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Introduction 
 

En France, la production d’eau destinée à l’alimentation représente environ 6 milliards de m3 

par an. L’eau est une ressource sensible qui peut être soumise à différents types de pollution 

et notamment à des contaminations de nature chimique ou microbiologique ayant un impact 

direct sur la santé des populations exposées. Pour être considérée comme “propre à la 

consommation” une eau doit répondre à des critères microbiologiques, chimiques, physiques 

et gustatifs. Il existe à ce sujet des recommandations internationales émises par l’OMS (2004) 

et une directive européenne (98/83/CE) traduite en droit français (Décret N°2001-1220 du 20 

décembre 2001). Les substances chimiques, autres que les sels minéraux, font l’objet de 

normes très strictes. Certaines substances telles que le fluor et les nitrates sont considérées 

comme indésirables, c'est-à-dire que leur présence est tolérée pour des concentrations de 

l’ordre du milligramme par litre. Pour d’autres substances chimiques dites toxiques telles que 

le plomb ou l’arsenic, les concentrations tolérées sont extrêmement faibles, de l’ordre du 

microgramme par litre. Les normes concernant les substances chimiques dans l’eau sont 

établies sur la base d’une consommation journalière normale, pendant toute la vie. D’un point 

de vue microbiologique, l’eau ne doit contenir ni parasite, ni virus, ni bactérie pathogène. Le 

risque microbiologique est particulièrement préoccupant car certains microorganismes 

présentent une faible dose minimale infectieuse, celle-ci est par exemple de l’ordre de 1 à 10 

particules pour les virus entériques pathogènes. Les paramètres microbiologiques du contrôle 

sanitaire sont uniquement de nature bactérienne, ils ont été mis en place suite aux dernières 

grandes épidémies liées à l’eau, survenues en Europe occidentale à la fin du 19ème siècle.  

Les efforts des distributeurs d’eau potable pour fournir une eau de bonne qualité, ainsi que le 

contrôle réglementaire organisé par les autorités sanitaires apparaissent globalement efficaces 

compte tenu du faible nombre d’épidémies d’origine hydrique relevées depuis 1998 par 

l’Institut de Veille Sanitaire (InVS), avec en moyenne une seule situation épidémique relevée 

annuellement. Toutefois, il apparait toujours nécessaire d’améliorer les connaissances sur le 

devenir des microorganismes et notamment des virus entériques dans le milieu hydrique. En 

effet, les virus sont à l’origine de plus de 80% des cas de gastro-entérites liés à la 

consommation d’eau de distribution dans les pays développés (Koopmans et al., 2002). Les 

virus entériques transmissibles par l’eau sont de petite taille et très résistants aux traitements 

de potabilisation. La prédiction du devenir de virus accidentellement introduits dans un réseau 

d’eau reste délicate à l’heure actuelle au vue des connaissances sur le comportement de ces 
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particules dans un tel milieu. Pourtant, l’étude de leur devenir au sein d’un réseau de 

distribution d’eau est nécessaire pour obtenir les informations indispensables au 

développement de nouvelles approches préventives et de traitements contre ces 

microorganismes. Les différents éléments à considérer pour étudier le devenir de particules 

virales dans un réseau d’eau sont, l’adsorption virale sur les surfaces, l’éventuel effet 

protecteur résultant de cette adsorption notamment face aux tentatives de traitement, et enfin 

la possibilité d’un décrochement et d’un relargage de particules adsorbées dans l’eau. Toutes 

les surfaces composant un réseau de distribution d’eau (les conduites ainsi que les réservoirs 

de stockage) sont colonisées par un film biologique complexe appelé biofilm. Les biofilms 

sont composés de nombreuses colonies cellulaires, notamment bactériennes, disposées de 

façon irrégulière sur la surface (Martiny et al., 2003), parfois de champignons filamenteux 

(Paris et al., 2009) et dans tous les cas de structures hydratées, anioniques, visco-élastiques 

(Abe et al., 2012). La présence de cette biomasse complexe sur les surfaces doit être prise en 

compte lors de l’appréhension du devenir des particules au sein d’un réseau. Les études in situ 

étant difficiles à mettre en œuvre, des réacteurs tels que les Propella sont couramment 

utilisés afin de reproduire des conditions expérimentales mimant les réseaux de distribution 

d’eau (Grandjean et al., 2005 ; Lehtola et al., 2007). 

 

La partie bibliographique s’intéresse dans un premier temps à l’étude des principaux 

microorganismes pathogènes du milieu hydrique, ainsi qu’aux moyens mis en œuvre à l’heure 

actuelle pour évaluer la contamination microbiologique de l’eau. La deuxième partie est 

consacrée à la description de cas de contaminations virales liées à la consommation d’eau 

dans les pays développés ainsi qu’à la prise en charge médicale de ces infections. Enfin, la 

troisième partie, dresse l’état des connaissances en termes d’interactions virus-biofilm dans un 

réseau de distribution d’eau et argumente l’intérêt de l’utilisation des bactériophages ARN F-

spécifiques en tant que modèles d’étude des virus entériques pathogènes.  

La partie expérimentale de ce travail porte sur des expérimentations réalisées en réacteurs 

(Propella) et s’intéresse plus particulièrement à l’influence de la présence d’un biofilm 

d’eau potable sur l’adsorption phagique ainsi qu’à l’effet d’un protocole de désinfection par le 

chlore sur les phages adsorbés sur des biofilms. Il s’agit d’améliorer les connaissances sur le 

devenir de virus au sein d’un réseau de distribution d’eau et par la suite d’améliorer les 

moyens de prévention ou de nettoyage des réseaux suite à une contamination.  
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Etude bibliographique 
 

PREMIERE PARTIE : 

Le risque microbiologique en réseau de distribution d’eau 

 

Les exigences de qualité pour l’eau de distribution sont fixées par une directive européenne 

transposée dans le code de la santé publique. Elles se fondent sur les valeurs guides proposées 

par l’Organisation Mondiale de la Santé. Cette dernière définit une valeur guide comme 

« étant une estimation de la concentration d’une substance dans l’eau de boisson qui ne 

présente aucun risque pour la santé d’une personne qui consommerait cette eau pendant toute 

sa vie ». Lors de notre étude, nous prendrons en considération uniquement les risques 

microbiologiques liés à la consommation d’eau de distribution. Malgré tous les efforts mis en 

œuvre pour produire et distribuer une eau de bonne qualité notamment d’un point de vue 

microbiologique, des microorganismes pathogènes ont déjà été responsables de pathologies 

directement liées à la consommation d’eau de distribution dans les pays développés. La 

plupart des microorganismes pathogènes transmissibles par voie hydrique pouvant être 

accidentellement introduits dans un système de distribution d’eau proviennent d’une 

contamination fécale d’origine animale ou humaine, l’eau constitue pour eux un moyen de 

transport et une voie de contamination. Leur persistance dans l’eau varie suivant les 

microorganismes et elle est influencée par de nombreux paramètres tels que la température ou 

la concentration résiduelle en chlore. 

Dans le présent chapitre nous tenterons de décrire à travers une analyse qui n’a pas pour but 

d’être exhaustive, les principaux microorganismes pathogènes responsables d’infections 

humaines liées à la consommation d’eau de distribution dans les pays développés, les 

évènements à partir desquels ces microorganismes peuvent être retrouvés dans l’eau d’un 

réseau de distribution, les moyens actuels utilisés pour détecter une telle pollution et enfin les 

traitements mis en place afin de produire une eau de qualité. 

 

1. Nature des polluants microbiologiques 

Les microorganismes responsables de maladies d’origine hydrique sont des bactéries, des 

parasites ou des virus. Ces derniers représentent l’étiologie la plus fréquente, notamment dans 
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les pays développés, où ils sont à l’origine de plus de 80% des gastro-entérites (Koopmans et 

al. 2002). Le tableau 1 répertorie les principaux microorganismes responsables de 

pathologies d’origine hydrique ainsi que leurs caractéristiques générales.  

 

1.1. Bactéries pathogènes 

La plupart des bactéries pathogènes transmissibles par l’eau infectent le tractus gastro-

intestinal et sont excrétées dans les matières fécales des personnes ou animaux contaminés. 

Certaines bactéries pathogènes telles Legionella, Burkholderia pseudomallei ou certaines 

mycobactéries atypiques peuvent infecter leurs hôtes par voie respiratoire et sont responsables 

de pathologies diverses. Seules les bactéries les plus couramment mises en cause lors 

épidémies liées à la consommation d’eau ainsi que quelques bactéries émergentes sont 

présentées ci-dessous. 

 

1.1.1. Les bactéries pathogènes préoccupantes courantes 

• Escherichia coli O157:H7 

Escherichia coli est une bactérie que l’on trouve exclusivement dans le tractus digestif des 

mammifères, c’est pourquoi elle fait partie des indicateurs de contamination fécale lors du 

contrôle sanitaire. La plupart des E. coli ne sont pas pathogènes. Les E. coli pathogènes sont 

subdivisées en six groupes en fonction de leurs caractéristiques sérologiques et de leur 

virulence : entérohémorragique, entérotoxinogène, entéroenvahissant, entéropathogène, 

entéroagglutinant et d’adhésion diffuse (APHA et al., 1998 ; Rice, 1999). Les infections à E. 

coli ont une période d’incubation comprise entre trois et quatre jours et les symptômes durent 

entre sept et dix jours (Moe, 1997 ; Rice, 1999). 

E. coli O157:H7 appartient au groupe des bactéries entérohémorragiques et bien qu’elle ne 

constitue habituellement pas une cause de préoccupation en ce qui concerne l’eau potable 

traitée, des cas la mettant en cause lors de la consommation d’eau potable contaminée par des 

eaux usées ou des matières fécales humaines ou animales ont été signalés (Swerdlow et al., 

1992). La complication redoutée suite à la contamination par cette bactérie est le Syndrome 

Hémolytique Urémique (SHU). On estime que 2 à 7% des infections à E. coli O157 :H7  
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Tableau 1. Principaux microorganismes pouvant être transmis par l’eau de distribution 
(adapté de WHO, 2011) 

Pathogène 
Impact sur la 
santé a 

Persistance 
dans l’eaub 

Résistance au 
chlorec 

Infectiosité 
relatived 

Source animale 
importante 

Bactérie pathogène      

Burkholderia pseudomallei Important 
Multiplication 
possible 

Faible Faible Non 

Campylobacter jejuni, 
C.coli 

Important 
 

Modérée 
 

Faible 
 

Modérée Oui 

Escherichia coli-pathogène Important Modérée Faible Faible Oui 

E.coli-entérohémorragique Important Modérée Faible Importante Oui 

Francisella tularensis Important Importante Modérée Importante Oui 

Legionella spp. Important 
Multiplication 
possible 

Faible Modérée Non 

Leptospira Important Importante Faible Importante Oui 

Mycobacteria (Mac) Faible 
Multiplication 
possible 

Importante Faible Non 

Salmonella typhi Important Modérée Faible Faible Non 

Autres salmonelles Important 
Multiplication 
possible 

Faible Faible Oui 

Shigella spp Important Courte Faible Importante Non 

Vibrio cholerae Important Variable Faible Faible Non 

Protozoaire      

Acanthamoeba spp. Important 
Multiplication 
possible 

Importante Importante Non 

Cryptosporidium 
hominis/parvum 

Important 
 

Importante 
 

Importante 
 

Importante Oui 

Cyclospora cayetanensis Important 
Importante 
 

Importante Importante Non 

Entamoeba histolytica Important Modérée Importante Importante Non 

Giardia intestinalis Important Modérée Importante Importante Oui 

Naegleria fowleri Important 
Multiplication 
possible 

Faible Modérée Non 

Virus      

Adenovirus Modéré Importante Modérée Importante Non 

Astrovirus Modéré Importante Modérée Importante Non 

Enterovirus Important Importante Modérée Importante Non 

Virus de l’hépatite A Important Importante Modérée Importante Non 

Virus de l’hépatite E Important Importante Modérée Importante Probable 

Norovirus Important Importante Modérée Importante Probable 

Rotavirus Important Importante Modérée Importante Non 

Sapovirus Important Importante Modérée Importante Probable 
a l’impact sur la santé publique reflète l’incidence et la gravité des maladies résultant de contamination de l’eau. 
b la persistance est liée à la détection de l’infectiosité dans l’eau à 20°C : courte = moins d’une semaine, modérée = de une semaine à un mois, 
importante = plus d’un mois. 
c la résistance au chlore correspond à l’extinction de la détection de l’infectiosité dans de l’eau traitée avec du chlore par des doses et des temps 
de contact conventionnels ainsi que des pH compris entre 7 et 8,99% d’inactivation à 20°C sont obtenus en moins d’une minute (Résistance 
faible), entre une et 30 minutes (Résidence modérée) et en plus de 30 minutes (Résistance importante). 
d Données obtenues d’après des expériences avec des volontaires humains, des données épidémiologiques et des expériences sur les animaux. 
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provoquent un SHU dû à la production de toxines (vérotoxines) qui détruisent les érythrocytes 

et entraînent une insuffisance rénale aiguë (Moe, 1997). La probabilité de tomber malade 

dépend du nombre de bactéries ingérées, de l’état de santé du sujet et de la résistance au 

microorganisme ou à la toxine, les enfants ainsi que les personnes âgées étant les personnes 

les plus vulnérables. 

 

• Salmonella et Shigella 

Ces bactéries sont des agents étiologiques courant de gastro-entérites, elles sont présentes 

dans les matières fécales des sujets ou animaux contaminés. De nombreux cas de 

salmonellose et de shigellose ont été reliés à l’eau potable contaminée (Boring et al., 1971 ; 

Taylor et al., 2000 ; Chen et al., 2001). Dans la plupart des cas, l’eau potable n’était pas 

convenablement traitée avant consommation.  

Les shigelloses ou dysentéries bacillaires sont des maladies à déclaration obligatoire, leur 

période d’incubation est de 24 à 48 heures et l’incidence de la maladie en France est plus 

importante en septembre-octobre. Elles se traduisent par un début brutal avec de la fièvre et 

des douleurs abdominales, des diarrhées avec selles profuses, afécales et glairo-

sanguinolantes.  

Les salmonelloses provoquent des entérocolites dont l’incubation dure entre 6 et 36 heures. 

Elles se traduisent par des diarrhées fébriles caractérisées par plus de cinq selles liquides par 

jour, des nausées, des vomissements et des douleurs abdominales.  

L’évolution de ces deux pathologies est généralement spontanément résolutive en 2 à 7 jours. 

 

• Campylobacter et Yersina 

De nombreux cas de gastro-entérites d’origine hydrique mettent en cause ces deux 

microorganismes (Eden et al., 1977 ; Mentzing, 1981). A titre d'exemple, l’épidémie la plus 

importante d’origine hydrique au Canada était causée par une contamination du réseau par 

Campylobacter jejuni et Escherichia coli O157:H7 s’est produite à Walkerton en mai 2000 

(Clark et al., 2003 ; Hrudey et al., 2003). Le nombre de personnes touchées a été estimé à 

2 300 avec 65 hospitalisations, 27 cas de SHU et sept décès. Cette épidémie a pu être reliée à 

de l’eau de puits, contaminée par des matières fécales et n’ayant pas reçue un traitement 

adéquat avant la consommation. 
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1.1.2. Les bactéries pathogènes préoccupantes émergentes 

• Legionella 

Contrairement à la plupart des autres agents pathogènes d’origine hydrique, les légionelles 

sont naturellement présentes dans les environnements hydriques, y compris les eaux de 

surface (Palmer et al., 1993) et les eaux souterraines (Lieberman et al., 1994) et ne sont pas 

assimilables à une contamination fécale de l’eau. Leur présence généralisée reflète leur 

capacité de survie dans des conditions hydriques variées, y compris des températures de 0 à 

63 °C et des pH de 5,0 à 8,5 (Nguyen et al., 1991). Des protozoaires (amibes) naturellement 

présents dans l’eau peuvent héberger des légionelles et les protéger contre les agressions 

environnementales. Au sein d’un réseau de distribution les légionelles peuvent contaminer 

l’eau, cependant leur croissance est plus importante au niveau des films biologiques, 

également appelés biofilms, présents sur les parois. En effet, les concentrations en légionelles 

peuvent être dix fois plus élevées dans les films biologiques provenant d’un robinet que dans 

l’eau recueillie au robinet en question (Ta et al., 1995). Legionella est responsable de 

maladies appelées légionelloses, regroupant la maladie des légionnaires et la fièvre de 

Pontiac.  

La maladie des légionnaires est une pneumonie sévère qui peut être conjuguée à des 

symptômes extra-pulmonaires. La période d’incubation est en général de deux à dix jours. 

C’est une maladie difficile à diagnostiquer notamment à cause de l’absence de tout symptôme 

spécifique qui la distingue d’autres pneumonies bactériennes. Dans l’ensemble, le taux de 

mortalité de la maladie des légionnaires est d’environ 15% (Nelson et al., 1985). 

La fièvre de Pontiac est une maladie fébrile non pulmonaire dont l’incubation dure 24 à 48 

heures et se résorbe habituellement en deux à cinq jours, sans causer de complications (Glick 

et al., 1978 ; Fallon et al., 1993).  

Legionella étant un agent pathogène respiratoire, les systèmes qui produisent des aérosols 

comme les tours de refroidissement, les systèmes de climatisation, les bassins d’eau thermale 

et les pommeaux de douche constituent les sources d’infection les plus souvent mises en 

cause et la contamination provient en général du réseau d’eau chaude. Des aérosols contenant 

des concentrations dangereuses de Legionella spp., en général L. pneumophila (Dufour et 

Jakubowski, 1982), posent particulièrement un problème dans les hôpitaux, où des personnes 

vulnérables (personnes âgées ou immunodéprimées) peuvent être exposées. L. pneumophila 

est divisée en 15 sérogroupes et est à l’heure actuelle l’agent responsable d’environ 90% des 

cas de maladie du légionnaire diagnostiquées en France. Le sérogroupe 1 est le plus fréquent 
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(70 à 90% des cas) ainsi que le sérogroupe 6, les autres espèces sont généralement isolées 

chez des personnes immunodéprimées (Jarraud et al., 2000). 

 

• Complexe Mycobacterium avium (Mac) 

Ce complexe regroupe 28 sérotypes de deux espèces distinctes, Mycobacterium avium et 

Mycobacterium intracellulare. Ces microorganismes, ainsi que beaucoup d’autres espèces 

mycobactériennes environnementales, constituent le groupe des mycobactéries non 

tuberculeuses (MNT). La dénomination MNT sert à distinguer ces microorganismes de 

Mycobacterium tuberculosis et Mycobacterium leprae, qui sont les agents infectieux de la 

tuberculose et de la lèpre. Contrairement à leurs homologues MNT, aucun de ces deux 

derniers organismes n’est présent dans l’environnement. Ils ne constituent donc pas une 

préoccupation en matière d’eau potable. 

Les bactéries du complexe Mycobacterium avium peuvent être retrouvées dans tous les types 

d’eau de par leur grande capacité de survie et de reproduction. Elles peuvent par exemple se 

multiplier dans l’eau à des températures allant jusqu’à 51°C (Sniadack et al, 1992) ainsi qu’en 

milieu acide à des pH allant jusqu’à 4 (Kirschner et al., 1999). Une personne peut être 

infectée par voie alimentaire, respiratoire ou cutanée.  

Les manifestations cliniques d’infection par ces microorganismes peuvent inclure une toux 

productive, de la fatigue, de la fièvre ainsi qu’une perte de poids. Les sujets 

immunocompétents qui n’ont pas de maladies sous-jacentes ont un très faible risque de 

présenter des symptômes du fait de la faible pathogénicité de ces microorganismes. 

 

• Helicobacter pylori 

Helicobacter pylori a été détecté dans de l’eau de surface ainsi que dans de l’eau souterraine 

peu profonde (Hegarty et al., 1999). L’estomac humain est jusqu’à présent le seul réservoir 

important connu de H. pylori (Dunn et al., 1997). Des études montrent que cette bactérie peut 

coloniser l’estomac humain et produire une infection chronique associée à une réaction 

inflammatoire. Des liens ont été établis entre infection à H. pylori et la gastrite, les ulcères 

duodénaux et un risque accru d’adénocarcinome gastrique. L’eau et les aliments semblent 

avoir une importance moindre dans la transmission d’H. pylori dans les pays développés, par 

contre certaines études réalisées dans des pays en voie de développement ont montré que la 
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transmission de cette bactérie était attribuable à une hygiène médiocre ou à la consommation 

d’eau contaminée (Klein et al., 1991 ; Hopkins et al., 1993). 

 

1.2. Protozoaires pathogènes 

Les protozoaires pathogènes pour l’Homme sont particulièrement préoccupants car leur cycle 

parasitaire comporte une forme infectieuse appelée kyste ou oocyste qui présente une 

résistance élevée aux conditions environnementales en milieu hydrique et qui est également 

extrêmement résistante aux traitements de désinfection de l’eau.  

Les principaux protozoaires d’intérêt dans le cadre de contaminations humaines par de l’eau 

de distribution dans les pays développés sont Cryptosporidium et Giardia. Les amibes seront 

également décrites bien qu’elles concernent plutôt les pays en voie de développement.  

