être abaissées en utilisant un spectromètre de masse plus sensible. Pour 

abaisser davantage les limites de détection, ils ont toutefois développé une procédure d’extraction sur 

support Oasis HLB (copolymère), mais ont observé un effet matrice plus important pour les 

échantillons extraits que par injection directe. 
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Van der Ven et al. [95] ont également proposé une méthode d’analyse ne nécessitant pas de 

préparation d’échantillon en injectant directement l’échantillon de STEP filtré en LC-

capillaire/MS/MS. Des limites de détection de 100 ng/L étaient atteintes, ce qui montre qu’un gain 

important de sensibilité peut être obtenu par cette méthode d’analyse. En effet, la réduction du 

diamètre interne de la colonne chromatographique permet de gagner en efficacité. Toutefois là encore 

la sensibilité semble un peu faible pour une analyse environnementale. 

Quelques études proposent l’utilisation de l’électrophorèse capillaire (CE) couplée à la spectrométrie 

de masse, mais ces méthodes sont peu sensibles (limites de détection à 100 ng/L) [96]. Si les bénéfices 

de faibles diamètres internes sont prouvés, la capacité de charge sur les colonnes capillaires est 

beaucoup plus faible que sur les colonnes classiques. La réduction des volumes injectés explique alors 

les sensibilités insuffisantes observées en CE comme en LC-capillaire. 

3.1.4 Détection 

3.1.4.1 Spectrométrie de masse 
L’électrospray (ESI) et l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI) sont les sources 

d’ionisation les plus couramment utilisées. L’analyseur était un triple quadripôle dans la majorité des 

méthodes qui permet une détection spécifique et sensible des analytes via un suivi en mode MRM.  

3.1.4.1.1 Modes de balayage possibles avec un triple quadripôle 

Un analyseur à triple quadripôle permet de réaliser plusieurs types d’expériences. Le premier et le 

dernier quadripôle (respectivement Q1 et Q3) peuvent opérer de 2 façons différentes : 

− balayer toutes les masses sur un domaine donné,  

− filtrer des masses spécifiques. 

Le deuxième quadripôle (Q2) couramment appelé cellule de collision, peut être rempli d’un gaz 

(azote) permettant la fragmentation des ions transmis par Q1.  

Les combinaisons de chaque fonction permettent de réaliser différents balayages. Les principaux 

modes utilisés avec un triple quadripôle sont présentés Tableau 11 . 

Les modes « full scan », « ion précurseur », « ion produit », « perte de neutre » sont généralement 

utilisés pour obtenir des informations structurales lorsque des mélanges inconnus sont analysés. 

Le mode « ion produit » permet d’analyser la fragmentation d’un ion (moléculaire) donné. Le mode 

« ion précurseur », permet de déterminer « l’origine » d’un fragment particulier. 

Le mode « perte de neutre » permet de déterminer si un ion précurseur peut au cours de sa 

fragmentation dans Q2 perdre une molécule neutre de masse spécifique. Le balayage de Q3 doit donc 

être assujetti au balayage de Q1. Par exemple, si on cherche à déterminer les ions précurseurs 
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susceptibles de perdre une molécule d’eau, lorsque Q1 transmet une masse M, Q3 ne transmet que les 

ions de masse M-18. 

mode Q1 Q2 Q3 

full scan balaye un domaine de masses pas de gaz transmet tous les ions 

ion produit transmet des masses 
spécifiques rempli de gaz de collision balaye un domaine de masses 

ion précurseur balaye un domaine de masses rempli de gaz de collision transmet des masses 
spécifiques 

perte de neutre balaye un domaine de masses rempli de gaz de collision balaye un domaine de masses 
assujetti au réglage de Q1 

SIM transmet des masses 
spécifiques pas de gaz transmet tous les ions 

MRM transmet des masses 
spécifiques rempli de gaz de collision transmet des masses 

spécifiques 

 

Les modes SIM et MRM peuvent être utilisés pour faire de la quantification, les ions précurseurs, et le 

cas échéant, les ions fragments étant déjà connus. Le mode MRM est le plus sélectif et le plus 

spécifique des modes de balayages cités ci-dessus, ce qui en fait un mode de choix pour la 

quantification de traces dans des matrices complexes. Les paires de masses filtrées par Q1 et Q3, 

typiquement appelées transitions, sont connues pour chaque analyte. 

Lors d’analyses environnementales, le mode « full scan » est intéressant car il permet de détecter 

l’ensemble des composés présents. Toutefois ce mode est peu sensible car toutes les masses arrivent 

au détecteur ce qui génère de très importants bruits de fond. Les atouts du mode MRM en terme de 

sensibilité et de spécificité sont établis. Toutefois, ce mode nécessite de rester vigilant car seules les 

molécules que l’on cherche à analyser sont détectées, et d’autres composés de la matrice peuvent 

influencer les réponses des analytes (effet matrice). 

3.1.4.1.2 Avantages et inconvénients de la LC/MS 

Si la détection par LC/MS présente de nets avantages sur d’autres techniques (simplification de la 

préparation d’échantillon, hautes sensibilités et sélectivités), elle présente quelques inconvénients, le 

principal étant l’effet matrice qui peut être observé, en particulier avec une source électrospray. Cet 

effet de la matrice sur la réponse n’est pas spécifique de la spectrométrie de masse. Toutefois compte 

Tableau 11: Principaux modes de balayage avec un analyseur à triple quadripôle 
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tenu qu’en mode MRM on ne voit que ce que l’on cherche, l’effet matrice ne peut être apprécié que si 

des études spécifiques à sa détermination sont conduites. 

En sortie de colonne chromatographique, des composés de la matrice sont coélués avec les analytes et 

ne sont pas détectés en mode MRM. Ces molécules peuvent interférer sur le processus d’ionisation 

dans la source du spectromètre de masse et générer une augmentation ou une diminution artificielle du 

signal de l’analyte, susceptible de fausser la quantitativité de la mesure. Afin de comprendre ce 

phénomène, il est nécessaire de comprendre les processus d’ionisation dans la source. Nous nous 

limiterons ici au cas de la source électrospray. 

3.1.4.1.3 Processus d’ionisation en électrospray  

En ionisation par électrospray, le liquide est une solution d’électrolyte qui est introduite dans la source 

au travers d’une aiguille métallique, ce qui conduit à la nébulisation de la solution et à la formation 

d’un aérosol. Du fait de la différence de potentiel appliquée (4-6 kV), les gouttelettes de l’aérosol sont 

chargées. Les ions chargés de la gouttelette migrent alors vers sa surface tandis que le centre reste 

neutre. A l’aide d’un flux d’azote et d’un chauffage, le solvant s’évapore ce qui conduit à une 

diminution de la taille des gouttelettes, à charge constante. Les forces de répulsions coulombiennes 

conduisent alors à l’explosion de la gouttelette en gouttelettes secondaires de plus petites tailles. La 

répétition de ce processus conduit à la formation d’ions en phase gazeuse. Ces ions peuvent subir des 

réactions telles que des neutralisations ou transferts de charges. Seuls les ions sont introduits dans le 

spectromètre de masse alors que les composés neutres ou liquides sont bloqués par différents moyens 

(gaz rideau, skimmer). 

Tout composé de la matrice pouvant interférer sur l’une de ces étapes est susceptible de générer un 

effet matrice. 

3.1.4.1.4 Mécanismes possibles de l’effet matrice 
- Limitation de l’excès de charge de surface 

Dans les gouttelettes primaires de l’aérosol, certains composants de la matrice peuvent avoir des 

propriétés favorisant leur charge, aux dépens de l’analyte. Par exemple, les surfactants se positionnent 

préférentiellement à l’interface liquide/gaz et sont connus pour entraîner d’importantes suppressions 

de signal. Tout composé présentant à la fois des fonctions hydrophiles et lipophiles est donc 

susceptible d’altérer le processus d’ionisation par cette voie. 

- Evaporation incomplète 

Les composants non volatils de la matrice sont susceptibles de modifier la volatilité, la viscosité et la 

conductivité de l’aérosol. Ils peuvent ainsi limiter le processus d’évaporation. Il a notamment été 

démontré que les matrices polaires génèrent des effets matrices essentiellement à cause de la limitation 

du processus d’évaporation. 
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- Appariement d’ions 

Les ions moléculaires formés en phase liquide peuvent s’apparier à un contre ion présent dans la 

matrice. Ce phénomène limite alors la migration de l’analyte vers la surface de la gouttelette et son 

transfert en phase gazeuse. En effet, les ions appariés présentent une meilleure affinité pour le centre 

de la gouttelette, électriquement neutre. 

- Compétition au transfert de protons en phase gazeuse 

Les molécules interférentes de la matrice peuvent entrer en compétition avec l’analyte lors des 

réactions en phase gazeuse. Elles peuvent donc influer sur la neutralisation des molécules ou leur 

protonation. 

3.1.4.2 Autres détecteurs 
Quelques publications proposent un couplage LC/fluorimétrie. Par exemple, Prat et al. [97] ont atteint 

des limites de détections comparables à la LC/MS/MS (quelques ng/L) pour l’analyse de 

fluoroquinolones dans des échantillons environnementaux. Cette méthode ne peut pas être généralisée 

à d’autres classes pharmaceutiques mais reste intéressante car elle nécessite un équipement 

relativement peu coûteux. Par ailleurs, la majorité des composés pharmaceutiques n’étant pas 

fluorescents, l’utilisation de ce détecteur nécessiterait une étape de dérivation de l’analyte au cours de 

la préparation d’échantillon. 

3.1.5 Conclusions 

Ces études montrent qu’une préparation d’échantillon, par SPE par exemple, est nécessaire pour 

obtenir un facteur d’enrichissement important, permettant d’atteindre des limites de détection de 

l’ordre du ng/L. Une détection par spectrométrie de masse semble impérative pour l’analyse de résidus 

pharmaceutiques dans les matrices environnementales, afin d’obtenir des sélectivités, sensibilités et 

spécificités optimales. Les études proposées plus spécifiquement pour l’analyse des corticostéroïdes, 

des estrogènes et des β-bloquants sont présentées ci-après. 

3.2 Analyse des corticostéroïdes 

Le suivi des corticostéroïdes dans les matrices environnementales, n’a jamais été étudié. Ces 

composés ont par contre fait l’objet de nombreux développements analytiques pour d’autres matrices 

telles que les formulations pharmaceutiques et cosmétiques, ainsi que les milieux biologiques (sérum 

et urines essentiellement). 
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3.2.1 Préparation d’échantillon 

Les méthodes de préparation d’échantillon utilisées pour les milieux biologiques ne présentent pas 

d’intérêt particulier pour un transfert vers des matrices environnementales. Ces méthodes font 

essentiellement intervenir des précipitations de protéines, avec dans de nombreuses méthodes, des 

purifications par SPE. Les supports utilisés sont majoritairement des phases de silices greffées C18 [98-

102]. Certains auteurs ont également rapporté l’utilisation de supports polymères, Oasis HLB en 

particulier [103, 104]. 

3.2.2 Analyse chromatographique 

3.2.2.1 Chromatographie en phase gazeuse 
L’analyse était dans certains cas réalisée par chromatographie en phase gazeuse couplée à un 

spectromètre de masse (en tandem) ou à un détecteur à ionisation de flamme [100, 103, 105]. Les 

corticostéroïdes étant peu volatils, une modification chimique de la molécule s’avérait nécessaire à 

leur analyse. Ce traitement consiste à oxyder la molécule afin d’obtenir une rupture de la chaîne 

latérale en C17 et une oxydation de la fonction hydroxyle en C11 (voir Figure 3 page 25). Cette 

modification permet d’une part de diminuer la masse molaire de la molécule et d’autre part de la 

rendre moins polaire. La chaîne carbonée en C17 présente effectivement des groupements hydroxyle 

et carbonyle qui contribuent à la faible volatilité des corticostéroïdes. Ce traitement nécessite plusieurs 

étapes (traitement oxydatif, élimination des réactifs par extraction liquide/liquide par exemple, reprise 

des molécules oxydées par un solvant adapté à une injection en GC) qui alourdissent la procédure de 

préparation d’échantillon. D’autres auteurs ont proposé une dérivation de la molécule, mais cette 

option n’en est pas moins contraignante [106]. L’analyse par chromatographie liquide a donc souvent 

été préférée. 

3.2.2.2 Chromatographie en phase liquide 
La majorité des publications récentes proposent l’utilisation de la chromatographie à polarité des 

phases inverses. Les phases stationnaires C18 de différents fournisseurs ont couramment été utilisées 

[101, 102, 104, 107, 108], plus rarement les phases C8 [98, 99, 109, 110]. Quel que soit le greffage C18 

ou C8, les colonnes utilisées présentent la caractéristique commune d’un greffage terminal (« end-

capping ») permettant d’éviter les interactions secondaires avec les silanols résiduels qui peuvent 

générer des traînées de pic. La majorité des colonnes utilisées possèdent un important taux de carbone, 

suggérant la nécessité d’utiliser des colonnes très hydrophobes pour séparer les analytes. Van den 

Hauwe et al. ont proposé l’utilisation d’une phase carbone graphitisé poreux pour la séparation de 2 

diastéréoisomères, la bétaméthasone et la dexaméthasone [111]. Ils mettaient ainsi à profit le caractère 

très rétentif de ces supports. Toutefois la méthode proposée ne s’intéresse qu’à 2 composés et n’est pas 

nécessairement le meilleur choix pour séparer les 11 molécules traitées dans notre étude. 
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Capeilla-Peró et al. ont atteint des limites de détection de l’ordre du µg/L en injectant directement 

l’échantillon (sans extraction préliminaire) en chromatographie liquide micellaire associée à une 

détection UV [107]. L’utilisation d’un additif micellaire absorbant en UV permet d’augmenter la 

sensibilité ; toutefois, une optimisation est nécessaire pour cette approche. En effet, l’utilisation d’une 

quantité trop importante d’additif génèrerait un bruit de fond important, diminuant le rapport signal sur 

bruit. Inversement, une quantité trop faible ne permettrait pas de piéger correctement l’analyte, et 

l’intensité du pic chromatographique ne serait pas optimale. Cette approche est intéressante car elle ne 

nécessite pas un appareillage coûteux et est très sensible, même si dans une problématique 

environnementale une extraction de l’échantillon s’avérerait nécessaire pour atteindre un facteur 

d’enrichissement de 1000 et descendre à des limites de détection de l’ordre du ng/L. Cette 

méthodologie nécessiterait toutefois une extraction très sélective et spécifique (immunoaffinité, 

polymères imprimés) pour contrecarrer le manque de sélectivité et spécificité du détecteur utilisé. 

Plus récemment, Touber et al. ont proposé une analyse rapide de 17 corticostéroïdes par UPLC 

(séparation en 6 min) [112]. Cette technique permet effectivement l’utilisation de colonnes 

chromatographiques de très faible granulométrie, générant un gain d’efficacité et une augmentation de 

la vitesse d’analyse et de la sensibilité. L’UPLC semble donc une méthode de choix pour les analyses 

environnementales. 

3.2.2.3 Détection 
Si plusieurs types de détecteurs ont été mentionnés dans la littérature pour les matrices biologiques, 

seule la détection par spectrométrie de masse sera discutée dans cette partie. En effet au vu des 

méthodologies adoptées pour l’analyse de résidus pharmaceutiques dans l’environnement cet outil 

semble le plus adapté. 

Les auteurs détectant les corticostéroïdes par spectrométrie de masse ont utilisé en majorité un 

analyseur à triple quadripôle, afin de suivre les analytes en mode MRM. Le mode MRM permet en 

effet de gagner en sensibilité et en spécificité. Les interfaces d’ionisation à pression atmosphérique ont 

couramment été utilisées. Les corticostéroïdes étant des molécules peu polaires (log P compris entre 

1,8 et 3,1), ils peuvent être aussi bien ionisés par ionisation chimique ou par électrospray. On constate 

que l’ESI [110, 113-115] est beaucoup plus souvent utilisé que l’APCI [99, 104, 109]. Plus 

récemment, l’utilisation de sources à photoionisation (APPI) a été rapportée [116]. 

Dans quelques études une ionisation négative des corticostéroïdes a été réalisée, car une déprotonation 

des fonctions hydroxyle est effectivement possible. Toutefois, de meilleures sensibilités ont été 

généralement observées en ionisation positive (protonation des fonctions carbonyle). Cette polarité est 

donc plus couramment utilisée. 

L’analyse des corticostéroïdes en UPLC/TOF/MS a été reportée par Touber et al. [112]. Ils ont en 

particulier montré l’apport d’un temps de vol pour l’analyse multirésidus dans des matrices 
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complexes. Touber et al. ont atteint des limites de détection inférieures au µg/L pour la majorité des 

17 corticostéroïdes étudiés. Cette sensibilité est tout à fait satisfaisante pour une application à des 

échantillons environnementaux, car un facteur de concentration de 1000 peut-être obtenu au cours de 

la préparation d’échantillon. De plus ils n’observaient pas ou peu d’effet matrice sur des échantillons 

d’urine. Les matrices environnementales étant très différentes, rien n’indique que cette méthode ne 

produirait pas d’effet matrice sur des échantillons environnementaux, mais cette approche reste 

intéressante. 

Récemment l’utilisation d’une trappe d’ions par Noppe et al. [117] a permis d’atteindre des limites de 

détection de l’ordre de la dizaine de ng/L pour les corticostéroïdes. Par son fonctionnement, ce type 

d’analyseur permet de gagner en sensibilité, cependant il est moins spécifique qu’un triple quadripôle. 

3.3 Analyse des estrogènes 

Un très grand nombre de publications traitent de l’analyse des estrogènes dans la littérature 

scientifique. Les estrogènes ayant fait l’objet de nombreux développements analytiques pour des 

matrices environnementales, seules ces méthodes seront présentées dans cette partie. 

3.3.1 Préparation d’échantillon 

L’extraction sur phase solide est la méthode de préparation d’échantillon la plus couramment utilisée 

pour l’analyse des estrogènes dans les matrices environnementales. Des supports de silice greffée C18 

ont souvent été utilisés [118-125] ainsi que différents supports polymères : Lichrolut EN [43, 119], 

Oasis HLB [126] ou SDB-XC [127, 128]. 

Certains auteurs ont en particulier publié des tests comparatifs concernant l’extraction des estrogènes 

sur différents supports (Tableau 12). 

Liu et al. ont montré que les supports polaires (DSC-Si, Strata SI-1, Strata CN) ne permettaient pas la 

rétention des estrogènes dans les matrices aqueuses [126]. Ces résultats ne sont pas surprenants 

puisque l’eau (solvant de charge) est plus polaire que ces supports, usuellement utilisés en polarité des 

phases normale. Ils se prêtent donc mal à une rétention en polarité des phases inverse. Les supports 

apolaires (silices greffées ou polymères) donnaient en revanche des rendements d’extraction 

satisfaisants. 

Avec un logP de 2,9, l’estriol est beaucoup plus polaire que les 3 autres estrogènes étudiés (logP 

compris entre 3,5 et 4,5). L’estriol est par conséquent souvent moins retenu sur les phases apolaires 

que l’estrone, l’estradiol ou l’éthynilestradiol. López de Alda et al. ont effectivement observé une 

moins bonne rétention de l’estriol sur les phases polymères testées. Les meilleurs rendements 

d’extraction étaient obtenus sur le support Lichrolut RP18 [124]. 
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cartouche support masse de 
phase (g) 

rendement d'extraction (%) 

ref. 
estrone estradiol éthinylestradiol estriol 

Strata CN cyanopropyl 1 40 40 5 nm 

[126] 

Strata X polymère (breveté) 0,2 110 100 75 nm 

Strata SI-1 silice 1 10 10 1 nm 

DSC-18 polymère greffé C18 1 90 90 90 nm 

DSC-Si silice 1 0 0 0 nm 

DPA-6S résine polyamide 0,5 100 95 40 nm 

Isolute C18 silice greffée octadécyl 1 120 95 105 nm 

Isolute C18-ENV+ polystyrène divinilbenzène 
greffé hydrolysé C18 0,4 105 90 135 nm 

Oasis HLB poly(divinylbenzène co-N-
vinylpyrrolidone 0,2 115 95 110 nm 

Isolute ENV  copolymère styrène-
divinylbenzène non spécifiée 67 44 73 10 

[124] Lichrolut EN poly(styrène-divinylbenzène)  0,2 91 81 84 25 

Lichrolut RP18  silice greffée C18 0,5 98 97 96 78 

nm : non mesuré 

 

Plusieurs auteurs ont proposé une purification supplémentaire des extraits, en particulier pour éliminer 

les acides humiques. Diverses méthodes ont été proposées, en particulier l’extraction liquide-liquide 

[121], la chromatographie d’exclusion stérique [129], l’extraction sur support NH2 [118] ou la 

combinaison de supports florisil puis NH2 [122, 130] ainsi que C18 puis NH2 [127]. Une purification 

sur immunosorbant (anticorps 17β-estradiol) a également été mentionnée par Noppe et al. [118]. Dans 

certaines études, la SPE a été couplée au système d’analyse LC/MS. L’extraction en ligne présente de 

nombreux avantages parmi lesquels une diminution du temps total d’analyse et une plus grande 

simplicité au niveau expérimental. De plus, l’automatisation permet de limiter les erreurs liées à la 

manipulation d’échantillons. L’extraction en ligne permet en outre d’injecter la totalité de l’échantillon 

sur la colonne chromatographique, diminuant ainsi le volume de prise d’essai nécessaire. 

Certains auteurs ont extrait l’échantillon en ligne par microextraction sur phase solide (SPME) [131-

133]. Ces méthodes présentent les avantages d’une totale automatisation. Elles sont plus rapides que 

les extractions sur phase solide et les prises d’essai nécessaires sont très faibles (quelques mL alors 

qu’avec une préparation d’échantillon par SPE plusieurs centaines de mL voire plusieurs litres sont 

utilisés). 

Heisterkamp et al. [129] ont proposé une extraction liquide-liquide de l’échantillon. Outre le fait que 

ce type d’extraction soit peu sélectif, il semble contraignant d’un point de vue expérimental 

puisqu’Heisterkamp et al. utilisaient des aliquotes de 1,5 L. 

Tableau 12: Supports SPE proposés pour l'extraction des estrogènes dans l'environnement et performance 
des extractions 
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3.3.2 Analyse par LC/MS 

Les colonnes chromatographiques employées étaient en grande majorité des silices greffées C18 [119-

121, 124, 130, 132-135]. 

Des analyseurs à simple [119, 122, 125, 134] ou triple [129, 131, 135] quadripôle ont souvent été 

utilisés. L’utilisation de trappes ioniques a également été rapportée [120, 121, 125]. L’interface utilisée 

était presque systématiquement une source à électrospray. Les études comparatives ESI/APCI en 

mode d’ionisation positif ou négatif, concluent unanimement à une meilleure réponse des estrogènes 

en ESI (-). Benjits et al. [120] ont montré que la sensibilité pouvait encore être améliorée par 

l’utilisation d’une source d’ionisation à spray sonique (SSI). 

Ingrand et al. [121] ont observé une réponse des estrogènes du même ordre de grandeur en APCI (+) 

qu’en ESI (-). Ils ont également mentionné que de meilleurs rapports signal sur bruit étaient obtenus 

pour l’électrospray. López de Alda et al. [124] obtenaient en revanche de meilleures réponses en APCI 

(-) qu’en (+), mais observaient une sensibilité 10 à 50 fois meilleure avec l’utilisation de l’ESI (-). 

D’une façon générale, des sensibilités relativement faibles sont obtenues pour les estrogènes en 

spectrométrie de masse. Afin d’obtenir des limites de détection satisfaisantes pour des mesures 

environnementales (1 ng/L ou inférieures), un facteur d’enrichissement important doit être obtenu au 

cours de la préparation d’échantillon. Des facteurs de concentration compris entre 1 000 [124, 129] et 

20 000 [127] sont usuellement présentés, ce qui nécessite des prises d’essai importantes, pouvant 

atteindre plusieurs litres [130]. 

Dans le domaine de la bioanalyse, Anari et al. [136] ont proposé une dérivation des estrogènes pour 

améliorer leur ionisation dans la source à électrospray, en introduisant une fonction amine, facilement 

ionisable. Cette stratégie n’a jamais été adoptée pour des matrices environnementales. Bien que l’étape 

de dérivation alourdisse souvent la procédure de préparation d’échantillon, cette approche permettrait 

de réduire les prises d’essai de façon importante. Une étude plus approfondie s’avérerait nécessaire 

pour apprécier les éventuels avantages d’une telle stratégie. 

3.3.3 Autres méthodes d’analyse 

L’analyse par GC/MS(/MS) a été rapportée par plusieurs auteurs [43, 118, 127]. Les avantages et les 

inconvénients de cette technique ont été discutés précédemment (voir 3.2.2.1 page 38). 

Pour l’analyse des estrogènes dans l’environnement, certains auteurs ont utilisé un couplage LC/DAD 

[124, 132-134] et obtenaient, avec des préparations d’échantillon similaires à celles rencontrées pour 

l’analyse par LC/MS/MS, des limites de détection de l’ordre de la dizaine de ng/L. La détection UV-

vis est peu spécifique mais nécessite un appareillage beaucoup moins coûteux que la spectrométrie de 

masse. Les limites de détection obtenues semblent un peu élevées pour un suivi environnemental 
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performant, toutefois une extraction en ligne permettrait une augmentation significative de la 

sensibilité. Les couplages LC/fluorimétrie ont été mentionnés par Wen et al. [133] ainsi que par 

Snyder et al. [128] avec des sensibilités relativement faibles (limites de détection de l’ordre de 50 ng/L 

dans la méthode proposée par Snyder et al. et 6 µg/L pour celle présentée par Wen et al.). Les 

performances de ces méthodes pourraient être améliorées en dérivant les estrogènes par un 

groupement fluorescent. 

Snyder et al. [128] ont également rapporté l’utilisation d’un détecteur RIA (radioimmunoessai) qui 

permet la détection spécifique des estrogènes. Les limites de détection obtenues restaient élevées pour 

des mesures environnementales (50 à 100 ng/L). Elles pourraient potentiellement être abaissées en 

obtenant de meilleurs facteurs d’enrichissement au cours de la préparation d’échantillon. Toutefois, ce 

facteur est déjà élevé dans cette méthode (2 500) et nécessite une prise d’essai de 5 L. L’amélioration 

de l’étape de préconcentration semble donc très contraignante d’un point de vue expérimental. 

Enfin, Li et al. [123] ont obtenu une sensibilité satisfaisante en analysant les extraits SPE sur plaques 

ELISA. Cette stratégie analytique est spécifique et rapide. Le manque de sensibilité de la méthode 

ELISA est souvent un frein à son application pour des mesures environnementales. Toutefois, si les 

auteurs n’annoncent pas de limites de détection, ils ont quantifié les estrogènes à hauteur de 10 ng/L 

dans les matrices environnementales. 

3.4 Analyse des ββββ-bloquants 

Les β-bloquants ont fait l’objet de suivis environnementaux, principalement dans le cadre d’analyses 

multi-résidus. Les méthodes développées pour des applications environnementales ne sont donc 

généralement pas optimales pour les β-bloquants, mais un compromis permettant l’analyse de 

plusieurs molécules de classes pharmaceutiques et de propriétés différentes. Cette partie vise à 

présenter les outils analytiques utilisés pour l’analyse des β-bloquants dans les matrices 

environnementales. 

3.4.1 Préparation d’échantillon 

Toutes les méthodes proposées pour l’analyse de β-bloquants dans les eaux environnementales 

proposent une préparation d’échantillon par extraction sur phase solide. 

Dans de rares cas, des supports de silice greffée C18 ont été utilisés [31, 44, 137, 138], les supports 

polymères étant largement préférés. Certains auteurs ont proposé la mise en jeu de rétentions 

hydrophobes, par des interactions π−π par exemple, en utilisant des supports copolymères styrène 

divinylbenzène (SDB-XC [33], StrataX [36]) ou divinylbenzène-N-vinylpyrrolidone (Oasis HLB) 
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[139-142]. D’autres auteurs ont utilisé le caractère basique des β-bloquants en mettant en jeu des 

rétentions ioniques par l’utilisation de cartouches MCX en milieu acide [30, 49, 143]. 

3.4.2 Analyse 

3.4.2.1 Méthodes chromatographiques 
La chromatographie en phase gazeuse a souvent été utilisée mais requiert une dérivation de l’analyte 

qui alourdit la procédure de préparation d’échantillon. Le couplage avec un spectromètre de masse 

permettait, à partir d’une prise d’essai d’1 L (facteurs d’enrichissement compris entre 1 000 [138] et 

10 000 [33]) d’atteindre des limites de détection de l’ordre du ng/L dans les matrices 

environnementales. 

Ces limites de détection ont également été atteintes avec un couplage LC/MS/MS. Les colonnes 

chromatographiques utilisées étaient dans la majorité des études des colonnes de silice greffée C18 [31, 

137]. L’interface était une source à électrospray en mode d’ionisation positif (protonation de la 

fonction amine). Quelques auteurs ont rapporté l’utilisation d’une source APCI pour l’analyse de β-

bloquants dans des matrices biologiques [144, 145]. Toutefois les sensibilités observées étaient très 

inférieures à celles obtenues avec une source à électrospray. Du fait de son fonctionnement, 

l’électrospray semble effectivement plus approprié à l’analyse de β-bloquants, qui sont des molécules 

cationiques en milieu neutre ou acide. Le triple quadripôle était l’analyseur le plus fréquemment utilisé 

[30, 36, 137, 138, 142, 146] pour un suivi MRM des analytes. L’utilisation du Q-TOF (analyseur 

hybride quadripôle-temps de vol) a également été rapportée par Stolker et al. [143] pour l’analyse de 

résidus de β-bloquants dans les STEP.  

3.4.2.2 Méthodes électrophorétiques 

Les β-bloquants ayant des pKa de l’ordre de 9 (Tableau 9, page 29), ils sont présents sous leur forme 

acide (cationique) dans les conditions classiques d’analyse. Certains auteurs ont donc proposé 

l’utilisation de méthodes électrophorétiques pour leur analyse. Toutefois, ces techniques n’ont jamais 

été appliquées pour l’analyse de β-bloquants dans des matrices environnementales. Coragem et al. ont 

obtenu une séparation satisfaisante des β-bloquants par électrophorèse capillaire de zone [147]. 

D’autres techniques, hautement résolutives ont également été proposées telles que 

l’électrochromatographie [148], ou l’électrochromatographie micellaire [149, 150]. Ces méthodes 

pourraient permettre de gagner en sensibilité du fait de leur grande efficacité. Akbay et al. [149] sont 

parvenus à séparer énantiosélectivement 8 β-bloquants par électrochromatographie micellaire. Le 

temps d’analyse de cette technique restait toutefois important (1 h), mais les limites de détection 

obtenues avec un couplage à un spectromètre de masse étaient très faibles, de l’ordre de la dizaine de 

ng/L. Dans un contexte environnemental, les scientifiques ne s’intéressent actuellement pas à la 

séparation des énantiomères, le temps d’analyse pourrait donc potentiellement être restreint et par 
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conséquent la sensibilité améliorée. Les limites de détection obtenues par Akbay et al. étant très 

faibles, les prises d’essais pourraient être fortement diminuées puisque un facteur d’enrichissement de 

10 à 100 devrait être suffisant pour atteindre des limites de détections satisfaisantes pour une 

application environnementale. 

3.5 Conclusions 

Les études proposées dans la littérature mettent en évidence une problématique différente pour 

l’analyse des estrogènes (faible réponse massique) et celle des corticostéroïdes ou des β-bloquants 

(peu ou pas de méthodes spécifiques à ces familles). 

Aucune méthode n’est proposée pour l’analyse des corticostéroïdes dans les matrices 

environnementales. Pour les β-bloquants, les méthodes proposées sont généralement des méthodes 

multi-résidus qui ne sont donc pas toujours optimales pour cette famille. Un développement analytique 

spécifique à ces classes pharmaceutiques est donc nécessaire. En terme d’extraction, sur phase solide, 

l’utilisation de supports échangeurs mixtes cationiques pourrait potentiellement retenir chaque famille 

de façon spécifique, en faisant intervenir des interactions hydrophobes pour la rétention des 

corticostéroïdes et des interactions ioniques pour la rétention des β-bloquants. 

L’extraction des estrogènes sur phase solide suivie d’une analyse par LC/ESI/MS/MS permet leur 

analyse environnementale. Le principal inconvénient des méthodes proposées est la faible réponse 

massique des estrogènes. Ce problème n’est pas résolu par l’utilisation d’autres moyens de détection. 

De ce fait des prises d’essai importantes sont nécessaires, ce qui se traduit expérimentalement par un 

temps de préparation d’échantillon élevé. La dérivation des estrogènes pour améliorer leur ionisation 

en spectrométrie de masse semble une voie intéressante à explorer. Cette option permettrait de 

diminuer les prises d’essai. De plus conjuguer cette stratégie avec une extraction en ligne pourrait 

potentiellement permettre, d’une part de diminuer de façon très importante les prises d’essai, et d’autre 

part de réduire le temps d’analyse total. 

Par ailleurs, le suivi environnemental des résidus pharmaceutiques ne se limite pas à la quantification 

des molécules libres. Il est également nécessaire de connaître leur stabilité dans l’environnement, en 

particulier leur comportement photolytique. 
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4 Photodégradation 

4.1 Notions théoriques 

4.1.1 Processus photochimiques et photophysiques 

Une molécule soumise à un rayonnement photonique possédant une bande d’absorption correspondant 

à l’énergie des photons incidents, passe de l’état fondamental (ABC) à un état excité (ABC*). La 

molécule excitée peut soit revenir à l’état fondamental par fluorescence ou phosphorescence, soit subir 

de nombreuses réactions conduisant à sa dégradation. 

Les différents processus photochimiques primaires sont présentés Figure 5. 

 

 

Ainsi, l’irradiation d’une molécule peut conduire à la formation de photoproduits qui peuvent être des 

molécules neutres ou des entités hautement réactives telles que des ions ou des radicaux libres. Les 

molécules neutres ainsi formées peuvent être photochimiquement stables si elles n’absorbent pas le 

rayonnement UV-vis ou peuvent se dégrader à nouveau selon le même schéma. La photodégradation 

consécutive d’une molécule organique et de ses photoproduits de dégradation peut donc aboutir à sa 

minéralisation (dégradation en CO2, H2O, etc.). 

Figure 5: Processus photochimiques primaires [151] 
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4.1.2 Photochimie des molécules simples 

Afin d’expliciter les processus de photolyse, l’exemple de molécules simples comme, les nitrites ou 

les nitrates seront présentées. Ces molécules présentent un intérêt environnemental particulier puisque 

étant présents dans les matrices environnementales, leurs photoproduits sont susceptibles d’influencer 

la dégradation des molécules organiques étudiées. 

La photolyse des nitrites et des nitrates illustre bien la complexité des processus photochimiques. La 

photodégradation des nitrites est représentée Figure 6. 

 

 

La molécule de nitrite excitée par un photon de longueur d’onde de l’UV peut se dissocier selon 

l’équation suivante : 

NO2
- � [NO2

-]* � NO• +O•-      (1) 

Les ions radicaux O•- ainsi formés se protonnent au contact de molécules d’eau à pH inférieur à 

12 [153, 154]. 

 O•- + H2O � HO• + HO-  k2 = 1,2.1010 M-1.s-1 (2) 

Les radicaux hydroxyle ainsi formés peuvent alors se recombiner avec les radicaux NO• issus de la 

réaction (7) ou avec les nitrites [154-156] : 

 NO• + HO• � HNO2   k3 = 1,0.1010 M-1.s-1 (3) 

 NO2
- + HO• 

� NO2
• + HO-  k4 = 1,0.1010 M-1.s-1 (4) 

Les radicaux NO2
• formés lors de la réaction (10) peuvent réagir avec les radicaux NO• pour former  

N2O3, qui en s’hydrolysant régénèrent les ions NO2
-. 

 NO• + NO2
• � N2O3     k5 = 1,1.109M−1 .s−1  (5) 

 N2O3 + H2O � 2H+ + 2NO2
−     k6 = 5,3.102 s−1  (6) 

Les radicaux NO2
• peuvent également se dimériser en N2O4, qui par hydrolyse conduit à la formation 

de nitrites et nitrates [155, 156]: 

Figure 6 : Procédés photochimiques primaires et réactions consécutives à la photolyse des nitritesdans le 
domaine 200 à 400 nm [152]  
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 2 NO2
•   �  N2O4    k7 = 4,5. 108M−1 .s−1  (7) 

 N2O4 + H2O �  NO2
- + NO3

-  + 2H+  k8 = 1.103 s−1   (8) 

En solution contenant de l’oxygène dissous, NO• peut être oxydé en NO3
- via l’intermédiaire 

réactionnel N2O4 [157] : 

 NO• +  NO• � N2O2 + O2 �  N2O4     (9) 

Les nitrates conduisent à un schéma de photodégradation beaucoup plus complexe (Figure 7) qui 

implique les mêmes processus primaires. Toutefois la présence d’un atome supplémentaire démultiplie 

les possibilités de dissociations et condensations radicalaires.  

 

4.2 Etudes environnementales 

4.2.1 Photodégradation dans les matrices environnementales 

Dans les eaux environnementales, la lumière solaire peut être directement absorbée par la molécule 

contaminante et initier sa dégradation (photolyse directe). Les photons peuvent également être 

absorbés par des molécules intermédiaires présentes dans le milieu. Ces molécules intermédiaires 

atteignent un état excité hautement énergétique et sont alors susceptible de céder leur énergie ou réagir 

avec la molécule contaminante. La dégradation de la molécule contaminante est alors photoinduite par 

les espèces du milieu (photolyse indirecte).  

Figure 7: Procédés photochimiques primaires et réactions consécutives à la photolyse des nitrates [152] 
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4.2.2 Photodégradation des molécules pharmaceutiques 

Les études de photodégradation dans l’environnement visent dans un premier temps à évaluer les 

temps de demi-vie des molécules sous irradiation solaire. Certains travaux ont démontré le rôle de 

différents composants de la matrice sur la photolyse indirecte, tels que la matière organique dissoute 

(acides humiques par exemple) ou les nitrates. Plus rarement les auteurs ont caractérisé un ou plusieurs 

produits de dégradation et dans de très rares cas ont évalué leur écotoxicité. La littérature propose 

relativement peu d’études sur le devenir photochimique des résidus pharmaceutiques dans 

l’environnement. 

Dans des conditions de photolyse directe, les temps de demi-vie des composés pharmaceutiques 

peuvent différer de façon importante d’une molécule à l’autre (Tableau 13), y compris pour des 

composés de structure chimique très proche (exemple des sulfamides). Les valeurs présentées ci-

dessous ne peuvent pas être directement comparées étant donné que les conditions d’irradiation 

(lampe, géométrie du réacteur, volume et concentration de la solution dégradée) varient d’un auteur à 

l’autre.  

Dans les matrices environnementales, les cinétiques de photodégradation des molécules 

pharmaceutiques sont significativement accélérées [158-163]. Andreozzi et al. [164] rappellent en 

particulier que la présence de nitrates dans les eaux environnementales favorise la formation de 

radicaux hydroxyle via la réaction d’ion radicaux O•- avec l’eau (équation 8). Les radicaux hydroxyle 

sont des entités connues pour accélérer les processus photochimiques. 

Certaines études s’intéressent à l’impact de la matière organique dissoute (MOD) sur la cinétique de 

photodégradation des résidus pharmaceutiques. Latch et al. [162] ont montré que les MOD 

conduisaient à la formation de dioxygène excité qui va jouer le rôle de photosensibilisateur et accélérer 

la photodégradation des composés pharmaceutiques. Doll et al. [163] ont également observé un 

Figure 8 : Processus de photodégradation 
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processus d’accélération de la cinétique de photodégradation en présence de MOD. Andreozzi et al. 

[164] ont quant à eux étudié l’influence des acides humiques sur la photodégradation de principes 

actifs pharmaceutiques. Ils ont observé un effet catalytique sur la photodégradation du 

sulfaméthoxazole, du propranolol, de l’ofloxacin et de l’acide clofibrique et un effet stabilisateur sur la 

photodégradation du diclofenac et de la carbamazépine. Les acides humiques interviennent donc sur la 

photodégradation des micro-polluants organiques, mais leurs effets sur les cinétiques de dégradation 

ne peuvent pas être prédits a priori. 

 

        

molécule conditions 
d'irradiation t1/2 référence 

Antibiotiques      
sulfaméthazine Hg-MP 23-28 h* [165] 
sulfamérazine Hg-MP 31-71h* [165] 
sulfadiazine Hg-MP 14-21 h* [165] 
sulfachloropyridazine Hg-MP 5-6 h* [165] 
sulfadiméthoxine Hg-MP 22-69 h* [165] 
sulfaméthoxazole Hg-MP 3-32 h* [160] 
sulfisoxazole Hg-MP 3-11 h* [160] 
sulfaméthizole Hg-MP 15-64 h* [160] 
sulfathiazole Hg-MP 1- 8h* [160] 
Anticonvulsants    
carbamazépine Xe 61 h [163] 
Hypolipémiants    
acide clofibrique Xe 128 h [163] 
 Hg-MP 144 h [159] 
gemfibrozil Xe 91,4 h [158] 
Analgésiques-anti-inflammatoires   
diclofenac lumière solaire 32 min [166] 
 Hg-MP 35 min [159] 
acide méfénamique Hg-MP 19 h [161] 
ibuprofène Hg-MP 12 h [159] 
 Xe 205 h [158] 
kétoprofène Xe 2,5 min [158] 
naproxène Hg-MP 33 min [159] 
  Xe 1,9 h [158] 
* t1/2 varie avec le pH de la solution dégradée 
Hg-MP : lampe à vapeur de mercure moyenne pression 
Xe : lampe à arc de xénon 

4.3 Photochimie des stéroïdes 

4.3.1 Estrogènes  

La photostabilité des estrogènes dans les matrices environnementales a été étudiée par Lin et al. [158]. 

Du fait de la présence d’un site chromophore, ces molécules sont susceptibles d’être photolabiles. Des 

Tableau 13: Stabilité des résidus pharmaceutiques dans des conditions de photolyse directe 
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temps de demi-vies de 5 à 42 heures ont effectivement été mesurés dans cette étude dans des 

conditions de photolyse directe. Toutefois Lin et al. ont montré que la photolyse indirecte de ces 

molécules était un phénomène important dans l’environnement puisque les temps de demi-vie mesurés 

dans l’eau de rivière n’étaient plus que de 2 h pour ces mêmes composés.  

 

molécule eau milli-Q eau de rivière 
17β-estradiol 41,7 2 
estriol 38,2 2,9 
estrone 4,7 2,3 
17α-éthinylestradiol 28,4 2,3 

 

D’autres études confirment ces résultats, en particulier, Liu et al. ont mesuré des temps de demi-vie 

comparables pour la photolyse directe de l’estrone et du 17β-estradiol [167] ainsi que de 

l’éthinylestradiol [168]. Zhang et al. [169] ont observé un effet catalytique de la matière organique 

dissoute sur la photodégradation de l’estrone et l’estradiol . 

Par ailleurs, Segmuller et al. ont identifié 6 photoproduits de l’éthinylestradiol. La plupart de ces 

photoproduits sont issus de réactions de dimérisation [170]. Toutefois cette étude a été conduite dans 

un contexte pharmaceutique et non environnemental. La photodégradation de l’éthinylestradiol était 

ici étudiée à 4 g/L dans l’acétonitrile. Les réactions de dimérisation ont donc une plus grande 

probabilité d’avoir lieu qu’aux concentrations environnementales. 

 

Tableau 14: Temps de demi-vie (exprimés en h) observés par Lin et al. [158] pour les estrogènes (solutions 
irradiées par une lampe à arc de Xénon) 

Figure 9: Structure des photoproduits de l'éthinylestradiol identifiés par Segmuller et al. [170] 
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4.3.2 Corticostéroïdes 

Les études concernant la photodégradation des corticostéroïdes proposées dans la littérature ne sont 

généralement pas réalisées dans un objectif environnemental. Elles ne visent donc pas à évaluer la 

stabilité de ces molécules dans l’environnement ni l’efficacité d’un traitement UV sur leur élimination 

mais à déterminer la structure des photoproduits formés. Les schémas de dégradation publiés seront 

présentés ici. 