 

• Cryptosporidium 

Il s’agit d’un parasite intracellulaire transmis par l’eau sous forme d’oocyste rond, d’un 

diamètre de quatre à six µm, à paroi double et très résistant dans l’environnement. Après 

ingestion, le parasite poursuit son cycle de vie dans le tube digestif en se dékystant et libérant 

des sporozoïtes qui se multiplient dans les entérocytes. La période prépatente varie entre 2 et 

25 jours (Dupont et al., 1995). Le symptôme généralement associé à la maladie est la 

diarrhée, caractérisée par des selles très aqueuses et non sanglantes. Le volume de diarrhée 

peut être extrêmement important, 3 L/jour étant commun. Des valeurs atteignant 17 L/jour ont 

été rapportées chez des personnes immunodéprimées (Navin et Juranek, 1984). Ce symptôme 

peut s'accompagner de nausées, de vomissements (particulièrement chez les enfants), de 

température subfébrile (inférieure à 39 °C), d'anorexie et de déshydratation. La durée de 

l'infection dépend de l'état immunitaire (Juranek, 1995) et permet de distinguer trois 

catégories: (1) celle des personnes immunocompétentes qui se débarrassent de l'infection en 7 

à 14 jours, (2) celle des personnes atteintes du SIDA ou dont le système immunitaire est 

fortement affaibli et qui, dans la plupart des cas signalés, ne se débarrassent jamais 

complètement de l'infection et (3) celle des personnes immunodéprimées à la suite d'une 

chimiothérapie, d'une dépression ou d'une maladie de courte durée (par exemple, la varicelle) 

ou d'une malnutrition pour lesquelles l'infection disparaît généralement dans les 10 à 15 jours 

qui suivent le retour à la normale du système immunitaire. Cette parasitose était notamment 
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très préoccupante avant l’apparition de la trithérapie anti-VIH (Virus de l’Immunodéficience 

Humain). 

 

• Giardia  

Ce protozoaire est transmissible par l’eau sous forme de kystes ovoïdes (de huit à 14 µm de 

longueur sur 7 à 10 µm de largeur) stables dans l'environnement et qui sont évacués dans les 

fèces, généralement en grand nombre. Lorsqu'un hôte ingère ces kystes, le dékystement est 

initié au niveau de l'estomac et les trophozoïtes qui constituent la forme infectante sont libérés 

au niveau du duodénum où ils se multiplient par division binaire. La période prépatente pour 

la giardiase est de 6 à 16 jours et la dose minimale infectieuse peut être de seulement un à dix 

kystes (Rendtorff, 1978). Les symptômes comprennent des nausées, une anorexie, des 

douleurs abdominales et des selles pâteuses (de couleur chamois chez les enfants), parfois 

associés à de la fièvre. La phase aigüe de l’infection se dissipe souvent de façon spontanée et 

certains patients deviennent alors des porteurs asymptomatiques. 

 

• Les amibes  

Les amibes ne sont pas, dans l’ensemble, considérées comme pathogènes à l’exception d’ 

Entamoeba histolytica qui provoque des dysenteries, de certaines amibes comme Naegleria 

fowleri qui provoque des méningo-encéphalites mortelles et de certaines souches 

d’Acanthamoeba qui induisent des kératites chez les porteurs de lentilles, voire des 

encéphalites mortelles dans de très rares cas. Certaines bactéries comme Legionella 

pneumophila sont capables de se développer chez les amibes des genres Acanthamoeba et 

Hartmanella, elles sont ensuite expulsées de leurs hôtes et contaminent le milieu hydrique.  

 

1.3. Les virus entériques pathogènes 

Les virus excrétés par voie fécale et retrouvés dans le milieu hydrique peuvent être 

pathogènes pour l’homme (virus entériques pathogènes) ou vivre aux dépens de bactéries 

intestinales (bactériophages fécaux). Parmi les microorganismes pathogènes transmissibles 

par l’eau, les virus jouent un rôle important en raison de leur forte densité dans les eaux usées, 

de leur résistance aux traitements d’épuration (physiques ou chimiques) et de leur persistance 

dans l’environnement hydrique. La dose minimale infectieuse (D.M.I.) de ces virus est faible, 

de l’ordre de 1 à 10 particules infectieuses pour les entérovirus (Schwartzbrod et 



 

11 
 

Schwartzbrod, 1999). Ces virus sont excrétés pendant une à quatre semaines à des 

concentrations pouvant atteindre 1011 particules virales par gramme de selles (Leclerc et al., 

2002) et sont ensuite retrouvés dans les eaux usées. Les infections virales liées à la 

consommation d’eau potable sont certainement sous estimées car leur détection dans l’eau 

n’est pas intégrée dans le contrôle sanitaire.  

1.3.1. Structure des virus entériques pathogènes 

Les virus d’origine fécale susceptibles de persister dans l’environnement sont essentiellement 

des virus nus c'est-à-dire qu’ils ne possèdent pas d’enveloppe mais uniquement une capside 

protéique et un génome. La majorité de ces virus entériques pathogènes présentent des 

similitudes structurales sur plusieurs points. Il s’agit essentiellement de virus dont la capside 

mesure entre 20 et 40 nm de diamètre. La capside est constituée d’une à quatre sous unités 

protéiques qui s’assemblent selon une symétrie cubique. Les adénovirus ont une capside plus 

complexe mesurant de 80 à 110 nm de diamètre et les rotavirus mesurent environ 75 nm de 

diamètre. En microscopie électronique, les rotavirus ont l'aspect d'une roue, d'où leur nom 

(Figure 1). Le support de l’information génétique est majoritairement un ARN simple brin et 

la taille du génome est comprise entre sept et neuf kilobases. Cependant, les adénovirus ont 

un génome à ADN et les rotavirus ont, quant à eux, un génome à ARN double brin. La 

classification et les caractéristiques morphologiques de ces virus sont détaillées dans le 

tableau 2. 

 

1.3.2. Présentation des principaux virus entériques en fonction de leur 

pathogénicité 

Les virus entériques pathogènes sont généralement classés en fonction des pathologies dont 

ils sont responsables. Après une contamination de l’homme par voie orale ils sont en majorité 

responsables de gastro-entérites mais, provoquent également des hépatites ou d’autres 

pathologies comme des atteintes neuro-méningées (paralysies, méningites…). 

 

 

 



 

 

Tableau 2 : Caractéristiques des principaux virus entériques hum
2004 ; Carter, 2005 ; Fauquet et al., 2005) 

Figure 1 : Microscopie électronique des principaux virus entériques associés à une transmission liée à l’eau (Koopma
2004) 
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• Les virus des gastro-entérites 

Au moins quatre genres viraux (impliquant plusieurs espèces et génogroupes) peuvent 

provoquer des gastro-entérites : 

- Le genre Norovirus appartient à la famille des Caliciviridae et comporte cinq 

génogroupes différents (GI à GV). Les génogroupes I, II (correspondant au virus de type 

Norwalk) et IV infectent l’homme. Le génogroupe III est associé aux infections des bovins et 

le génogroupe V a été récemment isolé chez des souris. Ces différents génogroupes peuvent 

eux-mêmes être divisés en différents génotypes. Ainsi, 17 génotypes sont actuellement 

distingués dans le génogroupe II, qui est le plus fréquemment isolé chez l’Homme. Les 

norovirus constituent la cause principale de gastro-entérites virales dans les pays développés 

(Carter, 2005) et touchent toutes les classes d’âge. La période d’incubation est de 24 à 48 

heures, les symptômes sont spontanément résolutifs et durent généralement 24 à 48 heures. 

Les norovirus ont une faible dose minimale infectieuse et une grande résistance dans 

l’environnement d’où leur impact épidémiologique (Blanton et al., 2006). Ces virus sont 

excrétés dans les matières fécales et les vomissures des personnes infectées. Les infections à 

norovirus sont saisonnières avec un pic épidémique en période hivernale (Mounts et al., 

2000 ; Maunula et al., 2005). 

 

- Le genre Rotavirus appartient à la famille des Reoviridae et comprend les 

génogroupes A, B et C qui provoquent des diarrhées pouvant être sévères surtout chez les 

enfants (Schwab, 2007). Les espèces des groupes D, E, F et G infectent uniquement les 

animaux. Le rotavirus du groupe A, responsable de diarrhées infantiles ou hivernales est 

retrouvé dans le monde entier et constitue le groupe le plus courant et le plus répandu. Les 

enfants de six mois à deux ans, les prématurés, les personnes âgées et les sujets 

immunodéficients sont plus susceptibles de présenter des diarrhées sévères. Les rotavirus 

seraient responsables de la moitié des hospitalisations dues aux gastro-entérites, notamment à 

cause de la déshydratation. La période d’incubation varie de quatre à sept jours (Carter, 2005) 

et les symptômes durent généralement de cinq à huit jours. L’atteinte peut être bénigne, et 

dure alors moins de 24 heures, ou plus grave voire mortelle. Chez les jeunes enfants, les 

manifestations extra-intestinales, telles que des symptômes respiratoires et des convulsions 

peuvent survenir du fait que l’infection est systémique plutôt que localisée à la muqueuse 

jéjunale (Candy, 2007). Le virus est excrété à des concentrations très élevées pouvant 

atteindre jusqu’à 109 particules virales/gramme de selles. 
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- Les adénovirus de la famille des Adenoviridae sont des virus de 70 à 100 nm de 

diamètre et sont divisés en quatre genres : Siadenovirus, Aviadenovirus, Atadenovirus et 

Mastadenovirus. Les génogroupes humains appartiennent tous au genre Mastadenovirus. Ils 

sont essentiellement responsables d’infections des voies aériennes supérieures comme des 

pharyngites, pneumonies et conjonctivites (Carter, 2005). Certains sérotypes (40 et 41) sont 

responsables de gastro-entérites surtout chez les enfants de moins de cinq ans, les infections 

étant le plus souvent asymptomatiques chez l’adulte (Jiang, 2006). La charge virale des 

personnes infectées est élevée (106 particules virales/gramme de matière fécale), la période 

d’incubation dure de trois à six jours et les symptômes peuvent durer une semaine. 

 

- Les astrovirus humains sont des membres du genre Mamastrovirus et appartiennent à 

la famille des Astroviridae. Huit sérotypes d’astrovirus humains ont été identifiés. En 

microscopie électronique, ils présentent un motif en étoile au centre de leur capside d’où leur 

nom. Ils sont essentiellement responsables de gastro-entérites chez l’enfant, les personnes 

âgées et les personnes immunodéprimées. L’infection provoque généralement une diarrhée 

moins sévère que celle causée par les rotavirus et ne provoque pas de déshydratation 

importante. Les infections à astrovirus sont plus fréquentes au cours de l’hiver et du 

printemps (Gofti-Laroche et al., 2003). 

 

• Les virus des hépatites 

A ce jour, six virus provoquant des hépatites primitives, c'est-à-dire dont la cible principale 

voire unique est l’hépatocyte, ont été identifiés. Il s’agit des virus des hépatites A, B, C, D, E 

et G. Seulement deux d’entre eux sont transmis par voie oro-fécale et donc associés à la 

transmission d’origine hydrique, il s’agit des virus de l’hépatite A (VHA) et de l’hépatite E 

(VHE). 

 

Le VHA appartient à la famille des Picornaviridae et se divise en six génotypes (I à 

VI) parmi lesquels seuls les génotypes I, II et III sont pathogènes pour l’Homme. La période 

d’incubation varie de 10 à 50 jours et la convalescence peut être longue (huit à dix semaines) 

et dans certains cas les personnes infectées peuvent avoir des rechutes pendant douze mois ou 

plus (Carter, 2005). Le VHA est responsable d’hépatites aigües se traduisant généralement par 

une fatigue, une fièvre, des nausées, des malaises, une anorexie, suivis en quelques jours d’un 

ictère. La gravité de l’infection dépend en partie de l’âge de la personne infectée. En effet, les 
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enfants présentent généralement une forme asymptomatique, alors que les adultes 

développent majoritairement une forme ictérique (Pinto et Saiz, 2007). Les formes 

fulminantes constituent le principal risque. Le virus est excrété dans les selles des personnes 

infectées trois à dix jours et jusqu’à un mois après l’apparition des symptômes.  

Le VHE a été découvert dans les années 1980. Sur le plan clinique, il est impossible de 

différencier les infections à VHA et VHE. La période d’incubation varie de deux à neuf 

semaines et l’infection se résorbe habituellement en une à six semaines. On distingue quatre 

génotypes majeurs, le I est retrouvé en Asie et en Afrique, le II au Mexique et en Asie, le III 

est ubiquitaire et le IV n’est retrouvé qu’en Asie. Il est maintenant démontré que l’hépatite E 

est une zoonose et que de nombreuses espèces animales domestiques et sauvages (porcs, 

cerfs, sangliers…) sont infectées par le VHE constituant ainsi le réservoir naturel du virus. Le 

VHE est responsable d’hépatites aigües (Panda et al., 2007) touchant le plus souvent les 

jeunes adultes et les adultes d’âge moyen (15 à 40 ans). Le problème majeur est le taux de 

mortalité élevé chez la femme enceinte (20 à 25%) (Matson, 2004). Les virions sont excrétés 

dans les selles pendant au minimum une semaine après l’apparition des symptômes (Percival 

et al., 2004). 

 

• Les pathologies à Enterovirus 

Les entérovirus constituent un grand groupe de virus appartenant au genre Enterovirus et à la 

famille des Picornaviridae. Ils regroupent les coxsackievirus A (23 sérotypes) et B (6 

sérotypes), les poliovirus (trois sérotypes), les echovirus (31 sérotypes). Plus de 80 sérotypes 

différents ont déjà été identifiés et reportés par le Comité International de Taxonomie des 

Virus. Le réservoir de ces virus est strictement humain et on distingue généralement le 

poliovirus des autres entérovirus. Ce dernier est responsable de la poliomyélite correspondant 

à l’apparition brutale d’une paralysie mettant en jeu le pronostic vital. Les autres entérovirus 

provoquent des symptômes très variés tels que des irritations de la gorge, des maladies des 

voies respiratoires supérieures et les complications les plus graves comprennent des 

paralysies, méningites, atteintes cardiaques… Les infections à entérovirus atteindraient leur 

pic au cours de l’été et au début de l’automne (Nwachuku et Gerba, 2006).  
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2. Les origines possibles des contaminations des systèmes de distribution d’eau 

Les matières fécales humaines constituent la principale source de microorganismes fécaux 

humains dans l’eau. Afin d’éviter le risque d’intrusion de contaminants biologiques dans un 

réseau de distribution d’eau, il convient de limiter l’intrusion de microorganismes pathogènes 

en appliquant une approche comportant l’évaluation du système d’approvisionnement en eau 

potable dans son ensemble : de la source d’eau jusqu’au consommateur, en contrôlant les 

techniques de traitement ainsi que le réseau de distribution. La présence de microorganismes 

pathogènes au robinet du consommateur peut être la résultante d’une contamination au niveau 

de la ressource en eau, d’une défaillance au niveau des traitements de potabilisation ou d’une 

contamination au niveau du réseau de distribution d’eau. 

 

2.1. Contamination de la ressource en eau  

La qualité de la source en eau utilisée pour approvisionner le système joue un rôle important. 

Les ressources en eau utilisées pour l’élaboration d’eau destinée à la consommation sont 

normalement protégées par un périmètre de sécurité visant à éviter le contact avec une 

éventuelle pollution microbiologique. Cependant, une contamination par une pollution fécale 

inhabituelle peut survenir si ce périmètre est inexistant, mal évalué ou en cas de crues, de 

contact accidentel avec des effluents de station d’épuration, des décharges de bassins de 

stabilisation eaux usées, des débordements de réseaux d’égout, ou des fuites de fosses 

septiques. Si une pollution virale d’origine fécale est bien entendue présente au niveau des 

eaux usées et des eaux de surface, elle peut également être détectée dans les eaux souterraines 

dans le monde entier. A titre d’exemple, des études rapportent des concentrations variables en 

virus entériques de l’ordre de 100 à 10 000 unités infectieuse/L dans les eaux usées (Sano et 

al., 2004 ; Sedmark et al., 2005), de 1 à 100 virions/L dans les eaux de surface contaminées 

(Gerba et al., 1985 ; Dorner et al., 2007) et les taux seraient très faibles (< 2/100 L) dans la 

plupart des eaux souterraines contaminées. 

 

2.2. Contamination consécutive à une défaillance lors du traitement de 

potabilisation 

Les traitements appliqués dans les stations de potabilisation peuvent être momentanément 

inefficaces ou inadaptés notamment lors d’une pollution accidentelle de la ressource en eau 
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supérieure aux valeurs habituelles. L’étape de clarification est notamment primordiale pour 

assurer une eau de qualité. En effet, une mauvaise hydraulique au niveau des décanteurs, des 

concentrations insuffisantes en coagulant, floculant, oxydant, ainsi qu’une filtration inadaptée 

peuvent être responsables de la présence de microorganismes inhabituels dans l’eau 

distribuée. Un fonctionnement discontinu de la filière de traitement peut également aboutir au 

non respect de la qualité microbiologique de l’eau par relargage de microorganismes, par 

exemple lors de la remise en service des filtres. 

 

2.3. Contamination résultant d’un accident sur le réseau de distribution d’eau 

La présence de fissures au niveau des réservoirs d’eau potable, des ruptures de canalisations, 

des accidents associés aux opérations de réparation et d’entretien du réseau peuvent 

également être responsables d’une contamination de l’eau. A titre d’exemple, une 

contamination extérieure peut entrer au sein d’un réseau de distribution d’eau au cours 

d’évènements provoquant une diminution de la pression dans une canalisation (Walski et 

Lutes, 1994 ; Qaqish et al., 1995). Karim et al. (2003) ont analysé 66 échantillons de sol et 

d’eau directement en contact avec des canalisations d’arrivée d’eau potable dans des toilettes 

publiques. L’objectif était de déterminer l’éventuelle présence de microorganismes 

pathogènes en contact avec les tuyaux. Plus de la moitié des échantillons contenaient des 

coliformes fécaux indiquant la présence d’une pollution fécale. La présence de génome viral a 

été détectée dans 19% des échantillons de sol et 47% des échantillons d’eau et la présence de 

virus entériques infectieux a été détectée dans 12% des échantillons de sol et d’eau. La 

pollution virale était essentiellement composée d’entérovirus (souche vaccinale de poliovirus) 

mais également de norovirus ainsi que de VHA, prouvant clairement la présence de pollution 

fécale d’origine humaine en contact direct avec les canalisations du réseau de distribution. 

 

3. Contrôle sanitaire de l’eau de distribution 

Le code de la santé publique (Art. R1321-2) spécifie que « Les eaux destinées à la 

consommation humaine, ne doivent pas contenir un nombre ou une concentration de 

microorganismes, de parasites ou de toutes autres substances constituant un danger potentiel 

pour la santé des personnes ». Il existe à ce sujet des recommandations au niveau 

international (recommandations de l’OMS révisées en 2004) et une réglementation 
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européenne (Directive 98/83/CE) traduite en droit français (Décret N°2001-1220 du 20 

décembre 2001).  

La recherche systématique de tous les microorganismes pathogènes serait techniquement et 

économiquement impossible. La stratégie du contrôle sanitaire des eaux repose sur la 

recherche de bactéries dites « germes témoins de contamination fécale », faciles à détecter, 

non directement pathogènes pour l’homme, mais dont la présence peut être considérée comme 

un indicateur de contamination par des germes indésirables. Afin de suivre la qualité 

microbiologique des eaux traitées et distribuées il est d’usage de chercher la présence de ces 

indicateurs comme marqueurs de pollution fécale dans le contrôle et la surveillance de la 

qualité de l’eau, comme témoins de l’efficacité de procédés comme la filtration ou la 

désinfection, comme témoins de l’intégrité et de la propreté des systèmes de distribution 

d’eau. Le dispositif de contrôle est basé sur la recherche de ces indicateurs microbiologiques 

couplée à l’analyse d’autres paramètres physiques et organoleptiques. 

 

3.1. Les critères d’un bon indicateur de pollution fécale 

Les critères à prendre en compte pour définir un bon indicateur de pollution fécale sont : 

-sa spécificité : l’indicateur doit être présent dans une eau qui a été souillée par des 

matières fécales, de préférence en plus grande quantité que les pathogènes et absent d'une eau 

qui est exempte de toute contamination fécale.  

-sa résistance : l’indicateur doit avoir les mêmes caractéristiques de résistance que le 

microorganisme dont il est l'indice. On préfère généralement, que l'indicateur soit légèrement 

plus résistant que le ou les microorganismes qu'il représente permettant ainsi d'introduire la 

notion de risque de contamination fécale. 

-l’accessibilité du contrôle : l’indicateur doit pouvoir être contrôlé rapidement, 

spécifiquement et facilement en laboratoire pour un coût abordable en analyse de routine. 

-l’absence de multiplication dans l’environnement : l’indicateur  doit être incapable 

de se multiplier en dehors de son hôte. 

 -l’absence de pathogénicité : l’indicateur ne doit pas être pathogène pour l’homme.  
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3.2. Les principaux indicateurs de pollution fécale utilisés en France 

Historiquement, ce sont les bactéries fécales qui ont été sélectionnées comme outils pour 

prédire la présence de pathogènes aussi bien d’origine bactérienne, que virale ou parasitaire. 

La législation française classe les indicateurs de pollution fécale en deux catégories, d’une 

part les bactéries indiquant des limites de qualité et d’autre part celles indiquant des 

références de qualité 

Dans ce cadre, les indicateurs microbiologiques utilisés comme limites de qualité pour des 

eaux destinées à la consommation humaine doivent être absents dans 100 mL d’eau analysée. 