4.3.2.1 Mécanismes réactionnels intervenant dans la photodégradation des 
corticostéroïdes 

4.3.2.1.1 Photochimie des cyclohexadiènones 

Sous irradiation UV, les cyclohexadiènones peuvent se réarranger selon une réaction dite 

« réarrangement lumicétone ». L’existence de ce réarrangement est établie et constatée depuis les 

années 1970 [171]. Toutefois, les mécanismes réactionnels impliqués n’ont toujours pas été élucidés. 

 

 

Le réarrangement « lumi » est initié par la rupture homolytique de la liaison C1-C10 et se produit de 

façon stéréospécifique. 

4.3.2.1.2 Ruptures de type Norrish 

La rupture de type Norrish I (Figure 11) est une rupture homolytique des aldéhydes et cétones, issue 

de leur état excité nπ* : 

 

La rupture de type Norrish II (Figure 12) est également une réaction issue de l’état excité nπ* des 

aldéhydes et des cétones. Cette rupture correspond au réarrangement de Mac Lafferty. Suite à la 

rupture homolytique de la liaison C-C en α du carbonyle, il y a migration de l’hydrogène en γ qui 

conduit à la formation d’une oléfine et d’un énol. Cet énol donne lieu à la cétone correspondante. 

Figure 10: Réarrangement lumicétone des cyclohexadiènones 

Figure 11: Rupture de type Norrish I 
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4.3.2.2 Photodégradations en milieu organique sous atmosphère inerte 
Les études récemment menées par Ricci et al. [172, 173], en irradiant une solution de corticostéroïde 

dans l’acétonitrile à diverses longueurs d’onde, ont permis de mettre en évidence la compétition entre 

le réarrangement lumicétone et la rupture de type Norrish. L’influence de certains paramètres sur cette 

compétition a été évaluée. Il apparaît que la présence d’un halogène en C9 diminue fortement le 

rendement du réarrangement lumicétone, et le diminue d’autant plus que cet halogène est lourd. Ainsi, 

la présence d’un chlore en cette position, comme c’est le cas dans la béclométhasone 17,21-

dipropionate, empêche la formation du lumiproduit et seule la rupture de type Norrish a lieu. Alors que 

la présence d’un atome de fluor (triamcinolone acétonide, fluméthasone, fluocinolone acétonide, 

difluorocotolone 21-valérate) permet la compétition entre les deux réactions et les deux types de 

photoproduits sont observés. La présence d’un substituant oxygéné en C17 (alcoxyde, hydroxyle ou 

acétal) rigidifie la molécule et favorise ainsi la rupture de type Norrish I. En l’absence de substituant 

oxygéné en cette position, la molécule se dégrade suivant une rupture de type Norrish II. Une nuance 

est apportée dans le cas où la molécule présente un groupement oxygéné en C17 et en C21. Dans ce 

cas la rupture de type Norrish I a lieu au niveau de la liaison C20-C21. Les photoproduits obtenus pour 

chacun des 6 corticostéroïdes étudiés par Ricci et al. sont présentés Figure 13.  

Cette étude permet de prévoir le comportement des corticostéroïdes dans les eaux urbaines. Toutefois, 

des réactions d’oxydation peuvent également avoir lieu, ce qui n’a pas été pris en compte dans cette 

étude.  

En terme de toxicité, lors du réarrangement lumicétone, seule la toxicité du photoproduit est à prendre 

en compte, par contre dans le cas de ruptures homolytiques de type Norrish, la toxicité des radicaux 

libérés est également à considérer. 

 

Figure 12 : Rupture de type Norrish II 
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4.3.2.3 Photodégradations en milieu aqueux  
  

Dans l’objectif de prévoir la toxicité liée aux rejets de corticostéroïdes dans les eaux territoriales, Della 

Greca et al. ont étudié la photodégradation de 3 corticostéroïdes et leur toxicité sur les micro-

organismes aquatiques [20, 174]. Les produits formés après 8 h d’irradiation par une lampe à arc de 

xenon sont présentés Figure 14, Figure 15 et Figure 16. 

De nombreux photoproduits sont issus de réarrangements de la molécule (composés 8, 9, 13, 14, 17, 

21, 22, 24, 25). Les photoproduits 10 pour la prednisone et 18 pour la prednisolone sont issus de 

ruptures de type Norrish I au niveau de la fonction carbonyle en C20 (voir Figure 3 page 25). Enfin, 

l’hydrolyse de la liaison C4-C5 est observée pour les photoproduits 11,12, 19 et 20. 

 

Figure 13: Photodégradation des corticostéroïdes, d’après Ricci et al. [172, 173] : prednisolone (1), 
triamcinolone acétonide(2), fluocinolone acétonide(3), fluméthasone (4), béclométhasone 17-21-dipropionate 
(5), difluorocortolone 21-valérate (6) 
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Figure 14: Photodégradation de la prednisone (7) d’après Della Greca et al. [174] 

Figure 15: Photodégradation de la prednisolone (15), d’après Della Greca et al. [20] 
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Ces études ont été complétées par des mesures de toxicité (EC50, LC50) sur des micro-organismes 

aquatiques. Certains photoproduits se sont montrés plus toxiques que la molécule mère, ce qui 

souligne l’importance de les considérer, lorsque l’on souhaite évaluer la pollution et la toxicité causée 

par les corticostéroïdes dans les milieux naturels. 

4.3.3 Conclusions 

La littérature propose une quantité relativement importante de données sur la photochimie des 

estrogènes. Les temps de demi-vie de ces composés ont été évalués dans des conditions de photolyse 

directe comme indirecte. Certains photoproduits ont également été caractérisés. La photodégradation 

des estrogènes ne semble donc pas prioritaire à étudier.  

Par contre, les temps de demi-vie des corticostéroïdes n’ont été évalués ni dans des conditions de 

photolyse directe, ni dans des conditions de photolyse indirecte. Des données doivent donc être 

acquises en ce sens. D’autre part il semble intéressant de caractériser les photoproduits d’autres 

molécules comme la cortisone. Cette molécule étant un composé endogène, il est très probable qu’elle 

contamine les eaux environnementales, et ses photoproduits doivent être caractérisés afin de pouvoir 

envisager des études d’écotoxicité sur ces composés de dégradation. 

4.4 Photochimie des ββββ-bloquants 

Peu de β-bloquants ont été étudiés d’un point de vue photochimique. Un intérêt particulier a cependant 

été porté à la molécule de propranolol, pour laquelle plusieurs articles sont proposés dans la littérature. 

Ces articles étudient la photodégradation du propranolol tant d’un point de vue mécanistique 

qu’environnemental. Quelques informations peuvent également être obtenues sur la photodégradation 

d’autres molécules telles que le labétalol ou l’aténolol. 

Figure 16 : Photodégradation de la dexaméthasone (22) d'après Della Greca et al. [20]. 
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4.4.1 Stabilité photochimique 

Peu d’auteurs se sont intéressés à la stabilité photochimique des β-bloquants dans l’environnement. 

Liu et al. ont rapporté des temps de demi-vie de 21 h, 630 h et 365 h pour le propranolol, le métoprolol 

et l’aténolol respectivement [175]. Ces valeurs étaient obtenues dans des conditions de photolyse 

directe suite à l’irradiation de solutions à 1 mg/L par une lampe à arc de xénon. 

La variation saisonnière des temps de demi-vie du propranolol (Figure 17) a été étudiée par Andreozzi 

et al. [164]. Ils montraient ainsi qu’en hiver la photodégradation du propranolol était significativement 

plus lente qu’aux saisons chaudes (printemps, été). 

 

 

De plus, Robinson et al. ont montré que la photolyse directe du propranolol conduisait à une réduction 

significative des concentrations environnementales, ce phénomène étant maximisé pour les longs 

fleuves et dans des conditions de faible turbidité et de faible flux [176]. Ils ont en particulier montré 

que la photolyse directe du propranolol pouvait diminuer jusqu’à 68% la concentration de cette 

molécule dans les grands fleuves américains, en été. 

Cette étude sous-estime vraisemblablement le phénomène puisque seule la photolyse directe est ici 

prise en compte, la cinétique de photodégradation des micropolluants étant généralement accélérée 

dans les matrices environnementales. 

4.4.2 Schémas de dégradation 

Andrisano et al. [177] ont observé la formation de 2 principaux photoproduits suite à l’irradiation UV 

par une lampe à arc de xenon d’une solution de labétalol à 1g/L (Figure 18). 

Figure 17: Temps de demi-vie pour la photolyse directe du propranolol à différentes saisons et latitudes : 
(1) printemps, (2) été, (3) automne, (4) hiver (����: 20°N, ���� : 30°N, ���� : 40°N, ����: 50°N) 



Chapitre 1 4  Photodégradation  
 

 58

 

 

Il est intéressant de remarquer que le produit I (Figure 18) est également un métabolite du labétalol, 

ainsi un même résidu pharmaceutique est susceptible d’être généré à la fois par la métabolisation de la 

molécule et sa photodégradation. 

Les études menées par cette même équipe sur la photodégradation de l’aténolol [178] ont également 

montré la formation de 2 principaux photoproduits (Figure 19). 

 

 

Les photoproduits formés dans ces études proviennent d’une décomposition intramoléculaire. De plus, 

l’analyse des produits de dégradation ayant été réalisée par LC/UV, il est possible que d’autres 

composés soient également formés mais non détectés dans ces conditions d’analyse. 

La photodégradation du propranolol a intéressé davantage d’auteurs. Les photoproduits du propranolol 

caractérisés par différents auteurs sont présentés Figure 20. 

Figure 18: Schéma de photodégradation du labétalol d'après Andrisano et al.[177] 

Figure 19: Schéma de photodégradation de l'aténolol d'après Andrisano et al. [178] 
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Sortino et al. ont caractérisé le photoproduit (1) (Figure 20) du propranolol [179] et ont proposé le 

mécanisme réactionnel suivant (Figure 21) : 

 

La formation de ce photoproduit n’a pas été mentionnée dans les autres études. Uwai et al. ont observé 

et caractérisé 3 principaux photoproduits [180]. Les produits étaient extraits du mélange réactionnel 

sur colonne de silica gel puis analysés par RMN. Les structures (2), (3) et (4) (Figure 20) ont été 

obtenues. 

Liu et al. ont détecté plus d’une dizaine de photoproduits [175]. Ils en ont isolé 3 par chromatographie 

préparative et ont proposé les structures (5), (6) et (7) (Figure 20) suite à leurs analyses RMN. 

4.4.3 Conclusions 

La photodégradation des β-bloquants semble être très complexe et difficile à modéliser. Les temps de 

demi-vie peuvent varier de façon très importante d’une molécule à l’autre. Une photodégradation 

rapide du propranolol a en effet été rapportée alors que d’autres composés de structure proche 

(métoprolol) semblent être photochimiquement stables. Il apparaît alors nécessaire d’évaluer la 

Figure 20: Structures des photoproduits du propranolol caractérisés dans la littérature [175, 179, 180] 

Figure 21: Mécanisme de formation du photoproduit (1) d'après Sortino et al. [179] 
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photolabilité des différents β-bloquants étudiés dans des conditions de photolyse directe. La littérature 

ne proposant pas de données sur la photolyse indirecte des β-bloquants dans les matrices 

environnementales, il est intéressant d’étudier cette thématique. D’autre part, relativement peu 

d’analyses structurales ont été réalisées sur les photoproduits des β-bloquants, des recherches doivent 

donc être effectuées dans ce sens. 

5 Conclusions 

La présence de résidus pharmaceutiques dans l’environnement et les risques écologiques que cela 

comporte sont avérés. Le choix d’étudier les classes des estrogènes, corticostéroïdes et β-bloquants a 

pour objectif d’améliorer la connaissance du comportement environnemental de ces composés.  

Les estrogènes nécessitent effectivement des méthodes d’analyse très sensibles, ce qui est rendu 

difficile par leur faible réponse en spectrométrie de masse. Le développement de méthodes d’analyse 

rapides et sensibles semble donc nécessaire. D’un point de vue photochimique, ces composés ne 

semblent pas prioritaires à étudier du fait du nombre relativement important de résultats déjà proposés 

dans la littérature. 

Les corticostéroïdes n’ont, quant à eux, jamais été étudiés dans les matrices environnementales. Il est 

donc nécessaire de développer des protocoles analytiques pour leur mesure. Par ailleurs, la littérature 

ne propose aucune donnée sur leur stabilité dans l’environnement, une étude du devenir 

photochimique de ces molécules est donc nécessaire. 

Les β-bloquants, par contre, ont fait l’objet de nombreuses mesures de terrain en Europe et en 

Amérique du Nord. Il est toutefois nécessaire d’acquérir des données quant à la contamination des 

eaux de la région lyonnaise, par ces substances. De plus le comportement photochimique des β-

bloquants est mal connu. Aucune étude n’a en particulier été publiée sur la photolabilité de ces 

molécules dans les matrices environnementales. 
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Comme nous l’avons vu dans le chapitre 1 (partie 3.4 page 43), la littérature propose plusieurs 

méthodes pour l’analyse de β-bloquants dans les eaux environnementales. Toutefois, ces méthodes ont 

souvent été développées pour le dosage simultané de résidus provenant de différentes classes 

pharmaceutiques. Elles n’ont donc pas été optimisées pour la famille des β-bloquants en particulier, 

mais sont un compromis permettant le dosage d’un grand nombre de substances pharmaceutiques. En 

effet, il est parfois nécessaire, lors du développement de méthodes multi-résidus, de diminuer le 

rendement d’extraction et/ou la purification pour certaines molécules afin de conserver une extraction 

satisfaisante de l’ensemble des composés. 

Par ailleurs, aucune méthode n’a été proposée pour l’analyse des corticostéroïdes dans les matrices 

environnementales.  

Un développement analytique spécifique à ces deux classes a donc été nécessaire. La stratégie la plus 

simple qui peut être envisagée consiste à extraire et analyser ces deux familles séparément. Cette 

stratégie permettrait d’éviter de réaliser des compromis sur l’extraction des composés comme c’est 

généralement le cas lors du développement de méthodes multi-résidus. Toutefois, étant données les 

propriétés acido-basiques très différentes des deux familles et la disponibilité commerciale de supports 

SPE particuliers, une seconde stratégie peut également être envisagée. L’utilisation de supports 

échangeurs mixtes cationiques pourrait effectivement permettre le développement d’une unique 

procédure d’extraction. En jouant sur le pH des mélanges éluants, il serait alors possible d’éluer 

sélectivement chaque famille du support sans avoir à réaliser de compromis ni sur les rendements, ni 

sur les purifications. Cette seconde stratégie qui permet de diviser par 2 les volumes de prises d’essai 

ainsi que le temps de préparation d’échantillon, a été explorée et sera présentée dans ce chapitre. 
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1 Matériels et méthodes 

1.1 Réactifs et solvants 

La bétaméthasone (97,8%), la budénoside (99,2%), le cortisol (98%), la cortisone (98,3%), la 

dexaméthasone (98%), le flunisolide (98,6%), la fluocinolone acétonide (99,6%), la prednisolone 

(99%), la prednisone (99%), la triamcinolone (98,2%), la triamcinolone acétonide (99,3%), le 

chlorhydrate d’acébutolol (100%), le chlorhydrate d’alprénolol (99%), l’aténolol (99%), le tartrate de 

métoprolol (100%), le nadolol (100%), le chlorhydrate de propranolol (99%), le pindolol (99%), le 

chlorhydrate de sotalol (99%), et le maléate de timolol (99,9%) provenaient de Sigma-Aldrich. 

L’hémifumarate de bisoprolol (100%) provenait de Sequoia Research. Le chlorhydrate de bétaxolol 

(100%), le chlorhydrate de cartéolol (100%) et le chlorhydrate de bupranolol (100%) ont été fournis 

par Lipha. Le chlorhydrate d’oxprénolol (100%) était fourni par Sandoz.  

Le méthanol de qualité HPLC (MeOH) provenait de SDS-Carlo-Erba. L’acétonitrile de qualité LC/MS 

(AcN), l’acide formique (FOA) et le formiate d’ammonium provenaient de Fisher Scientific. Une 

solution d’ammoniaque RP Normapur (28%) a été acquise chez Prolabo. L’eau ultra pure était générée 

par un appareil Elgastat UHQ PS d’Elga LabWater. 

Pour chaque corticostéroïde, une solution mère à 1 g/L a été préparée dans l’AcN. Des solutions à 0,25 

g/L ont été préparées pour la triamcinolone et la triamcinolone acétonide en raison de leurs plus faibles 

solubilités. Pour chaque β-bloquant, une solution mère à 1 g/L a été préparée dans le MeOH. En effet, 

étant donné le caractère basique de ces composés, ils sont davantage solubles dans les solvants 

protiques. 

Une première solution de travail contenant l’ensemble des corticostéroïdes a été préparée dans l’AcN. 

Une seconde solution de travail contenant l’ensemble des β-bloquants a été préparée dans le MeOH. 

Ces solutions ont été conservées à 4°C à l’abri de la lumière. 

1.2 Prélèvement des échantillons environnementaux 

Les échantillons environnementaux ont été collectés à la STEP de Pierre-Bénite (en aval de Lyon) qui 

reçoit principalement des effluents urbains et hospitaliers. 

Pour les analyses environnementales, des échantillons moyens sur 24 h ont été collectés, alors que des 

prélèvements ponctuels ont été utilisés comme matrice pour le développement de méthodes. 

Les échantillons de STEP (influents et effluents) ont été filtrés à 0,45 µm sur des filtres à membrane 

de nitrocellulose fournis par Millipore. Les matrices ont été utilisées sur une période maximale de 5 

jours consécutifs au prélèvement. Les mesures environnementales sur les échantillons moyens étaient 
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réalisées dans un délai de 2 jours après la collecte. Durant ce délai, les échantillons étaient stockés à 

4°C. 

1.3 LC/MS/MS 

Une chaîne chromatographique Agilent 1100 series constituée d’une pompe quaternaire basse 

pression, d’un passeur d’échantillons et d’un dégazeur a été utilisée. Elle était couplée à un 

spectromètre de masse à triple quadripôle API 300 fourni par MDS Sciex, par l’intermédiaire d’une 

source TurboIonSpray (TIS) fonctionnant en mode positif. 

Le contrôle de l’instrument, l’acquisition et le traitement de données ont été réalisés en utilisant le 

logiciel associé Analyst 1.4.1. Le spectromètre de masse a initialement été calibré par une solution 

standard de polypropylène-glycol, en réglant la résolution, telle que la largeur à mi-hauteur soit de 0,7 

± 0,1 amu. 

Le gaz rideau (azote) et le gaz de nébulisation (air) étaient fixés à un débit de 10 unités arbitraires. La 

source TIS était chauffée à 400°C pour l’analyse des corticostéroïdes et à 500°C pour l’analyse des β-

bloquants. Un gaz desséchant (air) était introduit à un débit de 8 L/min.  

molécule 
 

Ion parent - ion fils  
(m/z) 

Tension 
d’orifice (eV) 

Potentiel de 
focalisation (eV) 

Energie de 
collision (eV) 

Bétaméthasone 393,0-373,1  
393,0-355,0* 

41 240 13 
17 

Budésonide 431,0-413,3 
431,0-323,2* 

6 140 15 
19 

Cortisol 362,9-327,2 
362,9-121,2* 

31 200 29 
23 

Cortisone 361,0-163,1 
361,0-343,2* 

26 160 31 
23 

Désonide 417,0-399,2 
417,0-322,8* 

16 150 15 
19 

Dexaméthasone 393,0-373,1 
393,0-355,0* 

41 240 13 
17 

Flunisolide 435,0-321,1 
435,0-339,1* 

6 150 19 
19 

Fluocinolone 
acétonide 

453,1-413,2 
453,1-337,2* 

11 160 17 
21 

Méthylprednisolone 375,0-357,1 
375,0-339,1* 

51 240 15 
17 

Prednisolone 360,9-343,1 
360,9-325,0* 

11 140 15 
15 

Prednisone 358,9-313,0 
358,1-341,2* 

21 180 17 
15 

Triamcinolone 391,2-375,0 
391,2-357,1* 

46 270 15 
14 

Triamcinolone 
acétonide 

435,0-415,1 
435,0-397,1* 

6 150 15 
21 

 * : transition de confirmation 

Tableau 15: Paramètres de masse pour l'analyse des corticostéroïdes 
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molécule 
 

Ion parent - ion fils  
(m/z) 

Tension 
d’orifice (eV) 

Potentiel de 
focalisation 

(eV) 

Energie de 
collision (eV) 

Acébutolol 337,0-116,2 
337,0-319,2* 

21 150 29 
23 

Alprénolol 249,9-116,2 
249,9-72,1* 16 140 23 

27 

Aténolol 267,0-145,1 
267,0-190,1* 21 150 33 

25 

Bétaxolol 308,0-116,1 
308,0-161,0* 26 140 29 

27 

Bisoprolol 326,1-116,2 
326,1-74,2* 

21 140 25 
33 

Bupranolol 272,1-216,0 
272,1-180,9* 

16 120 21 
27 

Cartéolol 292,9-236,7 
292,9-202,0* 

11 120 19 
29 

Labétalol 328,8-311,2 
328,8-162 ,0* 

21 150 17 
33 

Métoprolol 268,0-116,3 
268,0-74,2* 

21 150 23 
27 

Nadolol 310,1-254,1 
310,1-201,0* 

21 140 23 
29 

Oxprénolol 265,8-225,0 
265,8-116,2* 

16 110 19 
25 

Pindolol 248,9-116,2 
248,9-172,0* 

16 130 23 
33 

Propranolol 259,9-116,3 
259,9-183,1* 

16 140 23 
23 

Sotalol 272,9-255,1 
272,9-213,1* 

6 120 17 
25 

Timolol 317,0-261,1 
317,0-244,1* 

16 140 23 
29 

 * : transition de confirmation 

La tension d’aiguille de l’électrospray a été réglée à 5 000 V et des « dwell time » de 80 ms et 50 ms 

ont été respectivement utilisés pour les corticostéroïdes et les β-bloquants. Les autres paramètres de 

masse, dépendant de chaque analyte, sont présentés Tableau 15 pour les corticostéroïdes et Tableau 16 

pour les β-bloquants. Ils ont été déterminés en infusant chaque analyte séparément de manière à 

optimiser la détection de chaque molécule, en faisant varier les tensions des différentes lentilles de 

l’instrument. Cette optimisation a permis la mise en place de la méthode MRM en sélectionnant les 

fragments les plus intenses. 

Les transitions de confirmation indiquées Tableau 16 et Tableau 17 ont été utilisées uniquement lors 

du développement de la méthode, afin de s’assurer de la bonne spécificité dans des extraits de STEP. 

Ces transitions n’ont pas été suivies par la suite. En effet, le suivi d’un grand nombre de transitions 

nécessite de diminuer le « temps de résidence » ou « dwell time », afin de maintenir un nombre de 

points suffisant (au moins 20) pour caractériser chaque pic chromatographique. Sur l’instrument 

utilisé, ce « dwell time » ne doit pas être inférieur à 50 ms, car alors, la vitesse des ions fragment dans 

la chambre de collision est plus lente que la vitesse de balayage et risque de générer un effet « cross-

talk ».  

Tableau 16: Paramètres de masse pour l'analyse des ββββ-bloquants 
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1.4 Extraction 

1.4.1 Choix du support 

Les corticostéroïdes sont des molécules modérément polaires alors que les β-bloquants sont des 

composés basiques avec des pKa de l’ordre de 9 (voir Tableau 6 page 24 et Tableau 9 page 29). En 

tenant compte de ces propriétés, et dans l’objectif d’une procédure d’extraction unique, un support 

échangeur mixte (cationique et hydrophobe) a été retenu pour l’extraction des 2 familles : le support 

commercial Oasis MCX. Cette phase est constituée d’un copolymère divinylbenzène-N-

vinylpyrrolidone où les noyaux benzéniques sont substitués par des fonctions sulfoniques (Figure 22). 

 

NO

SO3

SO3
-

-

 

Ce support permet la rétention des molécules apolaires (corticostéroïdes) selon un mécanisme de 

partage, et des cations (β-bloquants en milieu acide) selon un mécanisme d’échange d’ions. Cette 

phase peut donc potentiellement permettre l’élution séquentielle de chaque famille, puisque tant que 

les mélanges éluants percolés sont acidifiés, les β-bloquants sont présents sous forme cationique et 

donc susceptibles de rester fixés aux sites échangeurs d’ions. Ceci permettrait alors de récupérer 

uniquement les corticostéroïdes en laissant les β-bloquants fixés au support d’extraction. Les β-

bloquants pourraient ensuite être élués en milieu basique, où ils sont présents sous leur forme 

moléculaire.  

1.4.2 Matériel 

Les échantillons étaient extraits sur des cartouches Oasis MCX (60 mg, 3 cc, 30 µm) fournies par 

Waters. La procédure a été réalisée sur un extracteur automatique ASPEC XL4 équipé d’une pompe à 

seringue 404 et d’une vanne à 8 positions valvemate fournis par Gilson. Le contrôle de l’appareil est 

réalisé à partir du logiciel associé 735 sampler. 

Figure 22: Structure du support Oasis MCX 
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2 Développement de la méthode d’extraction 

2.1 Tests de faisabilité 

Afin d’estimer la faisabilité d’une élution séquentielle de chaque famille sur le support Oasis MCX, 3 

mL d’une solution acidifiée contenant chaque corticostéroïde et chaque β-bloquant à 10 mg/L sont 

chargés sur la cartouche MCX préalablement conditionnée par du MeOH puis de l’eau.  

Dans un premier temps, l’influence du pourcentage de MeOH dans des mélanges hydro-organiques 

acidifiés sur l’élution des molécules est évaluée. Le volume de mélange éluant utilisé est fixé à 1 mL. 

A titre d’exemple, les résultats obtenus pour la triamcinolone et la budésonide, respectivement le 

moins et le plus polaire des corticostéroïdes étudiés, sont présentés Figure 23. 

 

Comme on pouvait s’y attendre, la triamcinolone (logP = 0,8) qui est le plus polaire des 

corticostéroïdes analysés est le moins retenu par interaction hydrophobe. On constate effectivement 

qu’à partir de 20% de MeOH la triamcinolone est éluée. Lors de l’étape de lavage cette teneur ne 

devra donc pas être dépassée pour ne pas éluer la triamcinolone. Par ailleurs, l’élution de la 

budésonide (logP = 3,1), qui est le corticostéroïde le moins polaire étudié, donc le plus retenu, requiert 

une teneur de MeOH supérieure à 60%. 

Au cours de ces essais, aucun β-bloquant n’a été détecté dans les éluats. Conformément à ce qui avait 

été postulé, ces molécules restent fixées aux sites échangeurs de cations en milieu acide, ce qui permet 

Figure 23: Influence du pourcentage de MeOH dans des mélanges hydro-organiques acidifiés par 0,1% 
d'acide formique sur l'élution des corticostéroïdes 
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d’éluer uniquement les corticostéroïdes. Ces résultats sont intéressants car ils montrent qu’une 

purification par 100% de MeOH acidifié peut être réalisée pour purifier les fractions de β-bloquants.  

L’influence du pourcentage de MeOH dans des mélanges hydro-organiques basifiés sur l’élution des 

β-bloquants a ensuite été évaluée. Ceci permet d’acquérir des informations sur la composition des 

solvants pouvant être utilisée pour les étapes de lavage et d’élution des β-bloquants en milieu basique. 

A titre d’exemple, les résultats obtenus pour le sotalol et le pindolol, respectivement le moins et le plus 

retenu des β-bloquants étudiés, sont présentés Figure 24. 

 

 

Les fractions de β-bloquants peuvent être purifiées par un lavage à 100% de MeOH acidifié ce qui 

permet d’éliminer les impuretés apolaires et/ou acides. Toutefois aucun lavage ne semble possible en 

milieu basique puisqu’à partir de 10% de MeOH, le sotalol est élué à plus de 80%. Avec un logP de 

0,3, le sotalol est effectivement peu retenu par interaction hydrophobe et présente une forte affinité 

pour les phases éluantes polaires. Par ailleurs, 100% de MeOH basifié s’avère nécessaire pour une 

élution correcte du pindolol. L’hydrophobicité du pindolol (logP = 2,0) ne suffit pas à expliquer la 

forte rétention de cette molécule sur le support Oasis MCX puisque le bisoprolol (logP = 2,1) de 

polarité comparable est plus facilement élué. Le caractère basique du pindolol pourrait alors encore 

jouer un rôle dans sa rétention. Le pindolol possède deux fonctions amine de pKa proche de 9 dans 

l’eau. Dans le MeOH basifié par 0,5% d’ammoniaque (pH = 11), le pindolol est présent sous forme 

basique de façon majoritaire, toutefois, la faible proportion de forme protonée est susceptible de subir 

des interactions ioniques. La rétention par échange ionique est d’autant plus probable pour cette 

Figure 24: Influence du pourcentage de MeOH dans des mélanges hydro-organiques basifiés par 0,5% 
d’ammoniaque sur l'élution des ββββ-bloquants 
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molécule qu’elle présente deux sites possibles d’accroche contrairement aux autres β-bloquants 

étudiés. 

De façon générale, les β-bloquants sont présents sous leur forme neutre en milieu basique. Ils peuvent 

ainsi être décrochés des sites échangeurs de cations en milieu MeOH basifié, et sont essentiellement 

sujets à des interactions apolaires. 

Cette première approche montre que les corticostéroïdes et les β-bloquants peuvent être extraits 

d’échantillons environnementaux en une procédure d’extraction unique. En effet, à partir d’une unique 

charge, la fraction de corticostéroïdes peut être purifiée puis éluée. Dans un second temps, la fraction 

de β-bloquants est purifiée puis éluée. Néanmoins, ces premiers résultats peuvent être améliorés. En 

effet, d’importants paramètres n’ont pas été pris en compte, tels que le volume chargé sur la cartouche, 

ou l’efficacité de la purification. Celle-ci pourrait être évaluée en mesurant l’effet matrice. Une 

optimisation de la méthode sur des échantillons environnementaux s’avère donc nécessaire.  

2.2 Développement de la méthode d’extraction 

2.2.1 Apport de la chimiométrie 

L’efficacité de l’extraction sur phase solide (purification et facteur d’enrichissement) est liée à un 

grand nombre de paramètres tels que les débits, les compositions et volumes des solvants d’élution 

utilisés à chaque étape de la procédure. L’étude indépendante de chaque paramètre nécessiterait un 

nombre très important d’essais, qui requiert beaucoup de temps. L’évaluation simultanée de plusieurs 

paramètres s’avère donc intéressante pour le développement et l’optimisation de la méthode. En ce 

sens, une approche chimiométrique est intéressante car elle permet d’évaluer l’influence d’un grand 

nombre de paramètres en un nombre restreint d’expériences. Pour cela, il est nécessaire d’avoir 

quelques informations sur la rétention des analytes sur le support SPE. Ces informations ont été 

obtenues au cours des tests de faisabilité. 

2.2.2 Choix des paramètres à cribler 

Pour améliorer le protocole SPE, toutes les expériences sont réalisées en utilisant comme matrice des 

influents provenant de la STEP de Pierre Bénite, afin de se positionner dans les conditions les plus 

défavorables. En effet, les influents de STEP sont probablement les matrices environnementales 

aqueuses les plus complexes, et donc potentiellement les plus problématiques.  
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Les 9 paramètres suivants ont été criblés dans un premier temps : 

− le débit appliqué pour percoler l’échantillon sur la cartouche, 

− le volume d’échantillon chargé, 

− le volume de mélange éluant utilisé au cours du premier lavage, 

− le pourcentage de MeOH utilisé au cours du premier lavage, 

− le volume de mélange éluant utilisé pour l’élution des corticostéroïdes, 

− le pourcentage de MeOH utilisé pour l’élution des corticostéroïdes, 

− le volume de MeOH acidifié utilisé au cours du second lavage, 

− le volume de MeOH basifié utilisé pour l’élution des β-bloquants, 

− le pourcentage d’ammoniaque utilisé pour l’élution des β-bloquants. 

Cette étude a permis de fixer 5 paramètres.  

Le débit de charge a été étudié entre 5 et 15 mL/min. Il s’est avéré que le débit n’influence ni la 

rétention des analytes, ni celle des interférents. Il a donc été fixé à 15 mL/min pour réduire le temps de 

charge, donc la durée de préparation d’échantillon.  

Le volume d’échantillon percolé, étudié entre 100 et 1 000 mL, n’affecte pas le rendement 

d’extraction. Afin de pouvoir d’une part obtenir un facteur d’enrichissement de 1 000 et d’autre part 

réaliser 4 injections de 100 µL par échantillon en LC/MS/MS, ce volume a été fixé à 400 mL. En effet, 

la reprise de l’extrait sec par 400 µL de solvant permet de répondre aux critères cités ci-dessus.  

L’augmentation du volume de MeOH acidifié percolé pour purifier la fraction β-bloquant (1 à 5 mL) 

n’améliore pas la purification. Ce volume est donc maintenu à 1 mL. Ce lavage permet l’élution des 

interférents apolaires encore présents sur la cartouche.  

Les meilleurs rendements d’extraction sont obtenus pour les β-bloquants en utilisant 1,5 mL de MeOH 

basifié par 1,5% d’ammoniaque, quand des volumes de 0,5 à 1,5 mL de MeOH basifié par 0,5 ou 1,5% 

d’ammoniaque (pH 11,0 et 11,2 respectivement) sont testés. Ces conditions conduisent à des 

purifications satisfaisantes. 

2.2.3 Etude de criblage 

Les 4 paramètres restant ont été étudiés de façon plus précise par une étude de criblage (matrice 

factorielle fractionnaire). Le plan d’expérimentation utilisé est présenté Tableau 17. 

 

Tableau 17: Plan d'expérimentation utilisé pour le développement de la méthode SPE 
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 étape 
 

exp. 

1er  lavage 1ère élution 

V (mL) %MeOH V (mL) %MeOH 
1 0,5  10 0,5 65 
2 1,5 10 1,5 65 
3 0,5 15 1,5 65 
4 1,5 15 0,5 65 
5 0,5 10 1,5 70 
6 1,5 10 0,5 70 
7 0,5 15 0,5 70 
8 1,5 15 1,5 70 

L’étude préliminaire a montré qu’un lavage par 1 mL de mélange éluant acidifié contenant 20% de 

MeOH conduit à l’élution de certains corticostéroïdes. Des teneurs moindres doivent donc être 

utilisées. De plus percoler un plus faible volume de solvant peut potentiellement permettre de 

maximiser la teneur de MeOH dans le mélange éluant, de même qu’à teneur de MeOH fixe, 

l’augmentation de ce volume pourrait permettre de meilleures purifications. Suite à ces constatations, 

2 volumes et 2 teneurs de MeOH différents ont été testés. Le volume du mélange éluant utilisé pour le 

lavage de la fraction corticostéroïde (nommé X1) varie entre 0,5 (niveau -1) et 1,5 mL (niveau +1) ; sa 

composition (nommée X2) est de 10 % (niveau -1) ou 15% (niveau +1). Par ailleurs, les tests 

préliminaires ont montré qu’1 mL de mélange éluant acidifié contenant 60% de MeOH ne suffisait pas 

à éluer totalement l’ensemble des corticostéroïdes. Par un raisonnement analogue, les volumes et 

compositions à tester pour l’étape d’élution ont été déterminés. Le volume de mélange éluant utilisé 

pour l’élution des corticostéroïdes (nommé X3) varie entre 0,5 (niveau -1) et 1,5 mL (niveau +1), sa 

composition (nommée X4) est de 65% (niveau -1) ou 70% (niveau +1). 

Pour chaque analyte, deux réponses sont considérées. D’une part, le rendement d’extraction (Rdt) est 

calculé de la façon suivante : 

100(%)
2

1 x
A
A

Rdt =  

où A1 représente l’aire chromatographique mesurée quand une matrice dopée est extraite. A2 est l’aire 

chromatographique mesurée lorsqu’une matrice non dopée est extraite et son extrait repris par une 

solution standard correspondant à la quantité de produit chargé sur la cartouche. 

Cette façon de procéder permet de s’affranchir de l’effet matrice puisque les mêmes interférents sont 

présents dans les solutions comparées. 

D’autre part l’effet matrice a été évalué de la façon suivante : 

1001(%)
3

2 x
A
A

MatriceEffet ��
�

�
��
�

�
−=  

où A3 représente l’aire chromatographique de l’analyte dans un solvant pur. 
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En effet, la présence d’interférents de la matrice dans l’échantillon extrait, comparée à une solution 

standard en solvants purs, peut générer des erreurs sur la précision, et en conséquence, fausser les 

résultats du dosage. Ces interférents peuvent effectivement se manifester par une suppression ou une 

augmentation artificielle du signal en modifiant l’ionisation de l’analyte dans la source du 

spectromètre de masse (voir Chapitre 1, partie 3.1.4.1, page 34). Il est donc important de réduire au 

maximum cet effet par des purifications efficaces. 

Pour l’interprétation des résultats, le rendement d’extraction est considéré de façon prioritaire, et 

l’effet matrice n’est considéré qu’en deuxième lieu car il peut être compensé par différentes méthodes 

de dosage (étalonnage interne, ajouts dosés, etc.). Les rendements d’extraction obtenus pour chaque 

expérience du plan d’expérimentation sont présentés Tableau 18. 

exp. Pl T Fc Be-D C P Hy Bu Fs TA 
1 6 5 5 3 13 7 8 2 8 6 

2 82 70 70 66 84 74 82 38 52 59 

3 16 13 8 15 23 16 19 10 10 14 

4 1 1 1 1 7 1 1 6 3 4 

5 79 75 91 81 79 86 92 129 81 92 

6 74 69 86 73 84 77 73 52 90 90 

7 7 5 12 6 10 6 8 18 7 5 

8 61 44 72 75 65 61 104 19 48 57 

La réplication de ces essais a montré que ces expériences étaient répétables, exceptées celles qui 

conduisent à de très faibles rendements d’extraction (inférieurs à 5%), mais cela ne fausse pas 

l’interprétation. Les effets du modèle de criblage (Rdt = b1X1 + b2X2 + b3X3 + b4X4) sont présentés 

Figure 25. 

 

Tableau 18: Rendements d'extraction des corticostéroïdes mesurés pour le plan d’expérimentation 

Figure 25: Influence des paramètres testés sur le rendement d’extraction ; b1 : volume utilisé pour le 
premier lavage, b2 : % MeOH utilisé pour le premier lavage, b3 : volume utilisé pour la première élution, 
b4 : % MeOH utilisé pour la première élution 
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Plus la valeur absolue de l’effet (b1, b2, b3, b4) est importante, plus l’influence du paramètre 

correspondant sur la réponse est importante. La Figure 25 montre que tous les paramètres testés ont 

une forte influence sur le rendement d’extraction, car les valeurs des effets sont importantes. De plus, 

le signe de l’effet indique quel est le niveau du paramètre qui augmente la réponse. b1, b3 et b4 sont 

positifs pour la majorité des analytes, par conséquent le niveau « +1 » des paramètres X1, X3 et X4 

augmente la réponse. b2 est négatif, par conséquent le paramètre X2 doit être fixé au niveau « -1 » afin 

d’augmenter la réponse. En d’autres termes, laver avec 1,5 mL (X1 = +1) d’un mélange hydro-

organique acidifié contenant 10% de MeOH (X2 = -1) et éluer avec 1,5 mL (X3 = +1) d’un mélange 

hydro-organique acidifié contenant 70% de MeOH (X4 = +1) conduit à une augmentation des 

rendements d’extraction. 

Afin de réduire le volume de solvant utilisé pour l’élution des corticostéroïdes, une dernière 

amélioration est réalisée en utilisant le module d’optimisation du logiciel Modde v.7. Cette étude 

montre qu’il est possible d’obtenir une élution satisfaisante de tous les corticostéroïdes en fixant X3 au 

niveau 0, c'est-à-dire en n’utilisant qu’1 mL de mélange MeOH/eau/FOA (70/30/0,1, v/v/v).  

2.2.4 Bilan 

Le protocole finalement retenu est présenté Tableau 19. 

étape Solution percolée 
Volume 

(mL) 

Débit 

(mL/min) 
Remarque 

Conditionnement 
MeOH 

Eau 0,1% FOA 

3 

3 

5 

5 

Préparation de la cartouche à recevoir 

l’échantillon 

Charge 
Echantillon 

0,1% FOA 
400 15 Fixation des analytes sur la cartouche 

Lavage 1 
MeOH/eau/FOA 

(10/90/0,1, v/v/v) 
1,5 0,3 Purification la fraction corticostéroïdes 

Elution 1 
MeOH/eau/FOA 

(70/30/0,1, v/v/v) 
1 0,3 Elution des corticostéroïdes 

Lavage 2 MeOH, 0,1%FOA 1 0,3 Purification de la fraction β-bloquants 

Elution 2 MeOH 1,5%NH3 1,5 0,3 Elution des β-bloquants 

Les rendements d’extraction et les coefficients de variation obtenus par ce protocole sur des 

échantillons d’influents dopés à 500 ng/L sont présentés Tableau 20. 

Tableau 19: Protocole d'extraction optimisé 
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De plus, d’importants effets matrice ont été observés pour chaque expérience, excepté lorsque des 

rendements inférieurs à 10% étaient obtenus. Pour éviter cet effet matrice, une meilleure purification 

devrait être effectuée. Cependant, cette étude a montré qu’il n’était pas possible d’améliorer la 

purification sans perte importante de rendement.  

La stratégie de dosage des échantillons réels devra donc soit compenser (standardisation interne, ajouts 

dosés) soit prendre en compte (étalonnage externe) cet effet matrice pour conduire à des résultats 

fiables. Ce point sera discuté de façon plus précise en partie 5.1 page 102. 

 

Corticostéroïdes Rendement 
(%) 

CV 
(%) ββββ-bloquants Rendement 

(%) 
CV 
(%) 

Bétaméthasone 67 10 Acébutolol 68 4 

Budésonide 86 12 Alprénolol 61 6 

Cortisone 71 10 Aténolol 68 24 

Cortisol 70 22 Bisoprolol 60 7 

Dexaméthasone 75 11 Métoprolol 62 7 

Flunisolide 54 19 Nadolol 60 9 

Fluocinolone 
acétonide 84 24 Pindolol 10 24 

Prednisolone 62 16 Propranolol 66 7 

Prednisone 55 13 Sotalol 68 9 

Triamcinolone 63 11 Timolol 62 9 

Triamcinolone 
acétonide 70 10    

 

Tableau 20: Rendements d'extraction et coefficients de variation des corticostéroïdes et des ββββ-bloquants 
évalués pour des influents dopés à 500 ng/L (n=5) 
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3 Développement de la méthode LC/MS/MS 

3.1 Choix de la source 

Les techniques d’ionisation les plus utilisées pour les couplages LC/MS sont l’électrospray (ESI) et 

l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI). Ces deux techniques d’ionisation sont douces 

et produisent des molécules protonées ou déprotonées, selon la polarité. 

De façon générale, l’APCI favorise la réponse des molécules apolaires telles que les corticostéroïdes, 

alors que l’électrospray convient mieux aux molécules polaires comme les β-bloquants (Figure 26). 

Ces observations sont directement liées au fonctionnement des deux types de source.  

 

Ces affirmations sont confortées par les stratégies adoptées dans différentes études proposées dans la 

littérature. Les β-bloquants sont en effet généralement introduits dans le spectromètre de masse par le 

biais d’une source ESI [148, 149]. Pour les corticostéroïdes les deux types de sources ont été utilisés 

[109, 113]. Des tests ont alors été réalisés pour déterminer quelle source permet la meilleure ionisation 

de cette famille. Aucune différence notable n’a été observée en terme de sensibilité, par contre un plus 

faible bruit de fond est observé avec la source ESI. Afin d’atteindre de meilleurs rapports signal/bruit 

et par conséquent de meilleures sensibilités, la source ESI a finalement été choisie.  