Ce sont : 

-Escherichia coli : cette bactérie appartient aux coliformes thermotolérants associés à 

la contamination fécale. E. coli est un hôte normal de notre intestin et de celui des animaux à 

sang chaud. A l'heure actuelle, E. coli est sans doute le plus utilisé des indicateurs de 

contamination fécale. Elle présente néanmoins l’inconvénient d'être peu résistante à certaines 

conditions environnementales. La présence d’E.coli est considérée comme un indicateur 

certain d’une pollution fécale récente.  

-Les entérocoques : ce sont des bactéries de la flore digestive de l’homme et des 

animaux. E. faecalis est l’espèce la plus fréquemment isolée chez l’homme, suivie par E. 

faecium. Ces bactéries sont plus résistantes face à des conditions environnementales difficiles 

(par exemple pH élevé et forte concentration en sel) que les coliformes.  

 

Les indicateurs microbiologiques utilisés comme références de qualité pour des eaux 

destinées à la consommation humaine sont présents en concentration plus importantes qu’E. 

coli et les entérocoques dans les ressources utilisées pour la production d’eau potable. Ils sont 

utilisés essentiellement pour évaluer l’efficacité des traitements de potabilisation et ne doivent 

pas être détectés dans 100 mL d’eau. Ces paramètres sont : 

-Les bactéries coliformes : les coliformes totaux ne sont pas tous d'origine fécale, c’est 

pourquoi l’on utilise un sous-groupe de coliformes capables de survivre et de croître à 44°C 

également appelés "coliformes thermotolérants", dont l’origine fécale est plus nette.  

-Les spores de bactéries sulfito-réductrices : l’intérêt de la recherche de tels indicateurs 

réside dans la détection de leurs spores particulièrement résistantes aux traitements de 

désinfection. Clostridium perfringens et plus particulièrement ses spores ont une résistance 

qui se rapproche de celle des microorganismes fécaux les plus résistants. Leur absence 

indique que le risque de contamination fécale est très faible. Leur inconvénient est qu'ils sont 
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très peu nombreux dans l’eau contaminée par des matières fécale. Les spores de ces bactéries 

sont actuellement considérées comme de bons indicateurs de l’efficacité des procédés de 

filtration de part leur forme et leur taille. Les procédés de filtration sont importants 

notamment pour l’élimination des parasites et en particulier de Cryptosporidium. 

-La numération de germes aérobies revivifiables à 22 et 37°C  ne doit pas présenter 

une variation dans un rapport supérieur à 10 par rapport à la valeur habituelle. 

 

En France, comme dans la plupart des autres pays, il n’existe pas de recommandations 

spécifiques concernant les algues, Legionella, Mycobacterium atypiques, Giardia, 

Cryptosporidium ou les virus. Cependant, des analyses spécifiques peuvent être mises en 

place pour les virus entériques, Cryptosporidium et Giardia, en cas d’alerte de niveau 2 

correspondant à la présence confirmée d’indicateurs de contamination fécale dans l’eau. 

 

4. Moyens de prévention 

S’il est impossible d’éliminer complètement le risque de maladie d’origine hydrique, 

l’adoption d’une approche à barrières multiples, de la source au robinet, permet de réduire le 

nombre de microorganismes dans l’eau potable. Cette approche englobe la protection de la 

source d’eau, l’emploi de méthodes de traitement appropriées et efficaces, des réseaux de 

distribution bien entretenus et la vérification régulière de la qualité de l’eau distribuée. En 

dehors des eaux souterraines très profondes qui sont relativement bien protégées des 

contaminations, la majorité des ressources utilisées pour la production d’eau potable est 

susceptible de contenir des microorganismes. Il faut en priorité caractériser les risques 

inhérents à la ressource en eau et s’assurer que des procédés de traitement efficaces sont mis 

en œuvre pour obtenir une eau potable de bonne qualité. Ainsi, en fonction de leur qualité 

microbiologique les ressources en eau sont classées en trois catégories A1, A2 et A3. Le 

tableau 3 donne les caractéristiques microbiologiques permettant de classer les eaux de 

ressource.  

Le but du traitement de potabilisation n’est pas de produire une eau stérile, mais une eau ne 

présentant pas de risque du point de vue de la santé publique. Dans la plupart des cas, 

l’adoption d’une approche à barrière multiple inclus des traitements tels que la coagulation, la 

floculation, la sédimentation, la filtration et la désinfection. 
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Tableau 3. Limites de qualité microbiologique des eaux destinées à la production d’eau 
pour la consommation humaine (Décret n°2001-1220 du 20 décembre 2001). 

Paramètres Traitements appliqués 

 A1 A2 A3 
Coliformes totaux (37°C) /100mL 50 5 000 50 000 
Escherichia coli /100mL 20 2 000 20 000 
Entéroccoques /100mL 20 1 000 10 000 
Salmonelles Absent dans 5L Absent dans 1L  

 

Le tableau 4 (adapté de WHO, 2011) présente une synthèse des traitements généralement 

appliqués dans un but d’élimination microbienne.  

Les abattements des concentrations en microorganismes sont indiqués en valeur 

logarithmiques (log10) de la concentration en microorganismes. Les abattements minimums 

sont retrouvés en cas de défaut de traitement et les abattements maximums en conditions 

optimales de traitement. Ce tableau décrit séparément les abattements obtenus pour les 

bactéries, parasites et virus car l’efficacité des traitements varie en fonction du groupe 

microbien considéré. 

Les prétraitements sont des procédés physiques destinés à retenir les gros déchets par de 

simples grilles et les déchets plus fins sur des tamis à fines mailles.  

La clarification inclut des étapes de coagulation/floculation, de décantation et de filtration. La 

coagulation est un procédé physico-chimique destiné à provoquer l’agrégation des particules 

en suspension afin de former une masse appelée « floc ». Les réactifs utilisés sont 

généralement des sels de fer ou d’aluminium. La décantation se produit dans un décanteur, 

elle permet aux « flocs » de sédimenter afin de récupérer de l’eau clarifiée. Enfin la filtration 

permet de retenir physiquement les matières en suspension n’ayant pas été piégées lors des 

étapes de coagulation et de décantation. La plus répandue est la filtration sur lit de sable, cette 

dernière nécessite un nettoyage périodique du sable afin d’éliminer les matières retenues entre 

les grains. La filtration peut également être réalisée sur des membranes comportant des pores 

de très petites dimensions (microfiltration, ultrafiltration, nanofiltration, osmose inverse). Ces 

dernières méthodes de filtration présentent cependant l’inconvénient d’être onéreuse.  
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Tableau 4. Abattements bactériens, viraux et de protozoaires après application de 
traitements en station de potabilisation (Adapté de WHO, 2011). 

Ct, produit de la concentration en désinfectant et du temps de contact; LRV, log10 valeur de réduction 
  

Procédé de traitement Pathogène Amin Amax Commentaires 

Prétraitement 

Préfiltres Bactéries 0,2 2,3 Dépend du filtre intermédiaire, coagulant 
Réservoirs de stockage Bactéries 0,7 2,2 Durée de résistance >40 jours 
 Protozoaires 1,4 2,3 Durée de résistance : 160 jours 
Filtration sur berges Virus >2,1 8,3 

Dépend de la distance parcourue, du type de sol, du type de 
pompage, du pH, de la force ionique 

 Bactéries 2 >6 
 Protozoaires >1 >2 

Coagulation, floculation et sédimentation  
Clarification conventionnelle Virus 0,1 3,4 

Dépend des conditions de coagulations  Bactéries 0,2 2 
 Protozoaires 1 2 
Clarification poussée Protozoaires >2 2,8 Dépend du polymère de couverture 
Flottation à l'air dissous Protozoaires 0,6 2,6 Dépend de la dose de coagulant 
Adoucissement à la chaux Virus 2 4 Dépend du pH et du temps de stabilisation 
 Bactéries 1 4  
 Protozoaires 0 2  

Filtration     
Filtration granulaire à haut débit Virus 0 3,5 

Dépend du filtrant et de la coagulation comme prétraitement   Bactéries 0,2 4,4 
 Protozoaires 0,4 3,3 
Filtration lente sur lit de sable Virus 0,25 4 

Dépend de la taille des grains, du débit, les conditions 
d'exploitation (température, pH) 

 Bactéries 2 6 
 Protozoaires 0,3 >5 
Filtration par couches Virus 1 1,7  
 Bactéries 0,2 2,3  
 Protozoaires 3 6,7  

Filtration sur membranes, 
microfiltration, ultrafiltration, 
nanofiltration, osmose inverse 

Virus <1 >6,5 Varie avec la taille des pores de la membrane (microfiltres, 
ultrafiltres, nanofiltres et filtres d'osmose inverse), l'intégrité 
du préfiltre et sa fixation, et sa résistance à la dégradation 
chimique et biologique. 

Bactéries 1 >7 

Protozoaires 2,3 >7 

Désinfection primaire      

Chlore Virus 
2 (Ct99 2-30 min.mg/l; 

0-10°C; pH 7-9) 

Le chlore libre x temps prédit l'efficacité; pas applicable sur 
les oocystes de Cryptosporidium.  

 Bactéries 
2 (Ct99 0,04-0,08 min.mg/l; 

5°C; pH 6-7) 

 Protozoaires 
2 (Ct99 25-245 min.mg/l; 0-

25°C;pH 7-8; principalement 
Giardia) 

Dioxyde de chlore Virus 
2 (Ct99 2-30 min.mg/l; 

0-10°C;pH 7-9) 
 

 Bactéries 
2 (Ct99 0,02-0,3 min.mg/l; 15-

25°C;pH 6.5-7) 
 

 Protozoaires 2 (Ct99 100 min.mg/l)  
Ozone Virus 2 (Ct99 0,006-0.2 min.mg/l) 

Les virus sont généralement plus résistants que les bactéries 
 Bactéries 2 (Ct99 0,02 min.mg/l) 
 Protozoaires 2 (Ct99 0,5-40 min.mg/l) Dépend de la température; Cryptosporidium varie largement 
UV Virus 4 (7-186 mJ/cm2) Turbidité excessive, certaines espèces dissoutes inhibent le 

processus; l'efficacité dépend de la dose, qui varie avec 
l'intensité, la durée d'exposition et la longueur d'onde des UV 

 Bactéries 4 (0,65-230 mJ/cm2) 

 Protozoaires 4 (< 1-60 mJ/cm2) 
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L’affinage fait intervenir des procédés d’ozonation, de filtration sur charbon actif ou de 

filtration sur membranes et a pour but l’élimination de certains micropolluants et 

l’amélioration des qualités organoleptiques de l’eau.  

Enfin, l’étape de désinfection est la plus importante. Elle n’est efficace que si l’eau est 

préalablement bien traitée. Elle est le plus souvent effectuée par des procédés chimiques tels 

que l’oxydation par des agents chlorés, de l’ozone ou des rayonnements ultraviolets. Il existe 

également des procédés physiques de désinfection par l’utilisation de membranes de filtration. 

La chloration est actuellement le procédé de désinfection le plus appliqué de par son faible 

coût et sa simplicité de mise en œuvre. De plus, cet oxydant présente l’avantage de pouvoir 

maintenir une concentration résiduelle en oxydant dans le réseau de distribution. L’ozone est 

très fréquemment utilisé par les usines qui produisent de l’eau à partir d’eaux de surface pour 

son grand pouvoir désinfectant notamment vis-à-vis des virus et des spores bactériennes. 

Cependant sa production est coûteuse et sa mise en œuvre relativement complexe. Enfin les 

rayonnements ultraviolets ainsi que la filtration sur membrane empêchent théoriquement tout 

microorganisme de pénétrer dans le réseau de distribution, cependant tout comme l’ozone, ces 

traitements ont une action limitée dans le temps et leur utilisation nécessite donc l’utilisation 

de désinfectant chloré en aval afin de limiter les conséquences d’une contamination ultérieure 

dans les réseaux de distribution. 

Les ressources en eaux du groupe A1 ne subissent qu’un traitement physique simple associé à 

une désinfection. Les ressources du groupe A2 subissent un traitement physique, chimique et 

une désinfection. Enfin, les eaux du groupe A3 doivent subir un traitement physique et 

chimique poussé en association avec des opérations d’affinage et de désinfection. 
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DEUXIEME PARTIE : 

Cas d’infections virologiques liées à la consommation d’eau 

et prise en charge thérapeutique 

 

Les gastro-entérites virales surviennent souvent chez les enfants de moins de trois ans et 

représentent l’un des premiers motifs de consultation en médecine, principalement en 

pédiatrie. Dans les pays tempérés ces infections surviennent dans un contexte épidémique et 

saisonnier et sont surtout observées pendant l’hiver. La prise en charge précoce et adaptée a 

permis de réduire la gravité de ces infections qui restent cependant d’un coût économique 

important. Ainsi, aux USA le coût médical direct et indirect est estimé entre 400 et 600 

millions de dollars (Tucker et al., 1998). 

 

1. Exemples de contaminations virales liées à la consommation d’eau contaminée 

Les gastro-entérites représentent un problème de santé publique mondial avec une morbidité 

et une mortalité importante (Figure 2). L’OMS reporte que chaque année environ 500 000 

enfants de moins de cinq ans meurent des suites d’une infection à rotavirus, la plupart de ces 

enfants vivants dans les pays en voie de développement (WHO, 2009). En France, comme 

dans les autres pays industrialisés, les infections virales sont la cause d’une importante 

morbidité ayant des répercussions financières directes sur les budgets de santé et indirectes 

par les coûts induits.  

Les contaminations virales humaines liées à l’eau du robinet sont peu fréquentes dans les pays 

développés. Des réseaux tels que l’Institut de Veille Sanitaire (InVS), NoroNet, CaliciNet, 

ViroNet sont chargés de suivre, de surveiller et répertorier les infections liées à des virus 

entériques dans ces pays. Quelques exemples de contaminations en France, issus de rapports 

de l’InVS ainsi que dans d’autres pays développés et reliées à la consommation d’eau 

contaminée illustreront cette partie.  

 

 



 

 

Figure 2. Répartition de la mortalité par gastro
(Parashar et al, 2003). 
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station d’épuration en amont du captage d’eau, associé à une inondation du périmètre de 

protection immédiate de la station par de fortes pluies et à un mauvais état du puits de 

captage. La présence de norovirus à été retrouvé à la fois dans les selles des patients et dans 

les prélèvements d’eau confirmant ainsi l’implication du réseau.  

 

1.2. Exemples de contaminations virales consécutives à la consommation d’eau 

contaminée dans des pays développés 

 

En 2002, en Irlande, deux avions atterrissent avec à leur bord de nombreuses personnes 

présentant simultanément des diarrhées et vomissements d’apparition soudaine. Une enquête 

a révélé que ces personnes provenaient toutes de Soldeu (Andorre) et avaient probablement 

consommé des glaçons fabriqués à partir d’eau contaminée par un norovirus. 

Une contamination d’un puits privé à la suite d’un débordement du réseau d’égout à 

Stockholm (Suède) a provoqué l’apparition de 200 cas de gastro-entérite entre mai et juin 

2001 (Nygard et al., 2003).  

Payment et al. (1991 et 1997) ont conduit deux études épidémiologiques qui ont suggéré que 

des contaminations de réseaux de distribution d’eau potable étaient en partie responsables de 

l’augmentation des maladies entériques. Ces études ont été menées en comparant la santé de 

personnes consommant de l’eau de distribution avec celle de personnes consommant cette 

même eau traitée par osmose inverse et en analysant les éventuels épisodes de gastro-

entérites. Les deux études soulignent que les personnes consommant de l’eau de distribution 

présentent des épisodes de pathologies intestinales plus souvent que le groupe de personnes 

consommant de l’eau traitée par osmose inverse. De plus, les personnes vivant le plus loin de 

la station de potabilisation présentent un risque plus fort de contracter des maladies gastro-

intestinales. Des modélisations de la pression au sein du réseau de distribution d’eau 

(Kirmeyer et al., 2001) ont également montré que le tronçon de réseau analysé par Payment et 

al. (1991 ; 1997) était fortement sujet aux diminutions de pression avec plus de 90% des 

nœuds de connexion de ce système présentant des pressions négatives. De plus, le système 

situé dans les environs de Montréal a subi de nombreuses ruptures de canalisation notamment 

durant l’hiver et l’automne à cause de fortes variations de température. Enfin, il a également 

été montré que l’eau contenait une très faible concentration en désinfectant résiduel 

particulièrement à la fin du système. Ces différents éléments ont permis de faire un lien entre 
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la présence de pollution fécale à proximité des canalisations distribuant de l’eau potable, les 

faiblesses du système de distribution et l’occurrence de maladies gastro-intestinales chez les 

consommateurs d’eau potable.  

Au Québec, une vingtaine de cas d’hépatite A ont pu être mis en relation avec la 

contamination d’un puits (de Serres et al., 1999). 

Enfin, en Finlande à Nokia, suite à une erreur d’un employé, 450 000 litres d’eau usée ont été 

déversés dans le réseau de distribution d’eau potable. Plus de 1 000 personnes présentant des 

symptômes de gastro-entérite ont eu recourt à une consultation médicale. La présence de 

différents virus à été détectée à la fois dans les selles des patients, dans l’eau contaminée et 

dans les eaux usées responsables de la contamination. Ainsi, il a été possible d’identifier par 

biologie moléculaire, des norovirus, des astrovirus, des rotavirus, des adénovirus et des 

entérovirus. 

 

Un réseau de distribution peut également être incriminé à tort. A titre d’exemple, en juillet-

octobre 2004, dans le département des Landes, plusieurs cas d’hépatites A sont détectés dans 

cinq communes limitrophes, desservies par le même réseau de distribution d’eau. Près de la 

moitié des cas avaient participé à des fêtes de village et consommé l’eau de distribution. 

Cependant l’enquête n’a révélé ni dysfonctionnement, ni anomalies au niveau du réseau de 

distribution d’eau qui a été mis hors de cause. La contamination provenait de la nourriture 

distribuée lors de ces fêtes, en effet deux personnes infectées par l’hépatite A avaient participé 

à la préparation des repas. 

 

2. Un arsenal thérapeutique limité 

Les infections dues à des virus entériques sont pour la plupart connues depuis longtemps. 

Cependant, très peu d’entres elles bénéficient, à l’heure actuelle, d’une vaccination préventive 

et il n’existe pas de traitements curatifs spécifiques. Les traitements restent bien souvent 

symptomatiques. 

 

2.1. La vaccination 

Des vaccins sont actuellement disponibles pour certains génogroupes de rotavirus, le VHA et 

le poliovirus. 
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• Vaccins contre le rotavirus  

Les infections à rotavirus touchent principalement les enfants et se produisent en hiver. 

Contre ces virus, un premier vaccin (RotaShield) avait été commercialisé aux USA en 1998, 

mais il avait été rapidement retiré du marché après la constatation d’une augmentation du 

nombre d’invaginations intestinales aiguës. En prévention des infections à rotavirus, deux 

vaccins oraux sont disponibles en France depuis 2006, RotaRix (GlaxoSmithKline) et 

Rotareq (Sanofi Pasteur, MSD). Les deux vaccins sont remboursés pour les nouveau-nés de 

moins de 6 mois.  

 

- Le RotaRix est un vaccin vivant affaibli monovalent dérivé de la souche humaine la plus 

fréquente G1P[8] (ou sérotype G1P1A). Mais une protection croisée procure également une 

protection contre des souches en circulation à travers le monde. En effet, l'efficacité a été 

démontrée dans les essais cliniques, contre les gastro-entérites à rotavirus des génotypes les 

plus courants G1P [8], G2P [4], G3P [8], G4P [8] et G9P [8]. L'efficacité contre des 

génotypes peu fréquents de rotavirus G8P [4] (gastro-entérites sévères) et G12P [6] (autres 

gastro-entérites) a également été démontrée. Le vaccin se présente sous la forme d’une poudre 

lyophilisée qui doit être mélangée au solvant. Le schéma de vaccination comporte 

l’administration orale de deux doses. La première dose peut être administrée à partir de l'âge 

de six semaines. L'intervalle entre les doses doit être au moins de quatre semaines. Le schéma 

de vaccination doit préférentiellement être administré avant l'âge de 16 semaines minimum, et 

doit être terminé avant l'âge de 24 semaines.  

 

- Le Rotateq est composé de virus bovins vivants, exprimant les protéines de surface de 

rotavirus humains, notamment les 4 types du génogroupe G les plus fréquents (GP1 à GP4) et 

le type P le plus fréquent P1A[8]. Le schéma vaccinal se fait par l’administration de trois 

doses par voie orale. La première dose peut être administrée à partir de 6 semaines et jusqu’à 

12 semaines. Les trois doses doivent de préférence être toutes administrées avant l’âge de 20 à 

22 semaines et au plus tard avant 26 semaines, avec un minimum de 4 semaines entre chaque 

dose. 

 

L’administration de ces vaccins a entraîné une chute drastique du nombre de cas de gastro-

entérites à rotavirus que ce soit dans la communauté ou à l’hôpital. En effet, une diminution 
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d’environ 60% du nombre d’hospitalisations dues au rotavirus a été observée dans un hôpital 

pédiatrique américain en 2007-2008 par rapport aux hivers 2003 à 2006, le vaccin anti-

rotavirus ayant été commercialisé en 2006. Aucune diminution notable des hospitalisations 

dues aux VRS et/ou aux virus de la grippe n’ayant été observée sur cette période, la 

diminution semblait être corrélée à l’apparition de la vaccination plutôt qu’à un meilleur suivi 

des règles d’hygiène (Anderson et al., 2011).  