Les molécules testées répondent très mal, voire pas du tout en mode négatif. En effet, les familles 

étudiées n’ont pas de caractère acide, alors que la présence de fonctions carbonyle ou amine favorise la 

protonation de la molécule et donc sa réponse en mode positif. Les transitions les plus intenses en 

mode positif ont donc été déterminées en infusant des solutions individuelles de chaque analyte dans 

le spectromètre de masse. Ces transitions connues (Tableau 15 page 65 et Tableau 16 page 66), 

l’influence de la composition de la phase mobile utilisée en chromatographie sur la réponse des 

molécules a été évaluée.  

Figure 26: Choix de la source d'ionisation 
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3.2 Choix des phases mobiles 

Selon son solvant de dissolution une molécule introduite dans la source du spectromètre de masse est 

plus ou moins facilement ionisée ou désolvatée. Par exemple, la présence d’acides est susceptible de 

faciliter la protonation des molécules en mode positif, alors que la présence de bases pourrait générer 

une compétition entre la protonation de l’analyte ou de la base ajoutée. Etant données les très faibles 

limites de quantification à atteindre pour réaliser un suivi environnemental performant, tout paramètre 

permettant d’améliorer la sensibilité est important à prendre en compte. Le choix d’une phase mobile 

améliorant la réponse en spectrométrie de masse est l’un de ces paramètres. 

Huit mélanges hydro-organiques ont donc été testés en mode FIA (Flow Injection Analysis), en 

utilisant les milieux suivants :  

− 2 solvants organiques : méthanol et acétonitrile 

− 4 phases aqueuses : eau acidifiée par 0,1% d’acide formique (pH 2,7), eau tamponnée à pH 3,8 

(tampon formiate d’ammonium 10 mM acidifié à pH 3,8 par addition d’acide formique), eau 

basifiée à pH 11 par addition d’ammoniaque, eau non modifiée. 

Le mode FIA consiste à injecter une solution sur un appareillage LC/MS ne comportant pas de 

colonne chromatographique. L’influence de la phase mobile peut alors être estimée en un temps très 

court. A titre d’exemple, les réponses massiques en fonction de la phase mobile obtenues pour deux 

corticostéroïdes (bétaméthasone et cortisone) et deux β-bloquants (propranolol et sotalol) sont 

présentées Figure 27. Les résultats présentés pour ces molécules sont représentatifs de l’ensemble de 

leurs familles respectives. 

 
Figure 27: Influence de la phase mobile sur la réponse des corticostéroïdes (Be: bétaméthasone ; C: 
cortisone) et des ββββ-bloquants (Pr: propranolol ; S: sotalol) 
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Pour les corticostéroïdes, l’utilisation d’eau ultra pure non modifiée comme solvant 

chromatographique, favorise la réponse des molécules. On constate en effet qu’avec une phase mobile 

contenant de l’eau non modifiée, le signal de la cortisone est en moyenne 5 fois plus élevé qu’avec un 

tampon formiate et 25 fois plus élevé qu’avec de l’eau basifiée à pH 11. Le signal de la bétaméthasone 

est en moyenne 4 fois plus élevé avec de l’eau non modifiée qu’avec les autres phases aqueuses 

testées. Le méthanol facilite l’ionisation mais des résultats satisfaisants sont également obtenus avec 

l’acétonitrile. Effectivement les réponses de la bétaméthasone et de la cortisone sont respectivement 

1,1 et 1,5 fois plus élevées avec une phase mobile eau/MeOH qu’avec un phase mobile eau/AcN. Ce 

gain de sensibilité étant non significatif pour la bétaméthasone et relativement faible pour la cortisone, 

les phases mobiles eau/MeOH et eau/AcN peuvent donc être utilisées pour le développement des 

méthodes chromatographiques. 

Pour les β-bloquants on constate également que l’absence de sels dans la phase aqueuse augmente leur 

réponse en spectrométrie de masse, puisqu’en général, un signal 2 à 3 fois plus faible est observé avec 

les autres phases aqueuses. Cependant étant donné le caractère basique de ces molécules, l’utilisation 

d’eau ultra pure sans contrôle du pH n’est pas un choix judicieux pour obtenir une méthode d’analyse 

robuste (risque de manque de répétabilité de la rétention en chromatographie). L’utilisation d’un 

tampon formiate (pH 3,8) diminuant la réponse en ESI, ce milieu est à éviter dans le développement 

de la méthode chromatographique. Cette perte de sensibilité peut s’expliquer par un phénomène de 

compétition lors de l’ionisation de l’analyte et des ions ammonium présents dans la phase mobile. Par 

ailleurs, l’influence du solvant organique sur l’ionisation des β-bloquants n’étant pas significative, les 

conditions d’élution retenues à partir de ces expériences sont donc : eau pH 2,7/MeOH ou eau pH 

2,7/AcN. 

Les phases mobiles à utiliser préférentiellement ayant été déterminées, la séparation 

chromatographique des β-bloquants et des corticostéroïdes a ensuite été développée. 

3.3 Séparation chromatographique 

La détection par spectrométrie de masse en mode MRM permet l’élution rapide des analytes et ne 

nécessite pas une complète séparation chromatographique des molécules d’intérêt. Cependant certains 

aspects doivent être considérés lors du développement de méthodes multi-résidus, et dans certains cas, 

une séparation chromatographique reste nécessaire. C’est notamment le cas pour : 

− les composés mesurés à la même transition MRM (par exemple, la bétaméthasone et la 

dexaméthasone sont des diastéréoisomères et sont détectés à la même transition ion précurseur 

/ ion produit), 
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− les composés qui produisent des ions fragments similaires (la prednisolone et la cortisone 

présentent toutes deux un ion fragment de masse 343 uma), 

− les composés détectés par le même ion produit mais provenant d’ions précurseurs différents 

afin d’éviter un phénomène de « cross-talk » conduisant à la détection de faux positifs. C’est 

notamment le cas de la majorité des β-bloquants qui présentent un ion produit de masse 116 

uma (acébutolol, alprénolol, bisoprolol, métoprolol, pindolol et propranolol) et de 2 

corticostéroïdes (la budésonide et la fluocinolone acétonide qui sont détectées toutes deux par 

un ion produit de masse 413 uma). 

Les couples de molécules cités ci-dessus doivent donc atteindre séparément le spectromètre de masse, 

c'est-à-dire être préalablement séparés par chromatographie.  

3.3.1 Colonnes testées 

Les phases mobiles à utiliser préférentiellement ont été déterminées en partie 3.2 page 77, il reste donc 

à choisir les phases stationnaires permettant d’atteindre ces critères de séparation. Pour cela 6 colonnes 

chromatographiques ont été utilisées et sont présentées Tableau 21. 

 Sym HypC Disc XB Aq Nucl Puro 

Colonne Symmetry 
C18 Hypercarb Discovery 

HSF5 X-Bridge Aquasil C18 Nucleosil 
C18 

Hibar 
Purospher 
star RP18 

Fabricant Waters Thermo Supelco Waters Thermo Macherey-
Nagel Merck 

Longueur 
(mm) 150 100 100 150 100 250 250 

D.I. (mm) 2,1 2,1 4 2,1 2,1 4,6 4,6 
dp (µm) 5 5 3 3,5 5 5 5 

Greffage C18 / pentafluoro
phényl  C18  C18 C18 C18 

Taille des 
pores (Å) 100 250 120 135 100 300 80 

Surface 
spécifique 341 ns 300 185 310 350 300 

Taux de 
carbone 19,5 100 12 18 12 20 18 

Greffage 
terminal apolaire / oui oui polaire apolaire oui 

 

Les colonnes de faibles diamètre interne (D. I. = 2,1 mm), plus efficaces, sont généralement utilisées 

pour l’analyse de traces dans les matrices complexes, car elles permettent d’abaisser les limites de 

détection du fait de meilleurs rapports signal/bruit. 4 phases de silices greffées C18 ont été testées 

(Sym, XB, Aq, Nucl, Puro).  

Tableau 21: Caractéristiques des colonnes utilisées 
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Ces phases diffèrent par : 

− leur porosité, 

− leur hydrophobicité (taux de carbone), 

− les interactions secondaires qu’elles peuvent générer (greffage terminal). 

Une colonne de carbone graphitisé poreux (HypC) plus hydrophobe que les silices greffées C18, donc 

plus rétentive, ainsi qu’une colonne de silice greffée pentafluorophényle (Disc) susceptible de générer 

des interactions analyte/phase stationnaire différentes des colonnes de silice greffée octadécyle 

classiques sont également testées. Ainsi, ces 6 colonnes sont susceptibles de différer à la fois par leur 

sélectivité et leur caractère rétentif. 

Le choix de la colonne chromatographique la plus appropriée à l’analyse des β-bloquants ou des 

corticostéroïdes en LC/MS/MS s’effectue à partir de différents critères. Tout d’abord, les conditions 

chromatographiques doivent permettre la rétention de toutes les molécules cibles. En effet, les analytes 

élués dans le volume mort sont généralement sujets à de plus importants effets matrice et à un bruit de 

fond accru du fait de la coélution de nombreux interférents. La sélectivité de la colonne est également 

un critère primordial à prendre en compte afin d’assurer la séparation des paires critiques pour la 

spectrométrie de masse, précédemment citées. Ces critères doivent donc impérativement être pris en 

compte pour le développement d’une méthode chromatographique fiable. En second lieu, d’autres 

paramètres tels que l’efficacité de la colonne ou la symétrie des pics chromatographiques peuvent être 

considérés. En effet, l’augmentation de l’efficacité permet d’améliorer la sensibilité de la méthode via 

l’augmentation des rapports signal sur bruit, et, par ailleurs, de bonnes symétries permettent une 

intégration plus fiable des pics chromatographiques. Ainsi, si les critères de rétention et de sélectivité 

sont satisfaisants pour plusieurs colonnes, le choix pourra être effectué sur des considérations de 

symétrie et d’efficacité. 

3.3.2 Séparation des ββββ-bloquants 

Les phases mobiles eau pH 2,7/MeOH favorisent l’ionisation des β-bloquants dans la source du 

spectromètre de masse. Toutefois, le MeOH génère de fortes traînées de pic sur les colonnes testées, et 

les phases mobiles eau pH 2,7/AcN ont finalement été retenues. Les colonnes de faible diamètre 

interne (2,1 mm), plus efficaces, ont été étudiées prioritairement.  

3.3.2.1 Séparation sur les colonnes de faibles dimensions 

Les β-bloquants étant ionisés en milieu acide (phases mobiles acidifiées) ils sont très hydrophiles. Il 

est donc nécessaire d’utiliser des colonnes très rétentives pour permettre les interactions analyte-phase 

stationnaire. La colonne Symmetry C18 présentant un important taux de carbone (19,5%) est 

théoriquement la plus rétentive des colonnes de faible diamètre interne testées. Toutefois, même en 



Chapitre 2 3 Développement de la méthode LC/MS/MS 
 

 81

pallier isocratique contenant 90% d’eau acidifiée, certains composés ne sont pas retenus et élués dans 

le volume mort. La technologie de greffage de cette colonne n’a pas permis de travailler avec de plus 

importants pourcentages d’eau. En revanche, la colonne Aquasil peut d’après le fabricant supporter 

des phases mobiles 100% aqueuses. Cette colonne présente un faible taux de carbone (12%) et possède 

par ailleurs un greffage terminal polaire pouvant permettre la rétention des analytes par des 

interactions secondaires. Effectivement, avec 90% d’eau aucun composé n’est détecté dans le volume 

mort. La colonne Aquasil permet ainsi la rétention des β-bloquants. Toutefois, elle n’est pas 

suffisamment sélective pour permettre une correcte résolution des analytes. Une colonne de carbone 

graphitisé (Hypercarb), préconisée pour la rétention des composés très polaires, a par la suite été 

testée. Cette colonne est la plus rétentive des colonnes testées. Une forte rétention des β-bloquants est 

effectivement observée, toutefois de fortes asymétries de pic (symétrie de l’ordre de 0,3) ayant été 

observées lors des premiers essais, l’étude sur cette colonne n’a pas été poursuivie. Ces 3 colonnes 

n’ayant pas permis la séparation correcte des β-bloquants, une dernière colonne de faible dimension a 

été testée, la colonne X-Bridge. 

3.3.2.2 Cas de la colonne X-Bridge 

Finalement la séparation des β-bloquants sur la colonne X-Bridge avec des phases mobiles eau pH 

2,7/AcN a été étudiée. Cette colonne est très rétentive avec un taux de carbone de 18% et supporte 

également des phases mobiles 100% aqueuses du fait d’un greffage trifonctionnel des chaînes C18. 

Cette colonne permet la rétention de tous les analytes puisque aucun composé n’est détecté dans le 

volume mort. Toutefois des symétries de pics de l’ordre de 0,5 sont mesurées, ne permettant pas 

l’obtention d’une méthode séparative performante. Par ailleurs, d’après le fabricant, cette colonne est 

stable sur la gamme de pH 1-12. Il a donc été envisagé de séparer les β-bloquants en milieu basique 

sur la colonne X-Bridge, c'est-à-dire sous leur forme neutre. D’après l’étude présentée en partie 3.2 

page 77, l’utilisation d’eau basifiée à pH 11 conduit à une légère perte de sensibilité de l’analyse des 

β-bloquants. 

 

Figure 28: Séparation LC/DAD des ββββ-bloquants sur colonne X-Bridge en gradient eau pH 11/AcN, 
détection à λλλλ = 270 nm 
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Toutefois le gain apporté par l’utilisation d’une colonne de faible diamètre interne pourrait compenser 

cette perte. Le chromatogramme issu de l’analyse des β-bloquants en gradient eau pH 11/AcN, à un 

débit de 0,3 mL/min est présenté Figure 28. 

Les paramètres chromatographiques calculés à partir de ce chromatogramme sont présentés Tableau 

22. 

ordre 
d'élution k αααα    2σσσσ (min) N symétrie Rs 

S 0,1 / 0,047 8 826 0,90 / 
At 1,1 10,79 0,056 21 802 0,84 18,8 
N 1,9 1,75 0,064 31 661 0,93 13,2 
Ac 2,0 1,09 0,049 60 611 0,90 3,03 
Pi 2,1 1,04 0,050 61 843 0,88 1,66 
M 2,4 1,12 0,053 64 516 0,89 4,85 
Ti 2,5 1,04 0,054 64 807 0,87 1,55 
B 2,8 1,13 0,058 68 670 0,84 5,83 
Pr 3,3 1,18 0,061 78 733 0,79 8,26 
Al 3,4 1,05 0,063 78 310 0,79 2,8 

La colonne X-Bridge permet la rétention de tous les β-bloquants. Le sotalol (S) est toutefois peu 

retenu, avec un facteur de rétention de 0,1. Il serait possible de le retenir davantage en augmentant la 

teneur en eau de la phase mobile initiale. En effet, comme cela a déjà été mentionné, une élution 

proche du volume mort est susceptible de générer des problèmes sur les échantillons 

environnementaux, puisque de nombreux interférents polaires pourraient alors être coélués avec cet 

analyte. Ceci est susceptible d’augmenter le bruit de fond ou de générer d’importants effets matrice. 

Cette séparation est sélective et efficace. Des pics chromatographiques symétriques (symétrie proche 

de 1,00) et très fins (2σ < 0,06 min) sont observés. De plus, les grandes efficacités mesurées 

permettent l’amélioration des rapports signal/bruit de la méthode LC/MS/MS consécutive donc 

d’atteindre de meilleures limites de détection. Par ailleurs une bonne résolution (Rs > 1,50) est 

observée pour tous les composés, ce qui dépasse les critères de résolution nécessaires pour la détection 

par spectrométrie de masse en mode MRM. Cette méthode de séparation permet donc une séparation 

satisfaisante des β-bloquants en vue d’une application à la quantification d’échantillons 

environnementaux. Toutefois, étant donné les conditions de pH extrêmes nécessaires pour réaliser 

cette séparation, la stabilité de la colonne dans les phases mobiles eau pH 11/ AcN a été évaluée 

(Figure 29).  

Tableau 22: Facteurs de rétention (k), sélectivités (αααα), largeurs à mi-hauteur (2σσσσ), efficacités (N), symétries 
et résolutions (Rs) des pics chromatographiques résultant de l’analyse des ββββ-bloquants sur colonne X-
Bridge en gradient eau pH 11/AcN 
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Cette étude a montré qu’après 40 h d’analyse avec les conditions de gradient décrites Figure 28, 

l’efficacité de la colonne X-Bridge est diminuée d’un facteur 2. Cette durée correspond environ au 

temps d’analyse d’un batch contenant plusieurs réplicats de l’échantillon à doser, des échantillons de 

contrôle qualité, des blancs et une gamme étalon (voir Chapitre 4). La reproductibilité de la séparation 

chromatographique au cours d’une séquence d’analyse n’étant pas assurée du fait de la perte 

d’efficacité de la colonne, il ne sera pas possible d’utiliser cette colonne avec un gradient eau pH 

11/AcN pour des analyses de routine dans l’environnement. 

La diminution du pH de la phase mobile peut potentiellement permettre d’atteindre de meilleures 

stabilités de colonne. En appliquant ce même gradient sur la colonne X-Bridge, mais avec une phase 

aqueuse de pH 10,6 au lieu de 11, le chromatogramme présenté Figure 30 est obtenu. 

 

Les paramètres chromatographiques calculés à partir de ce chromatogramme sont présentés Tableau 

23. 

Figure 29: Evolution de l'efficacité de la colone X-Bridge en fonction du temps d'utilisation en gradient eau 
pH 11/AcN 

Figure 30: Séparation LC/DAD des ββββ-bloquants sur colonne X-Bridge en gradient eau pH 10,6/AcN, 
détection à λλλλ = 270 nm 
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ordre 
d'élution k αααα    2σσσσ (min) N symétrie Rs 

S 0,1 / 0,043 10302 0,94 / 
At 1,3 3,33 0,06 22943 0,73 1,72 
N 2,1 3,75 0,103 14642 1,51 10,44 
Ac 2,4 1,67 0,065 42493 0,66 2,66 
Pi 2,5 1,11 0,081 30185 0,52 2,37 
M 2,8 1,07 0,071 45646 0,65 3,73 
Ti 2,9 1,11 0,1 24214 0,50 0,97 
B 3,5 1,03 0,109 27320 0,40 5,99 
Pr 4,1 1,22 0,133 23002 0,32 4,42 
Al 4,4 1,07 0,147 21242 0,31 2,06 

 

En utilisant de l’eau basifiée à pH 10,6 les sélectivités et résolutions restent satisfaisantes. Seul le 

couple Timolol-Métoprolol (Ti-M) est mal résolu (Rs = 0,97). Toutefois ceci n’est pas gênant pour 

une détection par spectrométrie de masse en mode MRM. Dans ces conditions de phase mobile, les 

facteurs de rétention observés sont comparables à ceux obtenus en utilisant de l’eau basifiée à pH 11 et 

les efficacités sont plus faibles en raison de la plus grande largeur de pic. Toutefois, les fortes 

asymétries de pics observées (entre 0,3 et 1,5) ne permettent pas une application satisfaisante pour des 

dosages environnementaux du fait de la plus grande incertitude sur l’intégration des pics 

chromatographiques. La diminution de pH de la phase aqueuse en vue d’une meilleure stabilité de la 

colonne ne peut donc être effectuée qu’au détriment du chromatogramme, et la colonne X-Bridge n’a 

finalement pas été retenue. 

3.3.2.3 Autres méthodes chromatographiques 

La séparation des β-bloquants sur les colonnes Discovery HSF5, Nuclesosil C18 et Hibar Purospher 

Star RP18e, de plus grandes dimensions, a par la suite été étudiée. Les chromatogrammes optimums 

résultant de ces analyses sont présentés Figure 31. 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 23 : Facteurs de rétention (k), sélectivités (αααα), largeurs à mi-hauteur (2σσσσ), efficacités (N), symétries 
et résolutions (Rs) des pics chromatographiques résultant de l’analyse des ββββ-bloquants sur colonne X-
Bridge en gradient eau pH 10,6/AcN 
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Figure 31: Séparation LC/DAD des ββββ-bloquants sur colonne a) Discovery HSF5, b) Nucleosil C18, c) Hibar 
Purospher Star RP18e ; détection λ  λ  λ  λ = 270 nm 
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Les performances de ces séparations sont présentées Tableau 24. 

ordre 
d'élution 

Discovery HSF5 
k αααα    2σσσσ (min) N symétrie 

At 1,01   0,068 4827 0,7 
S 1,96 1,47 0,101 4792 0,63 
N 2,93 1,33 0,099 9023 0,68 
Pi 4,81 1,48 0,137 10053 0,59 
Ac 5,03 1,04 0,134 11250 0,72 
Ti 5,58 1,09 0,126 15393 0,67 
M 5,85 1,04 0,144 12678 0,65 
Bi 7,69 1,27 0,184 12417 0,68 
Al 12,11 1,51 0,224 19099 0 
Pr 12,33 1,02 0,513 3778 0,58 

      
ordre 

d'élution 
Nucleosil C18 

k α 2σ (min) N symétrie 
At 0,12   0,081 11701 0,76 
S 0,34 1,19 0,098 11254 0,78 
N 1,24 1,67 0,081 46897 0,76 
Pi 1,55 1,14 0,092 46967 0,64 
Ac 1,55 1,14 0,092 46967 0,64 
Ti 1,84 1,11 0,091 59507 0,73 
M 1,99 1,05 0,084 76715 0,68 
Bi 2,50 1,17 0,088 97130 0,64 
Al 2,76 1,07 0,098 90861 0,57 
Pr 2,82 1,02 0,106 79897 0,55 

      
ordre 

d'élution 
Hibar Purospher Star RP18e 

k αααα    2σσσσ (min) N symétrie 
At 0,11   0,057 23536 0,7 
S 0,33 1,19 0,099 11027 0,75 
N 1,12 1,6 0,056 86801 0,82 
Pi 1,29 1,08 0,06 88975 0,78 
Ac 1,29 1,08 0,061 88975 0,78 
Ti 1,36 1,03 0,061 91145 0,81 
M 1,42 1,03 0,059 104548 0,82 
Bi 1,60 1,07 0,064 100585 0,76 
Al 1,73 1,05 0,08 71317 0,67 
Pr 1,77 1,02 0,09 57708 0,62 

 

Les mêmes ordres d’élution sont observés sur chaque colonne. L’aténolol est peu retenu sur les 

colonnes de silice greffées C18 du fait de son faible logP (0,1), et donc, de faibles facteurs de rétention, 

de l’ordre de 0,1 sont observés sur ces colonnes. La colonne pentafluorophényle permet une meilleure 

rétention de l’aténolol. Les β-bloquants présentent une fonction aromatique, donc une forte densité 

d’électrons π, or les groupements phényle greffés de la colonne Discovery HSF5 permettent des 

Tableau 24: Facteurs de rétention (k), sélectivités (αααα), largeurs à mi-hauteur (2σσσσ), efficacités (N) et 
symétries des pics chromatographiques sur les colonnes Discovery HSF5, Nucleosil C18, et Hibar 
Purospher Star RP18e 
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interactions de type π-π. Ces interactions supplémentaires pemettent d’expliquer une rétention plus 

grande de l’aténolol sur la colonne pentafluorophényle que sur les colonnes de silice greffée C18. 

Par ailleurs, les colonnes de silice greffées C18 ne permettent pas la séparation du pindolol et de 

l’acébutolol du fait de leur polarité très proche (logP = 2,0 pour ces deux composés). Une faible 

séparation de ces composés est observée sur la colonne Discovery HSF5 du fait de la contribution des 

interactions π-π. La résolution de ces composés reste insatisfaisante et est discutée ci-dessous. 

De plus, les 3 colonnes testées séparent difficilement le propranolol de l’alprénolol avec des 

sélectivités de 1,02 sur ces 3 colonnes. Là encore, la faible sélectivité s’explique par les polarités 

proches de ces molécules qui ont des logP de 2,9 et 3,1 pour l’alprénolol et le propranolol 

respectivement. 

Comme cela a été expliqué précédemment, une séparation chromatographique totale n’est pas 

nécessaire pour une détection par spectrométrie de masse en mode MRM. Cette séparation n’est 

nécessaire que pour l’acébutolol, l’alprénolol, le bisoprolol, le métoprolol, le pindolol et le 

propranolol. 

Les résolutions obtenues pour ces paires critiques sont présentées Tableau 25. Ces résolutions sont 

calculées par la relation suivante : 

21

12
21 22 σσ +

−
=−

rr tt
Rs  

où Rs1-2 représente la résolution entre les composés 1 et 2, tr1 et tr2 représentent les temps de rétention 

des composés 1 et 2 respectivement, 2σ1 et 2σ2 représentent les largeurs à mi-hauteurs exprimées en 

min des pics chromatographiques des composés 1 et 2 respectivement. 

colonne RsPi-Ac RsM-Ac RsBi-M RsAl-Bi RsPr-Al 

Discovery HSF5 0,8 3,0 5,6 10,9 0,3 

Nucleosil C18 0,0 8,3 9,8 4,7 1,0 

Hibar Purospher Star RP18e 0,0 3,8 4,8 3,0 0,9 

 

La résolution est considérée comme satisfaisante pour une valeur supérieure à 1,50, qui indique un 

retour à la ligne de base. Le métoprolol (M) et le bisoprolol (Bi) sont correctement résolus sur les trois 

colonnes. En revanche, aucune colonne ne permet d’atteindre une résolution satisfaisante pour les 

couples pindolol-acébutolol (Pi-Ac) et propranolol-alprénolol (Pr-Al). Ces mauvaises résolutions 

s’expliquent par des logP proches pour chacun des couples considérés. La résolution des paires 

critiques ne permet donc pas de trancher sur le choix de la colonne. Quelle que soit la colonne choisie, 

Tableau 25: Résolution des paires critiques pour la spectrométrie de masse 
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il sera donc nécessaire de vérifier l’absence d’effet « cross-talk » sur ces analytes, puisque ces 

composés présentent les mêmes ions fragments. 

Il apparaît alors que la colonne Discovery serait la meilleure colonne pour la rétention de l’aténolol 

mais la plus mauvaise pour la séparation du propranolol et de l’alprénolol. Il est donc nécessaire de 

s’intéresser à d’autres paramètres pour choisir la colonne chromatographique, tels que l’efficacité. 

Pour la majorité des analytes, la colonne Discovery HSF5 est 4 à 10 fois moins efficace que la colonne 

Hibar Purospher Star RP18e et 2 à 6 fois moins efficace que la colonne Nucleosil C18 (Figure 32). 

 

Ce résultat n’est pas surprenant au vu des dimensions des colonnes. La colonne Discovery utilisée a 

une géométrie de 100 x 4 mm alors que les deux autres colonnes testées sont de 250 x 4,6 mm. La 

réduction du diamètre interne n’est pas suffisamment importante pour influencer de façon significative 

l’efficacité, par contre les plus grandes longueurs de colonnes permettent de disposer d’un nombre très 

supérieur de plateaux théoriques. Afin d’étayer cette hypothèse, les hauteurs équivalentes à un plateau 

théorique (HEPT) ont été calculées selon la relation suivante : 

2

2

rt
Lx

HEPT
σ=  

où L représente la longueur de la colonne, σ la variance exprimée en min, et tr le temps de rétention de 

l’analyte correspondant. 

Il apparaît alors que la colonne Discovery a une HEPT plus importante (17 µm) que les deux autres 

colonnes (10 µm pour la colonne Nucleosil et 8 µm pour la colonne Hibar Purospher Star). La plus 

faible efficacité de cette colonne n’est donc pas uniquement liée à ses plus faibles dimensions mais 

également à sa plus grande HEPT. En effet, si la HEPT augmente, pour une longueur constante de 

colonne, le nombre de plateaux théorique est plus faible, et donc la séparation est moins bonne. 

Figure 32: Nombre de plateaux pour chaque analyte sur les trois colonnes testées 
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Par ailleurs, les symétries observées sur la colonne Discovery HSF5, Nucleosil C18 et Hibar 

Purospher Star RP18e sont respectivement incluses dans les domaines 0,6 - 0,8, 0,5 - 0,8, 0,6 - 0,8. Un 

pic chromatographique est parfaitement symétrique si la valeur de sa symétrie (Tableau 24) est de 1. 

Les symétries observées sont donc acceptables pour la plupart des composés. Les pics 

chromatographiques correspondant à l’alprénolol et au propranolol restent toutefois très asymétriques 

et n’atteignent des valeurs acceptables que sur la colonne Hibar Purospher Star. 

3.3.2.4 Choix de la colonne 
Nous avons pu constater que la colonne Discovery est avantageuse pour l’analyse de l’aténolol car elle 

permet une meilleure rétention de cette molécule. En revanche, cette colonne présente de beaucoup 

plus faibles efficacités pour l’ensemble des composés et n’a donc finalement pas été retenue. Les 

caractéristiques chromatographiques des β-bloquants sont proches pour les colonnes Nucleosil C18 et 

Hibar Purospher Star RP18e. Un temps d’analyse de 14 min est obtenu sur la colonne Nucleosil et de 

8 min sur la colonne Purospher Star. De plus cette dernière colonne conduit à de meilleures symétries 

de pic. C’est pourquoi la colonne Hibar Purospher Star RP18e a finalement été retenue pour l’analyse 

des β-bloquants dans les matrices environnementales. 

La séparation des β-bloquants est réalisée en moins de 10 min, en appliquant le gradient présenté 

Tableau 26. Un rinçage de la colonne par 100 % d’AcN permet par la suite d’éliminer les interférents 

présents dans les échantillons environnementaux. Finalement un palier isocratique à 15% d’AcN 

permet d’équilibrer la colonne. Le chromatogramme résultant de cette analyse est présenté Figure 31, 

c) page 85. 

Temps (min) % eau pH 2,7 % AcN 

0 85 15 

2 85 15 

5 55 45 

10 55 45 

10,1 0 100 

15 0 100 

15,1 85 15 

25 85 15 

Ce gradient permet la séparation satisfaisante de la majorité des β-bloquants. Comme nous l’avons 

décrit précédemment cette méthode conduit à la coélution du pindolol et de l’acébutolol, ainsi qu’à 

une mauvaise résolution de l’alprénolol et du propranolol. La résolution de ces composés pourrait être 

réalisée en retardant leur élution. Toutefois, étant données leurs proches polarités, la résolution de 

l’alprénolol et du propranolol conduit à un important élargissement des pics chromatographiques 

correspondants. Ceci entraînerait alors une perte de sensibilité sur ces molécules et une forte 

Tableau 26: Gradient appliqué pour la séparation des ββββ-bloquants 
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augmentation du temps d’analyse. Ces conditions d’élutions ont donc été préférées et l’absence d’effet 

« cross-talk » a été vérifiée en analysant par cette méthode des solutions standard ne contenant qu’un 

β-bloquant. 

3.3.3 Séparation des corticostéroïdes 

3.3.3.1 Méthodes chromatographiques 
Comme nous l’avons vu précédemment, les sensibilités de l’analyse des corticostéroïdes sont 

comparables dans les mélanges hydro-organiques eau/AcN et eau/MeOH. L’utilisation de mélanges 

eau/AcN a été préférée pour simplifier le passage de l’analyse d’une famille à l’autre en laboratoire. 

Les performances de la séparation des corticostéroïdes sur les colonnes Symmetry C18, X-Bridge C18 

et Discovery HSF5 ont été évaluées. Les chromatogrammes résultant de ces analyses sont présentés 

Figure 33. 

 
Figure 33: Séparation LC/DAD des corticostéroïdes sur colonnes a) Symmetry C18 , b) Discovery HSF5, c) 
X-Bridge ; détection λ  λ  λ  λ = 246 nm 
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Les sélectivités, efficacités et symétries de chaque pic sont présentées Tableau 27. 

ordre 
d'élution 

Symmetry C18 (Waters) 
k αααα    2σσσσ (min) N symétrie 

T 0,9   0,145 3799 0,67 
Pl 2,1 1,62 0,189 5883 0,86 
Hy 2,3 1,06 0,2 5886 0,82 
P 2,3 1,06 0,2 5886 0,82 
C 2,6 1,09 0,198 7195 0,81 
Be 4,2 1,45 0,18 18274 0,91 
D 4,4 1,03 0,182 19199 0,88 
Fs 5,3 1,17 0,176 27774 0,92 
Fc 5,5 1,03 0,18 28328 0,9 
TA 5,9 1,07 0,171 35998 0,91 
Bu 7,3 1,2 0,098 156499 0,77 

      
ordre 

d'élution 
Discovery HSF5 (Supelco) 

k αααα    2σσσσ (min) N symétrie 
T 5,1   0,079 32499 0,98 

Hy 6,5 1,21 0,086 39952 1,03 
Pl 6,3 1,03 0,087 41341 1,00 
C 7,2 1,09 0,11 30154 0,99 
P 7,2 1,09 0,093 63541 1,01 

Be 8,9 1,21 0,092 67520 1,03 
D 9,2 1,03 0,098 87769 1,02 

TA 11,3 1,21 0,099 94142 1,02 
Fs 11,9 1,05 0,1 108844 1,00 
Fc 13,0 1,09 0,104 114545 1,00 
Bu 14,0 1,07 0,104 121284 1,02 

      
ordre 

d'élution 
X-Bridge C18 (Waters) 

k αααα    2σσσσ (min) N symétrie 
T 1,0   0,062 11486 0,79 
Pl 2,1 2,3 0,072 20019 0,90 
Hy 2,2 1,1 0,076 19354 0,87 
P 2,2 1,1 0,076 19354 0,87 
C 2,4 1,1 0,075 22510 0,88 
Be 6,4 1,6 0,085 33493 0,91 
D 6,6 1 0,087 34537 0,89 
Fs 7,9 1,2 0,091 41502 0,92 
Fc 8,2 1 0,093 42861 0,92 
TA 8,9 1,1 0,094 48190 0,92 
Bu 10,8 1,4 0,064 186807 0,96 

 

Sur ces trois colonnes la séparation de la prednisolone (Pl), la prednisone (P), le cortisol (Hy) et la 

cortisone (C) pose des difficultés. En effet, une coélution de la cortisone et du cortisol est observée sur 

les colonnes Symmetry C18 et X-Bridge C18. La cortisone et la prednisone sont coéluées sur la 

colonne Discovery HSF5. Par ailleurs, de faibles résolutions sont observées pour les pics (Pl) et (Hy, 

Tableau 27: Facteurs de rétention (k), sélectivités (αααα), largeurs à mi-hauteur (2σσσσ), efficacités (N) et 
symétries des pics chromatographiques sur les colonnes Symmetry C18, Discovery HSF5 et X-Bridge C18 
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P) sur les colonnes Waters, ainsi que Hy et Pl sur la colonne Supelco. Des essais ont alors été réalisés 

sur une colonne Hypercarb. Cette colonne constituée de carbone graphitisé poreux est hautement 

rétentive et présente de meilleures reconnaissances géométriques que les phases de silice greffée C18. 

Elle est donc susceptible de permettre une meilleure séparation de ces 4 molécules (C, Hy, P, Pl). 

Toutefois, les premiers essais réalisés sur cette colonne ont conduit à des pics chromatographiques très 

asymétriques, ne permettant pas le développement d’une méthode d’analyse performante et n’ont pas 

été poursuivis. 

Il est également à noter que la budésonide conduit à deux pics chromatographiques. Cette molécule est 

effectivement prescrite sous la forme de deux épimères, résolus par ces méthodes. 

Des ordres d’élution identiques sont observés sur les deux colonnes de silice greffée C18. Les 

sélectivités sont différentes sur la colonne de silice greffée pentafluorophényle. De façon générale, les 

sélectivités sur les phases de silice greffée alkyle peuvent s’expliquer par des interactions 

hydrophobes. Marchand et al. [181] montrent que les interactions π−π ainsi que l’induction dipolaire 

contribuent fortement à la sélectivité sur les colonnes phényle. Ils montrent également que les 

colonnes fluorophényle possèdent de meilleures sélectivités géométriques que les silices greffées 

alkyle, c’est-à-dire qu’elles séparent plus facilement les isomères de position. 

L’inversion de rétention du cortisol et de la prednisolone peut être expliquée par les interactions π−π 

qui peuvent avoir lieu sur la colonne Discovery HSF5. En effet, avec des polarités proches, le cortisol 

ne présente qu’une insaturation sur le cycle A contre 2 pour la prednisolone. Il sera donc moins retenu 

par les interactions π−π que la prednisolone. 

L’ordre d’élution du groupe Fs-Fc-TA est inversé sur la colonne Discovery HSF5. Ces composés ne 

diffèrent que par le nombre ou la position des atomes de fluor. Leur rétention sur les silices greffées 

C18, s’explique par leurs polarités, puisque ces composés sont élués par ordre de logP croissant. La 

polarité de ces composés étant comparable, la sélectivité de la flunisolide, la fluocinolone acétonide et 

la triamcinolone acétonide sur la colonne Discovery ne peut pas être expliquée par l’hydrophobicité de 

ces molécules. Il est donc probable que les interactions de Keesom (interactions dipôle-dipôle) soient à 

l’origine de cette sélectivité. Les liaisons C-F étant fortement polarisées, ces trois composés présentent 

vraisemblablement des moments dipolaires différents donc des interactions de Keesom avec la phase 

stationnaire différentes. Les moments dipolaires de ces molécules n’étant pas disponibles dans la 

littérature, il n’a pas été possible de vérifier cette hypothèse.  

La sélectivité d’une méthode chromatographique ne suffit pas à estimer ses performances, la 

résolution des composés ainsi que l’efficacité de la séparation doivent également être prises en 

compte. 
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Comme cela a été expliqué précédemment, une séparation chromatographique totale n’est pas 

nécessaire pour une détection par spectrométrie de masse en mode MRM. Cette séparation n’est 

nécessaire que pour les couples : 

− Bétaméthasone-Dexaméthasone, 

− Prednisolone-Cortisone, 

− Fluocinolone acétonide-Budésonide. 

Les résolutions obtenues pour ces paires critiques sont présentées Tableau 28. 

colonne RsBe-D RsPl-C RsFc-Bu 

Sym 0,98 2,47 3,56 

Disc 1,48 3,4 10,66 

XB 1,27 1,89 22,5 

Les trois colonnes testées permettent la résolution satisfaisante des couples Cortisone-Prednisolone et 

Fluocinolone acétonide-Budésonide. Pour le couple Bétaméthasone-Dexaméthasone, aucune des 

colonnes testées ne permet d’atteindre le critère Rs = 1,50. Ces deux molécules sont des 

diastéréoisomères, qui diffèrent par l’orientation de la fonction méthyle en C16. De ce fait ces deux 

composés présentent les mêmes hydrophobicités rendant difficile leur séparation sur les silices 

greffées alkyle. Elles présentent de plus des moments dipolaires très proches et une même densité 

d’électrons π, ne permettant pas non plus leur résolution sur la phase pentafluorophényle. 

 

Tableau 28: Résolution des paires critiques pour la spectrométrie de masse 

Figure 34: Nombre de plateaux pour chaque analyte sur les trois colonnes testées 
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On constate par ailleurs que pour la majorité des analytes, la colonne Discovery HSF5 est 2 fois plus 

efficace que la colonne X-Bridge et 4 fois plus efficace que la colonne Symmetry C18 (Figure 34). 

L’efficacité est calculée par la relation suivante : 

2

�
�

�
�
�

�=
σ

rtN  

où tr représente le temps de rétention de l’analyte et σ la variance du pic chromatographique 

corrrespondant. 

La Figure 35 présente les largeurs à mi-hauteur des pics chromatographiques pour chaque analyte. 

 

Les variances (σ) observées sur les colonnes X-Bridge et Discovery HSF5 sont comparables, de 

l’ordre de 0,05 min. Les meilleures efficacités observées sur la colonne Discovery HSF5 sont donc 

dues à l’élution plus tardive des analytes et non à des pics plus fins. La plus faible efficacité de la 

colonne Symmetry C18 est directement liée à la plus forte dispersion des analytes en sortie de colonne 

(variance de l’ordre de 0,1). 

Les symétries observées sur la colonne Symmetry C18, Discovery HSF5 et X-Bridge C18 sont 

respectivement incluses dans les domaines 0,7-0,9, 0,98-1,02, 0,7-1. Les symétries observées sur la 

colonne Discovery sont très satisfaisantes, toutefois de bonnes symétries sont également obtenues sur 

les autres colonnes. Ce paramètre ne permet pas le choix de la colonne chromatographique.  

Figure 35: Largeurs à mi-hauteur (2σσσσ) des pics chromatographiques de chaque corticostéroïde sur les 
colonnes testées 
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3.3.3.2 Choix de la colonne chromatographique 
La colonne Symmetry C18 conduit à de plus faibles sélectivités et efficacités que les colonnes X-

Bridge et Discovery HSF5. Son pouvoir résolutif est également plus faible. Les deux autres colonnes 

ont des performances comparables. Le pouvoir résolutif de la colonne Discovery HSF5 est légèrement 

supérieur à celui de la colonne X-Bridge. Toutefois les paires critiques sont correctement séparées sur 

cette deuxième colonne. De plus des pics chromatographiques plus fins sont obtenus sur la colonne X-

Bridge, permettant potentiellement d’abaisser les limites de détection de la méthode LC/MS/MS en 

augmentant les rapports signal/bruit. Par ailleurs, la plus faible géométrie de la colonne X-Bridge (D. 

I. = 2,1 mm) par rapport à la colonne Discovery (D. I. = 4 mm) est moins consommatrice de solvant. 

C’est pourquoi la colonne X-Bridge a finalement été choisie pour la séparation des corticostéroïdes. Le 

chromatogramme résultant est présenté Figure 33,c) page 90.  

La séparation des corticostéroïdes est réalisée en 12 min en appliquant le gradient présenté Tableau 29, 

à un débit de 0,3 mL/min. Un rinçage de la colonne par 100 % d’AcN permet par la suite d’éliminer 

les composés interférents présents dans les échantillons environnementaux. Finalement un palier 

isocratique à 30% d’AcN permet d’équilibrer la colonne. 

Temps (min) % eau  % AcN 

0 70 30 

6 60 40 

9 0 100 

20 0 100 

20,1 70 30 

28 70 30 

3.4 Conclusions 

Une méthode d’extraction unique permettant la récupération séquentielle des corticostéroïdes et des β-

bloquants a été développée. Chaque famille est par la suite analysée séparément par LC/MS/MS. Il n’a 

pas été souhaitable de développer de méthode d’analyse unique pour les deux familles, car le 

spectromètre de masse utilisé ne permet pas le suivi d’un très grand nombre de transitions MRM. 

Toutefois, l’utilisation d’appareils plus récents est susceptible de permettre l’analyse simultanée des 

deux classes pharmaceutiques étudiées. Par ailleurs, l’élution séquentielle de chaque famille en SPE 

permet de bénéficier d’une meilleure purification pour la famille des β-bloquants. Analyser les deux 

classes pharmaceutiques simultanément reviendrait alors à mélanger les 2 extraits SPE, ce qui 

reviendrait à diminuer leur pureté, donc la sensibilité de l’analyse. 

Tableau 29: Gradient appliqué pour la séparation des corticostéroïdes 
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Une analyse unique permettrait donc un important gain de temps sur l’analyse mais au détriment de la 

sensibilité de la méthode. L’analyse séparée des corticostéroïdes et des β-bloquants a donc été 

préférée. Une fois la méthode d’analyse développée, il est nécessaire d’évaluer ses performances, en 

particulier en terme de répétabilité et linéarité. 

4 Performances de la méthode 

L’objectif de ce paragraphe n’est pas de réaliser une validation complète mais simplement d’estimer 

les performances de la méthode. Pour cela l’efficacité de l’extraction sur phase solide a été évaluée en 

terme de rendement, purification et répétabilité. Par la suite les performances de l’analyse LC/MS/MS 

seront présentées notamment en terme de linéarité, précision et répétabilité. 

4.1 Extraction 

Les rendements d’extraction ainsi que leurs répétabilités ont été évalués en dopant des effluents de 

STEP à 200 ng/L en chacun des analytes. Un facteur d’enrichissement de 1 000 étant obtenu au cours 

de la SPE, les effets matrices correspondants sont évalués en dopant des extraits SPE par une solution 

standard à 200 µg/L. 