 

• Vaccins contre l’hépatite A 

Il n’existe pas de traitement curatif spécifique de l’hépatite A. Une transplantation hépatique 

en urgence peut être nécessaire en cas de forme fulminante. En revanche il existe un vaccin 

efficace qui est recommandé pour les personnes professionnellement exposées telles que les 

médecins, le personnel de soins, les éboueurs, les personnels de service d’entretien des 

réseaux d’eau usées, les plombiers… La vaccination contre l’hépatite A est également 

conseillée aux voyageurs se rendant dans une zone endémique et aux employés dans le 

domaine de la restauration et du secteur alimentaire. 

Les vaccins Havrix 720 U destinés aux enfants de plus de un an et Havrix 1440 U pour les 

adultes (GlaxoSmithKline) ainsi que Avaxim 160 U (Sanofi pasteur MSD) pour les 

personnes de plus de 16 ans, sont des vaccins inactivés adsorbés préparés à partir de la souche 

HM 175 (virus sabin) du virus de l’hépatite A. Ils sont administrés par injection d’une dose en 

intramusculaire suivi d’un rappel six à douze mois après la première injection, puis d’une 

injection de rappel tous les 10 ans. 

 

• Vaccins contre le poliovirus 

Avant la mise en place de la vaccination, la poliomyélite était l’un des plus terribles fléaux de 

l’enfance touchant plus de 600 000 enfants dans le monde par an (Institut Pasteur). 

L’incidence de la maladie a diminuée de 99% depuis 1988 grâce à la campagne de 

vaccination « L’initiative Mondiale pour l’Eradication de la Poliomyélite » lancée par l’OMS. 

Depuis la maladie n’est plus considérée comme endémique que dans quatre pays : Nigéria, 

Inde, Afghanistan et Pakistan. Son « élimination certifiée » a été obtenue dans la région OMS 

des Amériques depuis 2000 et dans la région pacifique ouest, en Chine et en Europe depuis 

2002. 
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Il existe à l’heure actuelle deux types de vaccins contre la poliomyélite : 

- Le Vaccin Poliomyélitique Inactivé Injectable (VPI) Imovax polio (Sanofi Pasteur MSD), 

contient les 3 sérotypes du virus sous forme inactivée. Le vaccin est conseillé à partir de l’âge 

de deux mois et il est obligatoire avant l’âge de 18 mois. Il consiste en trois injections 

intramusculaires ou sous-cutanées espacées d’un mois, suivies d’un rappel un à deux ans 

après la troisième injection, puis tous les cinq ans jusqu’à l’âge adulte et enfin tous les dix ans 

chez l’adulte. La vaccination contre la poliomyélite existe également sous forme de vaccin 

plurivalent, le DT-Polio ou Revaxis (tétanos, poliomyélite, diphtérie), l’Infanrix Tetra ou 

Tetravac (tétanos, poliomyélite, diphtérie, coqueluche), l’Infanrix Quinta ou Pentavac 

(tétanos, poliomyélite, diphtérie, coqueluche, Haemophilus de type B) et enfin l’Infanrix 

Hexa, vaccin hexavalent, qui protège contre le tétanos, la diphtérie, la poliomyélite, la 

coqueluche, l’Haemophilus de type b et l’hépatite B.  

 

- Le Vaccin Poliomyélitique Oral (VPO) n’est plus commercialisé en France depuis 1999 

mais reste largement utilisé dans les pays en voie de développement. Ce vaccin contient les 

trois sérotypes de virus vivants, atténués par mutations. Ce vaccin possède de multiples 

avantages ce qui explique qu’il ait été jusqu’à maintenant l’outil privilégié du programme 

d’éradication : il est facile à utiliser car il ne nécessite pas d’injection, il confère rapidement 

une bonne immunité générale et une immunité locale au niveau de l’intestin, réduisant par 

conséquent la transmission du poliovirus sauvage. Ce vaccin est, de plus, d’un coût très 

abordable. Ses principaux inconvénients sont sa mauvaise conservation aux températures 

ambiantes et l’existence de cas extrêmement rares de « poliomyélite paralytique associée au 

vaccin » apparaissant quelques jours après la vaccination chez les sujets vaccinés ou leurs 

proches non vaccinés. 

 

2.2. Prise en charge thérapeutique des gastro-entérites virales 

La gastro-entérite infectieuse est définie comme une inflammation des muqueuses gastriques 

et intestinales causée par des agents pathogènes et résultant en une diarrhée aiguë, c'est-à-dire 

l’apparition soudaine d’au moins trois selles liquides par 24 heures. Cette diarrhée peut être 

associée ou non à des vomissements, des nausées, une perte d’appétit et de la fièvre. La 

gastro-entérite est le plus souvent une maladie spontanément résolutive et plus de 90% des 

patients ne présentent plus de symptômes après 10 jours. La déshydratation est la 
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complication majeure potentiellement mortelle de la gastro-entérite et les nourrissons ainsi 

que les personnes âgées font partie des personnes à risque. Il est conseillé d’adopter un régime 

alimentaire adapté comprenant notamment des boissons sucrées abondantes ainsi qu’une 

alimentation salée. Le traitement préventif repose sur les mesures d’hygiène visant à limiter la 

transmission (lavage des mains, ne pas échanger les couverts…). Le principal traitement de la 

gastro-entérite vise à prévenir la déshydratation. Les autres traitements visent essentiellement 

à améliorer le confort du patient. 

 

• Sels de réhydratation orale (SRO) et parentérale 

Dans les cas de déshydratation très sévère, l’administration d’un soluté de réhydratation par 

voie intraveineuse est effectuée en milieu hospitalier. Au cours du siècle dernier, la 

découverte du transport couplé de sodium et de glucose par la muqueuse de l’intestin grêle a 

entraîné l’élaboration de sels de réhydratation orale, apportant sel et hydrates de carbone dans 

une proportion déterminée (Fontaine et al., 2007). L’utilisation de sels de réhydratation orale 

est conseillée chez les patients présentant des signes de déshydratation modérée et chez les 

patients avec des risques élevés de développer une déshydratation.  

 

• Thérapie médicamenteuse adjuvante 

- Lors des infections virales les antibiotiques sont inutiles. Leur utilisation pourrait même 

prolonger les symptômes en perturbant l’équilibre de la flore intestinale. 

 

- Les antiseptiques intestinaux (nifuroxazide, colistine) n’ont pas montré d’effet bénéfique sur 

l’évolution de la diarrhée.  

 

- Les ralentisseurs du transit intestinal (diphénoxylate, lopéramide) et anti-sécrétoires 

intestinaux (racécadotril) peuvent également être utilisés. Le racécadotril est un inhibiteur de 

l’enképhalinase qui freine la dissolution d’opioïdes endogènes son administration diminuerait 

la durée de la diarrhée aigüe chez les adultes. Le lopéramide freine le tractus gastro-intestinal 

et réduirait la durée de la diarrhée chez les adultes, il présente cependant pour inconvénient de 

provoquer une constipation. Il est utilisé comme médication de confort chez les adultes mais 

est déconseillé chez les enfants ainsi que chez les personnes de plus de 75 ans ou en cas de 

diarrhées sanguinolentes avec fièvre. 
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- Les adsorbants (smecta, kaolin, pectine, charbon actif) ne sont pas conseillés pour le manque 

d’évidence sur leur efficacité ou l’effet très limité sans pertinence clinique. 

 

- Les probiotiques, flores levuriques et bactériennes (lactéol, ultra-levure, bacilor), 

pourraient avoir un effet lorsqu’ils sont utilisés dès les phases précoces de la diarrhée. Ils 

auraient la propriété de diminuer la durée de la diarrhée, cependant l’usage systématique de 

probiotiques lors de gastro-entérites aiguës n’est pas conseillé. 

 

- Les antiémétiques (dompéridone, metoclopramide, métopimazine, alizapride) peuvent être 

utilisés en cas de nausées et de vomissements.  
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TROISIEME PARTIE : 

Devenir des virus dans un réseau d’eau  

 

1. La notion de biofilm 

Les réseaux de distribution d’eau sont continuellement exposés à un flux de matière, dont des 

microorganismes naturellement présents dans l’eau et ne présentant aucun danger pour la 

santé humaine. Cependant des incidents au niveau des stations de traitements des eaux ou 

survenant sur les réseaux peuvent être à l’origine de microorganismes indésirables dans l’eau 

et ceci malgré la présence d’une concentration résiduelle en biocide circulant.  

La plus forte densité de microorganismes se rencontre à la surface des matériaux constituant 

les réseaux de distribution d’eau. La résistance et la prolifération des bactéries dans ce milieu 

sont dues à leur organisation en biofilm, correspondant à des associations de microorganismes 

inclus dans une matrice d’exopolymères contenant également des débris particulaires et des 

produits de corrosion à la surface des différents matériaux. Des champignons, algues et 

protozoaires sont également retrouvés dans les biofilms. 

 

1.1. Formation d’un biofilm 

La prolifération bactérienne sous forme de biomasse fixée sur les réseaux de distribution 

d’eau potable est le résultat d’un ensemble de processus physique, chimique et biologique qui 

se produit en plusieurs étapes faisant intervenir différents processus : 

- Adsorption de biomolécules qui vont très rapidement modifier la surface et formation d’un 

film conditionnant par dépôt de protéines, lipides, minéraux… Ce film est potentiellement 

favorable à l’adsorption des microorganismes circulant dans l’eau.  

- Dépôt des microorganismes, qui peut se produire par sédimentation, mouvement brownien, 

résulter de turbulences dans le flux de l’eau ou tout simplement par mobilité des 

microorganismes éventuellement couplée avec des phénomènes de chimiotactismes. 

- Attachement des microorganismes à la surface des conduites du réseau, qui peut être divisé 

en deux étapes principales : l’adhérence puis l’adhésion. L’adhérence correspond à une 

adsorption réversible des cellules, par le biais d’interactions électrostatiques, hydrophobes et 

d’interactions de Van Der Walls. Cette étape est souvent aspécifique et de courte durée (5 à 
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10 heures) (Gauthier et Isoard, 1989). L’étape d’adhérence est suivie de l’étape d’adhésion 

qui est la fixation irréversible des bactéries. Elle fait appel au métabolisme bactérien par 

sécrétion d’exopolymères qui consolident leur attachement au support. 

- Colonisation du support par multiplication des bactéries, formation de colonies et 

structuration d’une matrice d’exopolymères. 

- Maturation du biofilm jusqu’à atteindre un équilibre entre d’une part le taux d’accumulation 

et de croissance du biofilm et d’autre part le taux de détachement de matière par relargage de 

portions superficielles dans l’eau circulante. Deux phénomènes de régulation de l’épaisseur 

du biofilm sont observés, des phénomènes d’érosion (pertes localisées à la surface du biofilm) 

et des phénomènes de dépouillement, correspondant à des pertes de portions entières de 

biofilm. 

 

1.2. Structuration d’un biofilm d’eau potable 

La densité bactérienne fréquemment retrouvée « à l’équilibre » sur les parois est généralement 

comprise entre 106 et 107 cellules /cm2 dont 6 à 9% sont cultivables sur gélose après 15 jours, 

ceci pour une biomasse bactérienne circulant dans l’eau comprise entre 103 et 106 cellules/mL 

(Block et al, 1993 ; Servais et al., 1995 ; Sibille et al., 1997). La structure des biofilms 

présents dans les réseaux de distribution d’eau potable présente encore de nombreuses 

incertitudes, en partie en raison de leur inaccessibilité sans endommager le réseau. Les 

principales informations connues sont obtenues à partir de biofilms générés en laboratoire à 

l’aide de pilotes d’étude également appelés réacteurs. Ces informations sont ensuite 

extrapolées à des biofilms in situ (Block et Appenzeller, 2001). Le biofilm des réseaux de 

distribution apparaît globalement comme une structure hétérogène et discontinue, composée 

d’agrégats dispersés à la surface du matériau. Le biofilm est composé d’une biomasse 

stratifiée qui doit être appréhendée comme une structure à trois dimensions. Les agrégats sont 

entourés de canaux qui peuvent occuper jusqu’à 50% du volume total du biofilm et qui 

permettent la circulation d’eau, de nutriments, de particules et éventuellement de 

microorganismes. L’activité des microorganismes composant le biofilm varie en fonction de 

leur localisation dans le biofilm. En effet, lorsque le biofilm présente une faible épaisseur (< 

40µm) le transfert d’oxygène et de nutriments ne serait pas limité. Par contre, lorsque le 

biofilm est plus épais (> 80µm) l’activité respiratoire est plus faible au niveau des couches 
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profondes. Par contre, les bactéries présentes dans les couches profondes sont protégées de la 

présence de biocides résiduels circulant dans l’eau. 

La présence d’un biofilm bactérien au sein des réseaux de distribution d’eau potable peut-être 

à l’origine de non-conformité lors du décrochage de la biomasse fixée et peut également 

constituer un environnement protecteur pour des microorganismes potentiellement 

pathogènes. 

 

2. Les phages en tant que modèles d’étude des virus entériques pathogènes 

Depuis le développement des méthodes de coloration négative en 1959, 5568 phages ont été 

répertoriés et observés par microscopie électronique (Ackermann, 2007). Selon l’ICTV 

(Comité International sur la Taxonomie des Virus), un seul ordre est reconnu pour les 

bactériophages : les Caudovirales ou phages à queue. Cet ordre regroupe trois familles, 

Myoviridae, Podoviridae et Siphoviridae représentant respectivement 24 %, 14 % et 59 % des 

phages. 

Les autres phages sont regroupés sous l’appellation PFP en raison de leur morphologie 

(Polyèdre, Filamenteux, Pléomorphe). Ils sont au nombre de 208 et représentent moins de 4 % 

des phages identifiés. Ils ne font pas partie de l’ordre des Caudovirales et sont dispersés dans 

17 familles et 20 genres différents (banque de données de l’ICTV) (Ackermann, 2007). 

Tous les bactériophages dits fécaux - dont la bactérie hôte colonise le tract37us intestinal de 

l’homme - sont susceptibles d’être retrouvés dans les matières fécales humaines. Ils se 

multiplient aux dépens de bactéries du tractus digestif, sont excrétés en très grande quantité 

dans les matières fécales puis disséminés dans l’environnement comme les virus entériques 

pathogènes. Actuellement, environ 1000 phages d’entérobactéries ont été répertoriés (906 

phages à queue et 76 phages PFP). Trois catégories de bactériophages ont été proposées en 

tant qu’indicateurs de pollution fécale d’origine virale dans le milieu hydrique : les coliphages 

somatiques, les bactériophages ARN-F spécifiques et les phages de Bacteroides fragilis (Kott 

et al., 1974; Dutka et al., 1987; Tartera et Jofre 1987; Tartera et al., 1988; Cornax et al., 1991; 

IAWPRC, 1991). 

 

Les coliphages somatiques forment un groupe très hétérogène de phages à ADN appartenant à 

quatre familles différentes à savoir les Myoviridae, les Siphoviridae, les Podoviridae et les 
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Microviridae. Ils infectent Escherichia coli par l’intermédiaire de récepteurs spécifiques 

localisés au niveau de la membrane bactérienne. 

Les phages de Bacteroides fragilis constituent, à l’inverse des coliphages somatiques, un 

groupe plus homogène puisque qu’ils appartiennent tous à la famille des Siphoviridae. 

L’infection de la bactérie hôte, Bacteroides fragilis, s’effectue de la même manière que pour 

les coliphages somatiques, c'est-à-dire à partir d’un récepteur situé au niveau de la membrane 

bactérienne. Bacteroides fragilis est une bactérie qui fait partie de la flore anaérobie 

dominante du tractus intestinal de l’homme et des animaux. 

Les bactériophages ARN-F spécifiques et ADN-F spécifiques regroupent quant à eux des 

phages appartenant respectivement à la famille des Leviviridae et des Inoviridae. Ces phages 

infectent spécifiquement les bactéries possédant des pili sexuels ou F-pili dont E. coli. MS2, 

GA, Qβ et SP sont des bactériophages ARN F-spécifiques appartenant respectivement aux 

génogroupes I, II, III et IV ils sont fréquemment utilisés en virologie du milieu hydrique. 

 

2.1. Structure des bactériophages ARN-F spécifiques 

Les bactériophages ARN F-spécifiques mesurent de 20 à 30 nm de diamètre et font partie des 

plus petits virus connus (Figure 3). Ces phages appartiennent à la famille des Leviviridae qui 

contient deux genres : les Levivirus (exemple des phages MS2 et GA) et les Allolevivirus 

(exemple des phages Qβ et SP). Ils ne possèdent pas d’enveloppe et sont constitués d’une 

capside icosaédrique de nature uniquement protéique à l’intérieur de laquelle se trouve le 

génome à ARN monocaténaire de polarité positive qui est le support de l’information 

génétique et dont la taille varie de 3466 à 4276 bases en fonction du genre (Figure 4). 

 

Figure 3. Schéma d’un bactériophage ARN F-spécifique (Référence PDB using 
VIPERdB, the VIrus Particle ExploreR 2ms2) (Extrait de Langlet, 2008). 



 

 

Le génome de ces bactériophages comporte quatre gènes dont trois sont communs à la famille 

de Leviviridae alors que le dernier est dépendant du genre auqu

4). 

Figure 4. Organisation géné
au genre Levivirus et Allolevivirus

1988; Priano et al., 1995; Bollback et Huelsenbeck, 2001).

M : gène de la protéine de maturation, C : gène d

de la protéine de lyse, RT : gène de la protéine « readthrough ».

 

Les gènes communs sont représentés au

Les séquences sont issues de la base de 

(NC_001417) et Qβ (AY099114) (extrait de Ogorzaly, 2009).

 

Les gènes communs aux deux genres 

- La protéine de maturation (ou protéine A) qui est indispensable

et le récepteur cellulaire. 

- La protéine constitutive de la capside.

- La réplicase, qui est une ARN polymérase ARN dépendante, nécessaire à la réplication du 

génome viral dans la cellule bactérienne.

Le dernier gène est, soit une protéine de lyse impliquée dans la lyse bactérienne pour le genre 

Levivirus, soit une protéine « readthrough » pour les 

37 

de ces bactériophages comporte quatre gènes dont trois sont communs à la famille 

alors que le dernier est dépendant du genre auquel appartient le phage (

. Organisation génétique de l’ARN des bactériophages MS2 et Q
Allolevivirus respectivement (Inokuchi et al., 1986; Inokuchi 

1995; Bollback et Huelsenbeck, 2001). 

M : gène de la protéine de maturation, C : gène de la protéine de capside, R : gène de la réplicase, L : gène 

de la protéine de lyse, RT : gène de la protéine « readthrough ». 

Les gènes communs sont représentés au-dessus du génome et le gène différent en

Les séquences sont issues de la base de données Genbank avec les références suivantes : MS2 

 (AY099114) (extrait de Ogorzaly, 2009). 

Les gènes communs aux deux genres Levivirus et Allolevivirus sont ceux codant :

La protéine de maturation (ou protéine A) qui est indispensable à l’interaction entre le phage 

La protéine constitutive de la capside. 

La réplicase, qui est une ARN polymérase ARN dépendante, nécessaire à la réplication du 

génome viral dans la cellule bactérienne. 

oit une protéine de lyse impliquée dans la lyse bactérienne pour le genre 

, soit une protéine « readthrough » pour les Allolevivirus. Dans ce dernier cas, la lyse 
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el appartient le phage (Figure 
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de la cellule est assurée par la protéine de maturation et la protéine « readthrough » intervient 

au niveau de l’infectivité des bactériophages (Klovins et al., 2002).  

Les deux genres se différencient aussi par la taille du génome, celui des Allolevivirus étant 

plus grand que celui des Levivirus. Ceci est principalement dû à une taille plus importante des 

intercistrons et du gène codant pour la protéine de maturation (Klovins et al., 2002). Pour tous 

ces bactériophages une partie du génome est en contact avec la face interne de la capside 

protéique (Figure 3). 

 

La capside est une « coque » de nature uniquement protéique qui entoure et protège l'acide 

nucléique viral. Pour les virus nus, elle intervient également dans l’attachement du virus à la 

cellule hôte. Elle est constituée de l'assemblage d’unités structurales protéiques qui se répètent 

et sont regroupées en unités morphologiques : les capsomères. La protéine de capside, 

constituée de 130 acides aminés pour les Levivirus et 132 pour les Allolevivirus, présente trois 

conformations différentes A, B et C. L’assemblage des conformations A, B et C forme un 

capsomère. 60 capsomères s’associent entre eux pour former un icosaèdre. Chaque particule 

virale possède ainsi 180 copies de la protéine de capside. 

Une copie de la protéine de maturation est également présente, en plus des 180 copies de la 

protéine de capside, au niveau de la capside. Les protéines de capside et la protéine de 

maturation présentent de nombreuses régions hydrophobes, hydrophiles et chargées, qui ont 

une influence sur les propriétés de surface des virus. 