Les résultats obtenus pour les β-bloquants sont présentés Tableau 30. 

molécule 
rendement 

(%) 
CV (%) 

effet matrice 

(%) 

Acébutolol 109 9 -5 

Alprénolol 89 6 -28 

Aténolol 110 10 -25 

Bisoprolol 94 5 -10 

Métoprolol 92 7 -20 

Nadolol 79 10 -55 

Pindolol 7 50 -8 

Propranolol 87 5 -11 

Sotalol 94 9 -19 

Timolol 82 6 -43 

Cartéolol 95 8 -65 

Bupranolol 86 5 -18 

Bétaxolol 90 5 -11 

Labétalol 93 2 -16 

Oxprénolol 88 10 -28 

Tableau 30: Rendements, répétabilités et effets matrices mesurés pour les ββββ-bloquants (n=5) 
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A l’exception du pindolol, de bons rendements d’extraction, supérieurs à 80% sont obtenus. Cette 

procédure permet donc la récupération quantitative des β-bloquants. L’extraction est répétable, avec 

des coefficients de variation sur les rendements inférieurs à 10 %. Pour le pindolol, ni le rendement 

(7%) ni la répétabilité (CV=50%) ne sont satisfaisants. Le pindolol étant peu polaire, il est probable 

que les conditions d’élution développées ne permettent pas sa correcte récupération. De plus, la 

mauvaise répétabilité de l’extraction du pindolol ne permet pas d’analyser quantitativement cette 

molécule. Les effets matrices observés sont très variables, par exemple une très faible suppression de 

signal est observée pour l’acébutolol. Avec une valeur de -5,1%, on peut considérer cet effet matrice 

comme négligeable. Pour d’autres molécules telles que le nadolol (effet matrice de 55 %), la 

suppression de signal ne peut pas être négligée, et il sera donc nécessaire de l’évaluer à chaque 

mesure. 

Les résultats obtenus pour les corticostéroïdes sont présentés Tableau 31. 

molécule 
rendement 

(%) 
CV (%) 

effet 

matrice 

(%) 

Bétaméthasone 80 9 -80 

Triamcinolone 82 9 -92 

Prednisone 73 12 -87 

Cortisol 89 15 -92 

Prednisolone 72 16 -89 

Budésonide 105 15 -95 

Flunisolide 86 8 -87 

Fluocinolone acétonide 85 6 -84 

Triamcinolone acétonide 88 6 -85 

Cortisone 75 8 -91 

Désonide 82 15 -85 

Méthylprednisolone 83 13 -81 

Dexaméthasone 80 12 -79 

 

Des rendements satisfaisants, supérieurs à 80% pour la majorité des composés, sont observés. Avec 

des coefficients de variation inférieurs à 16%, la procédure d’extraction est considérée comme 

répétable. On constate toutefois de très importantes suppressions de signal au cours de l’analyse 

LC/MS/MS avec des effets matrices supérieurs à 80% en valeur absolue. Il sera donc primordial 

d’estimer l’effet matrice pour chaque échantillon dosé. 

Tableau 31: Rendement, répétabilité et effet matrices mesurés pour les corticostéroïdes (n=5) 
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4.2 Linéarité 

4.2.1 Dans l’eau ultra pure 

molécule 
Domaine de linéarité 

(µg/L) 
Equation Coefficient de 

corrélation LQI (pg) 

Corticostéroïdes     

Bétaméthasone 1-400 Y = 0,0139 x - 0,00612 0,999 32,7 

Budésonide 1-100 Y = 0,153 x + 0,0688 0,999 0,7 

Cortisol 4-400 Y = 0,0622 x + 0,0109 0,991 7,7 

Cortisone 1-400 Y = 0,0331 x + 0,163 0,998 1,3 

Dexaméthasone 1-400 Y = 0,0157 x – 0,0026 1,000 32,0 

Flunisolide 1-100 Y = 0,14 x + 0,0327 0,999 2,5 

Fluocinolone acétonide 1-100 Y = 0,263 x + 0,227 0,999 0,6 

Prednisolone 1-400 Y = 0,0309 x + 0,00722 0,992 9,1 

Prednisone 1-400 Y = 0,0304 x – 0,018 1,000 6,7 

Triamcinolone 1-100 Y = 0,00253 x + 0,000448 0,996 77,3 

Triamcinolone acétonide 1-100 Y = 0,392 x + 0,162 0,998 0,5 

Désonide 1-100 Y = 0,286 x + 0,0894 1,000 18 

Méthylprednisolone 1-400 Y = 0,018 x – 0,00039 0,998 100 

ββββ-bloquants     

Acébutolol 0,1-400 Y = 0,463 x + 0,00784 0,992 0,3 

Alprénolol 0,1-100 Y = 0,442 x -0,00411 0,995 1,0 

Aténolol 0,1-400 Y = 0,296 x + 0,00625 0,996 0,4 

Bisoprolol 0,1-100 Y = 0,885 x – 0,0393 0,985 0,1 

Métoprolol 0,1-400 Y = 0,653 x +0,0238 0,990 0,5 

Nadolol 0,1-400 Y = 0,842 x – 0,00889 0,991 0,3 

Pindolol 0,1-400 Y = 0,811 - 0,0157 0,992 0,3 

Propranolol 0,1-100 Y = 1,11 x + 0,0203 0,990 0,2 

Sotalol 0,1-400 Y = x-0,0274 0,991 2,0 

Timolol 0,1-400 Y = 0,756 x -0,0158 0,989 0,9 

Cartéolol 0,1-400 Y = 1,08x + 0,0139 0,991 0,8 

Bupranolol 0,1-100 Y = 1,04 x + 0,0237 0,994 14,4 

Bétaxolol 0,1-400 Y = 0,224 x – 0,00919 0,993 2,6 

Labétalol 0,1-100 Y = 2,71 x + 0,0873 0,990 1,1 

Oxprénolol 4-400 Y = 0,288 x -0,24 0,992 5,9 

 

Tableau 32: Linéarité et limite de quantification instrumentale (LQI) des corticostéroïdes et des ββββ-
bloquants 
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Des droites d’étalonnage sont construites en analysant des solutions standard à 8 concentrations 

différentes pour chaque analyte. La linéarité de la méthode est admise avec des coefficients de 

corrélation supérieurs à 0,99 en pondérant la régression linéaire par 1/x2 pour les β-bloquants et 1/x 

pour les corticostéroïdes (Tableau 32). 

Des résidus inférieurs à 15 % sont obtenus pour chaque analyte dans la gamme de concentration testée. 

A titre d’exemple, les performances des solutions étalon sont présentées Tableau 33 pour l’acébutolol 

et la cortisone. 

n° d'analyse 
concentration en acébutolol de la solution étalon 

4 µg/L 6 µg/L 10 µg/L 60 µg/L 100 µg/L 400 µg/L 600 µg/L 

1 3,91 5,88 10,6 69,9 109 390 526 

2 4,15 5,64 9,84 65,3 106 423 565 

3 4,16 5,51 10,2 64,5 100 396 599 

4 4,2 5,82 9,25 60,9 98,3 426 595 

5 3,96 5,58 11,5 64,7 86,5 386 636 

Moyenne (µg/L) 4,1 5,7 10,3 65,1 100,0 404,2 584,2 

Ecart type 0,1 0,2 0,8 3,2 8,7 18,9 41,2 

CV (%) 3,2 2,8 8,2 4,9 8,7 4,7 7,0 

Précision (%) 2 -5 3 8 0 1 -3 

        

n° d'analyse 
concentration en cortisone de la solution étalon 

4 µg/L 6 µg/L 10 µg/L 40 µg/L 60 µg/L 100 µg/L 400 µg/L 

1 4,16 5,71 9,67 47,7 50,7 102 402 

2  5,36 9,19 45,6 57,8 108 388 

3 4,02 5,26 8,32 44,7 65,6 113 379 

4 4,09 5,89 8,37 44,8 63,3 100 393 

5 4,47 4,8 9,03 47,8 62,1 104 394 

Moyenne (µg/L) 4,2 5,4 8,9 46,1 59,9 105,4 391,2 

Ecart type 0,198 0,423 0,572 1,529 5,872 5,177 8,468 

CV (%) 4,74 7,84 6,42 3,31 9,80 4,91 2,16 

Précision (%) 5 -10 -11 15 0 5 -2 

Les limites de quantifications instrumentales (LQI) sont déterminées comme étant la masse minimum 

injectée conduisant à un rapport signal sur bruit de 9. Les LQI varient entre 0,1 (bisoprolol) et 77,3 pg 

(triamcinolone) d’analyte injecté. 

La précision de la méthode instrumentale est estimée en injectant à 5 reprises une solution standard à 

100 µg/L. La variance, exprimée par le coefficient de variation de l’aire chromatographique du pic 

pour chaque analyte, est inférieure à 15%. 

Tableau 33: Performance des solutions étalon: exemple de l'acébutolol et de la cortisone 
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4.2.2 Dans les matrices environnementales 

Etant donnée l’impossibilité de disposer de matrices environnementales blanches, il n’a pas été 

possible d’estimer les performances de la méthode d’analyse dans les eaux environnementales. La 

linéarité de la méthode a toutefois été estimée en reprenant les extraits SPE d’influents de STEP par 

des solutions standard contenant chaque analyte, à 8 concentrations différentes.  

molécule 
Domaine de linéarité* 

(µg/L) 
Equation Coefficient de 

corrélation 

Corticostéroïdes    

Bétaméthasone 10-400 Y = 0,00847 x – 0,0201 0,995 

Budésonide 10-100 Y = 0,0779 x + 0,185 0,999 

Cortisol 40-400 Y = 0,00895 x + 0,082 0,997 

Cortisone 1-400 Y = 0,0317 x + 0,142 1,000 

Dexaméthasone 6-400 Y = 0,0184 x -0,067 0,999 

Flunisolide 4-400 Y = 0,0681 x + 0,063 0,998 

Fluocinolone acétonide 1-100 Y = 0,48 x + 0,0553 0,994 

Prednisolone 4-400 Y = 0,0337 x + 0,489 0,999 

Prednisone 1-400 Y = 0,0164 x – 0,00396 0,999 

Triamcinolone 10-400 Y = 0,00369 x + 0,162 0,997 

Triamcinolone acétonide 1-400 Y = 0,253 x + 0,319 0,998 

Désonide 10-400 Y = 0,165 x +0,529 0,999 

Méthylprednisolone 10-400 Y = 0,0277 x + 0,219 0,996 

ββββ-bloquants    

Alprénolol 1-400 Y = 0,504 x + 0,0311 0,991 

Bisoprolol 1-400 Y = 1,06 x + 33,1 0,986 

Métoprolol 1-400 Y = 0,184 x + 13,4 0,996 

Nadolol 1-400 Y = 0,146 x + 0,474 0,990 

Pindolol 1-400 Y = 0,243 x + 0,0472 0,996 

Propranolol 1-100 Y = 1,62 x + 53,8 0,995 

Timolol 1-400 Y = 0,305 x + 0,708 0,994 

Cartéolol 4-400 Y = 0,361 x + 0,73 0,985 

Bupranolol 1-400 Y = 1,27 x + 0,225 0,995 

Bétaxolol 1-400 Y = 0,326 x + 0,0754 0,998 

Labétalol 1-400 Y = 3,48 x + 29,1 0,990 

Oxprénolol 1-100 Y = 0,313 x + 3,33 0,992 

* valeurs d’ajouts dosés 

Tableau 34: Linéarité de l'analyse des corticostéroïdes et des ββββ-bloquants dans les matrices 
environnementales 
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Les domaines de linéarité présentés Tableau 34 sont donc issus d’ajouts dosés et ne correspondent pas 

aux concentrations réellement présentes. 

La linéarité dans la matrice est admise avec des coefficients de corrélations supérieurs à 0,99 et des 

résidus inférieurs à 15%. Les régressions linéaires sont pondérées en 1/x2 pour les β-bloquants et 1/x 

pour les corticostéroïdes. Il est intéressant de constater que pour la majorité des molécules, la droite ne 

passe pas par l’origine. Ceci était prévisible puisque les matrices utilisées contiennent déjà les analytes 

à des teneurs inconnues. Ces teneurs se sont d’ailleurs avérées trop importantes pour permettre 

l’estimation de la linéarité du sotalol, de l’aténolol et de l’acébutolol dans les matrices 

environnementales, puisque la plupart des ajouts étaient négligeables par rapport aux teneurs déjà 

présentes dans l’échantillon. La présence d’analyte dans l’échantillon explique également le fait que 

les points de basse concentration ne soient pas inclus dans le domaine de linéarité pour plusieurs 

molécules. 

4.3 Stabilité 

La stabilité des échantillons environnementaux a été vérifiée sur 40 h, à température ambiante. Pour 

cela 4 L d’effluent de STEP préalablement filtrés à 0,45 µm sont dopés à 200 ng/L en corticostéroïdes 

et en β-bloquants et acidifiés par 0,1% d’acide formique. L’échantillon dopé est conservé sur la 

paillasse dans une bouteille de verre ambrée afin de s’affranchir de la photodégradation des molécules. 

8 extractions sont réalisées sur une période de 40 h en ayant eu soin d’homogénéiser l’échantillon 

avant chaque extraction. Les teneurs présentes dans les extraits sont déterminées par LC/MS/MS et 

normalisées par rapport à l’échantillon extrait à t=0. Les résultats obtenus pour deux corticostéroïdes 

(C, Fc) et deux β-bloquants (Pr, Ac) sont présentés Tableau 35 à titre d’exemple. 

temps (h) 
Corticostéroïdes ββββ-bloquants 

C Fc Pr Ac 

0 100 100 100 100 

1,35 80 95 104 101 

2,97 94 93 89 96 

15,68 105 100 97 108 

18,22 112 101 89 89 

20,15 125 104 86 86 

23,29 113 105 92 83 

39,91 112 109 102 91 

Moyenne 105 101 95 94 

CV (%) 13 5 7 9 

Tableau 35: Stabilité de la cortisone (C), de la fluocinolone acétonide (Fc) de l’acébutolol (Ac) et du 
propranolol (Pr) dans les matrices environnementales, à température ambiante et à l'abri de la lumière 
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Les variations de concentration au cours du temps ne sont pas significatives ; les échantillons sont 

donc stables à température ambiante sur une période de 40 h. Il est donc possible de conserver les 

échantillons à température ambiante pendant 40 h avant de les analyser.  

 

5 Application à des échantillons environnementaux 

De premiers essais ont été réalisés afin de s’assurer que ce protocole permettait effectivement le 

dosage d’échantillons environnementaux. Comme cela a été présenté précédemment, l’existence 

d’importants effets matrices nécessite une discussion sur la méthode de dosage à utiliser. 

5.1 Choix de la méthode de dosage 

Etant donnés les importants effets matrices observés, la quantification des résidus pharmaceutiques 

dans les échantillons environnementaux ne peut pas être réalisée par un simple étalonnage externe. 

Plusieurs stratégies peuvent alors être envisagées. 

5.1.1 Etalonnage interne 

Le dosage par étalonnage interne consiste à ajouter à l’échantillon une quantité connue de solution 

standard. Afin de corriger correctement l’effet matrice, il est nécessaire de disposer des molécules 

marquées correspondant à chaque analyte. La molécule deutérée ayant les mêmes propriétés physico-

chimiques que la molécule naturelle, elle aura entre autres les mêmes rendements d’extraction, réponse 

en spectrométrie de masse et effet matrice que la molécule naturelle. Ainsi le rapport analyte/standard 

interne est indépendant à la fois du rendement d’extraction et de l’effet matrice. En travaillant avec ces 

rapports, la quantification peut alors être réalisée directement par rapport à une gamme étalon.  

Cependant, ce procédé est coûteux car il nécessite l’acquisition d’un grand nombre de produits 

marqués. Par ailleurs, les molécules marquées ne sont pas disponibles commercialement pour tous les 

analytes étudiés. Cette stratégie de dosage ne peut donc pas être appliquée à la quantification de 

résidus de β-bloquants et de corticostéroïdes dans les matrices environnementales. 

5.1.2 Méthode des ajouts dosés 

Pour cette méthode, l’échantillon à doser est divisé en aliquotes. Une quantité croissante de solution 

standard contenant l’ensemble des molécules à analyser est ajoutée à chaque aliquote. Afin d’obtenir 

une mesure précise, le plus grand ajout doit être de l’ordre de grandeur de la concentration 

naturellement présente dans l’échantillon. Le rendement et l’effet matrice subis par l’analyte dans 

chaque aliquote dopée étant le même, ces paramètres n’entrent plus en jeu dans le calcul de la 
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concentration. Toutefois, cette méthode est délicate à appliquer car elle nécessite de connaître avant le 

dosage l’ordre de grandeur de la concentration à laquelle est présent chaque analyte dans l’échantillon. 

En effet, si l’ajout dosé est trop faible la pente de la droite résultante est également très faible et il y a 

alors une forte incertitude sur la mesure de la concentration. Au contraire, dans le cas d’un ajout trop 

fort, la pente de la droite est trop importante et l’incertitude sur la détermination de la concentration 

inclut la valeur 0, ce qui ne permet pas de prouver que la molécule était initialement présente dans 

l’échantillon. 

5.1.3 Etalonnage externe 

Cette méthode consiste à comparer les échantillons environnementaux à une gamme étalon de 

solutions standard. Ce mode de détermination de la concentration ne tient compte ni du rendement 

d’extraction ni de l’effet matrice. Il est donc nécessaire d’effectuer les corrections correspondantes aux 

résultats obtenus. La répétabilité de l’extraction ayant été démontrée, il n’est pas nécessaire d’ajouter 

des expériences pour la détermination du rendement, les valeurs présentées Tableau 30 et Tableau 31 

peuvent être utilisées. Par contre, les effets matrices sont susceptibles de varier de façon importante 

d’un échantillon à l’autre. Il est donc nécessaire de l’évaluer conjointement à chaque analyse, ce qui 

augmente le nombre de manipulations nécessaires au dosage. 

5.1.4 Conclusions 

La stratégie a priori la plus simple à mettre en œuvre est la méthode des ajouts dosés. Ce protocole 

permet effectivement une manipulation moindre des données et un nombre d’expériences moins 

important que l’étalonnage externe. Des essais ont alors été réalisés, d’une part pour s’assurer que les 

classes pharmaceutiques analysées contaminent effectivement les eaux de la région lyonnaise, et 

d’autre part pour estimer la faisabilité de cette méthode en vue d’analyses de routine.  

5.2 Faisabilité de la méthode des ajouts dosés 

Des influents provenant de la STEP de Pierre Bénite sont extraits selon le protocole présenté en partie 

2.2.4 page 74. 2,5 L d’échantillon sont divisés en 5 aliquotes de 400 mL. Une aliquote est extraite sans 

dopage préalable, les quatre autres sont dopées par une quantité croissante de solution standard, de 

sorte à atteindre le double de la concentration environnementale suspectée. Pour cette première 

approche, la linéarité de la méthode est vérifiée sur la seule base de coefficients de corrélation 

supérieurs à 0,99. A titre d’exemple, les droites obtenues pour le nadolol et la triamcinolone acétonide 

sont présentées Figure 36. 
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Les quantités mesurées par cette méthode sont présentées Tableau 36. 

molécule 
Influents 

(ng/L) 

Effluents 

(ng/L) 

Corticostéroïdes   

Bétaméthasone 15 7 

Budésonide nd 3 

Cortisone 174 229 

Cortisol 53 63 

Flunisolide 7 5 

Fluocinolone acétonide 0,3 11 

Triamcinolone 31 30 

Triamcinolone acétonide 40 3 

ββββ-bloquants   

Aténolol 170 1,8 

Bisoprolol 73 1 

Métoprolol 111 1 

Nadolol 10 0,1 

Pindolol 2 0,4 

Propranolol 92 2 

Sotalol 318 65 

Timolol 32 58 

   nd : non détecté 

Les β-bloquants étudiés sont détectés jusqu’à une valeur de 320 ng/L, pour le sotalol. Les 

concentrations mesurées pour les β-bloquants sont en accord avec les quantités précédemment 

Figure 36: Dosage de la triamcinolone acétonide et du nadolol par la méthode des ajouts dosés 

Tableau 36: Concentrations mesurées dans les influents/effluents de la STEP de Pierre Bénite 
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rapportées dans la littérature [33, 36, 44, 49, 139, 164]. Pour l’acébutolol et l’alprénolol, une mauvaise 

estimation des quantités environnementales n’a pas permis l’application correcte de la méthode des 

ajouts dosés (ajout négligeable ou au contraire trop important), ne permettant alors pas une correcte 

quantification. Tous les corticostéroïdes sont détectés dans les influents, exceptées la budésonide et la 

dexaméthasone. Les concentrations atteignent 175 ng/L pour la cortisone. La cortisone et le cortisol, 

qui sont des molécules endogènes, sont continuellement déversés dans les STEP par l’ensemble de la 

population. Il n’est donc pas surprenant que ces deux composés soient détectés à de plus fortes teneurs 

que les autres corticostéroïdes. Par ailleurs, certains corticostéroïdes (cortisone et budésonide) sont 

détectés à de plus fortes teneurs dans les effluents que dans les influents, ceci pourrait être lié à 

l’hydrolyse des conjugués lors des traitements de STEP. 

 

6 Conclusions 

Une unique méthode d’extraction permettant l’élution séquentielle des corticostéroïdes et des β-

bloquants a été développée. Cette méthode permet un gain de temps important sur la préparation 

d’échantillon et des volumes d’échantillon moindres puisque les deux familles sont extraites à partir 

d’une seule charge. Toutefois, d’importants effets matrices ont été observés, ce qui nécessite une 

stratégie de dosage adaptée. L’analyse consécutive des extraits par LC/MS/MS permet la 

quantification d’échantillons environnementaux aqueux. Du fait de l’impossibilité de disposer de 

matrices environnementales blanches, la procédure n’a pas pu être validée. Toutefois, des 

performances satisfaisantes ont été obtenues dans l’eau ultra-pure. De premiers essais de dosage par la 

méthode des ajouts dosés ont montré que les corticostéroïdes et les β-bloquants contaminent 

effectivement les eaux de STEP de la région lyonnaise, puisqu’ils y ont été détectés à des teneurs 

pouvant atteindre 320 ng/L. Ces essais ont de plus révélé la difficulté de quantifier les échantillons par 

la méthode des ajouts dosés. En effet pour réaliser un ajout satisfaisant il est nécessaire de connaître 

l’ordre de grandeur de concentration de l’analyte à doser. Les premiers essais réalisés se sont avérés 

trop hasardeux pour une application en routine puisque les ajouts réalisés n’étaient satisfaisants que 

pour une partie des molécules. Finalement la stratégie adoptée consiste à doser les échantillons par 

étalonnage externe en évaluant systématiquement l’effet matrice correspondant afin de pouvoir 

corriger les résultats. 
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La littérature propose de nombreuses méthodes pour l’analyse des estrogènes dans les matrices 

environnementales [121, 132, 134, 135]. Les auteurs constatent unanimement une faible sensibilité 

pour la détection des estrogènes par spectrométrie de masse, du fait du manque de fonctions ionisables 

sur les estrogènes contrairement aux amines ou aux acides carboxyliques [121, 129, 131, 135]. Ceci a 

pour conséquence directe, la nécessité de prises d’essai importantes (pouvant atteindre plusieurs litres) 

afin d’obtenir un facteur d’enrichissement important lors de l’extraction des molécules et d’atteindre 

ainsi de basses limites de détection (de l’ordre du ng/L). Les procédures de préparation d’échantillon 

s’en retrouvent alors extrêmement alourdies du fait des grands volumes à manipuler et des temps 

d’extraction importants. Par ailleurs, les estrogènes se fragmentent difficilement en spectrométrie de 

masse ce qui ne permet pas la détermination de transitions MRM intenses, compliquant ainsi le 

développement de méthodes d’analyses. La stratégie que nous nous proposons de développer dans ce 

chapitre vise à réduire de façon importante le temps total d’analyse en diminuant les prises d’essai 

nécessaires, tout en gardant de bonnes sensibilités (limite de détection de l’ordre du ng/L). Pour cela 

deux aspects seront développés. 

Dans un premier temps l’apport d’une dérivation des estrogènes par un groupement facilement 

ionisable sur la sensibilité de l’analyse sera évalué. Dans un deuxième temps, l’automatisation du 

protocole extraction/analyse sera réalisée, afin de pouvoir injecter la totalité de l’échantillon extrait en 

LC/MS/MS. Ces deux points permettront potentiellement de réduire de façon importante les prises 

d’essai.
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1 Matériels et méthodes 

1.1 Réactifs et solvants 

L’estrone (100%), l’estradiol (100%), l’éthinylestradiol (99%), l’estriol (97%) et le chlorure de 

dansyle (99%) provenaient de Sigma Aldrich. L’estrone-d4 (97%), l’estradiol-d2 (98,5%), 

l’éthinylestradiol (97%) et l’estriol-d2 (97%) provenaient de Cluzeau Info Labo. L’acide formique de 

qualité LC/MS et l’acétonitrile de qualité LC/MS provenaient de Fisher Scientific. Le méthanol de 

qualité HPLC provenait de SDS-Carlo Erba. L’ammoniaque (28%) et le carbonate de sodium (99%) 

provenaient de Prolabo. L’hydrogénocarbonate de sodium provenait de Fluka. L’eau ultra-pure était 

générée par un appareil Elgastat UHQ PS d’Elga LabWater. 

Des solutions mères à 1 g/L ont été préparées dans le méthanol pour chaque analyte. 

1.2 Dérivation des estrogènes 

1.2.1 Choix du dérivant 

Tous les estrogènes présentent une fonction phénol avec un pKa de l’ordre de 10,3 (Tableau 7, page 

26). La littérature propose plusieurs protocoles de dérivation spécifique des fonctions phénol en vue 

d’analyses par chromatographie en phase gazeuse (augmentation de la volatilité) ou de détection par 

fluorescence (introduction de groupements fluorophores). Pour une détection par spectrométrie de 

masse, la dérivation vise à augmenter le taux d’ionisation de l’analyte dans la source du spectromètre 

de masse (introduction d’une fonction facilement ionisable). Bien que dans chaque cas les propriétés 

recherchées pour le dérivant soient différentes, il serait intéressant d’appliquer un protocole de 

dérivation déjà utilisé pour d’autres techniques. En GC, les composés silylés comme le BSTFA (N, O-

bis(triméthylsilyl)trifluoroacétamide) ou le SOA (N-triméthylsilyl-2-oxazolidinone) sont couramment 

utilisés pour la dérivation des phénols [126]. Ces dérivants permettent effectivement d’augmenter la 

volatilité des analytes, donc de faciliter leur analyse en phase gazeuse, mais ne présentent pas de 

fonctions ionisables. Ces composés silylés ne présentent donc pas d’intérêt particulier pour une 

analyse par spectrométrie de masse (couplée à la chromatographie en phase liquide). En fluorescence, 

plusieurs dérivants fluorophores ont été rapportés dans la littérature pour la dérivation des phénols, 

parmi lesquels le FBIBT (benz[5,6]isoindolo[1,2-b]benzothiazole,12-(4,6-difluoro-1,3,5-triazin-2-yl)) 

[182], le PSCl (chlorure de pyrènesulfonyle) [183] ou le DnCl (chlorure de dansyle) [184]. Les 

structures chimiques de ces 3 composés sont présentées Figure 37. 
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Ces 3 dérivants sont effectivement fluorescents par la présence de plusieurs cycles conjugués. En 

outre, ces fluorophores ont fait l’objet de travaux rapportés dans la littérature pour la dérivation des 

estrogènes [136, 182, 183]. Le PSCl ne présente pas de fonction ionisable, contrairement au DnCl et 

au FBIBT qui présentent une ou plusieurs fonctions amines, facilement ionisables en mode positif 

dans la source du spectromètre de masse. Le DnCl et le FBIBT sont donc susceptibles d’augmenter la 

sensibilité de l’analyse des estrogènes par spectrométrie de masse. Le chlorure de dansyle a 

particulièrement retenu notre attention par son plus faible coût et sa plus grande disponibilité 

commerciale. En outre, une procédure de dérivation des estrogènes par le chlorure de dansyle a déjà 

été rapportée dans la littérature par Anari et al. [136] pour l’éthinylestradiol dans des échantillons 

biologiques. 

1.2.2 Mode opératoire 

La dérivation est réalisée en milieu basique selon le protocole proposé par Anari et al. [136]. Ce 

protocole consiste à mélanger 30 µL de solution d’estrogène (de concentration de l’ordre du ng/L au 

mg/L), 270 µL de tampon carbonate et 300 µL de solution de chlorure de dansyle à 1 g/L. L’utilisation 

d’un tampon carbonate (pH 10,5) favorise la déprotonation de l’alcool phénolique et accélère donc la 

réaction de substitution sur le chlorure de dansyle. A titre d’exemple, la réaction de dérivation de 

l’estradiol par le chlorure de dansyle est présentée Figure 38.  

 

La dérivation en solution peut être réalisée soit directement sur la matrice à analyser avant 

purification, soit sur la matrice purifiée. Dans le premier cas, la dérivation risque de ne pas être 

spécifique aux estrogènes puisque le chlorure de dansyle est susceptible de réagir sur toute fonction 

Figure 37: Structures chimiques des dérivants fluorophores proposés dans la littérature pour la dérivation 
des phénols : chlorure de dansyle (DnCl), benz[5,6]isoindolo[1,2-b]benzothiazole,12-(4,6-difluoro-1,3,5-
triazin-2-yl) (FBIBT), chlorure de pyrènesulfonyle (PSCl) 

Figure 38: Réaction de dansylation sur l'estradiol 
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phénol ou amine du milieu. Dans le deuxième cas, une contre extraction de l’extrait s’avérerait 

nécessaire afin d’éliminer l’excès de réactif de dérivation avant analyse. En particulier, le tampon 

carbonate est un sel non-volatil susceptible d’encrasser le spectromètre de masse. Enfin aucune de ces 

solutions ne permet l’automatisation complète de la procédure. Une autre stratégie consiste à dériver 

les estrogènes directement sur le support SPE. Il serait alors possible de purifier la matrice et 

d’éliminer l’excès de réactif sur le support SPE. Cette voie permettrait également de s’orienter vers 

l’automatisation SPE/dérivation/LC/MS/MS en ligne.  

1.3 Matériel 

1.3.1 Extraction 

L’étude bibliographique (Chapitre 1 partie 3.3.1, page 40) a montré que les supports de silice greffée 

C18 ainsi que les supports polymère permettent d’extraire quantitativement les estrogènes dans les 

matrices environnementales [124, 126]. Les phases de silice greffées C18 présentent des fonctions 

silanol résiduelles pouvant éventuellement réagir avec le chlorure de dansyle, les phases polymères ont 

donc été préférées. Le support Oasis HLB (Hydrophilic Lypophilic Balance) fourni par Waters a été 

utilisé pour évaluer la faisabilité d’une dérivation sur support. Cette phase stationnaire est un 

copolymère divinylbenzène-N-vinylpyrrolidone permettant la rétention des composés hydrophiles et 

lipophiles (Figure 39). Ce support est peu sensible à l’assèchement du fait de la présence de fonctions 

hydrophiles, il offre donc une plus grande souplesse d’utilisation. En outre, ce support est disponible 

commercialement sous forme de cartouches d’extraction hors-ligne comme en ligne, permettant de 

s’orienter par la suite vers une procédure d’extraction/dérivation/LC/MS/MS en ligne. De plus, ce 

support offre une plus grande capacité de charge du fait de sa grande surface spécifique. 

 Les extractions hors lignes ont été développées sur des cartouches 60 mg, 3 cc, 30 µm. Les colonnes 

Oasis HLB en ligne 2,1 x 20 mm, 25 µm, Oasis MAX 2,1 x 20 mm, 30 µm fournies par Waters, ainsi 

que les colonnes Upti-Trap 90 Atoll XWP 2,1 x 15 mm, 90 µm et Upti-Trap 30 Atoll XC 2,1 x 15 

mm, 70 µm fournies par Interchim ont été testées pour les extractions en ligne. 

 
Figure 39: Structure chimique du support Oasis HLB 
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1.3.2 Analyse 

Une chaîne chromatographique Agilent 1100 series constituée d’un dégazeur, d’une pompe 

quaternaire basse pression, d’un passeur d’échantillons et d’un détecteur à barrette de diodes est 

couplée à un spectromètre de masse à triple quadripôle API 300 fourni par MDS Sciex, par 

l’intermédiaire d’une source TIS (TurboIon Spray). Le contrôle de l’appareil, l’acquisition et le 

traitement des données ont été réalisés par le biais du logiciel associé Analyst 1.4.1. 

Le spectromètre de masse a préalablement été calibré en utilisant une solution standard de 

polypropylène glycol (fournie par Applied Biosystem), en réglant la résolution, telle que la largeur à 

mi-hauteur, soit de 0,7 ± 0,1 uma 

Le gaz de nébulisation (air) et le gaz rideau (azote) sont fixés à un débit de 10 unités arbitraires. La 

source est chauffée à 300°C et un gaz desséchant (air) est introduit à un débit de 8 mL/min. La tension 

de spray est fixée à 5 000 V. 

Des solutions individuelles d’estrogènes et d’estrogènes dansylés ont été infusées en spectrométrie de 

masse de manière à optimiser la détection de chaque molécule en faisant varier les tensions des 

différentes lentilles de l’instrument. Cette optimisation permet la mise en place de la méthode MRM.  

1.3.2.1 Analyse des estrogènes non dérivés  
La séparation chromatographique a été réalisée sur une colonne Waters SunFire C18 150 x 2,1 mm, 3,5 

µm en mode isocratique à un débit de 0,3 mL/min. La phase mobile était constituée d’un mélange 

eau/AcN (40/60, v/v) acidifiée par 0,1% d’acide formique. La méthode d’analyse des estrogènes non 

dérivés n’a été appliquée qu’au cours du développement de méthode. Seuls des échantillons d’eau pure 

dopée par des estrogènes ont été analysés dans ces conditions. La spécificité du mode MRM n’était 

donc pas nécessaire et le suivi a été réalisé en mode SIM afin de s’affranchir des problèmes de faible 

fragmentation des estrogènes. 

molécule [ M -H ] - 
Tension d’orifice 

(eV) 

E1 (estrone) 287,2 -146 

E2 (estradiol) 271,1 -141 

E3 (estriol) 295,2 -130 

EE2 (éthinylestradiol) 269,1 -141 

Les expériences SIM ont été réalisées en mode négatif avec un « dwell-time » de 200 ms et un 

potentiel de focalisation de -310 eV. Les autres paramètres de spectrométrie de masse sont présentés 

Tableau 37. 

Tableau 37: Paramètres de masse pour l'analyse des estrogènes non dérivés 
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1.3.2.2 Analyse des estrogènes dansylés  
La séparation chromatographique a également été réalisée sur une colonne Waters SunFire C18 150 x 

2,1 mm en mode isocratique à un débit de 0,3 mL/min. L’augmentation de l’hydrophobicité des 

analytes après dérivation a nécessité une diminution de la polarité de la phase mobile (augmentation de 

la teneur en solvant organique). De ce fait, la phase mobile était constituée d’un mélange eau/AcN 

(20/80, v/v) acidifié par 0,1% d’acide formique. 

Les expériences MRM ont été réalisées en mode positif avec un « dwell-time » de 150 ms. Les autres 

paramètres de spectrométrie de masse sont présentés Tableau 38. 

molécule Ion parent-ion fils 
Tension d’orifice 

(eV) 

Potentiel de 

focalisation (eV) 

Energie de 

collision (eV) 

E1 504,2-171,1 51 290 43 

E2 506,2-171,1 46 250 45 

E3 522,2-170,9 41 190 51 

EE2 508,2-171,1 46 250 49 

E1-d4 508,2-171,1 51 290 43 

E2-d2 508,2-171,1 40 250 45 

E3-d2 524,2-170,9 51 190 51 

EE2-d4 534,2-171,1 46 250 49 

 

Les transitions MRM suivies par cette méthode ne sont pas complètement spécifiques puisque tous les 

analytes sont détectés par un ion produit de masse 171 uma. L’absence d’effet « cross-talk » a été 

vérifiée. Toutefois, cette vérification ne suffit pas à assurer la spécificité de la méthode d’analyse 

totale puisque tout composé interférent de la matrice environnementale dérivé par le chlorure de 

dansyle est susceptible de produire un fragment de masse 171 uma. Il est donc nécessaire de 

développer une méthodologie de dérivation à la fois quantitative et spécifique. Comme cela a été 

décrit précédemment, de bonnes spécificités peuvent être obtenues par une dérivation sur support, qui 

permet une purification préalable de la matrice. 

Tableau 38: Paramètres de masse pour l'analyse des estrogènes dansylés 
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2 Développement analytique 

L’apport de la dérivation sur la sensibilité de l’analyse des estrogènes a tout d’abord été vérifié. Afin 

d’évaluer la faisabilité d’une dérivation sur support, un protocole d’extraction hors-ligne a été 

développé. Des essais d’extraction/dérivation en ligne ont par la suite été conduits. 

2.1 Apport de la dérivation 

2.1.1 Ionisation en solution 

Du fait de la présence de l’amine tertiaire les estrogènes dansylés sont ionisés en solution acide, 

typiquement, dans des phases mobiles acidifiées. Ceci permet donc une meilleure ionisation de 

l’analyte dans la source du spectromètre de masse. En effet, les pourcentages d’ionisation d’un acide et 

d’une base en solution sont respectivement calculés par les équations suivantes [136]: 

)(101
100

% pHpKacide a
ionisé −+

=                    )(101
100

%
apKpHbaseionisé −+

=  

Pour les estrogènes, la fonction phénol a un pKa de l’ordre de 10,3. La fonction amine tertiaire 

introduite au cours de la dérivation a un pKa de l’ordre de 3,3. L’effet de la dérivation sur le 

pourcentage d’ionisation des estrogènes en fonction du pH est présenté Tableau 39. 

 fonction % ionisé à pH 2,7 % ionisé à pH 8 

Estrogène Alcool phénolique <0,001 0,397 

Estrogène dansylé Amine tertiaire 67,1 <0,001 

 

Les estrogènes non dérivés ont un caractère acide (alcool phénolique), c’est pourquoi ils ne sont pas 

ionisés à pH 2,7. De même les estrogènes dansylés ont un caractère basique (amine tertiaire) et ne sont 

pas ionisés à pH 8. 

 Les phases mobiles basifiées (pH 8) favorisent la déprotonation de la fonction phénol. A pH 8 les 

estrogènes ne sont ionisés qu’à 0,4 %. Une augmentation du pH permettrait d’améliorer le taux 

d’ionisation. Toutefois, du fait des faibles stabilités des colonnes chromatographiques classiques en 

milieu basique, il est souvent impossible de travailler avec des pH de phase mobile supérieurs à 8. 

Tableau 39: Effet de la dérivation sur l'ionisation des estrogènes en solution 
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Les phases mobiles acidifiées (pH 2,7) permettent d’ioniser à 67 % les estrogènes dansylés. Ces 

molécules étant majoritairement introduites sous forme ionique dans la source du spectromètre de 

masse, l’ionisation en électrospray est alors favorisée et laisse supposer de meilleures sensibilités de 

l’analyse. 

2.1.2 Fragmentation 

Les estogènes non dérivés se fragmentent très peu (Figure 40). En revanche, les estrogènes dansylés se 

fragmentent facilement pour donner un ion produit de masse 171 uma correspondant au 5-

(diméthylamino)-naphtalène (Figure 38 page 111). La dérivation permet ainsi de favoriser la 

fragmentation des estrogènes, permettant la détermination d’intenses transitions MRM (Figure 40). 

 

2.1.3 Sensibilité 

Les limites de détection ont été déterminées pour l’analyse des estrogènes non dérivés en mode SIM et 

des estrogènes dansylés en mode MRM (Tableau 40). Le mode MRM est de façon général plus 

sensible que le mode SIM car un bruit de fond moins important est observé, permettant l’amélioration 

des rapports signal sur bruit. Toutefois, les résultats de cette étude ne laissent pas d’ambiguïté puisque 

l’analyse MRM des estrogènes dansylés conduit à des limites de détection 100 à 2 000 fois plus basses 

que les estrogènes non dérivés en mode SIM. 

molécule E1 E2 E3 EE2 

Estrogène (SIM) 2 ppm 5 ppm 5 ppm 10 ppm 

Estrogène dansylé (MRM) 10 ppt 5 ppt 50 ppt 5 ppt 

Figure 40: Spectres de fragmentation de l'éthinylestradiol non dérivé (à gauche) et de l'éthinylestradiol 
dansylé à droite 

Tableau 40: Limites de détection des estrogènes et des estrogènes dansylés en mode SIM et MRM 
respectivement (Vinj = 20 µL) 
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2.1.4 Conclusions 

Ces premiers essais ont montré que, conformément à ce qui avait été postulé, la dansylation des 

estrogènes permet un gain important en terme de sensibilité grâce à l’introduction d’une fonction 

facilement ionisable. Cette dérivation facilite également la détection en mode MRM puisque les 

estrogènes dérivés se fragmentent facilement pour conduire à des transitions MRM intenses. 

Toutefois, du fait du manque de spécificité de ces transitions, il est nécessaire de développer une 

méthode d’extraction permettant de bonnes purifications. Le développement d’un protocole de 

dérivation directement sur le support SPE s’avère intéressant puisqu’il permet une manipulation 

moindre des échantillons. Ceci limiterait alors les erreurs liées à la manipulation d’échantillon qui sont 

susceptibles de diminuer la répétabilité et la précision du protocole d’analyse. 

2.2 Méthode d’extraction hors ligne 

2.2.1 Principe 

Afin de dériver les estrogènes directement sur le support, deux stratégies peuvent être envisagées.  

La première consiste à saturer la cartouche par le chlorure de dansyle, en milieu tamponné, puis à 

déposer la solution d’estrogènes. Des étapes de lavage pour éliminer l’excès de réactif de dérivation et 

les impuretés apolaires suivies d’une élution peuvent alors être réalisées. Cette stratégie ne permet pas 

la purification préalable de la matrice et le chlorure de dansyle est susceptible de réagir sur d’autres 

molécules présentant des fonctions phénol ou amine.  

La seconde stratégie consiste à déposer l’échantillon après avoir conditionné la cartouche. Un premier 

lavage peut ensuite être réalisé pour purifier la matrice. Cette purification permet d’éluer les 

interférents plus polaires que l’analyte. En particulier, certains composés présentant des fonctions 

phénol ou amine, susceptibles d’entrer en compétition avec l’analyte lors de la réaction de dérivation, 

peuvent ainsi être élués de la cartouche. Ce premier lavage permet ainsi d’augmenter la spécificité de 

la dérivation sur les estrogènes. Le réactif de dérivation est ensuite percolé sur la cartouche. Un second 

lavage permet alors l’élimination de l’excès de réactif de dérivation et des impuretés. Les estrogènes 

sont ensuite élués.  

Ces deux stratégies permettent l’extraction des estrogènes dans l’eau ultra pure. Toutefois étant donnés 

les avantages soulignés ci-dessus pour la seconde approche, seul le développement d’une méthode 

consistant à fixer les estrogènes sur la cartouche puis à les dériver sera présenté. Ces premiers essais 

sont réalisés en utilisant comme support d’extraction des cartouches Oasis HLB. 
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2.2.2 Influence du dépôt et du premier lavage 

Pour l’étude de cette première étape, les estrogènes ne sont pas dérivés, les analyses ont donc été 

réalisées par LC/MS selon le protocole présenté en partie 1.3.2.1 page 113. 

Après avoir conditionné la cartouche, une solution aqueuse d’estrogène a été déposée. Il a tout d’abord 

été vérifié que les estrogènes restent fixés au support SPE au cours de cette étape. L’absence 

d’estrogènes dans les éluats obtenus au cours du dépôt montre effectivement que la totalité des 

molécules reste fixée sur la cartouche. 

L’objectif de cette étude est de déterminer les conditions permettant l’élimination du maximum 

d’interférents tout en maintenant les estrogènes fixés sur la cartouche, afin de déterminer les 

conditions de lavage optimales.  

L’influence du volume et de la composition de mélanges eau/MeOH sur l’élution des estrogènes a été 

évaluée. Le mélange hydro-organique utilisé doit contenir le maximum de méthanol pour éluer le 

maximum d’impuretés tout en laissant les estrogènes sur la cartouche. Des pourcentages de méthanol 

compris entre 10 et 100 % ont été testés. Le volume de lavage est étudié en effectuant cinq élutions 

successives avec 1 mL de mélange hydro-organique. Les résultats obtenus sont présentés Figure 41. 