 

2.2. Les phages en tant que modèles d’étude des virus entériques pathogènes 

Les bactériophages dont la structure s’approche le plus des virus entériques pathogènes sont 

les bactériophages ARN-F spécifiques. En effet, les phages de la famille des Leviviridae ont 

une capside polyédrique et un génome à ARN simple brin, et présentent une structure et une 

taille similaire à celles des virus entériques pathogènes. Ils sont d’ailleurs souvent utilisés 

comme modèles d’étude du devenir des virus dans le milieu hydrique (Bales et al., 1993). De 

plus, de par leur incapacité à se reproduire dans l’environnement, ils sont considérés comme 

des particules inertes. Ce sont des virus relativement résistants dans l’environnement hydrique 

du fait qu’ils sont non enveloppés comme les virus entériques pathogènes. La présence des 

phages ARN F-spécifiques peut être associée à une pollution virale d’origine fécale et permet 

de discriminer l’origine animale ou humaine de cette pollution (Ogorzaly et al, 2009). 
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A notre connaissance, aucune étude ne décrit les propriétés de surface des virus entériques 

pathogènes, à part quelques informations, sur leur point isoélectrique, très variables en 

fonction de la méthode d’étude (Michen et Graule, 2010).  

Par contre, une étude a permis de caractériser les propriétés de surfaces de quatre phages 

ARN F-spécifiques en termes de charge de surface et d’hydrophobicité (Langlet et al., 2008). 

Les phages MS2, GA, Qβ et SP présenteraient une charge de surface négative et relativement 

similaire à pH 7 dans du NaNO3. La séquence d’hydrophobicité serait de type 

MS2<Qβ<GA<SP, MS2 étant le phage le moins hydrophobe. De plus, des méthodes de 

détection rapides, faciles à mettre en œuvre, peu coûteuses, efficaces et spécifiques existent 

pour détecter et quantifier les phages ARN F-spécifiques infectieux ou leur génome (Ogorzaly 

et Gantzer, 2006). 

 

C’est dans ce contexte que les bactériophages ARN F-spécifiques sont couramment utilisés 

comme indicateurs viraux pour l’étude des virus entériques pathogènes dans l’environnement, 

(Yates et al., 1985; Yahya et al., 1993; Nasser et Oman, 1999; Ballester et al., 2005) et 

comme modèles pour l’étude du transport des virus entériques pathogènes dans les sols et les 

aquifères (DeBorde et al., 1999; Schijven et Simunek, 2002; Collins et al., 2006). 

 

3. Etat des connaissances sur le devenir des virus transmissibles par voie hydrique 

au sein d’un système de distribution d’eau 

3.1. Adsorption des virus sur les biofilms 

Comme vu dans le premier paragraphe, les réseaux de distribution d’eau sont très rapidement 

colonisés, après leur mise en service, par une biomasse complexe appelée biofilm. 

L’introduction accidentelle et le devenir de particules colloïdales inertes telles que les virus 

entériques pathogènes au sein d’un tel système restent très peu étudiés. Dans les conditions 

environnementales, la probabilité de multiplication de ces virus au sein du réseau de 

distribution et des biofilms peut être considérée comme nulle. Ainsi, seules les questions 

d’adhésion/relargage et de survie de la particule virale au sein du biofilm seront étudiées. Les 

propriétés de surface des matériaux jouent un rôle clé dans l’adhésion des virus. Toutefois, 

lorsqu’un biofilm se forme sur un matériau, il constitue de nouveaux sites de sorption dont les 

propriétés sont différentes du matériau initial (Paris et al., 2009). Les biofilms sont des 

structures complexes et différentes en fonction du type d’eau à partir de laquelle ils se sont 
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formés (eaux usées, eaux de distribution, eaux de mer…), de leur âge, et de la nature de la 

surface colonisée (fonte, plastique, ciment…) pour ne citer que quelques exemples évidents. 

Ces différences de conditions expérimentales engendrent une grande variabilité des biofilms 

d’une étude à l’autre. A l’heure actuelle, très peu d’études ont été consacrées à l’interaction 

des virus avec les biofilms.  

 

3.1.1. Détection des virus au sein des biofilms 

Avant d’analyser plus en détails les publications traitant de l’interaction des virus avec un 

biofilm, il est important d’évoquer un élément purement méthodologique. En effet, pour 

déterminer la concentration virale d’un biofilm la première étape consiste à éluer ou extraire 

les virus de ce biofilm. Toutefois, les protocoles et par voie de conséquence les rendements 

obtenus sont différents pour chaque étude mais aussi très variables en fonction du virus ciblé. 

Par exemple, Quignon et al. (1997) estiment qu’ils récupèrent, dans un biofilm de 30 jours 

formé à partir d’eau de distribution, 18 % du poliovirus 1 souche vaccinale. Storey et Ashbolt 

(2001) ont estimé l’efficacité de récupération du phage MS2, dans un biofilm de 70 jours 

formé à partir d’eau de distribution, à 83 %. Hock et Botzenhart (2002) ont quant à eux étudié 

l’impact de différents tampons d’élution sur le rendement de récupération des virus dans les 

biofilms. Les taux de récupération obtenus varient de 5 à 60 %. Ainsi, les rendements de 

récupération sont très variables et parfois faibles. Ceci est lié à la nécessité de récupérer les 

virus sous leur forme infectieuse pour les détecter en utilisant une méthode de culture. Une 

alternative méthodologique basée sur la détection du génome viral permet d’obtenir des 

rendements plus importants et plus reproductibles car l’extraction des acides nucléiques 

permet de lyser totalement la matrice (Helmi et al., 2008). 

 

3.1.2. Analyse virologique de biofilms environnementaux prélevés in situ 

La concentration en virus de la phase aqueuse impacte celle du biofilm selon un coefficient de 

partage indéterminé. Les données obtenues sur des biofilms prélevés in situ illustrent bien cet 

aspect. Le cas le plus simple concerne les eaux usées car leurs concentrations en virus sont 

relativement élevées. Skraber et al. (2007 et 2009) ont déterminé la concentration en virus 

d’une eau usée et du biofilm correspondant. Pour cela un réacteur équipé de coupons en 

polyéthylène ou en PVC a été placé à l’entrée de stations de traitement des eaux usées sur des 

périodes allant de un mois à plus de 24 mois. Les auteurs ont ensuite recherché le génome de 
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norovirus, d’entérovirus et de bactériophages ARN F-spécifiques dans les biofilms et les eaux 

usées correspondantes. La concentration virale de l’eau a été déterminée uniquement de façon 

ponctuelle, le jour du prélèvement du biofilm. La détection de génome viral dans le biofilm 

devrait traduire la présence de ces virus dans la phase eau tout au long de sa formation. Les 

résultats montrent que tous les virus retrouvés dans l’eau ont également été mis en évidence 

au niveau du biofilm, soulignant bien le transfert possible des particules virales en suspension 

dans l’eau vers la surface.  

La détection de virus est plus rarement décrite pour des biofilms prélevés in situ. Ainsi, 

Skraber et al. (2005) reportent les données d’une étude réalisée par Vanden Bossche (1994) 

au cours de laquelle des entérovirus infectieux auraient été détectés par culture cellulaire dans 

la totalité des échantillons (n = 4) provenant d’une station de potabilisation. Cet auteur aurait 

mis en évidence la présence d’échovirus et de coxsackievirus B infectieux dans 10 g de 

biofilms prélevés sur des filtres à sable et à charbon actif, ainsi que sur une conduite de sortie 

de l’usine de traitement. Hock et Botzenhart (2002) ont analysé par RT-PCR des biofilms 

prélevés sur des conduites d’eau potable âgées de 1 à 100 ans composées de PVC, acier ou 

fonte. Aucun échantillon n’a été positif pour la recherche de génome d’entérovirus (n = 18), 

de rotavirus (n = 7) et de norovirus (n = 5). Enfin, lors de l’analyse d’échantillons obtenus 

après nettoyage par un jet d’eau et d’air sous pression d’une conduite d’eau potable âgée de 

40 ans, Lehtola et al. (2004) ne détectent pas de génome de norovirus par RT-PCR. 

Quelques études ont été réalisées sur des réacteurs connectés à des réseaux de distribution. 

Ainsi, Hock et Botzenhart (2002) ont placé des réacteurs à la sortie de trois stations de 

potabilisation pendant six semaines à 24 mois. Ces réacteurs étaient équipés de coupons en 

polyéthylène, PVC, inox ou cuivre (n = 92). La présence de génome d’entérovirus, de 

rotavirus et de norovirus ainsi que la présence d’entérovirus, de coliphages somatiques  et de 

phages ARN F-spécifiques infectieux a été recherchée sur ces coupons. Un seul coupon s’est 

avéré positif concernant la présence de coliphages somatiques. De même, Lehtola et al. 

(2004) ont alimenté deux boucles d’une longueur de 100 m constituées de cuivre ou d’un 

matériau composite polyéthylène-aluminium-polyéthylène, avec de l’eau d’un réseau de 

distribution pendant 308 jours. Ils ont ensuite décroché le biofilm par un traitement physique 

(agitation en présence de billes de verre) et filtré la suspension à travers une membrane de 

porosité 0,2 µm. Après marquage au SYBR Green I, les auteurs ont observés des particules 

fluorescentes dans le filtrat. Ils ont conclu à la présence de «virus like particles» dans ces 
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biofilms d’eau potable. Cependant, les auteurs n’ont vérifié cette hypothèse par aucune des 

techniques spécifiques aux virus (RT-PCR, culture cellulaire…). 

 

3.1.3. Analyse virologique de biofilms formés en laboratoire à l’aide de 

réacteurs 

Ces études réalisées in situ démontrent certes un transfert des virus de la phase eau vers la 

phase biofilm, mais ne permettent pas d’estimer des pourcentages d’adhésion des virus sur ces 

supports complexes et encore moins de définir des cinétiques d’adhésion. Pour avoir accès à 

ces paramètres, il est nécessaire de travailler avec des pilotes dans lesquels sont introduites 

des concentrations virales maîtrisées. Même si, évidemment, les caractéristiques du biofilm 

dépendront du pilote utilisé (conditions hydrodynamiques, nature des supports, surface 

colonisable…) et de la durée (semaines, mois…) choisie pour sa formation. Un état des lieux 

des connaissances obtenues à l’aide d’expérimentations réalisées sur des pilotes est présenté 

dans le tableau 5. 

 

Pour une souche vaccinale de poliovirus 1, Quignon et al. (1997) ont observé des 

concentrations comprises entre 0 et 52 NPPUC/cm2, après un temps de contact de six minutes, 

sur un support en PVC colonisé par un biofilm de un mois. Ces auteurs ont ensuite estimé, à 

l’aide d’un modèle de calcul, que le taux d’adhésion variait de 2,2 à 81,1 %. Storey et Ashbolt 

(2003) ont inoculé les phages ΦX174, MS2 et B40-8, à des concentrations de 109 UFP/mL. 

Après un temps de contact de 24 heures, les auteurs ont conclu que ces trois virus présentaient 

des taux d’adhésion relativement similaires correspondent à 1 % de la concentration 

initialement inoculée dans le milieu. Enfin, une étude concernant le phage 28B de Salmonella 

typhimurium, indique que pour un apport de 109 à 1011 UFP/mL dans une eau en contact avec 

un biofilm de huit semaines, moins de 0,001 % du phage 28B (4 à 21 UFP/cm2) est retrouvé 

dans le biofilm (Langmark et al., 2005). 
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Tableau 5. Conditions expérimentales des études traitant de l’adhésion de virus sur des biofilms constitués en réacteurs (adapté de Skraber et al., 
2005). UFP : Unité Formant Plage; NPPUC : Nombre le Plus Probable d’Unités Cytopathogènes ; C : conductivité ; uPVC : unplasticized PVC ; PV-1 : Poliovirus 1 ; B40-8 :phage 

de Bacteroides fragilis ; 28B : phage de Salmonella typhimurium. 

Concentrations inoculées Concentration dans les  Biofilm Temps de contact Débit d'eau Type de réacteur

log NPPUC ou UFP.mL
-1

biofilms log MPNCU ou UFP .cm
-2

âge / surface Heures L.h-1

Longueur = 90 m

Volume = 50 L

C = 0,6 mS.cm
-1

Surface = 75000 cm
2

MS2 > 10
3 

UFP/µg de protéines /cm
2

PVC pH = 8,7 (± 0,14) Modified Robbins' 

B40-8 > 10
4 

UFP/µg de protéines /cm
2

inox chlore libre = 0,56 (±0,12)mg.L
-1

device (MRDs)

PV-1 1,3.10
6
; 5,0.10

6
; 7,2.10

4
 NPPUC/mL 35; 27; 367 NPPUC/cm

2

φφφφX174 1,2.10
6
 UFP/mL 16 UFP/cm

2

MS2 1,6.10
6
 UFP/mL 6 UFP/cm

2

φφφφX174 1.10
7
 UFP/cm

2
verre Modified Robbins' 

MS2 1.10
8 

UFP/cm
2

inox device (MRDs)

B40-8 1.10
8
 UFP/cm

2
PVC puis Biofilm Reactor

sphères latex 20 nm < limite de détection

billes hydrophobes 32 ± 8 à 411 ± 311 billes/cm
2

0,1 à 0,2%

billes hydrophiles

(1µm) 

28B 4 ± 6 à 7 ± 2 UFP/cm
2

< 0,001 %

billes hydrophobes 91 ± 66 à 151 ± 31 billes/cm
2

0,2 à 0,3 %

billes hydrophiles

(1µm) 

28B 6 ± 2 à 21 ± 13 UFP/cm
2

< 0,001 %

PV-1 2,04 log NPPUC 1,49 ± 0,16 log NPPUC/cm
2

C = 385 µS.cm
 -1

1

φφφφX174 2,58 log UFP/mL 1,81 ± 0,02 log UFP/cm
2

pH=7,67 24 Rotating annular reactor

MS2 3,11 log UFP/mL 2,04 ± 0,15 log UFP/cm
2

température = 15 °C 48 Volume = 1 L

Chlore libre < 0,02 mg.L
-1

Usée traitée biologiquement Rotating annular reactor

Température 4 °C 1 Volume = 1 L

1.10
9
 à 1.10

11
 billes ou UFP/mL

1.10
9
 à 1.10

11
 billes ou UFP/mL

conduite de 1 km

conduite de 1 km

14 jours/18,75 cm
2

Polycarbonate 218 jours/18,75 cm
2 6 Helmi et al.  (2008)

Helmi et al.  (2008)6

1.10
8
 à 1.10

10 
UFP/mL Eau de distribution 90 jours/6 cm

2 

verre Eau de distribution 2 à 9 semaines 60 3 Hock et Botzenhart (2002)100 mL

Storey et Ashbolt (2001)

Pourcentages RéférencesEauCoupons

Quignon et al.,  (1997 a, b)0à 52 NPPUC/cm
2

PV-1 3,57 log UFP/mL 2,65 ± 0,21 log NPPUC/cm
2 Polycarbonate

3.10
3 

à 9.10
3
 NPPUC/mLPV-1

110 ± 37 à 2860 ± 1580 billes /cm
2

Virus

1.10
8 

UFP/mL 70 jours/6 cm
2 24 1152

Chlore libre < 0,04 mg.L
-1

2,2 à 81,8 % 30 jours/1 cm
2 PVC

360 Storey et Ashbolt (2003 a, b)

0,3 à 1,1%

0,1 500

verre

Eau de distribution traitée par 

chloration                                             

chlore libre 0,05 à 0,26 mg.L
-1

Eau de distribution traitée par 

Ultra violets                                             

chlore libre 0,05 à 0,26 mg.L
-1

8 semaines 24172 ± 113 à 713 ± 108 billes /cm
2 0,5 à 0,6 % Langmark et al.  (2005)

approximativement 1% 

pour les phages 

Langmark et al.  (2005)8 semainesverre 24

24
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Hock et Botzenhart (2002) ont injecté des phages MS2, ΦX174 (coliphage somatique), ainsi 

qu’une souche vaccinale de poliovirus 1 à des concentrations de l’ordre de 104 UFP/mL dans 

un pilote équipé de coupons en verre. Après un temps de contact d’une heure, 35, 16 et 6 

UFP/cm2 de poliovirus, de phages φX174 et de phage MS2 sont retrouvés au niveau du 

biofilm, le phage MS2 apparaît donc comme le virus le moins adhérent. Helmi et al. (2008) 

ont utilisé un réacteur annulaire rotatif pour créer un biofilm et ont inoculé la souche 

vaccinale du poliovirus 1, ainsi que les phages ΦX174 et MS2 à des concentrations similaires 

de 2 à 3,1 log UFP/mL. Après un temps de contact de 1 à 48 heures, les concentrations 

atteignaient 1,49 ; 1,81 et 2,04 log UFP/cm2 pour le coliphage ΦX174, le poliovirus 1 et le 

phage MS2, respectivement. Dans cette étude, le phage MS2 apparaît par contre comme étant 

le virus le plus adhérent.  

La vitesse d’adhésion des particules virales est un autre aspect qui peut être étudié. Les 

données présentées dans le tableau 3 nous permettent d’avoir un aperçu de la vitesse 

d’adhésion des virus sur les biofilms qui semble être relativement rapide. En effet, Quignon et 

al. (1997) observent des virus adhérés sur le biofilm dès six minutes. L’étude de Helmi et al. 

(2008) portant sur le poliovirus type 1, les phages ΦX174 et MS2, ainsi que sur des oocystes 

ou des kystes de protozoaires (Cryptosporidium parvum et Giardia intestinalis) fournit des 

informations intéressantes. En effet, si ces auteurs observent un taux d’adhésion final de MS2 

similaire à celui des protozoaires, ils constatent également que les virus adhèrent au biofilm 

dès une heure alors que l’adhésion maximale des parasites est obtenue en 24 heures. La taille 

des microorganismes est un des paramètres pouvant influencer la vitesse d’adhésion au 

biofilm. 

Ces données obtenues en pilote nous confirment ainsi l’existence d’un coefficient de partage 

des virus entre la phase eau et le biofilm. Même si les taux d’adhésion ne sont comparables 

qu’à l’intérieur d’une même étude, il est possible de souligner qu’ils sont extrêmement 

variables (moins de 0,001 % à 81,1 %). Quant à la comparaison des capacités d’adhésion des 

différents virus, les conclusions entre les études sont discordantes. Ainsi, le phage MS2 peut 

adhérer sur les biofilms dans des proportions similaires au phage ΦX174 (Storey and Ashbolt, 

2003), plus élevées (Helmi et al., 2008), ou plus faibles (Hock et Botzenhart, 2002).  

 

Dans ces différentes études il est fait mention de l’adhésion des virus sur le biofilm sans que 

ce processus n’ait réellement été démontré. En effet, dans le cas de biofilms épais (formés à 

partir d’eaux usées, biofilms mono-espèce…) et hydratés, les virus peuvent être simplement 
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présents dans l’eau composant le biofilm. Pour les biofilms d’eau potable, le recouvrement de 

la surface peut ne pas être total, le virus peut alors adhérer sur le support au niveau de zones 

non colonisées par de la biomasse. Briandet et al. (2008) renforcent le questionnement de la 

réelle adhésion des virus sur le biofilm puisqu’ils observent une capacité du phage de 

Lactococcus c2 à diffuser en profondeur dans des biofilms mono-espèce de Lactococcus lactis 

(bactérie hôte du phage c2) ou de S. maltophilia. Or une capacité d’adhésion importante 

devrait en théorie s’opposer à une diffusion rapide en profondeur. 

Des arguments en faveur d’une adhésion virale réelle sur les biofilms ont toutefois été amenés 

dans d’autres conditions expérimentales. Ainsi, Storey et Ashbolt (2003) ont inoculé des 

billes de latex fluorescentes de 20 nm ainsi que des phages B 40-8 dans de l’eau en contact 

pendant 24 heures avec un biofilm d’eau potable de 90 jours. Les billes fluorescentes et les 

phages ont été observés par fluorescence dans les profondeurs du biofilm et dans les 

micropores, de façon similaire à ce qui a été observé par Briandet et al. (2008). Mais les 

auteurs (Storey et Ashbolt, 2003) ont également observé une accumulation de billes et de 

virus sur les micro-colonies bactériennes du biofilm. Cette observation réalisée par 

microscopie à fluorescence confirme ainsi l’adhésion virale sur le biofilm. Une autre étude 

démontre, elle aussi, l’adhésion des virus sur les biofilms en utilisant une stratégie totalement 

différente. Helmi et al. (2008) ont décroché un biofilm d’eau potable de sept mois. Après une 

centrifugation de la phase aqueuse à vitesse faible (1250 g pendant 15 min, ne permettant pas 

la sédimentation des virus), les virus ont été retrouvés uniquement dans le culot. La 

sédimentation des virus serait due à leur adhésion au biofilm. Ainsi, ces études (Storey et 

Ashbolt, 2003 ; Helmi et al., 2008) mettent en avant une potentielle adhésion des virus aux 

biofilms plutôt qu’un simple partage entre les phases eau et biofilm. 

 

En résumé, l’extrême variabilité des résultats décrits dans ces études souligne la complexité 

des phénomènes intervenant dans l’interaction virus-biofilms. En considérant les variations 

imposées par l’utilisation de systèmes et de protocoles différents (réacteurs, virus, méthodes 

de calcul, protocoles de récupération des virus, composition physico-chimique de l’eau et 

nature du biofilm), il est toutefois possible d’observer que l’adhésion des virus aux biofilms 

est possible selon une cinétique plutôt rapide. Cette adhésion n’interdit pas de considérer 

comme possible la diffusion des virus dans des biofilms épais. De façon générale, le taux de 

recouvrement du support par les biofilms, les conditions de formation de celui-ci, la structure 
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des virus et les propriétés de surface des différents virus sont des paramètres encore trop 

souvent négligés dans les discussions des résultats expérimentaux. 