 

 

Ces graphes montrent que pour l’estradiol, l’éthinylestradiol et l’estrone, le lavage peut être effectué 

avec 60 % de méthanol et un volume de 5 mL sans risque d’élution des composés. En revanche, 

Figure 41: Etude du volume et de la composition de mélanges eau/MeOH sur l’élution des estrogènes 
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l’estriol est élué dès que le volume de solvant utilisé dépasse 2 mL, y compris pour une composition 

de 10 % en méthanol. L’estriol est effectivement beaucoup plus polaire que les trois autres composés 

étudiés avec un logP de 2,9 contre 4,5 pour l’éthinylestradiol (voir Tableau 7, page 26). Le volume de 

lavage doit donc être limité à 1 mL de mélange eau/MeOH (60/40, v/v) pour ne pas éluer les analytes 

au cours de cette première purification. 

2.2.3 Dérivation sur support 

Pour dériver les estrogènes, il est nécessaire de travailler en milieu basique (tampon carbonate par 

exemple). Cependant, le chlorure de dansyle n’est soluble que dans des solvants organiques (acétone, 

méthanol). Un protocole de dérivation, publié par Anari et al. [136] propose de diluer une solution 

d’estrogènes dans un tampon carbonate ; une solution de chlorure de dansyle à 1 g/L dans l’acétone est 

ensuite ajoutée au milieu réactionnel. Pour effectuer la dérivation sur support, il est donc nécessaire de 

percoler un mélange tampon carbonate/solution de chlorure de dansyle sur la cartouche. Ce mélange 

étant susceptible d’éluer prématurément les estrogènes du fait de la force éluante de l’acétone, 

l’influence du volume et de la composition du mélange de dérivation a été évaluée selon un procédé 

similaire à celui mis en place pour la détermination de la composition du premier lavage. Les résultats 

obtenus sont présentés Figure 42. 

 
Figure 42: Influence de la composition du mélange de dérivation (acétone/tampon carbonate) sur l'élution 
des estrogènes 
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Ces graphes montrent que l’estradiol, l’estrone et l’éthinylestradiol restent fixés sur la cartouche 

jusqu’à des teneurs de 40 % d’acétone. Comme précédemment, la molécule d’estriol est le composé 

limitant du fait de sa plus grande polarité. Toutefois, afin de maintenir une dérivation satisfaisante sur 

l’ensemble des molécules, les conditions retenues sont d’utiliser 3 mL de mélange tampon 

carbonate/solution de chlorure de dansyle dans l’acétone (70/30, v/v). Cependant, dans ces conditions 

un quart de l’estriol est élué. Les rendements d’extraction/dérivation seront donc plus faibles pour 

cette molécule. 

2.2.4 Influence du second lavage 

Un second lavage est nécessaire afin d’éliminer l’excès de réactif de dérivation. Par ailleurs, les 

estrogènes dérivés étant moins polaires que les molécules initiales, ce second lavage permet de 

supprimer davantage d’impuretés. Pour fixer les paramètres de ce lavage, des estrogènes 

préalablement dérivés par le chlorure de dansyle en milieu basique sont déposés sur la cartouche. 

Après s’être assuré que les éluats de charge ne contenaient pas d’analyte, l’influence du volume et de 

la composition de mélanges eau/MeOH sur l’élution des estrogènes dérivés a été évaluée. Un 

protocole similaire à celui développé pour les deux précédentes étapes est ici appliqué. Les résultats 

obtenus sont présentés Figure 43. 

 
Figure 43: Etude du volume et de la composition de mélanges eau/MeOH sur l’élution des estrogènes 
dansylés 
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La dérivation des estrogènes augmentant leur hydrophobicité, des mélanges hydro-organiques de plus 

fort pouvoir éluant peuvent être utilisés pour le second lavage. Les impuretés plus hydrophobes que les 

estrogènes non dérivés, n’ayant donc pas pu être éliminées au cours du premier lavage, mais plus 

hydrophiles que les estrogènes dansylés sont ainsi éluées de la cartouche SPE.  

Les graphes présentés Figure 43 montrent que d’importants pourcentages de MeOH peuvent être 

utilisés sans risque d’élution des estrogènes dérivés. En effet, il est possible d’utiliser 5 mL de 

mélange eau/MeOH (20/80, v/v) sans éluer les estrogènes de la cartouche SPE.  

2.2.5 Elution des estrogènes 

Les résultats présentés Figure 43 montrent qu’une élution par 5 mL de MeOH ne permet pas une 

récupération satisfaisante de l’estrone. Dans ces conditions d’élution, on observe effectivement un 

faible rendement d’extraction de l’estrone (54%). L’acétonitrile acidifié par 0,1% d’acide formique, de 

plus grand pouvoir éluant, a donc été utilisé. L’acidification permet la protonation de la fonction 

amine greffée aux estrogènes afin de les rendre plus hydrophiles, donc plus facilement décrochables 

du support SPE. L’influence du volume d’acétonitrile acidifié sur l’élution des estrogènes est 

présentée Figure 44. 

 

Cette étude montre que 2 mL d’AcN, 0,1% FOA doivent au minimum être utilisés pour éluer de façon 

satisfaisante les analytes, c’est-à-dire pour obtenir des rendements d’extraction supérieurs à 80%. Afin 

d’obtenir un meilleur facteur de préconcentration, les éluats sont évaporés à sec sous flux d’azote. La 

reprise de l’extrait sec est effectuée dans un mélange hydro-organique moins éluant que la phase 

mobile chromatographique afin d’éviter un élargissement du créneau d’injection, donc des pics 

Figure 44: Influence du volume (mL) d'AcN, 0,1% FOA sur l'élution des estrogènes dansylés 



Chapitre 3 2 Développement analytique 
 

 122

chromatographiques, qui pourrait conduire à une diminution de sensibilité. Les extraits sont repris par 

1 mL de mélange eau/AcN (50/50, v/v). 

2.2.6 Bilan 

Cette étude a montré qu’il est possible de dériver les estrogènes directement sur le support d’extraction 

SPE. Le protocole développé est synthétisé Tableau 41. 

Etape Conditions Remarques 

Conditionnement 1 mL de MeOH puis 1 mL d’eau 
Préparation de la cartouche pour 

recevoir l’échantillon 

Charge 1 mL d’échantillon dopé 
Fixation des estrogènes sur la 

cartouche 

Lavage 1 1 mL eau/MeOH 40/60, v/v 
Elution des impuretés plus polaires 

que les estrogènes 

Dérivation 3mL sol. DnCl/tampon carbonate 30/70, v/v 
Dérivation des estrogènes sur le 

support SPE 

Lavage 2 1 mL eau/MeOH 20/80, v/v 
Elution des impuretés plus polaires 

que les estrogènes dérivés 

Elution 3 mL AcN, 0,1%FOA 
Récupération des estrogènes 

dérivés 

Les rendements d’extraction/dérivation obtenus par ce protocole sont évalués en comparant les teneurs 

détectées dans les extraits SPE aux teneurs obtenues lors d’une dérivation en solution. Ils sont 

présentés Tableau 42.  

E1 E2 E3 EE2 
Rendement 

(%) 74,0 75,7 66,2 76,6 

CV (%) 5,6 6,0 30,3 1,0 

Cette procédure d’extraction est répétable, avec des CV sur les rendements inférieurs à 10 % pour 

l’estrone, l’estradiol et l’éthinylestradiol. L’estriol conduit à un rendement d’extraction plus faible car 

il est partiellement élué au cours des différentes étapes de la SPE, en particulier lors de la dérivation. 

Par ailleurs, l’extraction de l’estriol est moins répétable avec un CV de 30% sur le rendement. 

Cette étude a ainsi montré la faisabilité d’une méthode SPE/dérivation/LC/MS/MS en ligne pour 

l’analyse des estrogènes dans les matrices environnementales. 

Tableau 41: Protocole d'extraction/dérivation des estrogènes sur support Oasis HLB 

Tableau 42: Rendements d'extraction/dérivations des estrogènes 



Chapitre 3 2 Développement analytique 
 

 123

2.3 Méthode en ligne 

L’automatisation complète de la procédure d’extraction/dérivation/analyse, permet d’injecter la totalité 

de l’échantillon extrait sur la colonne chromatographique, d’où une meilleure sensibilité, qui autorise 

une diminution de la prise d’essai, et par conséquent réduit le temps de préparation d’échantillon. Elle 

permet en outre d’atteindre d’excellentes répétabilités en minimisant les erreurs liées à la manipulation 

d’échantillon. 

Une méthode a précédemment été développée pour l’extraction/dérivation hors ligne des estrogènes 

sur des cartouches Oasis HLB. Toutefois, ce protocole ne peut pas être directement transcrit pour une 

procédure en ligne. En effet la SPE en ligne est un système dynamique où le support d’extraction est 

continuellement traversé par un flux de mélange éluant, alors que la SPE hors ligne est un système 

statique soumis à un flux discontinu de mélange éluant. Le développement d’une méthode en ligne 

nécessite donc une étude qui lui est propre, et chaque étape du protocole doit être réoptimisée. 

Ainsi cette partie s’attachera à présenter les différentes étapes du développement d’une méthode 

totalement automatisée permettant l’extraction/dérivation/LC/MS/MS en ligne de résidus d’estrogènes 

dans les matrices environnementales. Ce développement devrait permettre une réduction des prises 

d’essai à seulement 1 mL. 

2.3.1 Dispositif instrumental 

Le montage présenté Figure 45 est utilisé pour le développement du protocole en ligne. 

 

Deux vannes V1 et V2 sont utilisées. L’injecteur I du chromatographe permet l’introduction de 

l’échantillon sur la cartouche SPE. La pompe binaire P1 du chromatographe est utilisée pour réaliser 

les différentes étapes de lavage eau/MeOH. Une pompe binaire P2 permet l’introduction du mélange 

de dérivation tampon carbonate/solution de chlorure de dansyle. Enfin, une pompe P3 permet le 

passage de la phase mobile eau/AcN (20/80, v/v) 0,1% FOA vers la colonne chromatographique 

Figure 45: Dispositif d'extraction en ligne couplé à la LC/MS/MS 
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connectée au spectromètre de masse MS. Ainsi en commutant de façon appropriée chaque vanne, les 

différentes étapes d’extraction sur phase solide peuvent être réalisées. 

Dans cette configuration chaque étape de la procédure d’extraction doit être réoptimisée. Le débit 

utilisé pour chacune de ces étapes est fixé à 1 mL/min. 

2.3.2 Choix du support d’extraction 

Quatre supports d’extraction en ligne ont été testés. Ces colonnes ainsi que leurs caractéristiques sont 

présentées Tableau 43. 

Colonne SPE nature 
Taille des 

pores (Å) 

Surface 

spécifique 

(m2/g) 

Diamètre des 

particules 

(µm) 

Géométrie 

 

Oasis MAX 
PDVB-N-VP 

alkylamine 
80 810 30 20 x 2,1 mm 

Oasis HLB PDVB-N-VP 80 810 25 20 x 2,1 mm 

Atoll XWP PS-DVB n.c. 1200 90  15 x 2,1 mm 

Atoll XC PS-DVB n.c. 1500 70 15 x 2,1 mm 

PDVB-N-VP : poly-(divinylbenzène-N-vinylpyrrolidone) 

PS-DVB : poly-(styrène-divinybenzène) 

n.c. : non communiqué 

 

Les cartouches MAX sont des supports échangeurs mixtes anioniques. Ces phases sont constituées 

d’un copolymère poly(divinylbenzène-n-vinylpyrrolidone) (Figure 39) où des fonctions alkylamine 

substituent les noyaux benzéniques. Ce support permet la rétention de molécules apolaires selon un 

mécanisme de partage et d’anions selon un mécanisme d’échange d’ions. Les tests de faisabilité ayant 

montré la mauvaise rétention de l’estriol sur les supports apolaires, la mise en jeu d’interactions 

ioniques pourrait potentiellement permettre une meilleure rétention de l’estriol. 

Dans l’hypothèse d’une rétention des estrogènes par interactions ioniques, l’utilisation de mélanges 

éluants basifiés devrait favoriser la formation du phénolate, donc la rétention par échange ionique. 

Ceci permettrait alors un lavage avec de plus grandes teneurs de MeOH. L’influence du pourcentage 

de MeOH dans des mélanges hydro-organiques basifiés ou non a été étudiée. Les résultats présentés 

Figure 46 montrent que le même comportement est observé pour les analytes lorsqu’un lavage est 

réalisé en milieu neutre ou basique. Les analytes sont élués par un lavage à 20% de MeOH ou plus. On 

constate toutefois que 40% de MeOH suffisent à éluer totalement les estrogènes de la cartouche en 

Tableau 43: Caractéristiques des colonnes d'extraction testées 
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milieu neutre, alors que 70% de MeOH sont nécessaires en milieu basique. Ces résultats peuvent 

s’expliquer par la mise en jeu d’interactions secondaires de type ionique. 

 

Ces tests infirment donc l’hypothèse d’une rétention par échange ionique. Ces interactions n’étant pas 

mises en jeux de façon prédominante, l’utilisation d’un support Oasis MAX ne présente pas d’intérêt 

par rapport aux supports mettant en jeu des interactions hydrophobes.  

Les 3 autres supports testés sont des phases polymères apolaires qui diffèrent par leur structure (Oasis 

et Atoll) ou leur réticulation (Atoll XC ou XWP).  

Le support Oasis HLB est disponible commercialement sous forme de colonnes d’extraction en ligne. 

Cette phase stationnaire a déjà montré de bons résultats pour l’extraction/dérivation sur support des 

estrogènes dans une configuration de cartouche hors-ligne (résultats présentés dans la partie 2.2 page 

117). Il est alors intéressant d’évaluer les performances de ce support pour une procédure en ligne.  

Deux autres supports (Atoll) ont également été testés. Ces supports se sont avérés intéressants pour la 

rétention d’autres composés (capécitabine et ses métabolites par exemple) [185]. La société Interchim 

s’est donc proposée de nous remplir des cartouches d’extraction en ligne pour évaluer ces supports. 

L’influence de la teneur en MeOH sur l’élution des estrogènes a été évaluée pour ces trois supports. 

Les résultats obtenus sont présentés Figure 47 pour les supports Atoll et Figure 48 pour le support 

Oasis HLB.  

Figure 46: Influence de la teneur en MeOH sur l'élution des estrogènes sur une colonne d’extraction Oasis 
MAX, en mélange avec l'eau (à gauche) ou une solution d'ammoniaque (à droite) 
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Les supports Atoll XC et XWP ne permettent la rétention des estrogènes que jusqu’à des teneurs de 

20% de MeOH dans le mélange hydro-organique percolé. Le support Oasis HLB est plus rétentif vis-

à-vis de ces composés car 30% de MeOH peuvent être utilisés sans décrocher les estrogènes. 

 L’estriol reste toutefois problématique, du fait de sa polarité très supérieure aux autres estrogènes 

analysés. Quelle que soit la surface spécifique du support, la mauvaise rétention de cette molécule ne 

permet pas son analyse en ligne. 

Par ailleurs, l’utilisation des supports Atoll (XC et XWP) conduit à des pics chromatographiques 

dissymétriques et très larges (plusieurs minutes). Il semble donc difficile de développer une méthode 

d’analyse robuste à partir de ces colonnes d’extraction. Ce phénomène pourrait s’expliquer par le 

diamètre de particule élevé des supports Atoll (Tableau 43). L’augmentation de la granulométrie 

conduit effectivement à une plus grande diffusion des analytes dans la cartouche, générant ainsi une 

perte d’efficacité sur la méthode globale, avec d’importants phénomènes de dispersions externes. 

Le support Oasis HLB a donc été finalement retenu. 

Figure 47: Influence de la teneur en MeOH sur l'élution des estrogènes avec un support Atoll XC (à droite) 
et Atoll XWP (à gauche) ; (D = 1mL/min, t = 2,6min) 

Figure 48: Influence du pourcentage de MeOH sur l’élution des estrogènes avec une colonne d’extraction 
Oasis HLB et détermination de la composition pour le premier lavage (D = 1mL/min, t = 2,6min) 
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2.3.3 Influence du premier lavage 

Les vannes sont positionnées dans la configuration 1 (Figure 45) afin de permettre le conditionnement 

de la cartouche SPE par du MeOH puis de l’eau, et la charge de l’échantillon depuis l’injecteur. Une 

étape de lavage par des mélanges eau/MeOH peut également avoir lieu. Ce lavage permet d’éliminer 

les impuretés plus hydrophiles que les estrogènes et de gagner ainsi en spécificité sur l’étape de 

dérivation. L’influence du pourcentage de MeOH sur la rétention des estrogènes a été étudiée (Figure 

47) en percolant 2,6 mL de mélanges MeOH/eau à un débit de 1 mL/min. 

Pour cette étape, il est possible d’utiliser jusqu’à 30% de MeOH sans risque d’élution des estrogènes. 

2.3.4 Dérivation 

Pour réaliser l’étape de dérivation la vanne V1 est commutée, le système est alors dans la 

configuration 2 (Figure 45) permettant l’introduction du mélange de dérivation sur la cartouche SPE. 

Pour s’assurer de la bonne reproductibilité et efficacité de la dérivation, un excès de réactif de 

dérivation doit être utilisé. L’acétone s’est avérée être un solvant trop éluant pour maintenir les 

estrogènes fixés sur le support SPE au cours de la dérivation. Il n’a donc pas été utilisé comme solvant 

de préparation de la solution de chlorure de dansyle, conformément au protocole proposé par Anari et 

al. [136]. Toutefois, le chlorure de dansyle n’est pas suffisamment soluble dans d’autres solvants 

organiques pour atteindre une concentration de 1 g/L. L’utilisation d’un autre solvant implique donc 

de travailler à de plus faibles concentrations de réactif de dérivation. Toutefois, ceci ne doit pas 

affecter le rendement de la dérivation. L’effet de la concentration en réactif dérivant a donc été étudiée 

(Figure 49). 

 
Figure 49: Effet de la concentration en chlorure de dansyle sur la dérivation des estrogènes 
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Une rapide augmentation de la réponse des 3 estrogènes dérivés est observée entre 30 et 150 mg/L 

puis une stabilisation. Ainsi, une concentration de 150 mg/L est suffisante pour réaliser la dérivation 

des estrogènes. A cette concentration, le chlorure de dansyle est soluble dans un plus large panel de 

solvants. Des tests ont été réalisés avec du MeOH ou de l’AcN. Les meilleurs résultats ayant été 

obtenus avec le MeOH ce solvant a finalement été retenu. 

Comme pour le protocole hors-ligne, l’influence du pourcentage de solution de chlorure de dansyle sur 

l’élution des estrogènes a été évaluée. Il apparaît qu’au-delà de 5% de solution dérivante dans le 

tampon carbonate, une perte de signal est observée montrant que les estrogènes sont élués de la 

cartouche d’extraction (Figure 50). 

 

L’influence du temps de dérivation a été étudié entre 2 et 10 min (Figure 51). Il est intéressant de noter 

que la dérivation des estrogènes est très rapide. On constate qu’entre 2 et 4 min de dérivation, le signal 

des estrogènes est doublé, et qu’au-delà de 4 min aucune amélioration n’est apportée. Ce temps de 

dérivation a donc été choisi afin de permettre un rendement de dérivation maximal en un temps 

minimal. 

Contrairement aux cartouches d’extraction hors-ligne, les cartouches en ligne peuvent être chauffées 

dans un four chromatographique, permettant le contrôle de la température du milieu. L’influence de la 

température sur l’efficacité de la dérivation a donc été étudiée (Figure 52). Il s’est avéré qu’un 

chauffage doux permet d’améliorer le rendement de dérivation. Toutefois, au delà de 40°C aucune 

amélioration n’est apportée. Cette température a donc été retenue afin de faciliter la dérivation des 

estrogènes et de s’affranchir d’éventuels problèmes de thermolabilité qui peuvent survenir lors de 

chauffages trop importants. 

Figure 50: Influence de la composition du mélange de dérivation sur l'élution des estrogènes 
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2.3.5 Influence du deuxième lavage 

La vanne V1 est commutée de façon à revenir dans la configuration 1 (Figure 45, page 123) 

permettant de réaliser des lavages eau/MeOH. 

Cette étape vise à éliminer l’excès de réactif de dérivation ainsi que les impuretés plus hydrophiles que 

les estrogènes dansylés. 

L’influence du pourcentage de MeOH utilisé au cours de ce second lavage sur la rétention des 

estrogènes est présentée Figure 53 

Figure 51: Influence du temps de dérivation 

Figure 52: Influence de la température sur la dérivation des estrogènes 
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Cette étude montre qu’il est possible de laver la cartouche avec des mélanges hydro-organiques 

pouvant atteindre 80% de MeOH sans risque d’élution des estrogènes dérivés. La dérivation par le 

chlorure de dansyle diminue la polarité des estrogènes. Les molécules dansylées peuvent alors rester 

fixées sur la cartouche pour de fortes teneurs en solvant organique. Ainsi une importante purification a 

lieu puisque cela permet d’éluer la majorité des interférents polaires de la cartouche.  

2.3.6 Elution 

La vanne V2 est commutée (configuration 3, Figure 45). Les estrogènes sont alors élués en sens 

inverse de la charge par la phase mobile chromatographique, ce qui permet de limiter les phénomènes 

de dispersion externe. Le chromatogramme résultant est présenté Figure 54. 

 

2.3.7 Conclusions 

Cette étude a permis d’établir un protocole d’extraction/dérivation/LC/MS/MS en ligne. Le temps total 

d’analyse (extraction, dérivation, analyse) n’est que de 17 min, ce qui est beaucoup plus rapide que les 

méthodes proposées dans la littérature. 

Figure 53: Influence du pourcentage de MeOH sur la rétention des estrogènes au cours du second lavage 

Figure 54: Chromatogramme LC/MS/MS d'un échantillon dopé à 2ng/L (à gauche : estrone, au centre : 
estradiol, à droite : éthinylestradiol) 
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Le protocole final est synthétisé Tableau 44. 

Temps 
(min) description 

position des 
vannes composition de 

solvant (P1) 
eau/MeOH (v/v) vanne 

1 
vanne 

2 
0 injection de l'échantillon 1 1 100/0 

0,3 injection de l'échantillon 1 1 100/0 
0,4 lavage 1 1 1 80/20 
3 dérivation 2 1 80/20 

3,5 préparation du lavage 2 2 1 50/50 
7 lavage 2 1 1 50/50 

10 élution des estrogènes dansylés 1 2 50/50 
10,1 rinçage de la cartouche 1 2 0/100 
12 rinçage de la cartouche 1 2 0/100 
13 conditionnement 1 1 100/0 

Il est intéressant de noter qu’au cours de l’extraction, la colonne chromatographique est court-

circuitée, ce qui permet de réaliser le conditionnement de la colonne pendant l’extraction des analytes 

(configurations 1 et 2, Figure 45). 

Pour ce développement chaque paramètre a été étudié de façon indépendante. Il pourrait être 

intéressant d’optimiser ce protocole par une étude chimiométrique, ceci permettrait notamment de 

s’intéresser à l’influence du débit sur les différentes étapes de l’extraction, qui n’a pas été étudié ici. 

En outre, cette approche permettrait de prendre en compte les interactions entre différents paramètres, 

par exemple entre le temps de dérivation et la température du milieu réactionnel. 

3 Performances de la méthode 

3.1 Effet matrice 

Lors du développement de méthodes d’analyse en LC/MS/MS, il est important de considérer l’effet 

matrice. Certains composants de la matrice peuvent être co-élués avec les analytes et générer une 

augmentation ou une suppression artificielle du signal (voir Chapitre 1, partie 3.1.4.1.4, page 36). De 

ce fait, l’effet matrice peut affecter la répétabilité et la précision de la méthode. Le meilleur moyen de 

contrecarrer l’effet matrice est d’utiliser comme standard interne les molécules deutérées 

correspondant aux analytes. Bien que ces standards soient utilisés dans ce protocole, l’effet matrice a 

été estimé. Pour évaluer ce phénomène, les aires résultant de l’analyse de solutions standard 

d’estrogènes dans des solvants purs (ASTD) sont comparées à celles d’influents de STEP dopés (AMat). 

L’effet matrice est alors calculé selon l’équation : 

1001 x
A

AA
MatriceEffet

STD

iMat
��
�

�
��
�

�
−−=  

Tableau 44: Séquence de la procédure SPE/dérivation/LC/MS/MS en ligne 
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Une valeur de 0% indique qu’il n’y a pas d’effet matrice. Un effet d’augmentation de signal se traduit 

par une valeur positive et une suppression de signal par une valeur négative. L’effet matrice est 

déterminé en dopant des influents de STEP à 20 ng/L. Du fait de l’impossibilité d’obtenir des matrices 

blanches, le signal de la matrice non dopée (Ai) est préalablement soustrait de AMat. Les valeurs 

obtenues sont présentées Tableau 45. 

Molécule Effet Matrice 

Estrone -12,1% 

Estradiol -0,8% 

Éthinylestradiol 2,3% 

 

Ces mesures sont révélatrices de l’efficacité de la purification puisque les mesures présentées Tableau 

45 permettent de considérer qu’il n’y a pas d’effet matrice. Ainsi, le dosage d’échantillons 

environnementaux peut être réalisé par étalonnage externe et ne justifie pas l’utilisation de molécules 

marquées, généralement utilisées pour compenser l’effet matrice.  

Néanmoins, il serait nécessaire de confirmer ces résultats sur différents lots de matrices 

environnementales, provenant de plusieurs STEP différant par la nature des eaux de rejet reçues et les 

traitements d’épuration appliqués. Cette vérification n’ayant pas été réalisée, il nous a alors paru 

prudent d’utiliser des molécules marquées pour le dosage en routine des estrogènes dans les eaux de 

STEP (Chapitre 4). 

3.2 Rendement, reproductibilité et linéarité 

Des courbes d’étalonnage ont été construites en extrayant 1 mL d’eau pure dopée par les estrogènes. 

La linéarité est étudiée pour des concentrations variant de 1 à 400 ng/L.  

Molécule R2 Rendement (%) Précision (%) LOD 

Estrone 0,999 79,7 5,1 0,4 

Estradiol 0,968 (0,989)* 90,8 10,8 0,4 

Éthinylestradiol 0,999 95,3 4,6 0,7 

* linéarité de 1 à 100 ng/L 

Tableau 45: Effets matrice calculés pour les estrogènes 

Tableau 46: Coefficients de corrélation des droites d'étalonnage (R2), limites de détection (LOD, ng/L), 
rendements et répétabilités des analyses en ligne d’estrogènes 
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Les coefficients de corrélation (R2) sont supérieurs à 0,99 (Tableau 46), ce qui démontre la relation de 

proportionnalité entre la quantité extraite et sa concentration dans l’échantillon, excepté pour 

l’estradiol. Pour ce composé, en présence de son standard interne, la linéarité n’est vérifiée que jusqu’à 

100 ng/L. Cette limitation est liée à l’utilisation de l’isotope D2 comme standard interne. En effet, 

lorsque la concentration d’estradiol augmente, la concentration de l’isotope M+2 devient significative. 

Comme l’isotope M+2 de l’estradiol est détecté à la même transition MRM que le standard interne D2, 

les deux signaux s’additionnent, ce qui explique la perte de linéarité aux fortes concentrations (Figure 

55). 

 

La précision de la procédure est évaluée en injectant successivement 5 échantillons d’influents dopés à 

10 ng/L. Les déviations standard observées varient entre 4,6 et 10,8%. Les limites de détection 

(rapport signal sur bruit de 3) et les rendements d’extraction sont présentés Tableau 46. Les 

rendements moyens des estrogènes sont compris entre 79 et 95%. Les limites de détection sont 

inférieures au ng/L ce qui est satisfaisant au vu des concentrations usuellement rencontrées dans 

l’environnement [30, 43, 186]. 

Les rendements d’extraction et la précision de la méthode ont été déterminés par une méthode 

d’étalonnage externe. De bons rendements d’extraction sont obtenus pour les 3 analytes (supérieurs à 

80%). La précision de la méthode est également satisfaisante. 

4 Conclusions 

Une méthode d’analyse totalement automatisée, basée sur la SPE/dérivation/LC/ESI/MS/MS en ligne, 

a été développée pour la quantification d’estrogènes dans les matrices environnementales. Cette 

méthode présente une nette amélioration en terme de simplicité et de sensibilité, sur les méthodes 

publiées précédemment. Cette méthode nécessite un volume d’échantillon particulièrement faible (1 

mL), ce qui conduit à un temps total d’analyse très court (17 min). 

Ce protocole a été appliqué pour des analyses de routine sur les eaux de STEP de la région lyonnaise. 

Les résultats obtenus sont présentés Chapitre 4. 

Figure 55: Contribution de l'isotope M+2 de l'estradiol (E2) dansylé au signal de l'E2-d2 



 

 

 

 

 



 

 

�

�

�

�

�
� ������,�

�

� ��
��������������

�

�

�

�

�



 

 

 



Chapitre 4  
 

 137

� ������,�� ��
��������������

Les études réalisées au niveau international démontrent la contamination des eaux environnementales 

(eaux de STEP en particulier) par des résidus de β-bloquants ou d’estrogènes. Cependant à ce jour, 

aucune étude n’est rapportée concernant l’occurrence des corticostéroïdes dans l’environnement. Les 

premiers essais réalisés dans le Chapitre 2 tendent toutefois à montrer que ces composés sont 

effectivement présents dans les eaux de STEP. Par ailleurs, le niveau de contamination des eaux de 

l’agglomération lyonnaise par des résidus de β-bloquants, corticostéroïdes et estrogènes reste à 

déterminer. 

Les méthodes d’analyse développées dans les chapitres 2 et 3 ont donc été appliquées à des 

échantillons provenant des STEP du Grand Lyon (influents et effluents). Les objectifs de cette étude 

sont multiples. Dans un premier temps, les concentrations mesurées sur ces échantillons seront 

comparées aux teneurs environnementales rapportées dans la littérature. Nous chercherons également 

à déterminer quels sont les composés déchargés de façon prépondérante dans l’agglomération 

lyonnaise et quels sont les points majeurs de contamination (STEP aux effluents les plus chargés). 

Enfin, l’efficacité d’épuration des STEP sera évaluée pour ces résidus pharmaceutiques. 

Il faut souligner que les résultats présentés dans ce chapitre ne constituent qu’une première approche 

du suivi des résidus de β-bloquants, de corticostéroïdes et d’estrogènes dans les STEP. En effet, dans 

cette approche les métabolites conjugués ne sont pas pris en compte et la phase particulaire n’est pas 

analysée. Les métabolites conjugués peuvent s’hydrolyser au cours des traitements épuratifs des STEP 

et libérer la molécule initiale. De ce fait les bilans de matière effectués entre les influents et les 

effluents peuvent s’en retrouver faussés. De plus les résidus pharmaceutiques sont susceptibles de 

s’adsorber sur les matières en suspension ce qui peut également occasionner des erreurs sur les bilans 

de matière. 
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1 Matériels et méthodes 

1.1 Réactifs et solvants 

Les réactifs et solvant utilisés pour l’analyse des corticostéroïdes et des β-bloquants dans les matrices 

environnementales, ainsi que les solutions mère ou de travail préparées sont présentés Chapitre 2 page 

64. Pour l’analyse des estrogènes, ces données sont présentées Chapitre 3 page 110.  

1.2 Echantillons environnementaux 

1.2.1 Stations d’épuration 

Pour les mesures de terrain, nous nous sommes intéressés aux 5 plus grandes stations du Grand Lyon, 

c'est-à-dire aux STEP de plus grande capacité situées à Saint Fons, Pierre Bénite, Meyzieu, Fontaines 

s/ Saône et Neuville s/ Saône (Figure 56). 

 

Les caractéristiques de ces STEP sont présentées Tableau 47 [187]. 

 

 

 

 

Figure 56: Emplacement géograhique des STEP étudiées  
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STEP 

(abréviation) 

Equivalent 

habitant* 

Nombre 

d’effluents 

hospitaliers 

Capacité 

(m3/j) 
Type de traitement 

Saint Fons 

(S-F) 
1 037 000 8 335 000 

Prétraitements physiques 

Décantation primaire 

Boues activées (moyenne charge) 

Filtres biologiques (1/4 des effluents) 

Pierre Bénite 

(P-B) 
950 000 13 180 000 

Décantation primaire 

Prétraitements physiques 

Boues activées (moyenne charge) 

Meyzieu 

(Mey) 
33 000 0 6 000 

Prétraitements physiques 

Physico-chimiques 

Filtres biologiques 

Fontaines s/ Saône 

(Ftai) 
30 000 1 9 760 

Prétraitements physiques 

Physico-chimiques 

Filtres biologiques 

Neuville s/ Saône 

(Neu) 
20 000 0 6 000 

Prétraitements physiques 

Décantation primaire 

Boues activées (moyenne charge) 

*chiffre théorique pour le dimensionnement des stations à leur construction 

 

Les deux grandes stations étudiées (Pierre Bénite et Saint Fons) reçoivent chacune des effluents 

mixtes, c’est-à-dire urbains et industriels. Parmi ces effluents industriels, on compte 8 effluents 

hospitaliers pour Saint Fons et 13 pour Pierre Bénite. Les 3 autres STEP étudiées sont des stations de 

moyenne capacité. Meyzieu et Neuville s/Saône reçoivent chacune les effluents d’une dizaine 

d’industries mais d’aucun établissement hospitalier. Fontaines s/Saône est, quant à elle, connectée à un 

hôpital. Par ailleurs, on peut constater que les STEP de Fontaines et Meyzieu ont des caractéristiques 

très proches puisqu’elles ont été dimensionnées pour le même nombre d’habitants et utilisent les 

mêmes types de traitement d’épuration. 

Tableau 47: Caractéristiques des 5 stations d'épuration du Grand Lyon étudiées 
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1.2.2 Echantillonnage 

L’échantillonnage des effluents et influents de chaque STEP étudiée a été assuré par les personnels du 

Grand Lyon. Il était réalisé sur une période de 24 heures au moyen d’échantillonneurs automatiques 

asservis au débit. 

Les échantillons de STEP (influents et effluents) ont été filtrés à 0,45 µm sur des filtres à membrane 

de nitrocellulose fournis par Millipore et conservés à 4°C, au maximum 2 jours, avant l’analyse.  

Les échantillons de STEP ont été collectés durant les mois de mars et avril 2007. D’importantes 

précipitations sont généralement observées à cette période. Ceci peut poser des problèmes 

d’interprétation puisque les eaux de pluie génèrent une dilution des polluants. Dans ce cas une 

correction doit être réalisée pour corriger ce facteur de dilution. Toutefois, les précipitations mesurées 

aux dates de prélèvements, ainsi que sur les 3 jours précédant les prélèvements, ont été très faibles 

(inférieures à 2,2 mm). Les échantillons peuvent donc être comparés sans avoir à réaliser de correction 

liée au facteur de dilution dans l’environnement (dilution négligeable). 

date provenance STEP 

19/03/2007 influent Saint Fons 

19/03/2007 effluent Saint Fons 

26/03/2007 influent Saint Fons 

26/03/2007 effluent Saint Fons 

20/03/2007 influent Pierre Bénite 

20/03/2007 effluent Pierre Bénite 

27/03/2007 influent Meyzieu 

27/03/2007 effluent Meyzieu 

13/03/2007 influent Fontaines 

13/03/2007 effluent Fontaines 

18/04/2007 influent Fontaines 

18/04/2007 effluent Fontaines 

02/04/2007 influent Neuville 

02/04/2007 effluent Neuville 

11/04/2007 influent Neuville 

11/04/2007 effluent Neuville 

Tableau 48: Provenance et dates de prélèvement des échantillons analysés 
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Pour une STEP donnée, un échantillon d’influent et un échantillon d’effluent ont été analysés à une 

même date afin de pouvoir comparer les quantités apportées en amont des STEP aux teneurs déversées 

par celles-ci. 

Par ailleurs, des dates de prélèvement différentes sont choisies pour chaque STEP afin de ne pas avoir 

à conserver les échantillons plus de 40 h, délai au-delà duquel la stabilité des échantillons n’a pas été 

vérifiée. Du fait de l’absence de précipitations sur la période des prélèvements, ainsi que de la 

proximité des dates de prélèvement, ceci n’empêche a priori pas la comparaison des résultats entre les 

STEP. 

Les eaux de STEP de Saint Fons, Neuville et Fontaines ont été analysées à 2 dates différentes, alors 

que les échantillons de Pierre Bénite et Meyzieu n’ont été collectés qu’à une seule date. Les différents 

prélèvements réalisés sont présentés Tableau 48. 

Ainsi 8 échantillons d’influents et 8 échantillons d’effluents ont été analysés.  

1.3 Analyses 

1.3.1 Analyses physico-chimiques 

Les services de la direction de l’eau du Grand Lyon effectuent de manière systématique des analyses 

physico-chimiques sur les échantillons collectés. Les protocoles d’analyse correspondants ne nous ont 

pas été communiqués, toutefois les rapports d’autosurveillance regroupant l’ensemble des analyses 

réalisées par le laboratoire de la Direction de l’eau sont fournis avec chaque échantillon. Ces données 

contiennent tout ou partie des mesures suivantes : 

− Débit 

− Précipitations 

− pH 

− Conductivité 

− MES (Matières En Suspension) 

− DCO (Demande Chimique en Oxygène) 

− DBO5 (Demande Biologique en Oxygène) 

− Concentration massique d’azote sous différentes formes (NH4
+, NO2

-, NO3
-) 

− Concentration totale en phosphore 
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Ces mesures sont imposées par l’arrêté du 22 décembre 1994, afin de suivre des paramètres permettant 

de s’assurer de la fiabilité du système et de mesurer les performances épuratoires. Ces mesures 

permettent également à la STEP de vérifier la conformité des eaux rejetées aux normes imposées 

(directive européenne du 21 mai 1991 : 91/271/CEE, loi sur l’eau du 3 janvier 1992). En effet, les 

composés azotés et phosphorés sont susceptibles de générer une eutrophisation (prolifération de 

végétaux) des systèmes aquatiques. Par ailleurs la matière organique dissoute est susceptible de 

générer un surcroît de consommation d’oxygène dans l’environnement, entraînant ainsi l’asphyxie des 

espèces naturellement présentes. 

Dans cette étude, les mesures citées ci-dessus, permettent d’une part de discuter de l’efficacité 

d’épuration des STEP considérées et d’autre part le calcul du nombre d’habitants reliés à la STEP. En 

effet, Servais et al. [188] montrent qu’un habitant consomme quotidiennement une moyenne de 150 L 

d’eau, et génère une demande chimique en oxygène de l’ordre de 110 g. 

1.3.2 Analyse des corticostéroïdes et des ββββ-bloquants 

Les échantillons environnementaux sont préconcentrés par SPE sur des cartouches Oasis MCX (60 

mg, 3 cc, 30 µm) provenant de Waters, selon le protocole présenté Tableau 19, page 74. Les 

extractions sont réalisées par un extracteur automatique d’échantillon ASPEC XL4 équipé d’une 

vanne 8 positions et d’une pompe à seringue de type 404 fournis par Gilson. A partir d’une même 

charge (V = 400 mL), une élution séquentielle des corticostéroïdes et des β-bloquants permet la 

récupération de chaque classe pharmaceutique dans 2 fractions différentes. Ces extraits sont évaporés 

à sec sous flux d’azote et repris par 400 µL de mélange eau/AcN (75/25, v/v), conduisant à un facteur 

d’enrichissement proche de 1 000, en tenant compte du rendement. 

Les effets matrices sont évalués pour chaque échantillon par un protocole similaire. Dans ce cas, les 

extraits secs sont repris par une solution standard contenant chaque molécule de la famille 

correspondante à une concentration de 100 µg/L, en solution dans un mélange eau/AcN (75/25, v/v). 

La comparaison de cet échantillon à 100 µg/L en solution dans un extrait environnemental, à une 

solution en solvant pur à la même concentration permet la détermination de l’effet matrice.  

Pour chaque extrait, un échantillon dilué 10 fois est préparé afin de pouvoir doser les éventuels points 

de concentration supérieure au maximum de la gamme étalon. Les effets matrices sont alors réévalués 

pour ces extraits dilués. 

Pour chaque échantillon, 10 extractions sont réalisées. Une moitié des extraits est utilisée pour le 

dosage des échantillons et la détermination de l’incertitude sur la mesure. L’autre moitié permet la 

détermination de l’effet matrice.  

Les fractions de corticostéroïdes sont ensuite analysées par LC/MS/MS, en appliquant le gradient 

eau/AcN présenté Tableau 29, page 95, sur une colonne X-Bridge C18 150 x 2,1 mm, 5µm provenant 
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de Waters. Le chromatogramme résultant de cette analyse est présenté Figure 33, c) page 90. Les 

paramètres de masse permettant l’analyse des corticostéroïdes en mode MRM positif sont présentés 

Chapitre 2 en partie 1.3, page 65. 

Les fractions de β-bloquants sont quant à elles analysées sur une colonne Hibar Purospher Star RP18e 

250 x 4,6, 5µm provenant de Merck, selon le gradient eau 0,1% FOA/AcN présenté Tableau 26, page 

89. Le chromatogramme résultant de cette analyse est présenté Figure 31, c) page 85. Les paramètres 

de masse permettant l’analyse des β-bloquants en mode MRM positif sont présentés Chapitre 2 en 

partie 1.3, page 5. 

Pour chaque séquence d’analyse, des échantillons de contrôle qualité (QC) à 100 µg/L sont injectés 

régulièrement afin de s’assurer de la stabilité de la mesure dans un même lot d’analyse. De même, des 

blancs sont régulièrement injectés pour vérifier d’une part que les échantillons dopés ne contaminent 

pas l’appareillage (absence d’effet mémoire) et d’autre part, que les échantillons environnementaux ne 

génèrent pas d’augmentation du bruit de fond au cours des analyses. 

1.3.3 Analyses des estrogènes 

Les estrogènes sont analysés selon une procédure totalement automatisée 

d’extraction/dérivation/LC/MS/MS en ligne, développée dans le Chapitre 3. A partir d’une charge d’1 

mL, les échantillons de STEP sont extraits et dérivés sur support par du chlorure de dansyle, en 

utilisant une cartouche d’extraction en ligne Oasis HLB 20 x 2,1 mm, 25µm fournie par Waters. 

L’analyse LC/MS/MS est réalisée en ligne sur une colonne Sunfire 100 x 2,1 mm, 3,5 µm provenant 

de Waters en élution isocratique eau/AcN/FOA (20/80/0,1, v/v/v). Les paramètres de masse 

permettant la détection des estrogènes dansylés sont présentés Chapitre 3 en partie 1.3.2.2, page 114. 

1.4 Méthodologie de dosage et calcul des concentrations environnementales 

1.4.1 Corticostéroïdes et ββββ-bloquants 

1.4.1.1 Méthodologie 

D’importants effets matrices ont été observés pour les corticostéroïdes et les β-bloquants. Nous avons 

vu, Chapitre 2 partie 5.1, page 102, que les méthodologies permettant la compensation de l’effet 

matrice (standardisation interne ou ajout dosés), ne pouvaient pas être appliquées. De ce fait le dosage 

a été réalisé par étalonnage externe en injectant avant chaque série d’analyse une gamme étalon.  
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1.4.1.2 Calcul des concentrations environnementales 
Le calcul de la concentration par rapport à la gamme ne tient compte ni du rendement d’extraction, ni 

de l’effet matrice. Il est donc nécessaire de corriger cette concentration calculée selon la relation 

suivante : 

( ) FExRdtxEM

c
c gam

env +
=

1
 

où cenv représente la concentration environnementale de l’analyte considéré, cgam est la concentration 

calculée par rapport à la gamme étalon, sans correction préalable, EM est l’effet matrice et Rdt le 

rendement d’extraction de l’analyte. FE représente le facteur d’enrichissement obtenu au cours de la 

procédure d’extraction (1 000 dans cette étude). 

1.4.2 Estrogènes 

Les teneurs en estrogènes présents dans les échantillons sont déterminées par une méthode 

d’étalonnage interne. Bien que les essais réalisés aient montré l’absence d’effet matrice, les 

échantillons environnementaux sont dopés à 60 ng/L de standard deutéré. Une gamme étalon est 

extraite préalablement à chaque série d’analyses. Un échantillon est dosé à 4 reprises afin de pouvoir 

déterminer l’incertitude sur la mesure. La gamme étalon subit les mêmes étapes d’analyse (extraction, 

dérivation) que les échantillons environnementaux. De plus la présence de standards deutérés 

compense l’éventuelle apparition d’effet matrice. De ce fait, les concentrations environnementales 

peuvent être directement évaluées à partir de la gamme étalon : 

gamenv cc =  

 

2 Résultats et discussion 

2.1 Concentrations dans les STEP 

En première approche, les concentrations des 31 analytes étudiés ont été déterminées pour chacun des 

8 échantillons d’influents et des 8 échantillons d’effluents analysés. Ces résultats sont présentés de 

façon détaillée en Annexe 3. La discussion réalisée dans ce paragraphe ne portera que sur des valeurs 

moyennes calculées pour l’ensemble des STEP. 
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2.1.1 Analyse des influents 

2.1.1.1 ββββ-bloquants 

Les concentrations moyennes, minimales et maximales en β-bloquants mesurées sur l’ensemble des 

échantillons d’influents analysés sont présentées Tableau 49. 

 Présence des ββββ-bloquants dans les influents 
 Moyenne (ng/L) Minimum (ng/L) Maximum (ng/L) Fréquence (%) 

Acébutolol 2 312 1 134 5 353 100 
Alprénolol 16 16 16 13 
Aténolol 1512 702 2063 100 
Bisoprolol 436 180 1056 100 
Bétaxolol 12 2 32 88 
Bupranolol 7 7 7 13 
Cartéolol 5 3 14 100 
Labétalol 66 27 118 100 
Métoprolol 267 215 322 100 
Nadolol 61 2 172 100 
Oxprénolol 11 4 38 75 
Pindolol 52 33 106 38 
Propranolol 402 178 892 100 
Sotalol 1 332 291 3 168 100 
Timolol 11 4 26 88 

 

Tous les β-bloquants étudiés ont été détectés dans les influents de STEP. Certaines molécules sont 

systématiquement rencontrées alors que d’autres ne le sont que rarement. C’est en particulier le cas de 

l’alprénolol et du bupranolol qui n’ont été détectés que dans un seul échantillon, à des teneurs de 

l’ordre de 10 ng/L. Ces deux β-bloquants sont à la fois peu consommés et très métabolisés, ce qui 

explique les faibles teneurs et la rare occurrence de ces composés en amont des STEP. 

Les molécules détectées aux plus fortes teneurs (de l’ordre du µg/L), sont systématiquement observées 

dans les influents de STEP. Il s’agit de l’acébutolol, de l’aténolol et du sotalol. L’acébutolol est le β-

bloquant le plus consommé en France. Ceci explique qu’il soit détecté aux plus fortes teneurs dans les 

influents de STEP (de l’ordre de 2 µg/L en moyenne). Ni l’aténolol, ni le sotalol ne faisaient partie des 

molécules les plus prescrites en 1999. Toutefois, nous ne disposons pas de données de consommation 

plus récentes. Les fortes teneurs rencontrées suggèreraient une forte augmentation de la consommation 

de ces molécules ces dernières années. Par ailleurs, l’aténolol étant très peu métabolisé, on peut 

considérer que la quasi-totalité des quantités ingérées atteignent les STEP. 

D’autres composés ont été systématiquement détectés mais à des teneurs moindres. C’est notamment 

le cas du propranolol (400 ng/L en moyenne), du métoprolol (270 ng/L en moyenne) ou du bisoprolol 

(200 ng/L en moyenne) qui font également partie des molécules pharmaceutiques les plus prescrites. 

Tableau 49: Concentrations moyennes, minimales et maximales mesurées pour les ββββ-bloquants dans 
l'ensemble des influents de STEP et fréquence de détection (n = 8) 
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2.1.1.2 Corticostéroïdes 
Les concentrations moyennes, minimales et maximales en corticostéroïdes mesurées sur l’ensemble 

des échantillons d’influents analysés sont présentées Tableau 50. 

 Présence de corticostéroïdes dans les influents 
 Moyenne (ng/L) Minimum (ng/L) Maximum (ng/L) Fréquence (%) 

Bétaméthasone nd / / 0 
Triamcinolone nd / / 0 
Prednisone 29 24 35 38 
Cortisol 135 21,4 260 88 
Prednisolone 319 40,9 362 38 
Budésonide nd / / 0 
Flunisolide nd / < LDQ 13 
Fluocinolone acétonide nd / / 0 
Triamcinolone acétonide 3 3 3 25 
Cortisone 448 54,2 922,6 100 
Désonide nd / / 0 
Méthylprednisolone nd / / 0 
Dexaméthasone nd / / 0 

 

Parmi les 13 corticostéroïdes étudiés, seuls 6 composés ont été détectés en amont des STEP. 

La cortisone est systématiquement détectée, à une teneur moyenne de 500 ng/L. Ce composé étant une 

molécule endogène, ce résultat n’est pas surprenant. Le cortisol est également une molécule endogène, 

il n’a toutefois pas été détecté dans l’un des échantillons analysés. Comme le cortisol est en équilibre 

chimique avec la cortisone, la détection de l’un des composés implique a fortiori la présence de 

l’autre. Par ailleurs, tout composé endogène est nécessairement déversé dans les STEP. 

Vraisemblablement, le cortisol n’est pas détecté dans l’un des échantillons en raison d’une limite de 

détection trop élevée pour cette molécule. 

Les composés exogènes détectés aux plus fortes teneurs sont la prednisone et la prednisolone avec des 

teneurs moyennes de l’ordre de 30 et 300 ng/L respectivement. Ces molécules sont effectivement les 

plus prescrites, d’où leur plus fréquente détection. De plus la prednisolone est le métabolite actif de 

nombreuses autres formes pharmaceutiques telles que la dexaméthasone ou la triamcinolone et son 

acétonide, ce qui explique les plus fortes teneurs retrouvées. 

La bétaméthasone, la triamcinolone, la budésonide, la fluocinolone acétonide, la désonide, la 

méthylprednisolone et la dexaméthasone n’ont jamais été détectés dans les influents de STEP au cours 

de ces mesures. Ces résultats tiennent probablement aux forts taux de métabolisation de ces molécules 

ainsi qu’à leur faible consommation. Certaines de ces molécules avaient préalablement été détectées 

lors des premiers essais présentés Chapitre 2 page 103. On peut alors penser qu’il existe des variations 

Tableau 50: Concentrations moyennes, minimales et maximales mesurées pour les corticostéroïdes dans 
l'ensemble des influents de STEP et fréquence de détection (n = 8) 
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temporelles dans le rejet de corticostéroïdes dans l’environnement. Une étude spécifique serait alors 

nécessaire pour conclure. 

2.1.1.3 Estrogènes 
Les concentrations moyennes, minimales et maximales en estrogènes mesurées sur l’ensemble des 

échantillons d’influents analysés sont présentées Tableau 51. 

 Présence des estrogènes dans les influents 
 Moyenne (ng/L) Minimum (ng/L) Maximum (ng/L) Fréquence (%) 

Estrone 49 26,5 74,5 88 
Estradiol 20 9,7 33,2 88 
Éthinylestradiol 3 0,3 4,7 50 

 

L’estrone et l’estradiol, qui sont des molécules endogènes ont été détectés dans 88% des échantillons 

d’influent à des teneurs de l’ordre de la dizaine de ng/L. Ces résultats coïncident avec ceux 

précédemment rapportés dans la littérature, puisque Servos et al. [29] ont détecté l’estrone à des 

teneurs variant entre 19 et 78 ng/L (26 à 75 ng/L dans notre étude) et Heberer et al. [18] ont détecté 

l’estradiol à des teneurs allant de 2 à 26 ng/L (9 à 33 ng/L dans notre étude) dans les influents de 

STEP.  

La littérature ne propose pas de données sur les teneurs en éthinylestradiol des influents de STEP. 

Cette étude a montré que les eaux de l’agglomération lyonnaise contiennent des teneurs de 3 ng/L en 

moyenne pour cette molécule. 

2.1.2 Effluents  

2.1.2.1 ββββ-bloquants 
Les concentrations moyennes, minimales et maximales en corticostéroïdes mesurées sur l’ensemble 

des échantillons d’effluents analysés sont présentées Tableau 52. 

Les teneurs en β-bloquants détectées dans les effluents lors de cette étude sont comparables à celles 

rapportées dans la littérature (voir Tableau 2, page 15). 

En effet, Castiglioni et al. [30] ont détecté l’aténolol à une concentration de 1,2 µg/L dans les effluents 

de la STEP de Cueno (Italie). Dans les effluents de STEP de l’agglomération lyonnaise une teneur 

moyenne de 975 ng/L est mesurée. 

Par ailleurs, lors d’études réalisées aux Etats-Unis [33], en Allemagne [31] ou en Angleterre [35], le 

métoprolol et le propranolol ont été détectés à des teneurs pouvant dépasser le seuil du µg/L. 

Toutefois, les concentrations usuellement rencontrées dans les effluents de STEP pour ces deux β-

Tableau 51: Concentrations moyennes, minimales et maximales mesurées pour les estrogènes dans 
l'ensemble des influents de STEP et fréquence de détection (n = 8) 
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bloquants sont de l’ordre de la centaine de ng/L, ce qui est également le cas dans les effluents de STEP 

de l’agglomération lyonnaise (130 à 423 ng/L pour le propranolol et 162 à 233 ng/L pour le 

métoprolol). 

 Présence de ββββ-bloquants dans les effluents 
 Moyenne (ng/L) Minimum (ng/L) Maximum (ng/L) Fréquence (%) 

Acébutolol 975 571 1 404 100 
Alprénolol 10 10 10 13 
Aténolol 1 171 425 1 528 100 
Bisoprolol 196 72 555 100 
Bétaxolol 13 1 31 75 
Bupranolol 8 8 8 13 
Cartéolol 6 2 17 100 
Labétalol 71 24 113 100 
Métoprolol 162 105 233 100 
Nadolol 39 4 116 100 
Oxprénolol 27 5 62,2 75 
Pindolol 21 19 21,2 25 
Propranolol 228 131 423 100 
Sotalol 1 724 345 7 928 88 
Timolol 8 2,9 19 88 

 

En 2001, Ternes et al. [31] ont détecté le bisoprolol et le bétaxolol à des teneurs de l’ordre de 60 ng/L. 

Ici, le bisoprolol est détecté à des teneurs supérieures, de l’ordre de la centaine de ng/L. Cette 

molécule est très consommée en France, avec un tonnage annuel de 1,6 t (données AFSSAPS 1999), 

ce qui n’est peut-être pas le cas en Allemagne. Pour le bétaxolol, des teneurs moindres sont observées, 

n’excédant pas 30 ng/L. 

Aux Etats-Unis, Huggett et al. [33] ont détecté le nadolol dans 24 échantillons de STEP (sur 34 

analysés) avec une teneur moyenne de 50 ng/L et une concentration maximale de 360 ng/L pour l’un 

des échantillons. Les résultats obtenus sur les effluents de STEP de l’agglomération lyonnaise sont en 

accord avec les mesures réalisées par Huggett et al., puisque le nadolol est détecté en moyenne à 40 

ng/L avec une teneur maximale de 116 ng/L. Toutefois, le nadolol est ici détecté dans 100 % des 

échantillons ce qui n’était pas le cas lors de l’étude menée par Huggett et al. La plus grande fréquence 

observée dans l’agglomération lyonnaise provient certainement d’une meilleure sensibilité de la 

méthode d’analyse puisque la méthode appliquée aux Etats-Unis n’atteignait qu’une limite de 

détection de 10 ng/L, n’autorisant ainsi la quantification qu’à partir de 30 ng/L. Les études réalisées 

dans l’agglomération lyonnaise montrent que 63 % des échantillons contiennent des teneurs 

inférieures à 30 ng/L, qui ne pourraient donc pas être quantifiées par la méthode proposée par Huggett 

et al. 

Tableau 52: Concentrations moyennes, minimales et maximales mesurées pour les ββββ-bloquants dans 
l'ensemble des effluents de STEP et fréquence de détection (n = 8) 
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2.1.2.2 Stéroïdes 
Les concentrations moyennes, minimales et maximales en corticostéroïdes et estrogènes mesurées sur 

l’ensemble des échantillons d’effluents analysés sont présentées Tableau 53. 

 

 Présence des stéroïdes dans les effluents 
 Moyenne (ng/L) Minimum (ng/L) Maximum (ng/L) Fréquence (%) 

Corticostéroïdes         
Bétaméthasone nd / / 0 
Triamcinolone nd / / 0 
Prednisone 26 25,6 25,6 13 
Cortisol 14 7,9 20 25 
Prednisolone nd / <LDQ 13 
Budésonide nd / / 0 
Flunisolide nd / <LDQ 38 
Fluocinolone acétonide nd / <LDQ 25 
Triamcinolone acétonide nd / <LDQ 50 
Cortisone  174 1,25 459,5 75 
Désonide nd / / 0 
Méthylprednisolone nd / / 0 
Dexaméthasone nd / / 0 

Estrogènes         
Estrone 22 2,1 46,1 100 
Estradiol 6 0,5 15,4 100 
Éthinylestradiol 3 1,5 5,7 50 

 

Les molécules détectées dans les influents le sont également dans les effluents. De plus on constate 

pour certains composés une plus grande fréquence de détection dans les effluents que dans les 

influents. Ceci pourrait s’expliquer par des phénomènes de déconjugaison dans les STEP. Les 

molécules conjuguées ne sont pas analysées. Toutefois, l’hydrolyse de ces molécules lors des 

traitements épuratoires peut permettre de relarguer la molécule libre. 

Les corticostéroïdes n’ayant jamais été recherchés dans les eaux environnementales, il n’existe pas de 

point de comparaison pour les données acquises dans cette étude. 

Par contre le suivi des estrogènes est très fréquent au niveau international. L’estradiol a été détecté à 

des teneurs comprises entre 0,1 et 15 ng/L ce qui est en parfait accord avec les mesures réalisées sur 

les effluents de l’agglomération lyonnaise (0,5 à 15,4 ng/L). L’éthinylestradiol a été détecté par 

Pawlowski et al. [41] ainsi que par Kuch et al. [43] à des teneurs comprises entre 0,1 et 8 ng/L. Cette 

molécule n’est détectée ici que dans 50% des échantillons à des teneurs similaires : 1,5 à 5,7 ng/L.  

Tableau 53: Concentrations moyennes, minimales et maximales mesurées pour les stéroïdes dans 
l'ensemble des effluents de STEP et fréquence de détection (n = 8) 
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De nombreux auteurs se sont intéressés au dosage de l’estrone dans les effluents de STEP. Des teneurs 

de l’ordre de la dizaine de ng/L ont généralement été rencontrées [24, 29-31, 41-43]. C’est également 

le cas dans cette étude (2 à 46 ng/L). 

2.1.3 Conclusions 

Ces analyses démontrent l’apport massif de résidus de β-bloquants, corticostéroïdes et estrogènes dans 

les stations d’épuration de l’agglomération lyonnaise. Ces molécules sont également détectées dans les 

effluents de STEP. Ceci révèle d’ores et déjà que l’efficacité d’épuration des STEP ne permet pas 

d’éliminer totalement ces contaminants. 

Etant données les fortes concentrations mesurées dans les effluents, des effets écotoxiques sur la faune 

et la flore du Rhône, en aval de Lyon sont certainement à déplorer. Il serait alors intéressant de doser 

ces molécules en différents points du fleuve, répartis entre Lyon et le delta du Rhône, afin d’évaluer le 

transport de ces contaminants dans le fleuve et d’estimer l’écotoxicité de ces résidus, sur une période 

donnée, aux concentrations mesurées dans le Rhône. 

2.2 Flux environnementaux pour chaque analyte 

Afin d’obtenir une meilleure estimation des quantités de composés pharmaceutiques rejetés par les 

STEP de la région lyonnaise, les flux de matière ont été déterminés pour chaque STEP en multipliant 

les concentrations déterminées, par les débits correspondant aux prélèvements. Pour avoir une vision 

globale des quantités déversées par les STEP du Grand Lyon les résultats ont été sommés pour chaque 

STEP. Dans le cas où 2 échantillons ont été analysés pour une même STEP, la moyenne des 

concentrations a été prise en compte. 

Ces calculs montrent tout d’abord que de très importantes quantités de résidus pharmaceutiques 

atteignent les STEP, puisque nous avons globalement mesuré des flux massiques de 3 kg/j pour les β-

bloquants, et de 325 et 23 g/j pour les corticostéroïdes et les estrogènes respectivement. Ces calculs 

montrent également que d’importantes quantités sont déversées dans l’environnement par les STEP : 

14 g/j pour les estrogènes, 120 g/j pour les corticostéroïdes, 1,5 kg/j pour les β-bloquants. 

Pour les β-bloquants, ces données sont confortées par une étude récente réalisée par le Cemagref de 

Lyon, laboratoire partenaire de ce projet, qui a calculé un rejet quotidien de 1,1 kg de β-bloquants par 

les STEP de l’agglomération lyonnaise [139]. 

 

Tableau 54: Flux massiques exprimés en g/j apportés au STEP ou déversés par celles-ci pour chacune des 
molécules étudiées. 
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    influents effluents 

ββββ-bloquants      
Acébutolol 1 406 371 
Alprénolol 0,04 0,03 
Aténolol 669 486 
Bisoprolol 108 52 
Bétaxolol 3 2 
Bupranolol 0,016 0,02 
Cartéolol 2 3 
Labétalol 27 26 
Métoprolol 127 71 
Nadolol 35 13 
Oxprénolol 2 10 
Pindolol 3 0,08 
Propranolol 129 77  
Sotalol 485 352 
Timolol 3 2 

Flux total 2 999 1465 

Corticostéroïdes   
Prednisone 0,1 0,06 
Cortisol 17 0,08 
Prednisolone 10 0 
Triamcinolone acétonide 0,01 0 
Cortisone 298 120 

Flux total 325 120 

Estrogènes   
Estrone 18 12 
Estradiol 5 2 
Éthinylestradiol 0,03 0,04 

Flux total 23 14 

2.2.1 ββββ-bloquants 

Afin de mieux visualiser la contribution de chaque β-bloquant à la contamination des influents et 

effluents de STEP, les flux de chaque analyte sont représentés sous forme de diagramme en secteur 

(Figure 57). 
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Il apparaît alors que 85 % de l’apport de β-bloquants est expliqué par la présence d’acébutolol (47%), 

d’aténolol et de sotalol. La contribution du propranolol et du métoprolol n’est pas négligeable puisque 

de l’ordre de 9%. Les 10 autres β-bloquants étudiés ne contribuent qu’à 6% de l’apport total en β-

bloquants. 

Une même tendance globale est observée dans les effluents avec toutefois une participation moindre 

de l’acébutolol (25%). L’acébutolol, le sotalol et l’aténolol représentent 83% des β-bloquants 

déchargés par les STEP. Le métoprolol et le propranolol contribuent à 5% et les 10 autres composés ne 

représentent que 7% des β-bloquants déchargés dans les effluents de STEP. 

2.2.2 Corticostéroïdes 

Afin de mieux visualiser la contribution de chaque corticostéroïde à la contamination des influents et 

effluents de STEP, les flux de chaque analyte sont représentés sous forme de diagramme en secteur 

(Figure 58). 

La cortisone représente 92% de l’apport total en corticostéroïdes dans les STEP. Les 8 % restant sont 

essentiellement expliqués par le cortisol et la prednisolone. En effet, parmi les 10 autres 

corticostéroïdes étudiés, seules la triamcinolone acétonide et la prednisone ont été détectées, et leur 

contribution représente moins de 0,1% de l’apport global.  

 

Figure 57: Contributions relatives en chaque ββββ-bloquant analysé dans l'ensemble des eaux de STEP 
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Dans les eaux de rejet des STEP on ne retrouve quasiment que la cortisone (99,9% de l’apport en 

corticostéroïdes). 

2.2.3 Estrogènes 

Afin de mieux visualiser la contribution de chaque estrogène à la contamination des influents et 

effluents de STEP, les flux de chaque analyte sont représentés sous forme de diagramme en secteur 

(Figure 59). 

 

Les deux molécules endogènes (E1, E2) sont principalement responsables de l’apport des estrogènes 

dans les STEP puisque l’estrone y contribue à 77% et l’estradiol à 23%. La molécule de synthèse 

(éthinylestradiol) représente moins de 1 % de l’apport en estrogène. 

Cet ordre de contribution est conservé pour les effluents où l’estrone est responsable de 87%, 

l’estradiol de 12% et l’éthinylestradiol de 0,3% du rejet d’estrogènes dans l’environnement. 

Figure 58: Contributions relatives en chaque corticostéroïde analysé dans l'ensemble des eaux de STEP 

Figure 59: Contributions relatives en chaque estrogène analysé dans l'ensemble des eaux de STEP 
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2.2.4 Conclusions 

Nous avons ainsi montré que l’acébutolol, le sotalol et l’aténolol pour les β-bloquants, la cortisone 

pour les corticostéroïdes, l’estrone et l’estradiol pour les estrogènes, sont les principales molécules à la 

fois apportées aux STEP et déchargées par celles-ci. Il semble alors important d’évaluer l’impact 

écologique de ces composés en terme d’écotoxicité, de bioaccumulation et de persistance. Il faut de 

plus souligner que si les quantités relatives de certaines molécules sont faibles voire négligeables, cela 

n’exclut pas la possibilité de risques environnementaux liés à la présence de ces molécules. La plupart 

de ces molécules peu abondantes sont en effet présentes à des teneurs de l’ordre de la dizaine de ng/L, 

concentrations auxquelles des effets écotoxiques ont été observés pour d’autres résidus 

pharmaceutiques (voir chapitre 1 page 19). 

2.3 Flux par STEP 

Afin d’identifier les STEP déchargeant les plus importantes quantités de résidus pharmaceutiques dans 

l’environnement, les flux environnementaux de chaque analyte appartenant à une même famille ont été 

additionnés pour une STEP donnée. Pour les STEP de Fontaines, Neuville et Saint Fons, pour 

lesquelles 2 échantillons ont été analysés, les valeurs moyennes sont considérées. Les flux de β-

bloquants, corticostéroïdes et estrogènes pour chacune des 5 STEP étudiées sont présentés Tableau 55. 

 Fontaines Saint Fons Pierre Bénite Neuville Meyzieu 
β-bloquants 36 1 099 297 18 17 
corticostéroïdes 0,6 119 0 0,004 0,3 
estrogènes 0,1 11 2 0,7 0,2 

Afin d’avoir une vision plus explicite des quantités relatives de résidus pharmaceutiques déversées par 

chaque STEP, une représentation en secteurs est présentée Figure 60. 

 

Tableau 55: Masses exprimées en g de ββββ-bloquants, corticostéroïdes et estrogènes rejetées quotidiennement 
dans chaque STEP 

Figure 60: Contribution relative de chaque STEP au rejet de ββββ-bloquants, corticostéroïdes, et estrogènes 
dans l'environnement 
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On constate que sur la durée de l’étude, la STEP de Saint Fons constituait le principal point de 

décharge en résidus pharmaceutiques du Grand Lyon puisque 75 % des β-bloquants, 99% des 

corticostéroïdes et 84% des estrogènes rejetés en provenaient. La STEP de Pierre Bénite constituait 

également un important point de décharge de résidus pharmaceutiques car elle rejetait 20% des β-

bloquants et 13 % des estrogènes. Ces résultats ne sont pas surprenants car ces deux STEP sont les 

plus importantes du Grand Lyon. De plus, sachant que par temps sec, un habitant produit 

quotidiennement 150 L d’eaux usées et 110 g de DCO, il est possible de calculer un nombre théorique 

d’habitants raccordés à une STEP donnée en utilisant la relation suivante : 

110
..

DxDCO
HabEq =  

où, DCO représente la demande chimique en oxygène mesurée dans l’échantillon d’influent, exprimée 

en mg/L, D est le débit mesuré en entrée de station exprimé en m3/j et Eq.Hab. représente le nombre 

théorique d’habitants raccordés à la station (nombre d’équivalent habitants). 

A partir des données de DCO et de débit fournies en annexe 8, on calcule un nombre d’équivalent 

habitants de 1 016 000 pour Saint Fons, de 450 000 pour Pierre Bénite, de 47 000 pour Meyzieu, de 

25 000 pour Fontaines et de 15 000 pour Neuville. Il apparaît alors que les flux de résidus 

pharmaceutiques rejetés par chaque STEP sont essentiellement expliqués par le nombre d’habitants 

raccordés. 

Afin de mieux comparer ces différentes stations, les flux de β-bloquants, corticostéroïdes et estrogènes 

ont été ramenés à un équivalent habitant, en divisant les flux présentés Tableau 55 par le nombre 

théorique d’habitants raccordés. Les données de flux par classes pharmaceutiques, exprimées en 

µg/j/eq. hab. sont présentées Tableau 56. 

 Fontaines Saint Fons Pierre Bénite Neuville Meyzieu 
β-bloquants 1394 1081 657 1178 357 
corticostéroïdes 24 116 0 0 6 
estrogènes 5 11 4 4 4 

 

Afin d’avoir une vision plus explicite des quantités relatives de résidus pharmaceutiques déversées par 

chaque STEP, une représentation en histogramme est donnée Figure 61. 

Tableau 56: Flux de ββββ-bloquants, corticostéroïdes et estrogènes exprimés en µg/j/eq. hab. déversés par 
chaque STEP 
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Les β-bloquants sont exclusivement consommés à but curatif, si l’on ne tient pas compte de l’usage 

illégal qui peut en être fait. On pourrait donc logiquement s’attendre à ce que les STEP recevant les 

eaux de rejet d’un grand nombre d’hôpitaux (Pierre Bénite et Saint Fons) présentent des flux par 

équivalent habitant supérieurs à ceux des autres STEP. Or les analyses réalisées montrent que les flux 

les plus importants sont observés pour les STEP de Fontaines et Neuville qui reçoivent peu voire pas 

d’effluents hospitaliers. En revanche, la STEP de Pierre Bénite, qui est raccordée à 13 établissements 

hospitaliers présente des flux de β-bloquants par habitant parmi les plus faibles observés. Il semble 

alors que les eaux reçues par les STEP n’influent pas sur le rejet de résidus de β-bloquants dans 

l’environnement et que les traitements réalisés prévalent. Il semble alors intéressant d’estimer les 

rendements d’épuration pour chaque STEP. Les travaux réalisés par Miège et al. [139] confortent ces 

résultats, puisqu’ils observent également un flux de β-bloquants par équivalent habitant relativement 

important pour la STEP de Fontaines, et relativement faible pour celle de Pierre Bénite. 

Par ailleurs, nous avons précédemment montré que les rejets de stéroïdes dans l’environnement étaient 

principalement dus aux molécules endogènes. Les flux par équivalent habitant devraient donc 

théoriquement être constants, quelle que soit la STEP considérée. Pour les estrogènes, à l’exception 

des données de Saint Fons, ceci est vérifié. La STEP de Saint Fons présente toutefois un flux 

d’estrogènes 2,5 fois supérieur aux autres STEP sur la période de l’étude, ce qui suggère une 

éventuelle influence des traitements appliqués. Pour les corticostéroïdes, l’influence de ces traitements 

est certaine du fait de la grande variabilité des flux par équivalent habitant observés dans les effluents 

des différentes STEP. En effet, pour Pierre Bénite et Neuville, les flux mesurés à partir des 

échantillons analysés dans cette étude sont nuls alors qu’ils sont supérieurs à 100 µg/j/eq. Hab. à Saint 

Fons. 

Il semblerait ainsi que pour chaque classe pharmaceutique, les traitements d’épuration auraient une 

influence sur les quantités déchargées. Il est donc intéressant d’évaluer l’efficacité d’épuration des 

STEP étudiées. 

 

 

Figure 61: Flux par équivalent habitant de ββββ-bloquants (bleu), corticostéroïdes (pourpre), et estrogènes 
(jaune) rejetés dans les effluents des STEP de Fontaines (Ftai), Saint Fons (S-F), Pierre Bénite (P-B), 
Neuville (Neu) et Meyzieu (Mey). 
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2.4 Efficacité d’épuration 

2.4.1 Principe 

Pour évaluer l’efficacité d’épuration d’une STEP vis-à-vis d’une molécule pharmaceutique donnée, 

des bilans de matière doivent être effectués entre l’entrée et la sortie de STEP. Les ratios entre les 

quantités entrant dans les STEP et les quantités sortantes, pour un analyte donné, permettent alors la 

détermination du rendement d’épuration. Pour réaliser un bilan de matière exhaustif, il est nécessaire 

de prendre en compte les quantités de composés suivants : 

− molécule libre, 

− molécules conjuguées (métabolites de phase II), 

− métabolites de phase I, 

− molécules adsorbées sur les MES, 

− produits de dégradation. 

Toutefois, étant donnée la difficulté d’acquérir certaines données (telles que les produits de 

dégradation), les abattements sont généralement calculés en ne s’intéressant qu’aux molécules libres, 

conjuguées ou adsorbées. Un dosage global des molécules libres et conjuguées est généralement 

réalisé en effectuant des réactions de déconjugaison par hydrolyse chimique ou enzymatique. Les 

quantités adsorbées sur les MES sont généralement extraites par solvant (Soxhlet ou ASE (extraction 

assistée par solvant) par exemple) et additionnées à la phase liquide.  

Dans cette étude, seules les molécules libres sont prises en compte. Les taux d’abattement (τab) sont 

calculés de la façon suivante : 

100x
F

FF

fli

efffli
ab

η

ητ
−

=  

où Feffl représente le flux massique d’un analyte donné en sortie de STEP et Finfl son flux massique en 

entrée de STEP. 
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2.4.2 Résultats 

Les résultats obtenus pour chaque analyte et pour chaque STEP sont présentés Tableau 57. 

 Fontaines Saint Fons Neuville  Pierre Bénite  Meyzieu 
ββββ-bloquants              

Acébutolol 25 60 30 86 66 
Alprénolol 31 / / / / 
Aténolol 9 26 21 37 28 
Bisoprolol 40 41 75 72 59 
Bétaxolol -20 22 86 / 33 
Bupranolol -28 / / / / 
Cartéolol -39 -58 12 5 -1 
Labétalol -4 6 -35 9 -18 
Métoprolol 30 36 41 60 28 
Nadolol -19 -9 38 94 56 
Oxprénolol -20 -556 -224 / -127 
Pindolol 71 / / 100 / 
Propranolol 50 47 44 23 12 
Sotalol -175 21 41 51 43 
Timolol 18 26 42 52 27 

Corticostéroïdes           
Prednisone 38 / / / / 
Cortisol 98 100 100 100 94 
Prednisolone 100 100 / / 100 
Triamcinolone acétonide / / 100 / / 
Cortisone 32 37 100 100 38 

Estrogènes           
Estrone 55 -32 87 84 40 
Estradiol 75 35 56 98 53 
Ethinylestradiol -49 / -31 / / 

Moyennes        
β-bloquants  -26 39 33 74 45 
Corticostéroïdes 75 42 100 100 93 
Estrogènes  58 -17 71 87 44 

 

Par cette approche extrêmement simplifiée, il n’est pas possible d’estimer de façon précise les taux 

d’abattement. Toutefois, sachant d’une part qu’une molécule conjuguée peut s’hydrolyser pour libérer 

la molécule libre mais que la réaction inverse est très peu probable (dilution importante, nécessité 

d’enzymes spécifiques, etc.), et que d’autre part la quantité de MES est beaucoup plus faible dans les 

effluents que dans les influents, c’est-à-dire qu’il y a a priori moins de molécules adsorbées dans les 

effluents, les valeurs de τab peuvent être traitées de la façon suivante. 

− Si τab � 0 %, il n’est pas possible de conclure sur l’efficacité de la STEP puisque les quantités 

adsorbées et/ou conjuguées jouent un rôle important. 

Tableau 57: Taux d'abattement pour chaque analyte et pour chaque STEP 
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− Si τab > 0 %, il est possible de conclure que les traitements épuratifs appliqués permettent de 

retenir dans les boues ou de dégrader l’analyte considéré. 

2.4.2.1 ββββ-bloquants 
Le bupranolol, le cartéolol, le labétalol et l’oxprénolol présentent systématiquement des taux 

d’abattement nuls ou négatifs, leur épuration dans les STEP ne peut donc pas être discutée. 

L’alprénolol, le bétaxolol, et le pindolol n’ont pas été détectés dans tous les influents, dès lors, il n’est 

pas possible de calculer de taux d’abattement pour certaines STEP et la comparaison des efficacités 

d’épuration ne peut pas être réalisée pour ces composés. 

Pour le nadolol et le sotalol, les taux d’abattement sont négatifs pour une partie des STEP, ces 

molécules ne permettent donc pas de comparaison sur l’ensemble des stations d’épuration. 

Finalement, seuls l’acébutolol, l’aténolol, le bisoprolol, le métoprolol, le propranolol et le timolol 

conduisent à des valeurs de τab positives pour toutes les STEP étudiées. Une représentation graphique 

est proposée Figure 62 pour ces 6 composés.  

 

Au vu de ces données, il semble hasardeux de faire ressortir une STEP plus efficace que les autres, 

puisque selon l’analyte considéré, les meilleurs rendements d’épuration ne sont pas obtenus sur les 

mêmes sites. La STEP de Pierre Bénite semble conduire à des rendements d’épuration supérieurs aux 

autres STEP pour une majorité de β-bloquants, au vu des échantillons analysés. 

Cependant, outre le fait que de nombreuses variables n’ont pas été prises en compte, il n’est pas 

possible de généraliser ces résultats, en raison du faible nombre d’échantillons analysés pour chaque 

STEP (1 ou 2).  

Par ailleurs, ces essais ne permettent pas de déterminer si l’un des traitements appliqués dans les STEP 

étudiées permettrait de favoriser l’épuration de ces résidus dans l’environnement. En effet, de 

Figure 62: Taux d'abattement pour 6 ββββ-bloquants, pour chaque STEP 



Chapitre 4 2 Résultats et discussion 
 

 160

nombreux paramètres entrent en jeu dans l’efficacité des traitements d’épuration, certains ne pouvant 

pas être contrôlés (température, présence d’inhibiteurs tels que des métaux, concentration de 

l’analyte), d’autres pouvant être modifiés (pH du réacteur biologique, concentration en oxygène, temps 

de rétention dans les boues ou la phase liquide). La nature de la molécule et le type de procédé 

appliqué ont également une influence, mais sont les seules variables connues pour cette étude.  

2.4.2.2 Stéroïdes 
Parmi les corticostéroïdes étudiés, seule la cortisone a systématiquement été détectée dans les 

influents. L’efficacité d’épuration ne pourra dès lors être évaluée que pour cette molécule. 

Pour les estrogènes, l’éthinylestradiol n’a été détecté que pour 2 STEP et l’estrone présente une valeur 

de taux d’abattement supérieure à 100%. De ce fait seul le comportement de l’estradiol sera discuté.  

Les données présentées Tableau 57 tendent à montrer que la STEP de Pierre Bénite serait la plus 

efficace pour l’épuration des stéroïdes, puisque des taux d’abattement 10 à 60 fois moindres sont 

observés sur cette STEP pour l’estradiol et la cortisone sur les échantillons analysés. 

2.5 Estimation des risques 

Afin d’avoir un premier aperçu de l’impact possible des résidus de stéroïdes et de β-bloquants, en aval 

des STEP étudiées, il est possible de calculer un quotient de risque (QR) selon l’équation suivante : 

PNEC
PECQR =  

où PEC représente la concentration environnementale prédite, et PNEC est la concentration 

environnementale prédite ne générant pas d’effets néfastes pour l’écosystème. 

Si QR présente une valeur supérieure à 1 pour un analyte donné, il est possible de conclure qu’un 

risque écotoxicologique est probable. 

Les valeurs de PEC peuvent être extrapolées des mesures précédemment présentées dans ce chapitre. 

En effet, connaissant les quantités rejetées par les STEP (FSTEP) et les débits des rivières (Drivière) à 

proximité de la station d’épuration, il est possible d’estimer une concentration environnementale selon 

la relation : 

rivière

STEP
D

FPEC =  

Afin de se placer dans le pire des scenarii, les débits minimaux de ces rivières sont pris en compte. 

Pour les STEP de Neuville et Fontaines qui rejettent leurs effluents dans la Saône, les valeurs de débit 

de la Saône à Couzon au Mont d’Or sont considérées. La plus faible valeur, calculée par la DIREN 

Rhône Alpes sur 16 ans, est de 42 m3/s. Pour la STEP de Meyzieu qui rejette ses effluents dans le 
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Rhône en amont du confluent, les débits du Rhône mesurés à Lyon (Perrache) sont utilisés. La plus 

faible valeur, calculée par la CNR sur 86 ans, est de 190 m3/s. Les STEP de Saint Fons et Pierre Bénite 

rejetant également leurs effluents dans le Rhône, mais en aval du confluent, les données de débit 

mesurées à Ternay sont prises en compte. La CNR calcule sur 86 ans, un débit minimal de 280 m3/s. 

Les données hydrologiques de synthèse sur ces trois points (Couzon au Mont d’Or, Ternay et Lyon 

Perrache) sont fournies en annexe 4, et la situation géographique de ces villes est présentée Figure 56, 

page 138. 

De plus, afin de se placer dans des conditions plus réalistes, les quantités rejetées par Neuville et 

Fontaines sont additionnées afin d’estimer l’impact conjoint de ces deux STEP sur la Saône. Pour des 

raisons similaires, les données de flux mesurés à Saint Fons et Pierre Bénite sont également 

additionnées. 

Pour l’estimation des risques environnementaux, les valeurs de PNEC proposées dans la littérature 

sont utilisées. Toutefois, du fait du peu d’information disponible, seul un nombre restreint de 

molécules sera pris en compte. Ferrari et al. [189] estiment en particulier une PNEC de 10 ng/L pour 

le propranolol. Huscheck et al. [190] calculent une PNEC de 0,1 ng/L pour l’éthinylestradiol. 

Toutefois, cette molécule étant très rarement détectée, nous avons préféré prendre en compte 

l’estimation plus grossière proposée par Stuer-Lauridsen et al. [191] qui estiment une PNEC de 5 ng/L 

pour l’ensemble des estrogènes. Pour les corticostéroïdes, aucune donnée de PNEC n’est proposée 

dans la littérature. 

Finalement, les résultats obtenus pour le propranolol et les estrogènes sont présentés Tableau 58. 

Propranolol 
lieu  D (m3/s) F (g/j) PEC (ng/L) QR 

Couzon 42 2,3 0,63 0,063 
Ternay 280 73,9 3,06 0,306 
Lyon 190 1,3 0,08 0,008 

          
Estrogènes 

lieu  D (m3/s) F (g/j) PEC (ng/L) QR 
Couzon 42 0,2 0,05 0,011 
Ternay 280 12,9 0,53 0,106 
Lyon 190 0,2 0,01 0,003 

 

Les résultats obtenus au cours de ces deux mois de suivi environnemental tendent à montrer que le 

risque généré par l’introduction de propranolol et d’estrogènes dans l’environnement est négligeable à 

proximité de Lyon. Toutefois, les mélanges de résidus pharmaceutiques et d’autres polluants 

organiques peuvent avoir un effet synergique dans l’environnement. De ce fait, si ces composés 

considérés séparément ne présentent a priori pas de risque pour l’écosystème de l’agglomération 

Tableau 58: Estimation des risques pour le propranolol et les estrogènes à proximité de Lyon 
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lyonnaise, ils pourraient toutefois contribuer au risque global généré par l’ensemble des matières 

polluantes. 

Par ailleurs, ces estimations sont réalisées à partir d’un nombre très restreint d’échantillons (1 ou 2). 

De ce fait, rien ne prouve que les mesures réalisées soient représentatives des quantités déversées 

quotidiennement par chaque STEP. En effet, si Miège et al. [139] concluent également que le 

propranolol ne présente pas de risque environnemental lorsqu’il est considéré individuellement, les 

valeurs de QR qu’ils calculent sont supérieures à celles obtenues dans cette étude. Ils évaluent 

effectivement des QR de 0,107 à Couzon au Mont d’Or et de 0,750 à Ternay, soient des quotients de 

risque environ deux fois plus élevés que dans cette étude. Il serait alors nécessaire de disposer d’un 

plus grand nombre de données pour déterminer de façon plus précise et plus réaliste les PEC. 

 

3 Conclusions et perspectives 

Cette étude a démontré que de fortes concentrations de résidus pharmaceutiques sont présentes dans 

les effluents de STEP de l’agglomération lyonnaise. Ces teneurs sont parfois très supérieures aux 

concentrations écotoxiques mesurées pour d’autres résidus pharmaceutiques, puisqu’elles peuvent 

atteindre des valeurs de l’ordre du µg/L (pour l’acébutolol en particulier) et sont pour de nombreux 

composés de l’ordre de la centaine de ng/L (propranolol et cortisone entre autres). A partir d’une étude 

réalisée durant les mois de mars et avril 2007, nous avons pu constater que 1,5 kg de β-bloquants, 120 

g de corticostéroïdes et 13 g d’estrogènes étaient déversés quotidiennement dans les eaux de 

l’agglomération lyonnaise. Toutefois, toutes les STEP ne contribuent pas de façon équivalente à ces 

rejets du fait de leurs capacités très différentes. Nous avons par ailleurs constaté que les traitements 

appliqués dans ces STEP semblent avoir une influence sur l’épuration des résidus de β-bloquants, 

corticostéroïdes et d’estrogènes. Les données acquises dans ces travaux ne visaient pas à estimer les 

rendements d’épuration. Toutefois, une influence certaine des traitements a été constatée. 

Nous avons également observé que les stéroïdes endogènes (cortisone, estrone, estradiol), l’acébutolol 

et l’aténolol pour les β-bloquants étaient les molécules détectées aux plus fortes concentrations et 

également les plus fréquemment rencontrées dans les échantillons. Il devient alors intéressant d’étudier 

leur écotoxicité afin d’évaluer le risque environnemental qu’elles génèrent. Le transport de ces résidus 

dans le Rhône, en aval de Lyon est également un point important à étudier dans l’estimation des 

risques environnementaux. 

Pour de prochains travaux, il pourrait être intéressant d’étudier les fluctuations saisonnières de ces 

micropolluants. Il faudrait de plus estimer de façon précise l’efficacité d’épuration de chaque STEP à 

partir d’un plus large panel d’échantillons, et en prenant en compte les molécules conjuguées et 

adsorbées sur les matières en suspension. Il serait également intéressant de prendre en compte les 
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produits de dégradation de ces composés, mais ceci requiert alors une étude de la dégradation biotique 

et abiotique (hydrolyse, photolyse) de ces molécules. La stabilité photochimique des résidus 

pharmaceutiques dans l’environnement fait d’ailleurs l’objet du Chapitre 5. 
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L’étude de la photodégradation des molécules pharmaceutiques permet d’une part l’estimation de la 

stabilité de ces résidus dans l’environnent et d’autre part d’évaluer l’efficacité d’un éventuel traitement 

UV pour leur élimination dans les STEP. L’instabilité des estrogènes en photolyse directe ou indirecte 

a été démontrée par plusieurs études [158, 167, 168] et certains photoproduits ont été caractérisés 

[170] (voir Chapitre 1, page 50). Le comportement photolytique des estrogènes n’a donc pas été repris 

dans ces travaux. En revanche, les études concernant le devenir photochimique des corticostéroïdes et 

des β-bloquants dans l’environnement sont beaucoup plus restreintes. Néanmoins, la caractérisation de 

quelques photoproduits a été proposée pour certains corticostéroïdes [20, 172-174]. Toutefois, la 

stabilité photochimique de ces composés en photolyse directe ou dans des matrices environnementales 

mérite d’être précisée. Un nombre restreint de publications est dédié à l’étude du comportement 

photolytique des β-bloquants [164, 175, 177, 178]. Ces travaux sont réalisés dans l’eau pure et 

l’influence des matrices environnementales sur leur photodégradation reste encore à déterminer. Il 

semble alors nécessaire d’évaluer la photolabilité des corticostéroïdes et des β-bloquants dans les 

matrices environnementales, ainsi que d’identifier les produits issus de la photodégradation de ces 

substances. Des travaux ont été entrepris dans ce sens et sont présentés dans ce chapitre.  
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1 Matériels et méthodes 

1.1 Réactifs et solvants 

Les réactifs et solvants utilisés pour les études de photodégradation des corticostéroïdes et des β-

bloquants, ainsi que les solutions mère ou de travail préparées sont présentés Chapitre 2 page 64.  