 

3.2. Persistance des virus dans les biofilms 

Après une phase d’adhésion, la persistance des virus au sein du biofilm dépend d’une part de 

leur résistance aux facteurs susceptibles de les dégrader (protéases, nucléases…) et d’autre 

part de leur relargage dans la phase aqueuse. Il est généralement très difficile de dissocier 

complètement ces deux phénomènes. Par ailleurs, l’étude de la dégradation d’une particule 

virale peut s’envisager selon deux référentiels. Le premier prend uniquement en compte le 

caractère infectieux des virus qui ne peut être estimé qu’à partir de systèmes utilisant des 

méthodes de culture. La perte d’infectivité peut résulter d’une altération soit de la capside, 

soit du génome. On parlera alors d’inactivation ou de survie des virus. Le deuxième 

référentiel ne prend en compte que la persistance du génome viral détecté par les techniques 

de biologie moléculaire. Dans ce cas, le signal peut demeurer constant alors même que le 

virus est inactivé. Ainsi, à l’heure actuelle il est largement reconnu dans la communauté 

scientifique que la persistance d’un signal moléculaire (RT-PCR) ne peut pas être reliée à 

l’état infectieux du virus (Gassilloud et al., 2003). 

Hock et Botzenhart (2002) ont étudié la persistance de virus infectieux (poliovirus 1, phages 

MS2 et ΦX174) dans un biofilm en fonction du temps. Après inoculation d’une quantité 

connue de virus dans des réacteurs de laboratoire comportant des biofilms d’eau potable à leur 

surface, les concentrations initiales en poliovirus 1, en phage MS2 et en phage ΦX174 sont 

respectivement de 27 à 267 UFP/cm2, 6 UFP/cm2 et 16 UFP/cm2 après une heure de contact. 

Les auteurs ont retrouvé du phage ΦX174 jusqu’à 24 heures, du phage MS2 jusqu’à 48 heures 

et du poliovirus infectieux jusqu’à 14 jours après leur inoculation dans ces réacteurs. Helmi et 

al. (2008) ont constitué un biofilm d’eau potable de 218 jours à 10°C dans un réacteur 

annulaire rotatif (le volume de la phase aqueuse est de 1 litre) sous un régime laminaire, puis 

ont mis ce biofilm en contact avec différents virus. A partir de concentrations initiales en 

poliovirus 1 infectieux, génome de poliovirus 1, phages ΦX174 et MS2 infectieux atteignant 

respectivement 1,49 log NPPUC/cm2, 1,74 log NPPUC/cm2, 1,81 log UFP/cm2 et 2,04 log 

UFP/cm2 de biofilm, la persistance au sein de ce biofilm est étudiée au cours du temps. La 

phase aqueuse, d’un volume de un litre, est renouvelée tous les sept jours. Dans ces 

conditions, le poliovirus infectieux et les deux bactériophages sont retrouvés dans le biofilm 
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jusqu’à six jours et du génome de poliovirus a été détecté pendant les 34 jours 

d’expérimentation. Storey et Ashbolt (2003) ont réalisé un biofilm d’eau potable de trois mois 

avant de le mettre en contact avec des phages B40-8 et MS2. A partir d’une concentration 

initiale dans le biofilm d’environ 106 UFP/cm2 ces virus ont été retrouvés dans le biofilm 

durant 30 jours même en présence de chlore (0,19 mg/L). Pour modéliser la persistance virale, 

les auteurs, plutôt qu’une simple régression linéaire, ont préféré appliquer à leurs résultats un 

modèle biphasique. En fait une sub-population virale représentant 0,01 % des virus 

initialement retrouvés dans le biofilm, aurait la capacité de persister dans ce biofilm durant 

une longue période, estimée à plus de 100 jours par extrapolation du modèle. 

Des données obtenues en conditions naturelles semblent confirmer cette capacité de 

persistance dans les biofilms. En effet, Skraber et al. (2009) ont observé des phénomènes 

saisonniers dans la composition en virus de l’eau usée. Par exemple, le génome de norovirus 

(génogroupes I et II) décrit un pic hivernal dans les eaux usées tandis que le génome des 

entérovirus est détecté principalement en juillet. Ceci n’est pas surprenant puisque les 

épidémies de gastro-entérites à norovirus sont observées en hiver et les épidémies à 

entérovirus sont estivo-automnales. Par contre, dans les biofilms d’eaux usées, ces auteurs 

observent une concentration en entérovirus et en norovirus génogroupe II quasiment constante 

durant une grande partie de l’année (neuf mois) sauf pour les norovirus génogroupe I qui sont 

significativement plus nombreux dans le biofilm en hiver. Ces observations confortent 

l’hypothèse selon laquelle les virus sont, ou du moins leur génome, capables de persister dans 

le biofilm en dehors des pics épidémiques. 

 

L’ensemble de ces études souligne la possible persistance des virus au sein des biofilms 

même en présence de chlore libre. Il est cependant difficile de comparer ces études entre elles 

car les conditions expérimentales sont totalement différentes. Par ailleurs, le nombre d’études 

est encore trop restreint pour avoir une idée de l’impact du type de virus et de la nature du 

biofilm sur la persistance au sein du biofilm, d’autant plus que celle-ci est multiparamétrique. 

Certaines études ont pourtant tenté d’isoler certains paramètres tels que l’inactivation virale et 

le relargage. Ainsi, Skraber et al. (2007 et 2009) ont placé des biofilms d’eaux usées 

naturelles dans un tampon et ont suivi l’inactivation des coliphages somatiques et des phages 

ARN F-spécifiques à 4°C et 20°C. Parallèlement ils ont suivi l’inactivation phagique dans 

l’eau usée correspondante. L’inactivation est entre 2,3 et 15 fois plus importante dans l’eau 
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quels que soient le phage et la température. Ainsi les biofilms, pourraient avoir un rôle 

protecteur sur les virus, en particulier les biofilms issus d’eaux usées. 

3.2.1. Relargage des virus à partir du biofilm 

En ce qui concerne le relargage des virus à partir du biofilm, quelques données de la 

littérature évoquent une libération virale par érosion du biofilm. Il est très difficile d’étudier le 

relargage de biofilms dans l’eau potable in situ, les expériences en laboratoire représentent 

alors une alternative intéressante pour tenter d’appréhender ce qui se produit en conditions 

réelles. C’est le cas dans l’étude de Helmi et al. (2008) évoquée précédemment où un système 

rotatif a été mis en place pour permettre la croissance d’un biofilm d’eau potable pendant sept 

mois sous un régime laminaire (30 rpm). Après contamination par du poliovirus 1, le biofilm 

contenait 1,74 ± 0,17 log10 unité génomique/cm2 (1,49 ± 0,16 log10 NPPUC/cm2). Des 

vidanges successives de l’eau du réacteur avec un renouvellement par de l’eau de distribution 

tous les sept jours (passage de 50 L d’eau de distribution en huit heures puis arrêt) montrent 

que du génome de poliovirus est encore retrouvé dans l’eau après la deuxième vidange (7ème 

jour d’expérimentation) alors que le biofilm n’en contient qu’environ 1 log10 unité 

génomique/cm2. Aucun génome n’est détecté dans l’eau lors des vidanges suivantes alors 

qu’il est toujours détecté dans le biofilm jusqu’à la 5ème vidange (28ème jour 

d’expérimentation). Ces résultats démontrent qu’un transfert de virus du biofilm à l’eau est 

possible selon vraisemblablement les principes de l’équilibre. Lorsque les auteurs appliquent 

un régime turbulent (380 rpm) au 42ème jour d’expérimentation, le génome du virus est à 

nouveau détecté dans la phase aqueuse. Ainsi, l’érosion du biofilm a également permis le « 

décrochage » des virus et leur passage dans la phase aqueuse. 

Certains auteurs émettent l’hypothèse d’un relargage possible des virus du biofilm vers la 

phase eau via l’érosion du biofilm en conditions naturelles. Cette érosion serait provoquée par 

les forces de cisaillement dues à l’écoulement de l’eau. 

 

En résumé, les virus peuvent persister dans les biofilms pendant des durées variables suivant 

les virus considérés, le type de biofilm, les conditions expérimentales et être relargués dans la 

phase aqueuse. Des études ont également montré l’effet protecteur du biofilm par une 

augmentation de la survie des virus adhérés. 
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4. Inactivation virale par l’hypochlorite de sodium  

Le phénomène d’inactivation virale a été largement décrit et étudié dans la littérature quel que 

soit l’oxydant considéré. L’analyse de ces publications apporte souvent des données 

convaincantes mais leur comparaison est rendue difficile du fait d’approches expérimentales 

mal contrôlées et d’un manque d’informations techniques. En effet, l’efficacité des 

traitements de désinfection est directement liée aux caractéristiques physiques de l’eau 

potable, en particulier la température, le pH, la turbidité, l’agrégation/dispersion des 

microorganismes, et la présence de matière organique (Barbeau et al. 2005). Dans la plupart 

des cas, ces caractéristiques ne sont pas décrites. Parfois, même la vitesse de consommation 

du désinfectant n’est pas mesurée, ce qui interdit l’estimation de la véritable durée 

d’exposition (ou la concentration d’exposition) des microorganismes d’intérêt. La 

concentration en oxydant (C) et le temps de contact (t) sont des paramètres importants lors 

d’une désinfection. C’est pourquoi le paramètre C.t est empiriquement utilisé pour 

caractériser les conditions de désinfection. Pour évaluer les C.t théoriques correspondant à 

une inactivation virale, il est impératif de faire référence à des milieux sans demande en 

oxydant. Aussi, l’expression pragmatique des données expérimentales sous la forme d’un C.t 

– expression qui ne représente en rien une prédiction – reste à utiliser avec précaution. De fait, 

une même valeur de C.t peut être obtenue avec des conditions de temps et de concentration en 

chlore très différentes et très souvent les auteurs ne donnent que la quantité de désinfectant 

ajoutée à t0 sans suivi de sa consommation au cours de l’essai. 

 

4.1. Inactivation virale dans l’eau par l’action de l’hypochlorite de sodium 

Une solution d’eau de javel est composée d’acide hypochloreux (HClO), en équilibre avec 

l’ion hypochlorite ClO- (température et pH dépendant). L’acide hypochloreux est le principal 

agent de l’action désinfectante de l’eau de javel en milieux aqueux. La plus faible action 

désinfectante de ClO- serait due à sa charge qui limiterait sa diffusivité dans les structures 

biologiques (Scarpino et al., 1974). 

Quelques résultats d’inactivation observés sur différents virus entériques pathogènes ainsi que 

sur des bactériophages ARN F-spécifiques en suspension dans l’eau sont présentés dans le 

tableau 6. Les taux d’inactivation correspondent à des mesures de l’infectiosité virale, sauf 

mention contraire, en fonction de différents paramètres tels que la température, le pH, la 

concentration en chlore et le temps d’exposition. Les abréviations utilisées dans ce tableau 
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sont les suivantes : FRNAPH : bactériophages ARN F-spécifiques, CVB : virus Coxsackie B, 

VHA : virus de l’hépatite A, GG : génogroupe, BDF : tampon sans demande en chlore, T : 

température, NS : non spécifié, * modélisation des données expérimentales, a valeurs estimées 

des graphiques. 

Lors des études présentées dans le tableau 6, les températures de l’eau varient de 5°C 

(Cromeans et al., 2010 ; Kahler et al., 2010 ; Lim et al., 2010) à 25°C (Abad et al., 1994) et 

les valeurs de pH de 7 (Cromeans et al., 2010 ; Kahler et al., 2010 ; Lim et al., 2010) à 8,2 

(Thurston-Enriquez et al., 2003). Les concentrations en chlore varient de 0,17 mg/L (Lim et 

al., 2010) à 1,2 mg/L (Schaper et al., 2002) et les temps d’exposition de 0,2 min (Cromeans et 

al., 2010 ; Kahler et al., 2010) à 105 min (Abad et al., 1994). Le tableau 6 illustre bien la 

variabilité des conditions expérimentales et, par voie de conséquence, la difficulté à comparer 

les résultats. On peut cependant extraire plusieurs informations de cette littérature. 

 

 

 



 

51 
 

Tableau 6. Inactivation de bactériophages et de virus entériques pathogènes par l’hypochlorite de sodium en fonction de la température, 
du pH de l’eau, de la concentration en chlore et du temps d’exposition. 

Famille Genre Virus étudié Milieu T °C pH
Concentration initiale 

en chlore (mg/L)

Temps 

d'exposition (min)

C.t 

(mg.min/L)

Taux d'inactivation 

(log10)
Référence

0,5 1,5 a

1 15 a

0,2 <1 a

0,5 <1 a

7 3,6 a 0,97*

8 2,8 a 0,65*

7 12 3,6
8 20 4,7
7 17 a 3,5 3
8 2,3
7 1,2
8 0,73

7 3,4 a 0,84

8 0,8
7 0,4
8 0,3*

7 2,5 a 0,96*

8 4,0 a 0,99*

7 4,0 a 0,82*

8 2,4 a 0,54*

7 0,1 a 0,023

8
7
8
7 0,1 a < 0,07

8 0,1 a < 0,08

5 °C 0,75 a 0,141*

20 °C 0,4 a 0,061*

1 0,21*

5°C 1,5 a 0,242*

20°C 0,5 a 0,080*

5 0,6
10 3,7
5 1,2
10 5,2
5 2,4
10 5,9
5 4,3
10 6,2

Eau s o utera ine  
dé chlo ré e

15°C 8–8,2 0,5 2,5 1.51* 2 Thurston-Enriquez et al. , 2003

7-8 0,2 <0.02* 2

7-8 0,2 0,2 a 0,02-0,04 2

7 0,2 a 0,035

8 0,037
7 <0,040
8 <0,020

8-8,2

A
d
en
ov
ir
id
ae

2

Eau de  dis tributio n 
a uto c lavée

25 °C 7,5 2

Abad et al.,  1994
Hepatovirus HVA

Eau de  dis tributio n 
a uto c lavée

25 °C 7,5

7,2 2

Schaper et al. , 2002

Ade no virus  40

Adeno virus  2

FRNAP H - GGI

Eau minéra le 21°C NS 1,2
FRNAP H - GGII

FRNAP H - GGIII

P hage  MS2 BDF 0,172-0,174 Lim et al. , 2010

3

15°C

Cromeans et al. , 2010

Kahler et al. , 2010

BDF 5°C

Eau s o ute rra ine

5°C
0,2

5 °C

5 °C

5 °C

15 °C

5 °C

15 °C

5 °C

C
al
ic
iv
ir
id
ae

L
ev
iv
ir
id
ae

Enterovirus

P o lio virus  1

CVB 3

CVB5

Ec ho virus  1

Echo virus  11

Norovirus

FRNAP H - GGIV

P
ic
or
n
av
ir
id
ae

BDF

BDF

Eau s o ute rra ine

FCV

Levivirus

Allolevivirus

5 °C

15 °C

5 °C

15 °C

Eau s o ute rra ine

Eau s o ute rra ine

BDF

BDF

Eau s o ute rra ine  
dé chlo rée

Mastadenovirus

Vesivirus

No ro virus  murin
BDF

BDF

0,2

0,2

0,18

2

2

3

3

2

2

3

0,2

0,2

0,2

0,2

0,2

0,2

0,184-0,1937,2

15 °C

Cromeans et al ., 2010

Abad et al.,  1994

Thurston-Enriquez et al., 2003

2

2

2

Cromeans et al. , 2010

Cromeans et al. , 2010

Kahler et al. , 2010

Kahler et al ., 2010

Cromeans et al ., 2010

Cromeans et al ., 2010

Kahler et al. ,  2010
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Parmi les bactériophages ARN F-spécifiques, le phage MS2 (génogroupe I) est le phage le 

plus étudié comme modèle de prédiction de l’efficacité de désinfection pour les virus 

entériques pathogènes pour l’homme. Schaper et al. (2002) ont analysé le taux d’inactivation 

de MS2 dans l’eau minérale à 21°C - et ont constaté, pour une concentration en chlore ajouté 

de 1,2 mg/L, un abattement de 0,6 log10 après 5 minutes et de 3,7 log10 après 10 minutes. Lim 

et al. (2010) ont constaté une moins grande résistance du phage MS2 lors la chloration dans 

un tampon sans demande de chlore. En effet, un abattement de 2 log10 est obtenu après avoir 

appliqué une concentration en chlore de 0,17 mg/L pendant 30 secondes environ (pH 7,2 ; 

20°C). Cependant, le fait de travailler dans une solution tampon sans demande de chlore, 

implique une meilleure disponibilité du chlore étant donné qu’il n’est pas consommé par des 

éléments en suspension dans l’eau. L’étude de Schaper et al. (2002) compare les différents 

génogroupes (I, II, III et IV) et met en évidence une sensibilité différente des phages face à 

une dose de chlore de 1,2 mg/L. La séquence de sensibilité au chlore serait du type : G I < G 

II < G III < G IV, G I (comprenant le phage MS2) étant le génogroupe le moins sensible à la 

chloration et G IV (comprenant le phage SP) étant le plus sensible.  

 

Afin de comparer plus simplement la résistance à la chloration des virus entériques 

pathogènes pour l’homme, nous avons présenté les abattements de différents virus entériques 

obtenus par des études réalisées dans des conditions comparables : milieu sans demande de 

chlore, pH compris entre 6 et 7,8 et température de 5°C pour des concentrations en chlore 

ajoutées comprises entre 0,2 et 0,5 mg/L sur la figure 5.  

L’analyse des informations présentées dans cette bibliographie peut s’envisager de deux 

façons. Une comparaison des résultats obtenus dans les conditions très proches (présentés 

dans la figure 5) ou une confrontation des informations figurant dans la figure 5 avec celles 

du tableau 6 présentant des conditions expérimentales plus hétérogènes. 
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Figure 5. Abattement viral obtenu pour différents virus entériques en fonction de 
différents C.t, dans des milieux sans demande en chlore, à 5°C, pour des pH de 6 à 7,8 et 
des concentrations en hypochlorite de sodium comprises entre 0,2 et 0,5 mg/L de chlore 
(Lim et al., 2010 ; Sobsey et al., 1988 ; Engelbrecht et al., 1980 ; Cromeans et al., 2010 ; 
Sobsey et al., 1988 ; Thurston-Enriquez et al., 2003). 

 

L’analyse de la figure 5 ne montre aucune tendance particulière dans l’élimination virale par 

chloration. Il est toutefois possible d’observer que d’après ces données le virus le plus 

résistant à la chloration est le coxsackievirus B5, suivi du poliovirus-1 et de l’échovirus 1. Le 

VHA, le bactériophage MS2 ainsi que l’adénovirus 40 semblent avoir une position 

intermédiaire et les virus les plus sensibles à la chloration sont les norovirus murins (MNV) et 

félins (FCV). Ces résultats peuvent être tempérés avec certains travaux de Abad et al. (1994) 

(tableau 6) qui, bien que conduits dans des conditions différentes, laissent apparaître le VHA 

comme un virus extrêmement résistant à la chloration. En effet, ces auteurs ont observé un 

abattement de 2 log10 pour une concentration en chlore de 0,5 mg/L et un temps d’exposition 

de 105 minutes dans de l’eau de distribution autoclavée (pH 7,5 ; 25°C). Toujours selon le 

tableau 6 le deuxième virus le plus résistant à la chloration apparaît être le coxsackievirus B5. 

Cromeans et al. (2010) ainsi que Kahler et al. (2010) ont travaillé à 5°C et pH 7 et ont 

appliqué 0,2 mg/L de chlore pour obtenir un abattement viral de 2 log10 en 12 minutes et de 3 

log10 en 17 minutes, respectivement. Le coxsackievirus B3 présente une sensibilité plus 
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élevée à la chloration puisque dans les mêmes conditions un abattement de 2 log10 est obtenu 

après seulement 3,6 minutes de contact avec le chlore (Cromeans et al., 2010 ). 

MNV et l’adénovirus 2 semblent être les virus les moins résistants à l’hypochlorite de 

sodium. Dans des conditions comparables (5°C, pH 7) trois études ont montré que pour une 

concentration en chlore d’approximativement 0,2 mg/L, il fallait moins de 0,75 minutes pour 

obtenir un abattement viral du MNV de 2 log10 (Cromeans et al., 2010 ; Lim et al., 2010) et 3 

log10 (Kahler et al., 2010). Dans les mêmes conditions, il faut moins de 0,2 minutes pour 

inactiver 2 log10 (Cromeans et al., 2010 ) ou 3 log10 ( Kahler et al., 2010) d’un adénovirus 2. 

Enfin les échovirus, le poliovirus 1, l’adénovirus 40 et le coxsackievirus B3 présentent une 

sensibilité au chlore intermédiaire en comparaison avec les virus cités ci-dessus puisque une 

concentration en chlore de 0,2 à 0,5 mg/L abouti à un abattement de 2 à 3 log10 en 1 à 4 

minutes pour des températures comprises entre 5 et 15 °C et des pH de 7 à 8,2 (Abad et al., 

1994 ; Thurston-Enriquez et al., 2003 ; Cromeans et al., 2010 ; Kahler et al., 2010). 

 

L’effet du chlore peut être influencé par une augmentation de la température et/ou du pH. 