L’adrénostérone (99%) provenait de Sigma-Aldrich. Une solution mère à 1 g/L a été préparée dans 

l’acétonitrile. 

Le nitrate d’uranyle hexahydrate (99%), l’acide oxalique dihydrate (99%) et le permanganate de 

potassium (99%) provenaient de Prolabo. Une solution d’oxalate d’uranyle est préparée dans l’eau à 

une concentration de 20 mM en UO2(NO3)2 et 100 mM en H2C2O4 pour les mesures actinométriques. 

1.2 Conditions de photodégradation 

1.2.1 Photoréacteur 

Les réactions de photodégradation ont été réalisées dans un photoréacteur à immersion à double paroi 

en pyrex, d’un volume interne de 2 L (Figure 63). Un puits central à double paroi en pyrex est réservé 

à une lampe plongeante à vapeur de mercure haute pression (HPK 125W, Philips). Une circulation 

continue d’eau dans les doubles parois permettait de prévenir tout échauffement de la solution et du 

pyrex. L’irradiation a été réalisée sous agitation magnétique afin de maintenir l’homogénéité de la 

solution. Le photoréacteur était recouvert d’une feuille de papier d’aluminium afin d’éviter les pertes 

de photons ainsi que de s’affranchir de toute pollution par une source lumineuse extérieure. Le 

réacteur restait ouvert afin de permettre le contact avec l’air tout au long de la dégradation. Par 

précaution, un réfrigérant était installé sur le photoréacteur afin d’éviter une éventuelle évaporation. 

 

 

Figure 63 : Dispositif expérimental utilisé lors des études de photodégradation 
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1.2.2 Source d’irradiation 

La source d’irradiation utilisée était une lampe à vapeur de mercure haute pression HPK 125W Philips 

à enveloppe de quartz. Son spectre est composé d’un fond continu auquel se superpose un spectre de 

raies (Figure 64). 

 

 

La couche d’ozone présente dans la haute atmosphère, du fait de la photolyse de l’oxygène, absorbe 

les rayons UV-C (λ<280 nm). Ainsi, l’énergie solaire est très faible en dessous de 280 nm. Le pyrex 

filtre les UV-C, ce qui permet de se rapprocher des conditions naturelles. De plus, l’eau utilisée pour le 

refroidissement du système filtre le rayonnement IR (λ > 780 nm). 

La stabilité de la lampe au cours du temps a été contrôlée par actinométrie chimique à l’oxalate 

d’uranyle [192]. 

 

1.3 Photodégradation des résidus pharmaceutiques 

La directive OCDE/GD(97)21 stipule que, pour être environnementalement significatives, les 

expériences de photodégradation en laboratoire doivent être réalisées à des concentrations inférieures à 

10-4 mol/L (c'est-à-dire de l’ordre de la dizaine de mg/L pour les corticostéroïdes et les β-bloquants). 

Toutefois, pour se rapprocher des conditions environnementales, il est intéressant de diminuer cette 

concentration à des teneurs de l’ordre du µg/L. Ces conditions de concentration permettent d’évaluer 

les cinétiques de dégradations de molécules dans les conditions environnementales mais ne permettent 

pas de s’intéresser aux photoproduits pour des questions de sensibilité de l’analyse. Il apparaît alors 

nécessaire d’évaluer la photolabilité des substances non seulement en milieu dilué (de l’ordre du µg/L) 

mais également en milieu concentré (de l’ordre de la dizaine de mg/L). Après s’être assuré de l’accord 

des cinétiques de dégradation entre les deux conditions de concentration, les mélanges réactionnels 

issus des photodégradations en milieu concentré peuvent être utilisés pour la caractérisation des 

photoproduits. Par ailleurs, le comportement photolytique des molécules est susceptible de dépendre 

Figure 64 : Spectre d'émission de la lampe HPK 125W, courbe de transmission du pyrex 
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de la matrice. La caractérisation des photoproduits ne pouvant être réalisée que pour des solutions dans 

l’eau ultra pure, il a également été nécessaire de vérifier que les photoproduits formés dans ces 

conditions l’étaient également lors de dégradations dans des matrices environnementales. 

1.3.1 Photodégradations en milieu dilué 

Des dégradations à 10 µg/L ont été réalisées pour des mélanges d’une part de β-bloquants et d’autre 

part de corticostéroïdes. Pour cela 1 L d’eau a été dopé par 200 µL de la solution mélange à 50 mg/L 

contenant l’ensemble des β-bloquants ou des corticostéroïdes. Pour les expériences de photolyse 

directe, l’eau ultra pure était utilisée. Les expériences de photolyse indirecte étaient réalisées en 

utilisant pour matrice des échantillons d’effluents provenant de la station d’épuration de Pierre-Bénite, 

préalablement filtrés à 0,45 µm. 

Le mélange réactionnel était alors versé dans le photoréacteur et irradié. La cinétique de dégradation 

était suivie en prélevant des volumes négligeables d’échantillon (1 mL) à intervalles de temps régulier.  

1.3.2 Photodégradations en milieu concentré 

Afin de caractériser les photoproduits, des expériences ont été réalisées sur des solutions à 10 mg/L. 

Pour cela, 10 mg d’analyte ont été pesés et dissous dans 1L d’eau. L’eau milli-Q était utilisée pour les 

expériences de photolyse directe. Les expériences de photolyse indirecte ont été réalisées en utilisant 

pour matrice des échantillons d’effluents provenant de la station d’épuration de Pierre-Bénite, 

préalablement filtrés à 0,45 µm. 

Les cinétiques de disparition de l’analyte et d’apparition/disparition des photoproduits étaient suivies 

en prélevant des volumes négligeables d’échantillon (1 mL) à intervalles de temps régulier. 

1.4 Analyse 

Les échantillons prélevés ont été analysés par LC/DAD ou LC/DAD/MS/MS. 

1.4.1 Appareillage 

Une chaîne chromatographique Agilent 1100 series constituée d’un dégazeur, d’une pompe 

quaternaire, d’un passeur d’échantillons et d’un détecteur à barrette de diodes était couplée à un triple 

quadripôle Sciex API 300 par l’intermédiaire d’une source TIS (TurboIon Spray). Le contrôle de 

l’appareil et le traitement des données étaient réalisés par le biais du logiciel Analyst 1.4.1. 
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Le spectromètre de masse a préalablement été calibré en utilisant une solution standard de 

polypropylène glycol, en réglant la résolution, telle que la largeur à mi-hauteur d’un pic soit dans le 

domaine 0,7 ± 0,1 uma. 

Le gaz de nébulisation (air) et le gaz rideau (azote) étaient fixés à 10 unités arbitraires. La source était 

chauffée à 400°C pour les analyses des mélanges issus de la dégradation des corticostéroïdes et à 

500°C pour les analyses des mélanges issus de la dégradation des β-bloquants. Un gaz desséchant (air) 

était introduit à un débit de 8 L/min. 

1.4.2 Conditions d’analyse 

1.4.2.1 Photodégradation en milieu dilué 
Les échantillons prélevés lors des expériences en milieu dilué ont été analysés dans les conditions 

précédemment développées dans le Chapitre 2.  

Les échantillons issus de la dégradation de mélanges de corticostéroïdes ont été analysés par 

LC/MS/MS, en appliquant le gradient eau/AcN présenté Tableau 29 page 95, sur une colonne X-

Bridge C18 150 x 2,1 mm, 5µm provenant de Waters. Le chromatogramme résultant de cette analyse 

est présenté Figure 33, c) page 90. Les paramètres de masse permettant l’analyse des corticostéroïdes 

en mode MRM positif sont présentés Chapitre 2 en partie 1.3 page 65. 

Les échantillons issus de la dégradation de mélanges de β-bloquants ont quant à eux été analysés sur 

une colonne Hibar Purospher Star RP18e 250 x 4,6, 5µm provenant de Merck, selon le gradient eau 

0,1% FOA/AcN présenté Tableau 26 page 89. Le chromatogramme résultant de cette analyse est 

présenté Figure 31, c) page 85. Les paramètres de masse permettant l’analyse des β-bloquants en mode 

MRM positif sont présentés Chapitre 2 en partie 1.3 page 65.  

1.4.2.2 Photodégradation en milieu concentré 
Des conditions d’analyse spécifiques à chaque mélange de dégradation ont été développées. Ces 

méthodes sont présentées en Annexe 5. 

 

2 Photodégradation des corticostéroïdes 

2.1 Caractéristiques spectrales 

La Figure 65 présente les spectres UV des corticostéroïdes. Ces spectres montrent que le domaine 

d’absorbance des corticostéroïdes s’étend au-dessus de 280 nm. Bien que leur absorbance soit faible 

dans le domaine 280-400 nm, les corticostéroïdes sont susceptibles d’absorber le rayonnement solaire 

et de se dégrader. 
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2.2 Stabilité photochimique 

Afin de s’assurer que les réactions observées proviennent effectivement de processus photochimiques, 

la stabilité des corticostéroïdes en solution aqueuse a préalablement été vérifiée durant 3 mois. 

2.2.1 Photodégradations en milieu dilué 

La photodégradation des corticostéroïdes, étudiée à 10 µg/L, montre une cinétique apparente du 

premier ordre. La linéarité des courbes ln(c/c0) en fonction du temps a effectivement été observée avec 

des facteurs de corrélation supérieurs à 0,99 (c représentant la concentration de la molécule dégradée à 

l’instant t et c0 sa concentration initiale). A titre d’exemple, les droites obtenues pour la fluocinolone 

acétonide et la budésonide sont présentées Figure 66 pour chaque matrice.  

 

Figure 65 : Spectres UV des corticostéroïdes 

Figure 66: Cinétiques de photodégradation de la budésonide (Bu) et de la fluocinolone acétonide (Fc) à 10 
µg/L dans l’eau milli-Q (eau HQ) et dans les matrices environnementales (eau STEP) 



Chapitre 5 2 Photodégradation des corticostéroïdes 
 

 173

Pour chaque matrice, les expériences de photodégradation ont été répétées 4 fois. Une bonne 

répétabilité des essais est observée avec des coefficients de variations inférieurs à 10% sur les temps 

de demi-vie. A partir des droites ln(c/c0) = -kt + ε, les constantes de vitesse pour la photodégradation 

de chaque molécule ont été évaluées. Les temps de demi-vie des molécules sont calculés selon la 

relation : 

t1/2 = ln2/k 

Ces grandeurs sont présentées Tableau 59. 

molécule 
eau HQa eau STEPa eau HQb 

t1/2 (DSc) (min) t1/2 (DSc) (min) t1/2 (DSc) (min) 

Be 30,5 (1,1) 31,2 (0,3) 80 

Bu 14,1 (0,5) 22,4 (0,9) 62 

D 32,7 (1,5) 41,9 (2,2) 99 

Fs 19,9 (0,5) 28,2 (0,5) 64 

Fc 40,6 (1,7) 57,8 (2,1) 105 

Pl 15,9 (1,0) 15,6 (4,3) 47 

P 16,3 (0,9) 22,4 (2,5) 43 

T 31,8 (3,3) 37,3 (3,1) 116 

TA 25,9 (0,9) 36,5 (1,2) 74 
   a : irradiation par une lampe HPK 125W 
   b : irradiation par la lumière solaire 
   c : Déviation Standard 

 

 

Pour la plupart des corticostéroïdes il apparaît que les temps de demi-vie mesurés dans les matrices 

environnementales sont significativement plus grands que ceux mesurés dans l’eau milli-Q. Cela 

pourrait être dû à une compétition de l’absorption de photons, d’une part par les analytes ciblés, et 

d’autre part, par d’autres constituants présents dans les eaux de STEP. Il semble donc que la 

dégradation des corticostéroïdes dans l’environnement puisse s’expliquer par des processus de 

photolyse directe. Le comportement photolytique de ces molécules, estimé dans l’eau milli-Q est donc 

relativement proche de celui observé dans les milieux naturels. Les temps de demi-vie observés lors 

des irradiations par une lampe HPK sont inférieurs à 1 h pour la majorité des composés étudiés. La 

photodégradation de la cortisone et du cortisol s’est avérée insuffisante sur la durée des expériences (2 

h) pour une détermination correcte des cinétiques de dégradation. Il est donc uniquement possible de 

conclure, à partir de ces données, que le cortisol et la cortisone ont des temps de demi-vie 

significativement plus importants que les 8 autres corticostéroïdes étudiés. Ces deux molécules sont 

les seules parmi les 11 étudiées à ne présenter qu’une insaturation sur le cycle A (voir Figure 2 page 

22), donc un groupement chromophore de moins que les autres molécules. Il apparaît effectivement 

que les coefficients d’extinction molaire de ces deux composés sont les plus faibles de la famille sur le 

domaine 280-400 nm. 

Tableau 59: Temps de demi-vie exprimés en min pour la photodégradation des corticostéroïdes dans l'eau 
milli-Q ou dans les effluents de STEP, à 10 µg/L 
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Etant données les très faibles stabilités de ces molécules dans les conditions d’irradiation de 

laboratoire, des essais ont été réalisés en exposant le mélange réactionnel directement à la lumière 

solaire. Cette étude n’inclut pas la cortisone et le cortisol, car étant donnée leur plus lente dégradation 

une journée d’ensoleillement n’aurait pas permis de les dégrader suffisamment pour estimer leur temps 

de demi-vie. Il faut de plus souligner que ces expériences ont été réalisées mi-septembre, soit dans des 

conditions d’ensoleillement relativement élevées. Les temps de demi-vie observés ne sont que 2 à 3 

fois supérieurs à ceux observés lors de l’irradiation par une lampe HPK. Ceci souligne la grande 

instabilité des corticostéroïdes sous rayonnement solaire. D’autre part, du fait de la variation de 

l’intensité lumineuse au cours de la journée de moins bons facteurs de corrélation ont été observés. A 

titre d’exemple la cinétique de dégradation de la prednisone exposée au rayonnement solaire est 

présentée Figure 67. 

 

Une cinétique apparente du premier ordre est là encore observée. Les derniers prélèvements n’ont pas 

été pris en compte dans la détermination de la constante de vitesse du fait de la perte de linéarité sur 

ces points. Cet écart à la linéarité pourrait être dû à la diminution du flux photonique du fait de la plus 

faible intensité du rayonnement solaire en fin de journée. 

Les déviations standard sur les temps de demi-vie n’ont pas pu être évaluées du fait de la variabilité de 

l’intensité du rayonnement solaire sur plusieurs jours. Toutefois, elles sont probablement très 

supérieures à celles mesurées dans les conditions de dégradation de laboratoire du fait de la moins 

précise détermination de la pente de la droite ln(c/c0) = -kt + ε. 

D’autre part, ces conditions ne reflètent pas ce qui se passe réellement dans l’environnement. Des 

paramètres tels que la turbidité ou la température sont susceptibles de modifier les temps de demi-vie 

et doivent effectivement être pris en compte. 

Figure 67 : Cinétique de dégradation de la prednisone à 10 µg/L exposée au rayonnement solaire. 
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2.2.2 Photodégradations en milieu concentré 

Les comportements photolytiques des corticostéroïdes dans l’eau milli-Q et dans l’eau de STEP étant 

semblables, les photodégradations en milieu concentré ont été évaluées uniquement dans l’eau milli-Q. 

A titre d’exemple, la Figure 68 montre les cinétiques de dégradation observées pour la cortisone et la 

triamcinolone. 

 

Le Tableau 60 synthétise les temps de demi-vie mesurés pour les corticostéroïdes à 10 mg/L. 

molécule t1/2 
Cortisone (C) 4h45min 

Triamcinolone T) 26 min 
Triamcinolone acétonide (TA) 26 min 

Dexaméthasone (D) 35 min 
Prednisolone (Pl) 28 min 

 

Les temps de demi-vie observés à cette concentration sont similaires à ceux mesurés en solution 

diluée. Cela est particulièrement vérifié pour la triamcinolone, la triamcinolone acétonide et la 

dexaméthasone, alors qu’il y a une certaine influence de la concentration pour la cortisone et la 

prednisolone. Ces résultats sont en accord avec la cinétique postulée, puisque la vitesse de dégradation 

de ces molécules est indépendante de la concentration. 

Nous avons ainsi montré que la photodégradation des corticostéroïdes est peu sensible à la matrice 

considérée, et à la concentration à laquelle sont réalisées les expériences. De ce fait l’étude des 

photoproduits réalisée dans l’eau milli-Q, à de fortes concentrations, est représentative de ce qui se 

produit dans l’environnement. 

Figure 68 : Cinétiques de photodégradation de la Cortisone et de la Triamcinolone à 10 mg/L, n=5 

Tableau 60: Temps de demi-vie des corticostéroïdes sous irradiation UV dans l'eau milliQ, à 10 mg/L 
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2.3 Etude des photoproduits 

2.3.1 Cortisone 

La photodégradation de la cortisone conduit à la formation de 3 principaux photoproduits. Le 

chromatogramme obtenu après 14 h d’irradiation d’une solution de cortisone à 10 mg/L est présenté 

Figure 69. 

 

Les cinétiques d’apparition/disparition de ces photoproduits sont présentées Figure 70 

 

Après 40 h d’irradiation, la minéralisation de la cortisone n’est pas complète et les 3 principaux 

photoproduits décrits précédemment sont toujours présents. Des analyses par spectrométrie de masse 

haute résolution (HRMS) ont donc été effectuées pour les caractériser. Ces analyses ont été réalisées 

par l’Institut für Siedlungs-Wasserwirtschaft (Aix-la-Chapelle, Allemagne) sur un spectromètre de 

Figure 69 : Chromatogramme d’une solution de cortisone à 10 mg/L irradiée 14h par une lampe HPK (C : 
cortisone et C1, C2, C3 : principaux photoproduits) ; paramètres chromatographiques présentés en Annexe 
5 

Figure 70 : Cinétiques d'apparition/disparition des principaux photoproduits de la cortisone (C1, C2, C3) 
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masse de type Orbitrap équipé d’une source ESI, en mode négatif. Ces analyses ont permis de 

déterminer les formules brutes des composés C1, C2 et C3, ainsi que celles de leurs principaux 

fragments. 

Nous nous sommes tout d’abord intéressés à la fragmentation de la cortisone, afin de mieux 

comprendre la fragmentation de ses photoproduits en spectrométrie de masse. La fragmentation de la 

cortisone est schématisée Figure 71. 

 

Il apparaît alors que la perte d’une masse 30 uma (CH2CO) en MS2 est caractéristique de la chaîne 

latérale. La perte consécutive en MS3 d’une molécule d’eau (18 uma) indique la présence d’une 

fonction alcool en position C17. Lorsque la cortisone est davantage fragmentée, on observe la rupture 

en chaîne du noyau cyclopentanophénantrène, associée à de complexes mécanismes de réarrangement. 

Le composé (C1) a été isolé du mélange réactionnel par SPE (protocole présenté en Annexe 5). La 

fragmentation de (C1) est schématisée Figure 72. 

(C1) est détecté à une masse de 377 uma, ce qui correspond à la formule brute C21H29O6. Sa 

fragmentation en MS2 conduit à 3 fragments intenses de masse 359 uma (perte d’eau), 347 uma (perte 

de formaldéhyde) et 329 uma (perte de CH4O2). Comme cela a été indiqué précédemment, la perte de 

CH2O indique que la chaîne latérale n’a pas été modifiée. (C1) peut perdre une molécule d’eau en 

MS2, ce qui n’était pas le cas de la cortisone. Ceci pourrait suggérer la présence d’autres fonctions 

hydroxyle. Enfin la perte de CH4O2 peut être attribuée à ces 2 structures : 

− Peroxyde : H3C-O-O-H 

− Alcools géminaux : HO-CH2-OH 

Figure 71: Schéma de fragmentation de la cortisone en ESI (-)/MSn 
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Si la première hypothèse était vérifiée, le photoproduit (C1) présenterait également une fonction 

peroxyde. Ceci se traduirait, en spectrométrie de masse, par une déprotonation au niveau de cette 

fonction, qui entraînerait une perte d’O2 (32 uma). Or la perte d’une masse 32 uma n’a pas été 

observée lors de la fragmentation du composé (C1). Cette hypothèse semble alors peu plausible. 

 

 

Comme nous l’avons vu précédemment, la modification chimique n’a pas eu lieu sur la chaîne latérale, 

dès lors, la présence d’alcools géminaux ne peut provenir que d’une ouverture de cycle. Dans ce cas, 

la fragmentation en MSn de l’ion fragment 329 uma suivrait un mécanisme différent de la 

fragmentation de la cortisone. Effectivement les fragments de (C1) ne peuvent pas être corrélés aux 

fragments de la cortisone. La structure finalement proposée pour (C1) est présentée Figure 73. 

O

OH

O

O

OHOH  

Afin de conforter cette hypothèse, des analyses RMN ont été entreprises. Les stéroïdes répondent peu 

en RMN, ce qui requiert d’importantes quantités de produit dont nous ne pouvions pas disposer. 

Malgré des temps d’accumulation très long, la sensibilité s’est avérée être insuffisante pour pouvoir 

exploiter les spectres RMN13C. Les spectres acquis en RMN du proton pour la cortisone et le composé 

(C1) sont présentés en Annexe 6. Le signal, de l’hydrogène en C4, ainsi que des hydrogènes en C21 

(chaîne latérale) sont présents sur les 2 spectres, indiquant une similarité structurale des 2 composés en 

ces positions. Le signal de la fonction alcool en C17 n’est plus présent sur le spectre de (C1), ce qui 

Figure 72: Schéma de fragmentation du photoproduit C1 en ESI (-)/MSn 

Figure 73: Structure proposée pour le photoproduit (C1) 
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confirme l’absence de la fonction alcool en cette position. Par ailleurs, 2 doublets apparaissent à 3,5 et 

3,7 ppm sur le spectre de (C1), pouvant être attribués aux fonctions alcool géminales. Ainsi, les 

éléments d’information qui ont pu être obtenus suite à l’analyse RMN1H du photoproduit (C1) 

semblent confirmer la proposition de structure réalisée Figure 73. Par ailleurs, le chromatogramme 

obtenu Figure 69 montre que le photoproduit (C1) est plus hydrophile que la cortisone car il est élué à 

un plus faible pourcentage d’AcN. La présence d’un plus grand nombre de fonctions alcool sur la 

structure proposée est effectivement révélatrice d’une plus grande polarité. 

Les composés (C2) et (C3) n’ayant pas pu être extraits séparément du mélange réactionnel, leur 

analyse a été réalisée en couplage LC/HRMS. L’analyse du composé (C2) montre que ce composé a 

pour formule brute C19H24O3. On constate par ailleurs qu’une rupture de type Norrish I (voir Chapitre 

1, partie 4.3.2.1.2, page 52) au niveau de la fonction carbonyle en C20 peut conduire à la formation 

d’adrénostérone selon le mécanisme réactionnel présenté Figure 74. 
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L’adrénostérone étant une molécule commerciale, la bonne adéquation des temps de rétention en 

chromatographie et de la fragmentation en spectrométrie de masse de l’adrénostérone commerciale et 

du composé (C2) a pu être vérifiée. 

Pour le composé (C3) qui ne semble pas être commercialisé et qui n’a pas pu être extrait du mélange 

en raison de son hydrophobicité proche de (C2), peu d’informations ont pu être obtenues. La 

fragmentation de (C3) en MS2 est schématisée Figure 75. 

 

La perte d’une masse 30 uma n’est pas observée ce qui suggère une modification de la chaîne latérale. 

La fragmentation du composé (C3), de formule brute C19H23O5, conduit à la perte d’une molécule 

d’eau, la fragmentation consécutive de l’ion de masse 269 uma génère une perte de CO2. De façon 

Figure 74: Mécanisme de formation de l'adrénostérone par irradiation photonique de la cortisone 

Figure 75: Schéma de fragmentation du photoproduit (C3) en ESI (-)/MS2 
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générale, la perte d’une molécule de CO2 en spectrométrie de masse provient de fonctions acide 

carboxylique. Il semble alors que la perte d’une molécule d’eau lors de la fragmentation de (C3) 

conduise à la formation d’une fonction acide carboxylique. Cette fonction ne semble pas présente pour 

le composé (C3) puisque la perte de 44 uma n’est pas observée en MS2. La molécule proposée Figure 

76 est alors une hypothèse possible de structure du photoproduit (C3). 

 

2.3.2 Triamcinolone 

La triamcinolone se dégrade selon un schéma beaucoup plus complexe puisque 9 photoproduits 

apparaissent. Les cinétiques d’apparition/disparition de ces photoproduits sont présentées Figure 77. 

 

 

 

Cette étude cinétique montre que les composés T1, T2, T5 T6 et T9 apparaissent de façon quasi 

instantanée lorsque la solution de triamcinolone est soumise au rayonnement UV. Les produits T3, T7 

et T8 n’apparaissent qu’après un certain avancement de la réaction. Il est donc probable que ces 

composés soient issus de la dégradation consécutive des photoproduits précédemment cités. 

Afin d’identifier ces photoproduits, différentes analyses LC/ MS/MS ont été réalisées sur le mélange 

réactionnel préconcentré 50 fois par SPE (protocole présenté en Annexe 5). 

Figure 76: Hypothèse de structure pour le photoproduit (C3) 

Figure 77 : Cinétiques d'apparition/disparition des photoproduits de la triamcinolone 
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La fragmentation de la triamcinolone a au préalable été étudiée. L’ion moléculaire ([M+H] += 395 

uma) se fragmente en ions correspondant à la perte de HF (20 uma) et H2O (18 uma) en série (Figure 

78). On obtient les ions suivants : 

− [M+H-HF]+ = 375 uma 

− [M+H-H2O-HF]+ = 357 uma 

− [M+H-2H2O-HF]+ = 339 uma 

− [M+H-3H2O-HF]+ = 321 uma 

− [M+H-4H2O-HF]+ = 303 uma 

Les autres principaux fragments observables (121 uma, 147 uma, 225 uma) sur le spectre de la 

triamcinolone sont typiques des fragmentations des stéroïdes et ont été déjà relevés par Cavina et al. 

[193]. Le mécanisme des fragmentations est cependant incertain, et les ions cités précédemment n’ont 

pas été identifiés. Ils correspondent aux fragmentations du squelette cyclopentanophénantrène.  

 

 

 

L’analyse LC/MS/MS du mélange de photodégradation de la triamcinolone a permis de déterminer les 

masses des photoproduits et de leurs principaux fragments. 

On constate que les photoproduits T4, T5 et T8 présentent des fragments correspondant à la perte de 

HF (-20 uma). L’atome de fluor reste donc présent sur ces photoproduits. 

 

 

Figure 78 : Spectre de fragmentation de la triamcinolone en mode positif avec une source TIS 
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Composé T1 T2 T3 T4 T5 T6 T7 T8 T9 T 
Pi

cs
 

ob
se

rv
és

  
en

 M
S 

(-
)  masse 

(uma) 411,5 407,0 457,0 425,0 393,4 423,0 409,0 393,4 - 393,4 

principaux 
fragments 

(uma) 

375 
363 

377 
359 

441 
393 

395 
377 

363 
345 

 375 
343 

379,5 
361 

363 
345 

- 
 

363 
345 

Pi
cs

 
ob

se
rv

és
  

en
 M

S 
(+

)  masse 
(uma) 413,4 409,0 459,0 427,0 395,4 425,0 411,0 395,5 395,5 395,5 

principaux 
fragments 

(uma) 

395 
377 

361 
349 

441 
395 

411 
393 

377 
359 

375 
365 

393 
375 

375 
357 

347 
315 

375 
357 

 

De plus, il est intéressant de noter que tous les photoproduits ont des masses supérieures à la 

triamcinolone. Dans les conditions opératoires appliquées seuls peuvent être envisagées des clivages 

ou réarrangements de la molécule ainsi que des réactions d’oxydation et d’hydrolyse.  

En s’appuyant sur les résultats de l’analyse LC/MS/MS et sur les cinétiques d’apparition des 

photoproduits, plusieurs structures peuvent être proposées (Figure 79). Les composés T5, T8 et T9 

sont de même masse que la triamcinolone (T). Ils sont donc probablement issus de réarrangements de 

la molécule. 

 

Le composé T1 pourrait provenir de l’hydrolyse de la double liaison C2-C3, l’oxydation du produit T1 

conduirait alors à la formation de T7. Le composé T2 pourrait provenir de l’oxydation de la chaîne 

latérale en position C21. T4 serait formé suite à l’oxydation des 2 doubles liaisons du cycle A. 

 

 

 

Tableau 61: Analyse de la triamcinolone (T) et de ses photoproduits par LC/TIS/MS/MS 

Figure 79: Propositions de structures pour les photoproduits de la triamcinolone 
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2.3.3 Triamcinolone acétonide 

La photodégradation de la triamcinolone acétonide conduit à la formation de 11 principaux 

photoproduits (Figure 80). 

 

Les composés TA1, TA2, TA4, TA6, TA9, TA10 et TA11 sont formés instantanément lorsque la 

solution de triamcinolone acétonide est soumise au rayonnement UV. Les produits TA3, TA5, TA7 et 

TA8, n’apparaissent qu’après un certain délai (10, 50, 10 et 5 min respectivement) et sont donc 

probablement issus de la dégradation consécutive des photoproduits. Bien que la triamcinolone 

acétonide se dégrade avec une cinétique très rapide, il est intéressant de noter que les composés TA3, 

TA5 et TA7 restent détectables après 18 h d’irradiation UV. 

Afin de caractériser ces photoproduits, le mélange réactionnel a été analysé par LC/MS/MS. La 

fragmentation de la triamcinolone acétonide en spectrométrie de masse a été étudiée au préalable. 

Tout comme la Triamcinolone, la Triamcinolone acétonide ([M+H] += 435.4 uma) se fragmente en 

ions correspondant à la perte de HF, H2O et (CH3)2CO. Les ions suivants sont observés (Figure 81) : 

− [M+H-HF]+ = 415 uma 

− [M+H-H2O-HF]+ = 397 uma 

− [M+H-H2O-HF-(CH3)2CO]+ = 339 uma 

− [M+H-2H2O-HF-(CH3)2CO]+ = 321 uma 

− [M+H-3H2O-HF-(CH3)2CO]+ = 303 uma 

 

Figure 80 : Cinétiques d'apparition/disparition des photoproduits de la triamcinolone acétonide 
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Les autres principaux fragments observables sur le spectre de la triamcinolone acétonide sont typiques 

des fragmentations des stéroïdes, comme cela a précédemment été observé pour la triamcinolone. 

L’analyse LC/MS/MS du mélange de dégradation préconcentré 50 fois par SPE (voir Annexe 5) a 

permis de déterminer les masses molaires de ces photoproduits et l’identification de leurs fragments 

majoritaires en spectrométrie de masse (Tableau 62) 

Composé TA1 TA2 TA3 TA4 TA5 TA6 TA7 TA TA8 TA9 TA10 TA11 

Pi
cs

 o
bs

er
vé

s 
en

 M
S 

(-
)  

[M+H]+ 
(uma) 333,4 451,0 425,6 449,4 423,6 447,3 421,6 433,3 465,5 407,4 449,4 - 

principaux 
fragments 

(uma) 

313,5 
263,3 
212,3 

431 
413 
375 

375,4 
349,5 
329,4 
212,4 

429,6 
371,5 
353,2 
212,4 

470,6 
394,5 

433,2 
415,2 
359,4 
212,4 

- 480,4 
357,4 

 
451,6 
439,5 

 

454,5 
378,6 

496,5 
433,3 - 

Pi
cs

 o
bs

er
vé

s e
n 

M
S 

(+
)  

[M+H]+ 
(uma) 335,1 453,5 427,7 451,4 425,4 449,3 423,3 435,4 467,4 467,4 451,4 - 

principaux 
fragments 

(uma) 

315 
297 
279 
251 
225 

435 
415 
396 
377 
357 
339 

351,5 
281,4 

433,3 
375,4 
309,4 
279,1 

407,5 
315,4 - 

389,5 
331,4 
271,1 
239,1 

415,2 
397,4 
357,4 
339,4 
293,3 
263,1 
213,1 

441,5 
415,3 

409,4 
389,5 
314,5 

435,5 
357,5 - 

 

Ces analyses ont permis de proposer des structures pour certains photoproduits (Figure 82). 

La formation du produit TA1 pourrait être issue d’une rupture de type Norrish I au niveau de la 

fonction carbonyle en C20. Ce clivage conduit à la perte de la fonction acétale. La molécule TA2 

pourrait provenir de l’hydratation de la double liaison C1-C2. L’oxydation consécutive de TA2 

permettrait alors la formation de TA4 et TA10. Le composé TA6 pourrait être formé suite à 

Figure 81: Spectre de fragmentation de la triamcinolone acétonide en mode positif avec une source 
d’ionisation APCI 

Tableau 62: Analyse de la triamcinolone acétonide (TA) et de ses photoproduits par LC/TIS/MS/MS 



Chapitre 5 2 Photodégradation des corticostéroïdes 
 

 185

l’oxydation de la chaîne latérale en C21. La molécule TA9 proviendrait de l’oxydation des doubles 

liaisons du cycle A et de leur hydrolyse consécutive. Le mécanisme de formation de TA9 passerait 

alors probablement par un intermédiaire réactionnel constitué d’un pontage interne au cycle A par O2 

(Figure 83). 

 

 

 

Les structures caractérisées par Ricci et al. n’ont pas été observées dans cette étude du fait des 

conditions expérimentales très différentes. Ricci et al. étudiaient effectivement la photodégradation de 

la triamcinolone acétonide en solvant organique et sous atmosphère inerte, alors que cette étude est 

réalisée dans l’eau et en présence d’oxygène. Les principaux produits identifiés dans cette étude 

résultent effectivement de réactions d’hydratation ou d’oxydation. 

Figure 82: Propositions de structures pour les photoproduits de la triamcinolone acétonide 

Figure 83 : Proposition de mécanisme pour la formation de TA9 
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2.3.4 Conclusions 

L’instabilité des corticostéroïdes sous irradiation UV a été observée. Dans les matrices 

environnementales comme dans l’eau milli-Q, ces molécules ont des temps de demi-vie inférieurs à 1 

h dans les conditions de laboratoire, à l’exception de la cortisone et du cortisol pour lesquels des temps 

de demi-vie de l’ordre de 5 h ont été observés.  

L’analyse LC/MS/MS a permis d’émettre des hypothèses quant aux structures des photoproduits de la 

triamcinolone et de la triamcinolone acétonide. Une analyse RMN pourrait permettre de confirmer ces 

structures. Toutefois du fait des polarités relativement proches des photoproduits il n’est pas aisé de 

les isoler. De plus, la RMN des stéroïdes requiert des quantités très importantes de produit (plusieurs 

mg) afin d’atteindre une sensibilité suffisante et donc des temps d’acquisition raisonnables. Les 

conditions expérimentales ne permettent pas d’obtenir de telles quantités de photoproduits. Ces 

molécules n’étant pas commerciales, il faudrait envisager leur synthèse pour confirmer ces résultats.  

Une autre stratégie consisterait à analyser ces photoproduits au moyen de spectromètres de masse de 

très haute résolution (de type Orbitrap), comme cela a été réalisé pour la cortisone. A partir de la 

masse exacte de la molécule, ainsi que celle des principaux fragments, il serait alors possible de 

déterminer les structures des photoproduits. 

3 Photodégradation des ββββ-bloquants 

3.1 Caractéristiques spectrales 

Les spectres UV des β-bloquants (Figure 84) montrent que la plupart des molécules n’absorbent que 

dans le domaine des UV-C et ne peuvent a priori pas être photodégradées dans l’environnement. Seuls 

l’acébutolol, le pindolol, le propranolol et le timolol ont un domaine d’absorbance qui s’étend au-delà 

de 280 nm. Un intérêt particulier sera donc porté à ces molécules. 

Figure 84: Spectres UV des ββββ-bloquants 
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3.2 Stabilité photochimique 

Afin de s’assurer que les réactions observées proviennent effectivement de processus photochimiques, 

la stabilité des β-bloquants en solution aqueuse a préalablement été vérifiée durant 3 mois. 

3.2.1 Photodégradations en milieu dilué 

La photodégradation des β-bloquants, étudiée à 10 µg/L montre une cinétique apparente du premier 

ordre. La linéarité des courbes ln(c/c0) en fonction du temps est effectivement vérifiée (c représentant 

la concentration de la molécule dégradée à l’instant t et c0 sa concentration initiale). A titre d’exemple, 

les droites obtenues pour le nadolol et le propranolol dans chaque matrice sont présentées Figure 85. 

 
Figure 85: Cinétiques de photodégradation du Nadolol (N) et du Propranolol (Pr) à 10µg/L dans l’eau milli-
Q (eau HQ) et dans une eau environnementale (eau STEP) 
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Les dégradations dans les eaux environnementales ont été répétées 3 fois. Il est à noter que pour 

déterminer de façon correcte les constantes de vitesse, les durées d’irradiation doivent être supérieures 

à 48 h. La répétition des essais ne peut donc être réalisée que sur des échantillons différents, du fait de 

la possible instabilité de la matrice sur plusieurs jours. Les temps de demi-vie (Tableau 63) sont 

estimés à partir de la constante de vitesse, selon l’équation : 

t1/2 = ln2/k 

 

molécule 
eau HQ 

eau STEP 
échantillon 

1 
échantillon 

2 
échantillon 

3 
t 1/2 (h) t 1/2 (h) t 1/2 (h) t 1/2 (h) 

Ac 144* 28 20 10 
Al stable 50 20 10 
At stable stable stable stable 
Bx stable 48 / 18 
Bi stable 70 40 15 
Bp stable 36  / 37 
Ct stable 55 / 24 
M stable 48 20 20 
N stable 54 29 20 

Ox 267* 9  / 6 
Pi 16 (2) 2 4 1 
Pr 8 (0,4) 3 4 3 
S stable 8 6 4 
Ti 33 (4) 5 5 3 

* : valeurs extrapolées 

Conformément à ce qui était attendu au vu des caractéristiques spectrales des β-bloquants (Figure 84), 

les molécules n’absorbant pas dans le domaine des UV-A et UV-B sont stables dans des conditions de 

photolyse directe. La dégradation de ces molécules peut toutefois être initiée par des 

photosensibilisateurs présents dans les eaux environnementales, à l’exception de l’aténolol qui reste 

stable dans des conditions de photolyse indirecte. 

Il est toutefois à remarquer que l’acébutolol se dégrade peu lorsqu’il est soumis à une irradiation UV 

alors que cette molécule présente un important domaine d’absorbance dans le domaine des UV-B. Il 

est possible que les principaux phénomènes de désexcitation pour ce composé soient la 

phosphorescence ou la fluorescence, qui ne conduisent pas à la destruction de la molécule. La 

littérature montre effectivement que l’acébutolol est une molécule fluorescente [194]. 

Par ailleurs, on constate une grande variabilité des temps de demi-vie dans les échantillons 

environnementaux. En effet, afin d’estimer correctement ces temps de demi-vie, il est nécessaire de 

réaliser un suivi de la cinétique de dégradation sur une durée de 50 h au minimum. 

Tableau 63: Temps de demi-vie des ββββ-bloquants sous irradiation UV dans l'eau milli-Q ou dans les effluents 
de STEP 
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Expérimentalement, cela requiert 3 semaines de manipulation (temps de préparation + temps de 

dégradation). Dès lors 2 stratégies peuvent être envisagées pour étudier les cinétiques de dégradation 

dans les eaux environnementales : 

− Utiliser un même échantillon de STEP pour les différentes expériences. Toutefois, cette 

stratégie implique de conserver la matrice sur une période de 3 semaines. Etant donnée 

l’instabilité des échantillons, cette stratégie ne permet pas de disposer de matrices 

équivalentes. 

− Utiliser des échantillons de STEP prélevés à des dates différentes. Toutefois cette stratégie ne 

permet pas non plus de disposer de matrices équivalentes. 

Pour répéter la dégradation dans des matrices semblables, il faudrait alors réaliser ces expériences en 

parallèle. Dans ce cas plusieurs photoréacteurs ainsi que plusieurs lampes différentes doivent être 

utilisés. La modification de la géométrie du système, ainsi que de la source d’irradiation sont 

susceptibles de modifier l’absorption des photons par le mélange réactionnel, ne permettant alors pas 

la comparaison des résultats. 

Il est donc impossible de répéter les expériences de photodégradation des β-bloquants dans des 

conditions parfaitement similaires. L’estimation des déviations standard sur les temps de demi-vie de 

ces molécules dans les eaux environnementales ne peut donc pas être réalisée. 

Il apparaît toutefois que les photostabilités des β-bloquants sont fortement dépendantes de la matrice, 

dès lors la détermination des déviations standard pour une unique matrice a peu de sens d’un point de 

vu environnemental.  

3.2.2 Photodégradations en milieu concentré 

Les β-bloquants étant sujets à la photolyse indirecte, leurs comportements photolytiques ont été 

évalués dans l’eau milli-Q et dans l’eau de STEP. 

A titre d’exemple, la Figure 86 montre les cinétiques de dégradation observées pour le pindolol et le 

propranolol. 
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Le Tableau 64 rassemble les temps de demi-vie mesurés pour les β-bloquants à 10 mg/L. 

molécule eau HQ eau STEP 
Acébutolol (Ac) 115* 13 

Pindolol (Pi) 16 4 
Propranolol (Pr) 8 2 

Timolol (Ti) 29 15 

    * : valeur extrapolée 

 

Les temps de demi-vie observés à cette concentration sont similaires à ceux mesurés en solution 

diluée, dans les conditions de photolyse directe. Ces résultats sont en accord avec la cinétique 

postulée, puisque la vitesse de dégradation de ces molécules est indépendante de la concentration. 

Toutefois, pour l’acébutolol, les temps de demi-vie paraissent relativement différents. Cependant, il 

faut remarquer que les temps de demi-vie de cette molécule sont extrapolés au-delà de la durée 

effective de l’expérience, leurs déterminations sont donc approximatives, et la différence observée 

dans les deux conditions de concentration n’est alors pas significative. 

Nous avons ainsi montré que la photodégradation des β-bloquants ne dépend pas de la concentration à 

laquelle sont réalisées les expériences. L’étude des photoproduits peut donc être réalisée en milieu 

concentré. Par ailleurs, ces composés sont sujets à la photodégradation indirecte, il est donc nécessaire 

d’analyser les photoproduits formés dans chaque matrice, afin de s’assurer que les molécules 

observées suite à la photolyse directe des β-bloquants sont également formées dans les eaux 

environnementales.  

Figure 86 : Cinétiques de photodégradation du pindolol et du propranolol à 10 mg/L dans l’eau milli-Q et 
dans les eaux environnementales (effluents de STEP) 

Tableau 64: Temps de demi-vie des ββββ-bloquants sous irradiation UV dans l'eau milli-Q ou dans les effluents 
de STEP 
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3.3 Etude des photoproduits 

3.3.1 Etude comparative eau milli-Q vs eau de STEP  

Une étude préliminaire a été réalisée afin de vérifier que les photoproduits formés dans les eaux 

environnementales l’étaient également dans des conditions de photolyse directe. Pour cela, la 

photodégradation des β-bloquants a été réalisée à 10 mg/L dans les deux matrices. Les cinétiques 

d’apparition/disparition des photoproduits issus de réactions d’hydroxylation sont déterminées par 

l’analyse LC/MS/MS des prélèvements en mode SIM. Pour chaque molécule, des isomères de position 

correspondant à des isomères mono-, di-, ou tri-hydroxylés sont observés. A titre d’exemple, les 

résultats obtenus pour l’acébutolol et le pindolol sont présentés Figure 87. 

Cette étude montre d’une part que les cinétiques d’apparition/disparition des photoproduits sont 

accélérées dans les eaux environnementales, ce qui est en accord avec les constatations réalisées suite 

au suivi de dégradation des molécules mères. 