Cromeans et al. (2010) montrent que pour le coxsackievirus B5 le même abattement viral est 

obtenu après 12 et 20 minutes respectivement pour des pH de 7 et 8. Kahler et al. (2010) 

montrent que pour un coxsackievirus B5 un abattement de 3 log10 est obtenu après application 

d’un C.t de 3,5 et 1,2 mg/L.min si la température est augmentée de 5 à 15°C respectivement. 

Lim et al. (2010) montrent également qu’une augmentation de la température (de 5 à 20° C) 

permet une diminution du C.t (de 0,242 à 0,080 mg.min/L) pour obtenir un abattement de 2 

log10 du bactériophage MS2. Toutefois, aucune hypothèse mécanistique n’a été proposée pour 

expliquer cette observation. 

 

Bien qu’il soit difficile de tirer des conclusions claires concernant l’inactivation virale par le 

chlore de par l’hétérogénéité des protocoles expérimentaux et l’importance que peut avoir 

chacun des paramètres (pH, température, type d’eau…) sur l’action de l’hypochlorite de 

sodium, il est néanmoins possible de conclure sur le fait que les différents génogroupes de 

bactériophages ARN F-spécifiques présentent une sensibilité variable au chlore bien qu’ils 

aient une structure très proche (Schaper et al., 2002). Il en est de même pour les virus 

entériques pathogènes qui présentent en plus des différences structurales pouvant renforcer les 

différences de sensibilité à l’hypochlorite de sodium. Il ressort tout de même que le 

coxsackievirus B5 et le VHA seraient les virus les plus résistants à un traitement par 
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l’hypochlorite de sodium tandis que le norovirus murin serait le virus le plus sensible. Le 

bactériophage MS2 aurait une position intermédiaire au même titre que le poliovirus ou que 

l’échovirus. 

 

4.2. Inactivation virale au sein d’un biofilm par l’hypochlorite de sodium 

L’effet de la chloration sur des virus adsorbés sur/dans des biofilms reste peu étudié. Quignon 

et al. (1997) ont constaté qu’en présence de 0,02 à 0,04 mg/L de chlore, le taux de 

récupération viral estimé – c’est à dire le nombre de virus récupérés dans l’eau à la sortie du 

simulateur / le nombre de virus initialement inoculés – pour le poliovirus adsorbé au biofilm 

est de 8,9% en présence de chlore alors qu’il est de 69,8% en absence de chlore. Ces résultats 

soutiennent l’hypothèse d’une protection des virus par le biofilm face aux méthodes de 

désinfection. Storey et Ashbolt (2003) ont étudié la persistance des phages B40-8 et MS2 

dans un biofilm d’eau potable de trois mois formé en réacteur. La modélisation de leurs 

données suggère que 0,01% des phages initialement introduits dans l’eau pourraient persister 

au sein du biofilm durant une période estimée à plus de 100 jours pour B40-8 et 1000 jours 

pour MS2 et ceci en présence d’une quantité de chlore dans l’eau de 0,19 ± 0,29 mg/L et un 

pH de 8,7.  

 

Ces études sont encore trop peu nombreuses pour tirer des conclusions quand à l’impact du 

biofilm et du type de virus sur la protection des virus face à la chloration. Le biofilm semble 

toutefois avoir un effet protecteur pour les virus lorsque ceux-ci s’y retrouvent piégés par 

rapport à des virus restés en suspension dans la phase aqueuse. 
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Matériels et Méthodes 
 

1. Objectifs de l’étude 

L’objectif de ce projet de recherche était de répondre à deux grandes questions : 

- Combien et comment des virus modèles tels que les bactériophages ARN F-

spécifiques MS2 et Qβ peuvent-ils s’accumuler sur des matériaux colonisés par des 

biofilms. 

- Evaluation de la persistance de ces virus modèles, à la fois dans l’eau et adsorbés au 

biofilm, soumis à un protocole de nettoyage chimique par chloration. 

 

2. Production et dénombrement des bactériophages ARN F-spécifique 

 

La production et le contrôle des bactériophages ARN F-spécifiques et de leur bactérie hôte 

(Escherichia coli) sont effectués selon la norme ISO 10705-1 (Water Quality : Detection and 

enumeration of bacteriophages, 2001). La préparation des réactifs nécessaires à la production 

et au dénombrement des phages se trouve en annexe 1. 

 

2.1. Production et contrôle de la bactérie hôte Escherichia coli 

2.1.1. Production des cultures d’essai 

Une culture mère d’E. coli K12 Hfr est ensemencée sur trois boîtes de milieu MacConkey. 

Après 18 heures d’incubation à 37°C, cinq colonies rouges (lactose-positives) sont 

sélectionnées et inoculées dans 50 mL de milieu liquide TYGB à 1% de glucose-calcium. 

Après cinq heures d’incubation à 37°C et sous agitation (100 rpm), 10 mL de glycérol stérile 

sont ajoutés dans le milieu. La culture d’essai est aliquotée et conservée à -80°C. 

 

2.1.2. Etalonnage des mesures de turbidité 

La bactérie hôte E. coli K12 Hfr doit être en phase exponentielle de croissance lors de la 

réalisation du dénombrement des phages infectieux. Le contrôle suivant vise à déterminer la 

densité optique (λ = 600 nm) correspondant à ce stade. 
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500 µL de culture d’essai sont inoculés dans 50 mL de milieu liquide TYGB à 1% de glucose-

calcium. Le milieu est incubé à 37°C sous agitation (100 rpm) et un échantillon de culture est 

prélevé toutes les 30 minutes pendant 3 heures 30. Sur chaque échantillon est réalisée une 

mesure de densité optique (λ = 600 nm) et un dénombrement des bactéries revivifiables (en 

UFC : Unité Formant Colonie) sur milieu TYGA solide. Après incubation à 37°C pendant 24 

heures, le nombre total de colonies est compté pour chaque temps de culture afin d’établir le 

rapport avec la valeur de densité optique. 

La mesure de densité optique sera ensuite utilisée pour déterminer si la bactérie est en phase 

exponentielle de croissance. Selon la norme ISO 10705-1 (2001), une densité optique à λ = 

600 nm comprise entre 0,3 et 0,5 correspondrait à ce stade. 

Lors de notre étude des valeurs de turbidité comprises entre 0,25 et 0,5, obtenues entre 150 et 

200 minutes de temps de culture, correspondent à la phase de croissance exponentielle de la 

bactérie. Pour ces valeurs de densité optique, les concentrations en bactéries cultivables sont 

comprises entre 1,2.107 et 2,6.107 UFC/100 µL. Lors des étapes de production et de titrage 

des bactériophages, les cultures bactériennes seront systématiquement prélevées entre 150 et 

200 minutes et la densité optique sera contrôlée afin de se situer dans la fenêtre optimale pour 

l’infection des bactéries par les phages. 

 

2.2. Production des bactériophages 

2.2.1. Mise en culture des bactériophages 

Les deux stocks de phages MS2 (ATCC, réf. 15597-B1) et Qβ (fourni par J. Jofre, Université 

de Barcelone) sont produits selon le même protocole (ISO 10705-1, 2001), sans étape de 

traitement au chloroforme. 

500 µL d’une suspension d’E. coli K12 Hfr sont inoculés dans 50 mL de milieu liquide 

TYGB à 1% de glucose-calcium. La culture est incubée à 37°C sous agitation pendant 18 

heures afin d’obtenir une pré-culture en phase stationnaire avancée. Une seconde culture est 

alors réalisée en inoculant 500 µL de la pré-culture dans 50 mL de milieu liquide TYGB à 1% 

de glucose-calcium. Après 90 minutes d’incubation à 37°C sous agitation, le phage est ajouté 

pour obtenir une concentration finale de 107 UFP/mL dans le milieu TYGB. Après 5 heures 

d’incubation à 37°C, sous agitation, le milieu est centrifugé à 3000 g pendant 20 minutes. Le 

surnageant est filtré sur un filtre-seringue de porosité 0,22 µm (Millipore, Millex GP, réf. 

5CG033RS). La suspension phagique ainsi obtenue est stockée à 4°C, à l’obscurité. 
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2.2.2. Dénombrement des bactériophages 

Le dénombrement des plages de lyse s’effectue par la méthode en double couche, toujours 

selon la norme ISO 10705-1 (2001). 

500 µL d’une culture d’E. coli K12 Hfr sont inoculés dans 50 mL de milieu liquide TYGB à 

1% de glucose-calcium. La culture est incubée à 37°C sous agitation. Une série de dilutions 

d’ordre 10 du stock phagique est préparée dans du tampon PBS stérile (Gibco, réf. 18912-

014). Dans des tubes à hémolyse, sont déposés 2,5 mL de milieu semi-solide TYGA à 1% de 

glucose-calcium en surfusion (50°C), 1 mL de suspension bactérienne en phase exponentielle 

de croissance et 1 mL d’une dilution phagique précédemment préparée. Le contenu de chaque 

tube est coulé sur boîte de milieu solide TYGA puis incubé à l’étuve à 37°C pendant 18 

heures. Le décompte des plages de lyse est réalisé afin de déterminer le titre du stock 

phagique en UFP/mL (UFP : Unité Formant Plage). 

Ce protocole est utilisé pour le titrage des bactériophages infectieux pour les stocks de 

phages, ainsi que pour les expérimentations en réacteur. Les stocks phagiques obtenus après 

la production titraient à 1011 UFP/mL pour MS2 ainsi que pour Qβ. 

 

3. Quantification du génome viral 

3.1. Extraction du génome viral 

3.1.1. Extraction à partir de phages en suspension 

L’extraction du génome viral est effectuée avec le kit QIAamp Viral RNA Mini Kit (Qiagen, 

réf. 52906) selon le protocole défini par le fournisseur. 

Les échantillons sont tout d’abord traités au tampon de lyse AVL, avec une homogénéisation 

au vortex et un temps d’incubation de 10 minutes à température ambiante, afin de lyser les 

particules virales. L’ARN viral est ensuite précipité par ajout d’éthanol absolu et 

homogénéisation au vortex. L’échantillon est déposé sur colonne QIAamp, en deux dépôts et 

deux centrifugations (1 minute à 6000 g). Deux lavages sont réalisés, un avec le tampon AW1 

(6000 g, 1 minute), puis un avec le tampon AW2 (14000 g, 3 minutes). L’ARN viral est 

récupéré par ajout de tampon d’élution (AVE) sur la colonne, après un temps d’incubation d’1 
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minute et une dernière centrifugation (1 minute à 6000 g). Les ARN viraux sont 

immédiatement congelés à -80°C. 

 

3.1.2. Extraction d’ARN viral à partir de coupons 

Dans le cadre d’une expérimentation en réacteur, l’extraction de l’ARN viral se réalise 

directement sur les coupons, et une adaptation du protocole a été nécessaire. 

Les coupons sont récupérés dans des tubes en polypropylène de 50 mL (Dutscher, réf. 

227261) contenant 4 mL de tampon de lyse AVL. Après homogénéisation au vortex et 

incubation pendant 10 minutes à température ambiante, l’ARN viral est précipité par ajout de 

4 mL d’éthanol absolu. Après homogénéisation au vortex, l’échantillon est transféré sur 

colonne QIAamp et le passage de l’échantillon à travers la colonne se fait à l’aide d’une 

pompe à vide (QIAGEN). La suite du protocole d’extraction est identique à celui du 

paragraphe 2.1.1, à partir de l’étape de lavage avec le tampon AW1. 

 

3.2. Quantification du génome viral 

La quantification du génome se fait suivant le protocole développé par Ogorzaly et Gantzer 

(2006). La méthode consiste en l’amplification d’une séquence spécifique du génome du 

bactériophage que l’on recherche. Les gènes cibles de la quantification par PCR sont les 

gènes de la protéine de capside et de la protéine de maturation pour le génogroupe I (phage 

MS2) et le gène de la protéine de capside pour le génogroupe III (phage Qβ). L’étape de rétro-

transcription (RT) permet la synthèse du brin complémentaire (ADNc) à partir de l’ARN viral 

par une reverse transcriptase. L’étape de PCR en temps réel permet ensuite d’amplifier le 

fragment d’ADNc. Les produits amplifiés sont directement révélés au cours de l’amplification 

grâce à la mesure de la fluorescence émise lors de la PCR qui est proportionnelle au nombre 

de copies d’ADN synthétisées (Figure 6). Une sonde et deux amorces (sens et anti-sens) sont 

utilisées ainsi que des nucléotides et une ADN polymérase. La sonde, complémentaire d’une 

séquence située entre les deux amorces, est caractérisée par la présence en 5’ d’un reporter ou 

fluorophore (R) qui émet de la fluorescence et en 3’ d’un quencher (Q) absorbant la 

fluorescence par phénomène de FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfert). Au cours 

de l’élongation, la dégradation de la sonde entraîne l’éloignement de ces deux éléments et 

l’émission de fluorescence. La mesure de la fluorescence émise à chaque cycle aboutit à une 
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courbe d’allure sigmoïdale (Figure 7). Chaque échantillon est caractérisé par un CT (cycle 

threshold) qui correspond au nombre de cycles à partir duquel le signal de fluorescence 

devient significativement supérieur au bruit de fond. Le CT est inversement proportionnel à la 

quantité de matériel génétique présente dans l’échantillon. L’avantage de cette technique, 

outre sa rapidité, est de pouvoir différencier directement les différents génogroupes par 

l’utilisation d’amorces et de sondes ciblant une séquence spécifique de chaque génogroupe. 

               
Figure 6. Schéma de la qPCR Figure 7. Courbe d’émission de fluorescence 

en qPCR 

 

3.2.1. Rétro-transcription (RT) 

La rétro-transcription se déroule en deux étapes présentées dans le tableau 7 et sont 

effectuées dans un thermocycleur Veriti (Applied Biosystems) dans des microtubes de 0,2 mL 

(Applied Biosystems, réf. N8010540). 

La première étape d’incubation permet l’hybridation des amorces avec l’ARN, et la seconde 

étape permet la synthèse de l’ADNc grâce à l’enzyme de transcription réverse SuperScript III. 
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Tableau 7. Protocole de rétro-transcription d’ARN viral (Ogorzaly et Gantzer, 2006) 

 

Amorce anti-sens (Proligo-Sigma), dNTPs (Applied Biosystems, réf. N8080260), eau DNase RNase free (Sigma, réf. W4502), 

tampon 5X (Fischer scientific, réf. M43853), DTT (Fischer scientific, réf. M43853), RNase inhibitor (Promega, réf. N2115), 

superscript III RT (Fischer scientific, réf. M43853). 

  

1ère étape de rétro-transcription (volume total 13 µL / tube) Volume (µL) / tube 

dNTP (10mM, 2,5mM de chaque)   1 
Amorce antisens (20 µM) 1 
Eau DNase RNase free  3,5 
Répartir 5,5 µL de milieu réactionnel par tube   
Ajouter 7,5 µL d'extrait par tube  
Incubation : 5 min à 65°C     
2ème étape de rétro-transcription (volume total 20 µL/tube) Volume (µL) / tube 

Tampon 5X   4 
DTT 0,1 M   1 
RNase inhibitor à 40 U/µL   1 
Superscript III à 200 U/µL  1 
Ajouter 7 µL de milieu réactionnel par tube 
Incubation : 1 h à 50°C  +  15 min à 70°C   

 



 

62 
 

3.2.2. PCR en temps réel (qPCR) 

L’étape de PCR en temps réel est présentée dans le tableau 8. Elle est réalisée dans une 

plaque de 96 puits (Applied Biosystems, réf. 4366932). La réaction de PCR est effectuée dans 

le thermocycleur StepOne Plus (Applied Biosystems).  

Lors des cycles de PCR, un signal fluorescent est émis à chaque synthèse d’un brin d’ADN. 

Les résultats de détection de fluorescence sont analysés en temps réel avec le logiciel StepOne 

Software v2.0 (Applied Biosystems), qui va déterminer le cycle seuil de détection de 

fluorescence (CT). La valeur de CT correspond au cycle de PCR à partir duquel la 

fluorescence est significativement supérieure à la ligne de base.  

 
Tableau 8. Protocole de PCR en temps réel (Ogorzaly et Gantzer, 2006) 

Réactif Concentration initiale Concentration finale Volume par puits (µL) 

TaqMan Universal Master Mix 2X 1X 12,5 
Amorce sens 40 µM 1,04 0,65 
Amorce anti-sens 40 µM 1,04 0,65 
Sonde 15 µM 0,3 0,5 
Eau Rnase-Dnase free   5,7 
ADNc     5 

Mix TaqMan (Applied Biosystems, réf. 4304437), amorces (Proligo-Sigma), eau RNase DNase free (Sigma, réf. W4502), 

sonde TaqMan (Applied Biosystems). 

 

4. Détection des bactériophages infectieux dans les prélèvements d’eau et sur les 

coupons 

Pour la détection des bactériophages infectieux sur les coupons, une étape d’élution-

concentration est nécessaire. Nous avons choisi de suivre le protocole décrit par Helmi et al. 

(2010). Le concentrat obtenu est alors analysé par la méthode des plages de lyse décrite dans 

la norme ISO 10705-1 (2001)( paragraphe 1.2.2).  

 

4.1. Elution des bactériophages 

Afin d’étudier et de quantifier l’infectiosité des particules virales sur les coupons, il est 

nécessaire d’éluer les particules virales. Pour cela nous avons utilisé le protocole décrit par 

Helmi et al. (2010) 

Les coupons sont récupérés dans 20 mL de tampon d’élution (1% d’extrait de bœuf, Glycine 

50 mM, pH 9), puis traités aux ultrasons à raison de deux traitements d’une minute à 20-25 

Watts. Les échantillons sont clarifiés par centrifugation à 1500 g pendant 10 minutes à 4°C. 
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Le pH est ajusté à 7,2 par l’ajout d’HCl 1 M. L’éluat est ensuite conservé à 4°C en attendant 

l’étape de concentration sur colonne. 

4.2. Concentration des virus sur colonne 

L’étape de concentration des phages présents dans le tampon d’élution à l’extrait de bœuf est 

réalisée sur des colonnes Macrosep (PALL Life Sciences). Les éléments constitutifs d’une 

colonne Macrosep sont présentés sur la figure 8. 

 
 
Figure 8. Eléments constitutifs d’une colonne de concentration Macrosep (PALL Life 
Sciences). 

 

Les 20 mL d’éluat sont concentrés par 2 centrifugations successives à 3 500 g pendant 1 heure 

à 4°C. Une étape supplémentaire de centrifugation à 3 500 g pendant 15 minutes à 4°C est 

nécessaire pour obtenir un volume de concentrat inférieur à 2 mL. Le concentrat est récupéré 

en vissant la cupule de récupération sur le réservoir d’échantillon, puis en centrifugeant la 

colonne à 3 500 g pendant 2 minutes à 4°C. Le volume de concentrat est complété à 2 mL 

avec du PBS stérile puis stocké à 4°C. A partir de ce concentrat les phages infectieux sont 

dénombrés par la méthode des plages de lyse (paragraphe 1.2.2) et le génome viral est 

quantifié par RT-qPCR (paragraphe 2). 
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5. Mesure de la taille des particules virales 

5.1. Purification des bactériophages 

Pour pouvoir étudier la taille des particules virales, il est nécessaire de purifier les phages, 

préalablement produits, par dialyse. Le protocole a été mis au point par Langlet (2008). 

La suspension de phages est répartie dans des tubes à ultracentrifugation (SORVALL WX80, 

Thermo Scientific, réf. 314348), puis centrifugée à 27 000 g pendant 1 heure, à 4°C (Thermo 

Scientific). Le surnageant est filtré à l’aide d’un filtre-seringue de porosité 0,22 µm. Le filtrat 

est déposé dans une membrane de dialyse de 100 kDa (Spectrum Laboratories, réf. 131420), 

fermée par des pinces. La suspension virale est alors dialysée dans un volume de 20 L d’eau 

osmosée, pendant 14 heures minimum, sous faible agitation et à 4°C. Une deuxième étape de 

dialyse est réalisée dans 20 L de NaNO3 à 1 mM (pH = 6,5 ± 0,5). Après 14 heures minimum 

d’incubation, sous faible agitation et à 4°C, le contenu de la membrane de dialyse est filtré à 

l’aide d’un filtre-seringue de porosité 0,22 µm. Le stock de phage ainsi purifié est conservé à 

4°C. 

 

5.2. Mesure de la taille des particules virales 

Pour réaliser la mesure de taille des particules virales, le titre du stock phagique purifié doit 

être au minimum de 1010 UFP/mL. Immédiatement avant la mesure de taille, les stocks 

phagiques purifiés sont filtrés à nouveau à l’aide de filtres-seringue de porosité 0,22 µm. 

La taille des particules est étudiée dans de l’eau du réseau de distribution à différentes valeurs 

de pH (de 6 à 10, et au pH initial de l’eau du réseau). Les mesures de taille sont effectuées 

dans le Zeta-Sizer Nano ZS (Malvern Instruments). 1 mL d’échantillon soit 500 µL de 

suspension phagique filtrée et 500 µL de milieu à étudier sont introduits dans une cuve qui est 

placée dans le Zeta-Sizer. La mesure est réalisée avec le logiciel DTS (Dispersion Technology 

Software, Malvern Instruments) selon le protocole décrit par Langlet et al. (2008). 