D’autre part, on constate que les photoproduits formés dans l’eau milli-Q sont également formés dans 

les eaux environnementales. La caractérisation des photoproduits peut donc être réalisée suite à des 

dégradations dans l’eau ultra pure. 

Ces essais ont toutefois montré que la caractérisation des photoproduits ne peut pas être réalisée de 

façon exhaustive dans des conditions de photolyse directe. En effet, en ne s’intéressant qu’aux 

produits hydroxylés, un nombre accru d’isomères de position a été observé dans les eaux 

environnementales. 

 



Chapitre 5 3 Photodégradation des β-bloquants 
 

 192

 

__________________________________ 

 

 

Figure 87: Cinétiques d'apparition/disparition des photoproduits hydroxylés du pindolol et de l'acébutolol 
dans l'eau milli-Q et l'eau de STEP 
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3.3.2 Propranolol 

La photodégradation du propranolol conduit à un mélange complexe de photoproduits, conformément 

à ce qui avait préalablement été observé par Liu et al. [175]. Le chromatogramme obtenu après 21 h 

d’irradiation d’une solution de propranolol à 10 mg/L (échantillon préconcentré 100 fois par 

lyophilisation) est présenté Figure 88. 

 

L’analyse LC/MS/MS du mélange réactionnel a permis d’identifier certains photoproduits. Le spectre 

de fragmentation du propranolol ainsi que les principaux fragments de la molécule sont présentés 

Figure 89. 

 

La fragmentation du propranolol conduit à la formation d’ions caractéristiques de différentes parties de 

la structure. Par exemple, l’ion de m/z=116 uma est caractéristique de la chaîne latérale alors que les 

ions de masse 218 ou 183 uma sont représentatifs de la partie aromatique. Ainsi, l’analyse de la 

fragmentation des photoproduits permet de conclure sur les sites de modification chimique du 

propranolol sous irradiation UV. Les masses des principaux photoproduits du propranolol, ainsi que 

Figure 88: Chromatogramme d'une solution de propranolol à 10mg/L irradiée 21 h par une lampe HPK,
échantillon concentré 100 fois par lyophilisation 

Figure 89 : Fragmentation du propranolol en spectrométrie de masse en mode positif 
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celles de leurs fragments sont présentées Tableau 65. Il convient de souligner qu’en raison d’un bruit 

de fond trop important en mode full scan, les composés de masse inférieure à 100 uma ne peuvent pas 

être étudiés. 

composé Pr1 Pr2 Pr3 Pr4 Pr5 Pr6 Pr7 Pr8 Pr9 Pr10 Pr11 Pr12 
masse (uma) 328 282 310 308 326 308 324 310 308 276 276 310 

principaux 
fragments 

(uma) 

292 
274 
116 

266  
116 

280  
116 

292 
264 
116 

308  
292 
116 

290 
175   
116 

292  
131 
116 

292 
177  
131 
116 

175  
131  
116 

250   
116 

199   
116 

280  
116 

                          
composé Pr Pr13 Pr14 Pr15 Pr16 Pr17 Pr18 Pr19 Pr20 Pr21 Pr22 Pr23 

masse (uma) 260 438 466 406 436 436 436 332 465 408 347 479 

principaux 
fragments 

(uma) 

218 
183 
157  
116 

260 
183   
116 

454 
359 
333 
260   
116 

260  
133 
116 

275 
260  
133 
116 

416  
318 
272 
260    
134  
116 

416 
275 
260   
116 

290 
244 
183  
116 

375 
260 
116 

260 
183  
116 

319  
291  
260  
121 
105 

461   
121 
105 

 

En première analyse, il est intéressant de noter que tous les photoproduits ont des masses supérieures 

au propranolol. Ceci indique que les produits de dégradation sont principalement issus de réactions 

d’addition radicalaire et non de clivage. On constate d’une part que les composés Pr22 et Pr23 sont 

issus d’une modification de la chaîne latérale car ils ne présentent pas de fragment de masse 116. 

D’autre part, Pr22 et Pr23 sont les seuls photoproduits de masse impaire. Ils présentent donc un 

nombre pair d’atomes d’azote. La fragmentation des composés Pr13 à Pr21, à l’exception de Pr19 

conduit à un ion de masse 260 uma, soit la masse de l’ion moléculaire du propranolol. Il est donc 

envisageable que ces produits, bien qu’ils présentent un fragment de masse 116, soient issus d’une 

dérivation de la chaîne latérale. Leur fragment de masse 116 serait alors issu de la fragmentation 

consécutive de l’ion de masse 260. Il est probable que ces composés soient issus de réarrangements de 

la molécule selon le schéma suivant :  

 

Les composés Pr1 à Pr12 sont plus polaires que le propranolol car moins retenus en chromatographie à 

polarité des phases inverses. Leur formation pourrait s’expliquer par des réactions d’oxydation 

(addition de radicaux hydroxyle ou hydrolyse). Les structures proposées pour ces composés sont 

présentées Figure 90. 

Tableau 65: Analyse du propranolol et de ses photoproduits par LC/TIS/MS/MS 
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Les composés Pr10, Pr11 et Pr12 sont des isomères de positions issus de la monohydroxylation du 

propranolol. La présence d’un substituant oxygéné sur le noyau naphtalène oriente préférentiellement 

l’addition en ortho ou para. La substitution en γ de la chaîne carbonée (Pr10) est moins favorable, 

toutefois la stabilisation du photoproduit alors formé par une liaison hydrogène rend cette hypothèse 

plausible. De plus ce composé particulier est également un métabolite du propranolol. 

Les composés Pr4, Pr6 et Pr9 sont des isomères de positions correspondant à des trihydroxylations du 

noyau naphtalène. La régiosélectivité de l’addition a été prise en compte pour la proposition de ces 

structures. 

Les composés Pr3 et Pr10 sont formés suite à l’addition de 2 groupements hydroxyle et à l’hydrolyse 

d’une double liaison. Du fait de la perte de l’aromaticité, les fonctions énol sont représentées sous la 

forme cétone Figure 90. 

Pr1 est formé suite à l’hydrolyse de deux doubles liaisons et à l’addition de deux radicaux hydroxyle. 

L’oxydation consécutive des fonctions hydroxyle de Pr1 conduit à la formation de Pr5 et Pr7. 

Les photoproduits du propranolol présentés dans la littérature n’ont pas été observés au cours de cette 

étude. L’étude menée par Uwai et al. [180] étaient réalisée dans des conditions très différentes 

puisqu’ils s’intéressaient à la photodégradation du propranolol dans différentes formulations 

pharmaceutiques, donc à l’état solide. Il est donc possible que le comportement photochimique du 

propranolol diffère à l’état solide ou en solution. Les travaux réalisés par Liu et al. [175] étaient en 

revanche exécutés pour des solutions aqueuses de propranolol. Toutefois, l’utilisation d’une source 

d’irradiation différente (lampe à arc de Xénon) pourrait expliquer que des photoproduits différents 

soient formés.  

Figure 90: Propositions de structures pour les photoproduits du propranolol 
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4 Conclusions 

Les expériences réalisées ont montré que la photodégradation des composés pharmaceutiques pouvait 

être correctement modélisée par des expériences en laboratoire dans l’eau milli-Q et à des 

concentrations très supérieures à celles réellement rencontrées dans l’environnement.  

La plupart des corticostéroïdes sont extrêmement instables sous irradiation UV quelle que soit la 

matrice dans laquelle ils sont dégradés. Leur durée de vie dans l’environnement est donc 

vraisemblablement très courte et il serait donc nécessaire de s’intéresser aux produits de dégradation 

de ces composés, tant en terme de suivi environnemental que d’écotoxicité. 

L’instabilité photochimique des β-bloquants a également été démontrée dans cette étude. Parmi les 14 

β-bloquants étudiés seul l’aténolol s’est avéré photochimiquement stable dans les conditions 

environnementales. La photolabilité des 13 autres composés a été observée dans des conditions de 

photolyse indirecte. L’analyse LC/MS/MS du propranolol a permis d’émettre des hypothèses quant 

aux structures de ses photoproduits. 

Les données massiques des photoproduits déterminées dans cette étude pourraient permettre dans de 

futurs travaux de réaliser l’analyse qualitative de la contamination des eaux environnementales par ces 

composés.
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Les travaux présentés dans ce mémoire visaient à estimer la contamination des eaux de 

l’agglomération lyonnaise par des résidus de β-bloquants, de corticostéroïdes et d’estrogènes, en 

s’intéressant tout particulièrement à leurs principaux points de décharge, à savoir, les stations 

d’épuration. 

Pour cela, deux méthodologies d’analyse ont été développées. La première permet d’extraire 

séquentiellement, à partir d’une unique charge, les corticostéroïdes et les β-bloquants. L’analyse 

consécutive des extraits a permis de quantifier ces résidus dans l’environnement [195]. La seconde 

méthode développée, permet d’analyser les estrogènes dans des échantillons de STEP, à partir de très 

faibles prises d’essai (1 mL). Pour cela une méthode totalement automatisée permettant l’extraction, la 

dérivation sur support et l’analyse LC/MS/MS en ligne a été développée [196]. Cette méthode a 

permis d’obtenir de bonnes purifications puisqu’il n’a pas été observé d’effet matrice. 

Ces méthodes ont montré de bonnes performances en terme de linéarité et de répétabilité. Toutefois, 

étant donné l’impossibilité de disposer de matrices environnementales blanches, il n’a pas été possible 

de valider complètement ces méthodes. Les objectifs ont également été atteints en terme de sensibilité, 

avec des limites de détections de l’ordre du ng/L pour l’ensemble des analytes. 

L’application de ces procédures d’analyse lors de mesures de terrain a montré que les molécules 

détectées aux plus fortes teneurs étaient les stéroïdes endogènes (cortisone, estrone, estradiol) ainsi que 

l’acébutolol, l’aténolol et le sotalol pour les β-bloquants. 

Par ailleurs, les analyses réalisées sur une période de 2 mois semblent révéler des disparités dans 

l’efficacité d’épuration des STEP de l’agglomération lyonnaise vis-à-vis de ces micropolluants.  

Dans les STEP, ainsi que dans les eaux environnementales, les résidus pharmaceutiques peuvent subir 

différentes dégradations. Nous nous sommes notamment intéressés à la photodégradation des 

corticostéroïdes et des β-bloquants. La plupart des corticostéroïdes ont montré une grande instabilité 

sous irradiation UV avec des temps de demi-vie inférieurs à une heure dans les conditions de 

laboratoire. Cependant la minéralisation de ces composés n’a pas été observée après 6 h d’irradiation. 
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Les photoproduits formés pouvant parfois s’avérer plus toxiques que la molécule mère, aucune 

conclusion ne peut être tirée quant à l’élimination des risques liés à la présence de corticostéroïdes 

dans l’environnement. L’analyse par spectrométrie de masse haute résolution a en particulier permis 

de caractériser les photoproduits majoritaires de la cortisone. 

Pour les β-bloquants, dont certains peuvent être stables dans des conditions de photolyse directe, un 

effet catalytique de la matrice a été observé. Toutefois, la minéralisation de ces molécules n’a pas été 

observée après 50 h d’irradiation. 

La photodégradation des corticostéroïdes et des β-bloquants semble majoritairement résulter de 

réactions d’oxydation, addition de radicaux hydroxyle ou hydrolyse de doubles liaisons en particulier. 

Ainsi le rejet de corticostéroïdes et de β-bloquants dans l’environnement conduit à une multitude de 

photoproduits dont la caractérisation est particulièrement complexe et la toxicité inconnue. D’autre 

part, étant données les fortes teneurs déversées par les STEP, il semble important de développer des 

procédés d’épuration efficaces pour la minéralisation de ces molécules lors des traitements de STEP. 

Dans de futurs travaux, il pourrait être intéressant de rechercher des moyens d’obtention de matrices 

vierges de résidus pharmaceutiques, afin de permettre une validation complète des procédures 

d’analyse. Ceci pourrait être réalisé en synthétisant des matrices blanches en laboratoire, ou en traitant 

des eaux environnementales de sorte à éliminer les résidus pharmaceutiques présents. Par exemple, 

l’irradiation UV d’eaux environnementales pourrait permettre l’élimination de nombreux 

corticostéroïdes, ou un traitement sur charbons actifs pourrait permettre l’adsorption des composés 

pharmaceutiques. 

Un suivi environnemental approfondi s’avère important afin d’estimer les variations temporelles et 

spatiales des résidus pharmaceutiques dans l’environnement. Par ailleurs, les différentes STEP de 

l’agglomération lyonnaise semblent avoir un impact sur l’épuration des résidus de stéroïdes et de β-

bloquants. Il serait intéressant de conduire une étude permettant la détermination des procédés les plus 

efficaces. D’un point de vue écotoxicologique, l’acquisition de données concernant la cortisone et ses 

photoproduits, l’acébutolol, l’aténolol et le sotalol semble nécessaire. Il est également important 

d’étoffer les connaissances sur l’écotoxicité des estrogènes. L’instabilité photochimique des stéroïdes 

et des β-bloquants ayant été démontrée, des efforts doivent être poursuivis pour la caractérisation des 

produits de dégradation. Il serait également intéressant d’évaluer la dégradation biotique de ces 

molécules. 

Par ailleurs, la contamination des eaux environnementales par les résidus de β-bloquants et de 

stéroïdes ayant été démontrée, les métabolites issus de ces classes pharmaceutiques contaminent 

vraisemblablement les eaux environnementales. Il serait donc nécessaire de quantifier ces métabolites 

dans l’environnement et d’évaluer leur écotoxicité. Ceci pourrait être particulièrement intéressant pour 



Conclusions & Perspectives  
 

 201

les composés hautement métabolisés tels que l’acébutolol qui, bien qu’il soit métabolisé à 86 %, a été 

mesuré à des concentrations de l’ordre du µg/L. 

De plus, les méthodes développées dans ces travaux pourraient être adaptées à la quantification de 

résidus pharmaceutiques dans les eaux potables, où de plus faibles limites de détection, de l’ordre du 

pg/L, sont nécessaires. Pour les corticostéroïdes et les β-bloquants, un gain de sensibilité est 

susceptible d’être généré par une diminution des effets matrices. La sensibilité pourrait de plus être 

améliorée en augmentant le facteur d’enrichissement via une augmentation de la prise d’essai et/ou 

une diminution du volume de solvant de reprise. Pour les estrogènes, des limites de détection de 

l’ordre du ng/L sont atteintes à partir d’échantillons d’1 mL. L’augmentation de la prise d’essai à 1 L 

pourrait donc potentiellement permettre d’atteindre des limites de quantification de l’ordre du pg/L. 
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Une station d’épuration est installée 
généralement à l’extrémité d’un réseau de 
collecte, juste en amont de la sortie des eaux 
vers le milieu naturel. Elle rassemble une 
succession de dispositifs, empruntés tour à tour 
par les eaux usées. Chaque dispositif est conçu 
pour extraire au fur et à mesure les différents 
polluants contenus dans les eaux. 
 
 Les prétraitements : 
Les dispositifs de prétraitement sont présents 
dans toutes les stations d’épuration, quels que 
soient les procédés mis en œuvre à l’aval.  Ils 
ont pour but d’éliminer les éléments solides ou 
particulaires les plus grossiers, susceptibles de 
gêner les traitements ultérieurs ou 
d’endommager les équipements : déchets 
volumineux (dégrillage), sables (dessablage) et 
corps gras (dégraissage – déshuilage). 
Le dégrillage consiste à faire passer les eaux 
usées au travers d’une grille dont les barreaux, 
plus ou moins espacés, retiennent les éléments 
les plus grossiers. Après nettoyage des grilles 
par des moyens mécaniques, manuels ou 
automatiques, les déchets sont évacués avec les 
ordures ménagères. Le tamisage, qui utilise des 
grilles de plus faible espacement, peut parfois 
compléter cette phase du prétraitement. 
 
 

Le dessablage et le déshuilage-dégraissage 
consistent ensuite à faire passer l’eau dans des 
bassins où la réduction de vitesse d’écoulement 
fait se déposer les sables et flotter les graisses. 
L’injection des microbulles d’air permet 
d’accélérer la flottation des graisses. Les sables 
sont récupérés par pompage alors que les 
graisses sont raclées en surface. 
On enlève ainsi de l’eau les éléments grossiers 
et les sables de dimension supérieure à 
200 microns ainsi que 80 à 90 % des graisses et 
matières flottantes (soit 30 à 40 % des graisses 
totales). 
 
 Les traitements primaires et physico-
chimiques 
Après les prétraitements, il reste dans l’eau une 
charge polluante dissoute et des matières en 
suspension. Les traitements primaires ne 
portent que sur les matières particulaires 
décantables. Les traitements physico-chimiques 
permettent d’agglomérer ces particules par 
adjonction d’agents coagulants et floculants. 
Les amas de particules ainsi formés, ou “flocs”, 
peuvent être séparés de l’eau par décantation 
ou par flottation. 
 
 Les traitements biologiques 
Ces traitements sont indispensables pour 
extraire des eaux usées les polluants dissous, 
essentiellement les matières organiques. Ils 
utilisent l’action de micro-organismes capables 
d’absorber ces matières. La sélection naturelle 
des espèces et leur concentration dans un 
bassin permettent d’accélérer et de contrôler un 
phénomène qui se produit communément en 
milieu naturel. Dans le cas des eaux usées 
urbaines, on favorise le développement de 
bactéries aérobies, c’est-à-dire, qui utilisent 
l’oxygène pour se développer. 
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Cette annexe présente l’ensemble des mesures réalisées sur les eaux de STEP. 

 

Pour chaque échantillon une fiche indique les mesures physico-chimiques réalisées par le laboratoire 

de la Direction de l’eau du Grand-Lyon, ainsi que les mesures de résidus pharmaceutiques réalisées 

pour cette étude. 

Les extraits SPE de β-bloquants et de corticostéroïdes sont en première approche dosés par rapport à 

une gamme étalon. Une concentration cgam exprimée en µg/L est alors calculée. Cette concentration ne 

tient compte ni de l’effet matrice (EM), ni du rendement d’extraction (Rdt), ni du facteur 

d’enrichissement (FE). Une correction de cette valeur est apportée par la relation suivante :  

( ) FExRdtxEM

c
c gam

env +
=

1
 

La valeur cenv ainsi calculée (exprimée en ng/L dans cette annexe) représente la concentration réelle de 

l’analyte considéré dans l’échantillon. Cette annexe présente de plus les effets matrices mesurés pour 

chaque analyte et chaque échantillon. 

Pour les estrogènes, la concentration environnementale cenv est égale à la concentration calculée par 

rapport à la gamme (cgam) et les éventuels effets matrices sont compensés par l’addition des standards 

internes deutérés correspondant à chaque analyte. De ce fait les champs cgam et EM ne sont pas 

renseignés pour les estrogènes. 

Les coefficients de variation sur les mesures de cenv sont également indiqués dans cette annexe. 
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Fontaine s /Saône échantillon du 18/04/07 

         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0 

D (m3/j) 4529 4982 
DCO (mgO2/L) 430 65 
DBO (mgO2/L) 180 18 
MES (mg/L) 190 16 
pH 7,7 7,7 
cond (µS/cm) 1359 1256 
NK (mgN /L) nm nm 
NH4

+ (mgN /L) nm nm 
NO2

- (mgN /L) nm nm 
NO3

- (mgN /L) nm nm 
PT (mgN /L) nm nm 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

ββββ-bloquants            
Acébutolol 2080 2 / 141,5* 1404 6,6 / 153,6* 
Alprénolol 16 4,9 -32,0 6,6 10 8,9 -25,8 6,7 
Aténolol 2063 5,4 / 140,3* 1847 8,1 / 203,2* 
Bisoprolol 1056 2,2 -63,6 230,8 555 5,5 -49,3 264,2 
Bétaxolol 32 3,8 -28,6 20,3 31 8 -18,0 22,7 
Bupranolol 7 5,8 -25,5 4,6 8 9,6 -26,9 5,2 
Cartéolol 14 2,9 -58,9 5,4 17 10,5 -61,8 6,2 
Labétalol 118 1,5 -47,3 57,9 113 5,8 -39,4 63,8 
Métoprolol 322 9,8 -21,5 156,5 233 9,8 -25,6 159,2 
Nadolol 96 10,2 -58,6 23,9 116 10,2 -64,2 32,9 
Oxprénolol 38 5,7 -28,2 23,9 41 8,8 -26,2 26,9 
Pindolol 106 16,1 -26,8 7,8 19 21,2 -24,8 1,0 
Propranolol 892 5,2 -70,7 172,3 423 5 -38,3 226,8 
Sotalol 3168 7,6 -78,2 470,0 7928 3,8 -91,0 67,0* 
Timolol 26 4,1 -38,6 9,8 19 10,5 -37,5 9,9 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone 24 12 -80,67 3 25,6 80 -91,76 1,54 
Cortisol 214,7 17 -89,04 16,47 nd / / nd 
Prednisolone 362,0 26 -95,1 10,1 nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd <LDQ / / <LDQ 
Fluocinolone acétonide nd / / nd <LDQ / / <LDQ 
Triamcinolone acétonide <LDQ / / <LDQ nd / / nd 
Cortisone 54,2 8,12 -78,9 8,12 208,5 13 -84,56 24,15 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
Méthylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
Dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 53,4 3,3 / / 11,8 2,4 / / 
Estradiol 23,6 21 / / 6,91 7,2 / / 
Ethinylestradiol 4,71 1,2 / / 5,68 9,7 / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième      
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Fontaine s /Saône échantillon du 13/03/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0 

D (m3/j) 2867 3143 
DCO (mgO2/L) 1280 94 
DBO (mgO2/L) 500 34 
MES (mg/L) 1202 26 
pH 7,6 7,7 
cond (µS/cm) 1245 1641 
NK (mgN /L) 72,2 38,3 
NH4

+ (mgN /L) 33,1 33,6 
NO2

- (mgN /L) nm 0,52 
NO3

- (mgN /L) nm 7,3 
PT (mgN /L) 12,3 2,3 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 1134 5,6 / 77,1* 796 6,6 / 87,6* 
Alprénolol nd nd nd nd nd 8,9 -25,8 nd 
Aténolol 1144 8,18 / 77,8* 742 8,1 / 81,7* 
Bisoprolol 528 5,7 -56,9 136,5 321 5,5 -49,3 196,0 
Bétaxolol 8 17,26 -37,5 4,3 14 8 -18,0 8,8 
Bupranolol nd nd nd nd nd 9,6 -26,9 nd 
Cartéolol 3 7,91 158,2 6,4 4 10,5 -61,8 10,8 
Labétalol 27 11,5 -50,8 12,3 24 5,8 -39,4 11,6 
Métoprolol 312 11,69 -62,5 72,6 154 9,8 -25,6 101,0 
Nadolol 96 3,58 173,6 158,0 85 10,2 -64,2 198,0 
Oxprénolol nd nd nd nd nd 8,8 -26,2 nd 
Pindolol 33 6,91 -75,2 0,8 23 21,2 -24,8 0,7 
Propranolol 633 3,09 -85,2 61,9 255 5 -38,3 114,3 
Sotalol nd nd nd nd nd 3,8 -91,0 nd 
Timolol nd nd nd nd nd 10,5 -37,5 nd 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone 35 1,7 -73,43 5 nd / / nd 
Cortisol 196,9 10,7 -87,23 16,8 7,9 10,7 -17,4 5,8 
Prednisolone nd / / nd <LDQ / / <LDQ 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd <LDQ / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd <LDQ / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / / nd <LDQ / / <LDQ 
Cortisone 462,0 13,3 -54,58 149 8,1 11,4 -84,56 169,67 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / /   nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 52,9 2 / / 38 9,1 / / 
Estradiol 33,2 6,1 / / 5 15,4 / / 
Ethinylestradiol 0,3 27,8 / / 1,5 26 / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième     
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Saint Fons échantillon du 19/03/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 2,2 

D (m3/j) 317400 317400 
DCO (mgO2/L) 362 112 
DBO (mgO2/L) 140 36 
MES (mg/L) 191 50 
pH 7,9 7,8 
cond (µS/cm) 952 883 
NK (mgN /L) 37,3 24,7 
NH4

+ (mgN /L) 24,2 17,9 
NO2

- (mgN /L) nm 0 
NO3

- (mgN /L) nm 5,8 
PT (mgN /L) 4,8 2,8 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 2684 3,7 / 182,5* 1073 6,7 13 118,0* 
Alprénolol nd / / nd nd / / nd 
Aténolol 1993 5,9 / 137,5* 1373 3,3 -102,7 151,0* 
Bisoprolol 236 3,4 -4,5 135,5 120 5,7 22,9 138,5 
Bétaxolol 9 7,2 43,6 11,6 7 7,6 67,3 10,8 
Bupranolol nd / / nd nd / / nd 
Cartéolol 5 13,9 -61,5 1,7 7 8,7 -71,0 2,0 
Labétalol 49 2,4 -4,6 43,3 43 1,4 19,5 47,8 
Métoprolol 267 3,9 -17,1 137,0 135 5,3 15,0 143,0 
Nadolol 54 4,8 -61,0 12,6 61 10,5 -71,4 13,8 
Oxprénolol 4 13,9 21,2 4,4 5 10,8 35,7 6,5 
Pindolol nd / / nd nd / / nd 
Propranolol 295 3 -25,0 146,0 173 4,7 2,2 153,5 
Sotalol 1506 5,7 -58,0 430,0 650 5,9 -19,0 49,5* 
Timolol 7 11,9 3,9 4,8 5 8 12,3 4,9 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone nd / / nd nd / / nd 
Cortisol 73,4 6,1 -35,38 33,2 nd / / nd 
Prednisolone 40,9 7,6 -77,19 5,79 nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd nd / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / /  nd / / nd 
Cortisone 922,6 6,9 -45,35 358 459,5 11,2 -47,59 180,6 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone nd / / / 33,8 6,8 / / 
Estradiol nd / / / 4,3 4,1 / / 
Ethinylestradiol nd / / / nd   / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième     
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Saint Fons échantillon du 26/03/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0,2 

D (m3/j) 299800 299800 
DCO (mgO2/L) 362 119 
DBO (mgO2/L) 140 36 
MES (mg/L) 158 45 
pH 7,8 7,9 
cond (µS/cm) 1022 1004 
NK (mgN /L) 39,2 27 
NH4

+ (mgN /L) 28,6 21,1 
NO2

- (mgN /L) nm 0 
NO3

- (mgN /L) nm 6,4 
PT (mgN /L) 5 4,7 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 1467 6,14 -34,0278 101,8* 571 5,81 -3,93519 62,8* 
Alprénolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Aténolol 1566 4,09 6,274008 106,5* 1268 3,9 -37,58 14,0* 
Bisoprolol 180 11,92 -7,4 100,2 129 6,06 -7,8 112,0 
Bétaxolol 9 10,47 -18,8 6,7 7 15,02 -5,4 6,0 
Bupranolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Cartéolol 1 6,01 169,4 3,1 2 4,77 228,3 6,2 
Labétalol 53 9,28 -34,0 32,7 53 5,55 -20,5 39,5 
Métoprolol 246 14,52 -30,5 105,9 196 3,88 -29,1 128,0 
Nadolol 13 1,15 286,2 30,9 12 14,53 299,4 37,7 
Oxprénolol 6 7,59 -36,9 3,3 62 18,23 -27,9 5,0 
Pindolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Propranolol 274 4,74 -40,2 108,3 131 5,2 -13,3 98,5 
Sotalol 583 5,11 -55,5 176,3 1028 13,39 -81,7 177,0 
Timolol 4 15,25 -42,8 1,3 3 13,32 -29,8 1,7 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / /  
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone nd / / nd nd / / nd 
Cortisol nd / / nd nd / / nd 
Prednisolone nd / / nd nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd nd / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Cortisone 275,0 9,7 163 513 306,1 12 -60,8 90 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 48,6 2,6 / / 28,6 10,5 / / 
Estradiol 15 7,6 / / 5,2 16,2 / / 
Ethinylestradiol nd / / / nd / / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième     
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Pierre Bénite échantillon du 20/03/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 1,3 

D (m3/j) 137160 142000 
DCO (mgO2/L) 362 42 
DBO (mgO2/L) 130 710 
MES (mg/L) 25100 8 
pH 7,8 7,5 
cond (µS/cm) 1034 783 
NK (mgN /L) 40 0 
NH4

+ (mgN /L) 26,6 0 
NO2

- (mgN /L) nm 0,19 
NO3

- (mgN /L) nm 7,6 
PT (mgN /L) 6,7 4,4 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 5353 6,05 / 364,0* 704 3 -105,523 77,5* 
Alprénolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Aténolol 702 6,88 / 47,7* 426 7,35 -92,7231 46,9* 
Bisoprolol 265 7,82 -61,8 60,6 72 6,6 -54,5 30,8 
Bétaxolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Bupranolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Cartéolol 10 1,46 -74,4 2,4 9 18,21 -63,3 3,2 
Labétalol 76 6,29 -71,7 20,1 67 6,77 -60,0 24,9 
Métoprolol 320 10,96 -70,9 57,7 123 5,23 -62,5 42,3 
Nadolol 172 37,11 -73,3 27,5 10 15,21 -56,8 3,3 
Oxprénolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Pindolol 18 7,97 -61,9 0,7 nd nd nd nd 
Propranolol 254 10,98 -74,8 42,3 190 6,56 -67,9 53,0 
Sotalol 1019 5,71 -65,8 236,8 482 4,01 -45,9 245,0 
Timolol 12 5,35 -71,0 2,1 5 6,55 -60,9 1,7 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone nd / / nd nd / / nd 
Cortisol 21,4 2,2 -34,33 9,86 nd / / nd 
Prednisolone nd / / nd nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd nd / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Cortisone 778,7 18,2 -48,81 283 nd / / nd 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 74,5 0,9 / / 11,8 5 / / 
Estradiol 21,4 5,4 / / 0,5 89 / / 
Ethinylestradiol nd / / / nd / / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième 
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Neuville s/ Saône échantillon du 02/04/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0 

D (m3/j) 5660 5990 
DCO (mgO2/L) 278 45 
DBO (mgO2/L) 110 8 
MES (mg/L) 127 16 
pH 7,8 nm 
cond (µS/cm) 923 nm 
NK (mgN /L) nm nm 
NH4

+ (mgN /L) nm nm 
NO2

- (mgN /L) nm nm 
NO3

- (mgN /L) nm nm 
PT (mgN /L) nm nm 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 1264 6,38 / 85,9* 779 3,4 / 85,7* 
Alprénolol nd nd nd nd nd / / nd 
Aténolol 1594 2,89 / 108,4* 1085 6,7 -79,12 119,4* 
Bisoprolol 359 7,33 -25,9 159,8 112 4,7 -41,9 101,6 
Bétaxolol 2 6,95 -21,5 1,5 nd / -39,8 nd 
Bupranolol nd nd nd nd nd / / nd 
Cartéolol 2 14,09 -29,7 1,4 2 / -69,6 1,4 
Labétalol 55 5,44 -31,3 35,4 67 / -57,5 53,6 
Métoprolol 222 9,68 -33,6 91,2 134 6,4 -38,2 85,8 
Nadolol 15 9,6 22,7 10,7 6 28,8 -71,4 4,9 
Oxprénolol 5 15,25 -20,3 3,8 13 / -44,2 10,8 
Pindolol nd nd nd nd nd / / nd 
Propranolol 178 3,91 -30,7 81,6 133 3,8 -39,2 98,3 
Sotalol 291 6,81 -39,1 120,4 363 3,6 -59,9 174,3 
Timolol 11 7,91 -43,1 3,7 3 12,5 -50,6 1,7 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone nd / / nd nd / / nd 
Cortisol 41,3 9,9 -94,23 1,67 nd / / nd 
Prednisolone nd / / nd nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd <LDQ / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide 2,776269 6,1 -76,33 0,46 <LDQ / / nd 
Cortisone 860,5 14 -76,43 144 nd / / nd 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 29,5 6 / / 2,1 3 / / 
Estradiol 9,7 6 / / 1 85,8 / / 
Ethinylestradiol 2,6 22,2 / / 3,9 11,5 / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième      
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Neuville échantillon du 11/04/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0 

D (m3/j) 5440 5960 
DCO (mgO2/L) 323 123 
DBO (mgO2/L) 120 46 
MES (mg/L) 154 13 
pH 7,5 7,7 
cond (µS/cm) 942 855 
NK (mgN /L) 29,4 6,8 
NH4

+ (mgN /L) 18,2 5,2 
NO2

- (mgN /L) nm nm 
NO3

- (mgN /L) nm nm 
PT (mgN /L) 4,7 3 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 2081 5,1 / 141,5* 1396 3,4 / 153,6* 
Alprénolol nd   nd nd / / nd 
Aténolol 1326 16,9 / 90,2* 1051 6,7 / 115,6* 
Bisoprolol 560 7,1 -60,9 131,2 100 4,7 -41,9 54,3 
Bétaxolol 4 5,2 -40,1 2,1 1  -39,8 0,4 
Bupranolol nd  / nd nd / / nd 
Cartéolol 5 2,2 -64,4 1,6 4  -69,6 1,1 
Labétalol 88 6,5 -58,9 33,8 113  -57,5 44,7 
Métoprolol 215 9,1 -48,6 68,5 105 6,4 -38,2 59,8 
Nadolol 2 23,6 -63,0 0,5 4 28,8 -71,4 0,9 
Oxprénolol 5 26,6 -39,5 2,8 19  -44,2 9,3 
Pindolol nd / / nd nd / / nd 
Propranolol 356 3,4 -44,0 131,8 145 3,8 -39,2 76,5 
Sotalol 1027 15 -78,5 149,8 345 3,6 -59,9 130,0 
Timolol 6 11,8 -45,9 2,1 6 12,5 -50,6 2,5 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone <LDQ / / <LDQ nd / / nd 
Cortisol <LDQ / / <LDQ nd / / nd 
Prednisolone nd / / nd nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide <LDQ / / <LDQ <LDQ / / <LDQ 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / / nd <LDQ / / <LDQ 
Cortisone 152,6 10,8 -24,1 152,6 1,3 46,6 -9,97 1,25 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 26,5 16,3 / / 4,9 5,6 / / 
Estradiol 11,7 25,1 / / 7,8 1,8 / / 
Ethinylestradiol 3 x / / 2,9 1 / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième     
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Meyzieu échantillon du 27/03/07 
         
 influents effluents 
Précipitations (mm) 0 

D (m3/j) 4448 3456 
DCO (mgO2/L) 1158 328 
DBO (mgO2/L) 480 140 
MES (mg/L) 308 115 
pH 7 7,7 
cond (µS/cm) 1646 1657 
NK (mgN /L) nm nm 
NH4

+ (mgN /L) nm nm 
NO2

- (mgN /L) nm nm 
NO3

- (mgN /L) nm nm 
PT (mgN /L) nm nm 
  cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) cenv (ng/L) CV (%) EM (%) cgam (µg/L) 

β−β−β−β−bloquants            
Acébutolol 2438 10,9 / 165,8* 1073 5,78 / 188,0* 
Alprénolol nd nd nd nd nd nd nd nd 
Aténolol 1706 3,92 / 116,0* 1573 4,86 / 173,0* 
Bisoprolol 302 11,95 -48,7 92,8 158 8,28 -24,7 112,0 
Bétaxolol 18 6,88 -41,8 9,6 16 12,54 -30,9 9,8 
Bupranolol nd nd nd nd nd / / nd 
Cartéolol 3 5,52 134,5 5,8 3 18,42 158,9 8,3 
Labétalol 60 11,89 -41,9 32,3 91 5,61 -35,6 54,7 
Métoprolol 233 14,62 -30,2 100,6 217 11,12 -31,1 137,5 
Nadolol 38 9,65 340,0 101,3 22 18,3 412,7 88,4 
Oxprénolol 8 15,52 -43,8 4,0 24 15,57 -28,9 14,8 
Pindolol nd / / nd nd nd nd nd 
Propranolol 330 1,09 -35,5 140,7 373 8,4 -32,3 219,8 
Sotalol 1733 9,8 -81,6 217,3 1274 16,01 -75,3 295,7 
Timolol 11 14,05 -58,8 2,9 11 16,12 -48,8 4,5 

Corticostéroïdes                 
Bétaméthasone nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone nd / / nd nd / / nd 
Prednisone nd / / nd nd / / nd 
Cortisol 260,0 8,1 -94,01 10,9 20 17,4 -81,81 3,23 
Prednisolone 553,4 9 -85,5 49,75 nd / / nd 
Budésonide nd / / nd nd / / nd 
Flunisolide nd / / nd nd / / nd 
Fluocinolone acétonide nd / / nd nd / / nd 
Triamcinolone acétonide nd / / <LDQ <LDQ / / <LDQ 
Cortisone 77,2 11,9 -78,06 12,03 61,2 2 -97,17 1,3 
Désonide nd / / nd nd / / nd 
methylprednisolone nd / / nd nd / / nd 
dexaméthasone nd / / nd nd / / nd 

Estrogènes                 
Estrone 60,1 2,1 / / 46,1 3 / / 
Estradiol 22,8 9,4 / / 13,9 6 / / 
Ethinylestradiol     / / nd / / / 

*: calculé à partir des échantillons dilués au dixième     
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Les données présentées dans cette annexe sont issues de la banque nationale de données pour 

l’hydrométrie et l’hydrologie (www.hydro.eaufrance.fr).  

Ces fiches de synthèse sont composées de 6 parties. 

1) Ecoulements mensuels 

Les 12 écoulements mensuels moyens et l’écoulement annuel moyen (module interannuel) sont 

présentés sous 3 formes : Débit (m3/s) ; Débit spécifique (L/s/km2) ; Lame d’eau équivalente (mm) 

2) Modules interannuels 

La colonne « module indique le module interannuel moyen. Cette valeur est obtenue en calculant la 

moyenne pondérée des 12 écoulements mensuels moyens, sur l’ensemble de la période connue. Il 

s’agit donc d’une moyenne expérimentale. 

Les colonnes « médiane » et « quinquennale » indiquent des valeurs obtenues par ajustement à la loi 

statistique indiquée. 

3) Données basses eaux 

La loi utilisée est la loi choisie par le gestionnaire pour les calculs en basses eaux pour la station 

concernée. La période (pour le calcul de VCN) est l’année d’étiage (du 1er janvier eu 31 décembre 

pour les cours d’eau à régime pluvial). 

VCN3 est le débit minimal sur 3 jours consécutifs 

VCN10 est le débit minimal sur 10 jours consécutifs 

QMNA est le débit mensuel minimal annuel 

Seule la médiane et la quinquennale sèche (valeur en dessous de laquelle les débits ne descende que 20 

fois par siècle) sont indiquées. 

4) Données de crue 

Les valeurs indiquées résultent de l’utilisation systématique de la loi de Gumbel sur l’année 

hydrologique. 

QJ correspond à un calcul de crue utilisant les débits journaliers en entrée. 

QIX correspond à un calcul de crue utilisant les débits instantannés maximaux mensuels en entrée. 

5) Maximum connus 

Hauteur maximale instantannée, débit maximal instantanné et débit journlier maximaux. Il sagit des 

plus fortes valeurs connues de la banque HYDRO. 

6) Débits classés 

Les informations contenues dans ce tableau sont les débits journaliers classés pour les fréquences : 

0,99 ; 0,98 ; 0,95 ; 0 90 ; 0,8 ; 0,7 ; 0,6 ; 0,5 ; 0,4 ; 0,3 ; 0,2 ; 0,1 ; 0,05 ; 0,02 ; 0,01.
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Cartouche : Varian Bond Elut C18, 500 mg, 3cc 

Conditionnement : 3 mL MeOH puis 3 mL eau 

Charge : 50 mL de solution de cortisone à 100 mg/L irradiée 14 h par une lampe HPK 

Elution : 4,5 mL de mélange eau/AcN, 80/20, v/v 
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Cartouche : Varian Bond Elut C18, 500 mg, 3cc 

Conditionnement : 3 mL MeOH puis 6 mL eau 

Charge : 250 mL de solution de triamcinolone irradiée 100 min (ou de triamcinolone acétonide  

irradiée 60 min) par une lampe HPK 

Elution : 6mL AcN 

Evaporation à sec et reprise par 5 mL d’eau 

�

�
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Colonne : Waters Symmetry C18 150 x 2,1 mm, 3,5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient eau/AcN 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   75  25 

 25   0  100 

 30   0  100 

Détection : UV : λ = 246 nm 
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Colonne : Thermo, Aquasil C18 100 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient eau/AcN 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   80  20 

 18   45  55 

 22   0  100 

 32   0  100 

Détection : UV : λ = 238 nm 
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Le gaz rideau (azote) et le gaz de nébulisation (air) étaient fixés à un débit de 10 unités arbitraires. La 

source TIS était chauffée à 450°C .Un gaz desséchant (air) était introduit à un débit de 8 L/min. La 

tension d’orifice (DP) et le potentiel de focalisation (FP) dépendentnt des analytes. 

����������	

Colonne : Thermo, Aquasil C18, 100 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient tampon formiate/AcN (tampon formiate : formiate d’ammonium 10mM  

acidifié à pH3,8 par addition d’acide formique) 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   97  3  

 5   97  3 

 6   92  10 

 30   0  100  

 40   0  100 

Détection :  

UV : λ = 220 nm, λ = 270 nm 

ESI(+)/MS, mode SIM  DP = 21 FP = 150   

  Ion suivi  photoproduit correspondant 

  337   molécule mère 

  353   produit mono-hydroxylé 

  369   produit di-hydroxylé 

  385   produit tri-hydroxylé 

401   produit tétra-hydroxylé 
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Colonne : Waters, X-Terra C18, 50 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient tampon formiate/AcN (tampon formiate : formiate d’ammonium 10mM  

acidifié à pH3,8 par addition d’acide formique) 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   95  5  

 40   0  100      

UV : λ = 220 nm, λ = 270 nm 

ESI(+)/MS, mode SIM  DP = 21 FP = 150 

  Ion suivi  photoproduit correspondant 

  268   molécule mère 

  284   produit mono-hydroxylé 

  300   produit di-hydroxylé 

  316   produit tri-hydroxylé 

332   produit tétra-hydroxylé 
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Colonne : Thermo, Aquasil C18, 100 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient tampon formiate/AcN (tampon formiate : formiate d’ammonium 10mM  

acidifié à pH3,8 par addition d’acide formique) 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   97  3  

 30   0  100      

UV : λ = 220 nm, λ = 270 nm 

ESI(+)/MS, mode full scan 

ou 

ESI(+)/MS, mode SIM  DP = 16 FP = 130 

  Ion suivi  photoproduit correspondant 

  249   molécule mère 

  265   produit mono-hydroxylé 

  281   produit di-hydroxylé 

  297   produit tri-hydroxylé 

313   produit tétra-hydroxylé 
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Colonne : Waters, Symmetry C18, 150 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient tampon formiate/AcN (tampon formiate : formiate d’ammonium 10mM  

acidifié à pH3,8 par addition d’acide formique) 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   95  5  

 40   0  100      

UV : λ = 220 nm, λ = 270 nm 

ESI(+)/MS, mode full scan 

ou 

ESI(+)/MS, mode SIM  DP = 16 FP = 140 

  Ion suivi  photoproduit correspondant 

  260   molécule mère 

  276   produit mono-hydroxylé 

  292   produit di-hydroxylé 

  308   produit tri-hydroxylé 
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Colonne : Thermo, Aquasil C18, 100 x 2,1 mm, 5 µm 

Débit : 0,2 mL/min  

Elution : gradient tampon formiate/AcN (tampon formiate : formiate d’ammonium 10mM  

acidifié à pH3,8 par addition d’acide formique) 

 Temps (min)  %eau  %AcN 

 0   90  10  

 20   0  100      

UV : λ = 220 nm, λ = 270 nm 

ESI(+)/MS, mode SIM  DP = 16 FP = 140 

  Ion suivi  photoproduit correspondant 

  317   molécule mère 

  333   produit mono-hydroxylé 

  349   produit di-hydroxylé 

  365   produit tri-hydroxylé 

381   produit tétra-hydroxylé 
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Spectre RMN13C découplé 
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