 

6. Dosage du chlore 

6.1. Principe du dosage 

Le chlore libre est dosé par méthode spectrophotométrique à la N,N-DiéthylPhénylène-1,4 

Diamine (DPD) (AFNOR T 90-038, Dosage du chlore libre et du chlore total par la méthode 
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colorimétrique à la N,N’-diéthylphénylène-1,4 diamine, 1987). La préparation des réactifs 

nécessaires à ce dosage sont présentés en annexe 2. En présence de chlore, la DPD est 

oxydée, donnant, à un pH compris entre 6,2 et 6,5, une coloration rouge susceptible d’être 

dosée par colorimétrie en comparaison avec une échelle d’étalon. Nous avons utilisé cette 

méthode afin de doser le chlore libre. La concentration en chlore libre est obtenue à partir 

d’une courbe d’étalonnage réalisée comme suit : 

Une gamme de dilution d’iodate ioduré est préparée (Tableau 9). Cinq mL de solution 

tampon et 5 mL de DPD sont déposés dans un Erlenmeyer et la totalité de la dilution à tester 

est ajoutée. Après homogénéisation, l’absorbance de la solution est mesurée immédiatement à 

λ = 515 nm. Le blanc du spectrophotomètre est réalisé avec le témoin (équivalent 0 mg/L 

Cl2). 

 

Tableau 9. Gamme de dilution d’iodate ioduré à réaliser pour l’étalonnage du dosage du 
chlore 

Equivalent 

Cl2 

0 mg/L 

Cl2 

0,3 mg/L 

Cl2 

0,5 mg/L 

Cl2 

1 mg/L 

Cl2 

1,5 mg/L 

Cl2 

2 mg/L 

Cl2 

2,5 mg/L 

Cl2 

Iodate 
ioduré (mL) 

0 3 5 10 15 20 25 

Eau ultra-
pure (mL) 

50 47 45 40 35 30 25 

H2SO4 2N 
(mL) 

1 1 1 1 1 1 1 

 Attendre une minute (formation de I3
-) 

NaOH 2N 
(mL) 

1 1 1 1 1 1 1 

Eau ultra-
pure 

Compléter à 100 mL 

 

6.2. Dosage du chlore libre 

La verrerie est nettoyée au préalable à l’eau de javel puis rincée abondamment à l’eau ultra-

pure, afin d’éliminer toute matière organique susceptible d’interférer dans le dosage. 

250 µL de solution tampon et 250 µL de DPD sont déposés dans un tube en verre. 5 mL 

d’échantillon à doser sont introduits dans le tube. Après agitation au vortex, l’absorbance de 

la solution à λ = 515 nm est lue immédiatement. Le blanc du spectrophotomètre est réalisé en 

remplaçant l’échantillon par 5 mL d’eau ultra-pure. Si besoin est, l’échantillon à doser est 

dilué dans de l’eau ultra-pure (volume final de 5 mL) afin de rester dans la limite de détection 
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de la méthode (de 0,03 à 5 mg/L de Cl2). L’échantillon doit se trouver dans une gamme de pH 

comprise entre 6,2 et 6,5. 

 

7. Présentation du réacteur Propella 

Le réacteur Propella a été développé conjointement par Nancy Université (Nancy, France) 

et le Centre National de la Recherche Scientifique (CNRS, France) pour conduire des travaux 

de recherche sur les biofilms d’eau potable. Il consiste en une colonne de 50 cm élaborée afin 

de mimer une canalisation et dans le but d’étudier l’équilibre chimique et biologique 

s’établissant avec le temps dans un système de distribution d’eau. Ce type de réacteur permet 

de simuler le flux d’eau dans une canalisation mais à l’échelle du laboratoire. Une 

photographie du réacteur Propella™ est présentée sur la figure 9. 

 

 

Figure 9. Photographie d’un PropellaTM (a), représentation schématique (b) moteur de 
l’hélice (c). 

 

Ce réacteur est constitué d’une colonne en PEHD de 2 L, possédant 20 loges pour accueillir 

des coupons. Un système d’entrée et de sortie d’eau est placé sur la partie supérieure. Une 

hélice placée au centre de la colonne permet le mouvement de l’eau dans le réacteur, sa 

vitesse est réglée à l’aide d’un moteur paramétrable (Figure 9c). Pour la formation du 

biofilm, le réacteur est alimenté en eau à un débit de 0,16 L/heure, la vitesse de rotation de 

l’hélice est fixée à 840 tours/min. Les coupons (Xénard Mécanique de Précision) ont une 

c b a 
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surface convexe de 2 cm² et un diamètre de 1,6 cm. Les coupons utilisés dans nos travaux 

sont constitués de trois matériaux : 

- Inox 316L, utilisé pour des structures en contact avec l’alimentation. Le « L » dans la 

désignation signifie faible teneur en carbone (<0,03% de la masse totale) ce qui réduit les 

possibilités de corrosion. 

- PVC, polychlorure de vinyle qui est un matériau utilisé dans les réseaux de distribution 

d’eau potable. 

- PEHD, polyéthylène haute densité « bande bleue », qui est également un matériau utilisé 

dans les réseaux de distribution d’eau potable.  

Avant chaque expérimentation, les coupons ainsi que les réacteurs Propella subissent un 

protocole de nettoyage à l’aide de RBS 25 MD à 2% (VWR, réf. 148-0552) pendant 20 

minutes à température ambiante suivie de 6 étapes de rinçage à l’eau du robinet et d’un 

séchage à l’air libre. 

 

8. Protocoles expérimentaux 

Les Propella sont reliés au système de distribution d’eau de la CUGN (Communauté 

urbaine du Grand Nancy) et laissés en circulation jusqu’à obtenir un biofilm jeune, de trois à 

cinq mois. Le jour de l’expérimentation, l’entrée et la sortie d’eau des Propella sont 

coupées. Les réacteurs sont placés en position « batch ». Les deux phages ARN F-spécifiques 

MS2 et Qβ sont inoculés dans l’eau des réacteurs à une concentration finale de 106 UFP/mL 

chacun. Dans un premier temps, les virus présents dans l’eau sont laissés en contact avec les 

surfaces du réacteur, dont le moteur est maintenu en marche afin de maintenir le flux d’eau au 

sein de la colonne, pendant une durée déterminée afin de permettre l’adsorption des virus sur 

les surfaces en conditions dynamiques. Dans un second temps, le prélèvement des coupons 

permet de déterminer la concentration phagique surfacique en fonction de diverses conditions 

expérimentales (paragraphe 7.1) ou d’évaluer l’efficacité d’un protocole de nettoyage par 

chloration de l’eau (paragraphe 7.2). 
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8.1. Etude de l’influence du matériau et de la colonisation par un biofilm sur 

l’adhésion de deux bactériophages 

Les expérimentations sont réalisées dans deux réacteurs Propella™ alimentés pendant trois 

mois en eau du réseau de distribution et placés dans une pièce climatisée à 19°C. Le premier 

réacteur est équipé de coupons en inox 316L, le deuxième réacteur contient des coupons en 

PVC. Chaque réacteur contient 20 coupons répartis sur cinq niveaux. 

24 heures avant l’inoculation phagique, le réacteur est vidé et la moitié des coupons sont 

récupérés afin de procéder à l’analyse du biofilm sur les surfaces. Les coupons sont remplacés 

par des coupons dits « abiotiques » par comparaison à ceux ayant séjournés dans le réacteur 

durant 3 mois. L’eau est remise dans le réacteur et le système est reconnecté au réseau de 

distribution d’eau. Le lendemain, le système est placé en position batch et les deux phages 

sont inoculés à une concentration finale de 106 UFP/mL Le moteur de l’hélice est maintenu en 

marche. 1 mL de milieu est récupéré afin de déterminer la concentration phagique initiale. 

Après 4 heures, 1 mL d’eau ainsi que les coupons « abiotiques » et colonisés par un biofilm 

sont récupérés. L’analyse de la concentration phagique dans l’eau ainsi que sur les surfaces se 

fait par la méthode de RT-qPCR décrite dans le paragraphe 2.  

 

8.2.Evaluation de l’efficacité d’un nettoyage par chloration 

Les expérimentations sont réalisées dans deux réacteurs Propella™ équipés de coupons de 

PEHD et alimentés par de l’eau du réseau de Nancy. Un des réacteurs présente à sa surface un 

biofilm de 3 mois, le second un biofilm de 5 mois. 

Les bactériophages sont inoculés dans le réacteur à une concentration finale de 106 UFP/mL, 

1 mL de milieu est récupéré afin de déterminer la concentration virale initiale. Le système est 

remis en marche en position batch pendant 4 heures. Cette étape est réalisée afin d’obtenir une 

adhésion initiale de chaque virus sur le biofilm. 1 mL d’eau est récupéré ainsi que la moitié 

des coupons. Une chloration à l’hypochlorite de sodium (Richet, réf. EMB 02737) est ensuite 

effectuée à 5 mg/L pendant 30 minutes. 

Le chlore résiduel présent dans le réacteur est régulièrement dosé pendant le temps de 

chloration par la méthode décrite dans le paragraphe 5. Après 30 minutes, 1 mL d’eau ainsi 

que l’autre moitié des coupons sont prélevés. Le chlore résiduel est alors neutralisé avant 

analyse par ajout d’une solution de thiosulfate de sodium (Prolabo, réf. 27 909.296) à raison 

de deux moles de thiosulfate pour une mole de chlore théorique initial. Les coupons subissent 



 

 

une étape d’élution-concentration décrite dans le paragraphe 3. Le concentrat est alors analysé 

par RT-qPCR ainsi que par la méthode des plages de lyse afin de déterminer les 

concentrations en génome viral et en phages infectieux présents

(Figure 10) résume les différentes étapes citées ci

 

Figure 10. Schéma général des expérimentations effectuées en réacteur Propella
l’évaluation de l’efficacité d’un nettoyage par chlor
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concentration décrite dans le paragraphe 3. Le concentrat est alors analysé 

qPCR ainsi que par la méthode des plages de lyse afin de déterminer les 

concentrations en génome viral et en phages infectieux présents sur les surfaces. Un schéma 

) résume les différentes étapes citées ci-dessus.  

. Schéma général des expérimentations effectuées en réacteur Propella
l’évaluation de l’efficacité d’un nettoyage par chloration. 

concentration décrite dans le paragraphe 3. Le concentrat est alors analysé 

qPCR ainsi que par la méthode des plages de lyse afin de déterminer les 

es surfaces. Un schéma 
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9. Etude du biofilm 

9.1. Marquage direct des coupons au SYBR Green II 

Après le prélèvement, les coupons sont mis à sécher sous une hotte à flux laminaire. Une 

étape de fixation est ensuite effectuée à l’air chaud (deux fois 30 s). 140 µl d’une solution de 

SYBR Green II à 0,1 µL/mL sont déposés en goutte à goutte sur toute la surface du coupon. 

On procède ensuite à une incubation de 15 min à l'obscurité à température ambiante (20°C ± 

2°C). Un témoin négatif (coupon nu) est préparé en parallèle dans les mêmes conditions. La 

solution de SYBR Green II est retirée de la surface par renversement, trois lavages sont 

effectués par immersion dans des bains d’eau apyrogène. Les coupons sont séchés cinq 

minutes à l’air libre puis à l’air chaud si nécessaire. Les coupons sont prêts à être observés 

avec un lecteur de plaques (Tecan Infinite M200) à température ambiante (22-25°C). Les 

coupons sont également observés au microscope à épifluorescence (objectif x10). 

 

9.2. Comptage cellulaire après sonication 

Le coupon est immergé dans un pilulier en plastique stérile contenant 25 mL d’eau stérile 

apyrogène (B-Braun, réf. 0066571E) puis soumis à l’action des ultrasons (VibraCell ; 

puissance de 10 W), pendant deux fois 1 minute. Les échantillons sont ensuite marqués au 

SYBR Green II. Pour cela, 2 µL de la solution mère de SYBR Green II sont ajoutés à 10 mL 

d’échantillon d’eau. Le marquage s’effectue pendant 30 min à l’obscurité à 20°C ± 2°C. 

L’échantillon est ensuite filtré sur une membrane en polycarbonate de porosité 0,2 µm et de 

47 mm de diamètre (Millipore, GTBP04700) en conditions stériles. Après filtration, la 

membrane est rincée par 100 mL d'eau apyrogène puis déposée sur une lame porte-objet. La 

membrane est séchée à l’air ambiant puis observée au microscope à épifluorescence (objectif 

x100). 

 

9.3. Observation au microscope à épifluorescence 

L’excitation est réalisée avec une lampe UV à 488 nm. Les microorganismes dont 

l’ADN/ARN a fixé le SYBR Green II fluorescent dans le vert (515 nm) lorsqu' ils sont excités 

avec une lumière bleue (488 nm).  

Pour l’observation, une goutte de glycérine tamponnée est déposée entre la lame et une 

lamelle couvre-objet pour réhydrater la membrane. Les bactéries sont dénombrées sur la 
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surface du champ entier. Le nombre de champs comptés par membrane est adapté en fonction 

du nombre de cellules présentes par champ: 

 - Nombre de cellules <5 : lecture de la dilution précédente 

 - 5< Nombre de cellules < 30 : lecture de 30 champs 

 - 30< Nombre de cellules < 70 : lecture de 20 champs 

 - Nombre de cellules >70 : lecture de la dilution suivante 

Le résultat est exprimé en cellules/cm2 de coupon. 
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Résultats 
 

1- Etalonnage des méthodes de détection génomique des bactériophages 

Avant d’effectuer les gammes étalon des phages étudiés, un contrôle de la pureté des 

suspensions phagiques est effectué par RT-PCR en temps réel afin de vérifier que chaque 

suspension de travail ne contient qu’un seul bactériophage. Après cela, une droite étalon est 

réalisée pour chaque bactériophage, pour permettre la quantification de MS2 et Qβ lors des 

expérimentations. Chaque suspension est tout d’abord titrée par la méthode des plages de lyse 

puis une série de dilutions au dixième est effectuée, extraite et analysée par RT-PCR en temps 

réel. Ceci permet d’obtenir une valeur de CT (cycle de PCR à partir duquel la fluorescence 

émise est significativement supérieure à la ligne de base) en fonction d’une quantité initiale en 

bactériophages infectieux, exprimée en équivalent Unité Formant Plage (UFP). La droite 

étalon nous apporte plusieurs informations :  

-La pente qui permet d’estimer l’efficacité (E) ou rendement de PCR, celle-ci doit 

être comprise entre 75% et 125%. 

-Le coefficient de détermination R2 qui doit être supérieur à 0,99. 

-La sensibilité qui correspond à la dernière dilution ou tous les réplicats sont 

encore positifs. 

-Le seuil de détection correspondant à la dilution pour laquelle un réplicat est 

positif. 

-La zone de linéarité qui doit s’étendre sur au moins 4 log10 à partir du seuil de 

détection. 

Pour chaque stock viral, une droite étalon est réalisée puis analysée en triplicat. Un exemple 

de droites obtenues est présenté sur la figure 11. 
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Figure 11. Gammes étalon réalisées à partir des suspensions stock des bactériophages 
MS2 et Qβ (UFP : Unité Formant Plage), n=3 pour chaque droite. 
 

La pente de chaque droite étalon permet de déterminer le rendement (E) de la PCR temps réel 

selon la formule de l’équation ci-dessous.  

 

E = (10-1/pente – 1) × 100 

 

Les valeurs de pente sont de -3,63 et -3,54 pour les phages MS2 et Qβ respectivement. 

D’après ces valeurs, les rendements des RT-PCR temps réel sont compris entre 89 et 92 %. 

Les valeurs des coefficients de détermination (R²) sont de 0,991 et 0,995. Les domaines de 

linéarité obtenus s’étendent sur 5 log10, c’est-à-dire sur des quantités initiales comprises entre 

10 et 1.106 équivalents UFP. La sensibilité et la limite de quantification par RT-PCR en temps 

réel sont de l’ordre de 10 équivalent UFP par réaction de RT-qPCR dans nos conditions de 

travail. Ces droites remplissent tous les critères nécessaires à la validation d’une droite étalon 

par RT-qPCR. Le calcul des concentrations phagiques sera effectuée à partir des paramètres 

de ces droites, une droite étant systématiquement effectuée pour chaque nouveau stock de 

phages MS2 et Qβ. 

En résumé, les droites étalons obtenues sont exploitables car : 

 - Les valeurs de rendement (E) obtenues sont systématiquement comprises entre 75 et 

125%. 

 - Les coefficients de détermination sont tous supérieurs à 0,99 

MS2
Ct = -3,63log10(C) + 44,27

R² = 0,995

Qββββ
Ct = -3,54log10(C) + 41,85

R² = 0,991
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- La sensibilité ainsi que la limite de détection sont de 10 équivalents UFP pour 

chaque réaction de RT-qPCR. 

A partir des équations obtenues pour chaque phage et chaque nouveau stock, il sera possible, 

de calculer la concentration phagique dans l’eau (par mL) ou sur les coupons (par cm
2
). 

 

2. Mesure de taille des particules phagiques dans l’eau 

Des mesures de taille des phages MS2 et Qβ sont réalisées afin de déterminer s’ils sont à 

l’état de particules isolées ou agrégées lors de nos expérimentations. 

Les mesures sont réalisées dans de l’eau du réseau de distribution de sorte à se trouver dans 

une situation proche de celle créée dans les réacteurs. Ces mesures sont effectuées pour des 

valeurs de pH allant de 6 à 10 ainsi qu’au pH de l’eau du réseau de distribution de la CUGN 

soit 8,2. Le logiciel d’analyse des données (DTS) indique la taille des particules constituant la 

population majoritaire. Dans notre cas, cette population majoritaire représente 96 à 100 % des 

particules détectées. 

La figure 12 présente les valeurs de taille (en nm) obtenues lors de deux analyses effectuées 

en triplicat (n = 2 x 3).  

 

 

Figure 12. Mesure de la taille des particules phagiques dans de l’eau de distribution 

pour les phages MS2 et Qββββ analysés séparément ainsi que pour un mélange des deux 
phages. 

14

16

18

20

22

24

26

28

30

5 6 7 8 9 10 11

Taille (nm)

pH

Phage MS2 Phage QB Phages MS2 + QB



 

75 
 

La taille moyenne des particules virales est respectivement de 23,6 ± 1,2 nm et 26,0 ± 0,6 nm 

pour les phages MS2 et Qβ lorsque ceux-ci sont analysés individuellement. Globalement la 

taille des particules virales est plutôt homogène et conforme aux données retrouvées dans la 

littérature. Aucun phénomène d’agrégation n’est observé dans ces conditions. 

Lors de nos expérimentations les deux phages sont inoculés en même temps dans l’eau. Deux 

types de particules virales (MS2 et Qβ) sont alors présentes dans le système. C’est pourquoi 

une analyse de la taille des particules d’un mélange de ces deux virus est réalisée dans de 

l’eau du réseau. La figure 12 présente les valeurs de taille (en nm) obtenues lors d’une 

analyse effectuée en triplicat (n = 3) pour les deux phages présents simultanément en 

suspension. La taille moyenne des particules est de 23,9 ± 0,7 nm, ce qui correspond à la taille 

moyenne d’une particule phagique isolée.  

 

L’ensemble des valeurs obtenues sur les suspensions de phages analysées séparément ou 

simultanément indique que la taille de plus de 96% des particules virales présentes dans les 

milieux analysés correspond à celle de particules isolées. De plus, pour la mesure de taille, la 

concentration virale nécessaire dans l’eau est de 10
10

 UFP/mL, or les expérimentations 

d’adhésion et de nettoyage au sein des réacteurs Propella ont été effectuées à 10
6
 UFP/mL. 

Il est donc possible de faire l’hypothèse que dans nos conditions de travail en réacteur 

Propella, les virus inoculés dans l’eau se trouvent à l’état de particules isolées. Ainsi 

l’adhésion des virus aux surfaces ou l’efficacité de la chloration ne seront pas modifiées par 

la présence d’agrégats de particules phagiques. 

 

3. Etude du comportement des phages au sein de réacteurs Propella colonisés par 

des biofilms de trois mois 

3.1. Analyse macroscopique et microscopique du biofilm 

La colonne Propella permet de disposer de 20 coupons. La moitié des coupons sont en place 

dans les réacteurs depuis trois mois, l’autre moitié a été mise en place la veille de 

l’expérimentation afin d’obtenir des coupons « abiotiques » considérés comme témoins, tout 

en gardant à l’esprit que le dépôt des particules en suspension dans l’eau survient très 

rapidement et qu’en 24 heure la surface ne peut plus être considérée comme totalement 



 

 

abiotique. Une photographie de coupons d’inox 

trois mois sont présentés sur la 

 

 

Figure 13. Vue macroscopique de coupons d’inox «
séjour de trois mois dans le pilote (B).

 

Après un séjour de trois mois au sein de la colonne Propella

par une substance visqueuse appelée

d’un dépôt d’oxydes de fer assez important, conférant au dépôt sa couleur orangée.

des coupons en place depuis 24 heures est quand à elle macroscopiquement «

Afin d’avoir un aperçu microscopique, une coloration est effectuée au SYBR Green II suivie 

d’une observation du coupon au micros

Les coupons placés dans le réacteur Propella

« salis », colonisés, par de petits amas cellulaires isolés sans structure en trois dimensions 

(Figure 14 A). Par contre, on distingue nettement la structuration du biofilm de trois mois en 

comparaison à celui de 24 heures. En effet, 

présence d’une biomasse structurée en trois dimensions, composée d’amas plus ou moins gros 

ainsi que de portions de surfaces moins occupées par la biomasse (

similaires sont obtenus sur les coupons en PVC. A noter cependant que l’auto

ce matériau après marquage au SYBR Green II est importante, ce qui rend l’observation 

directe plus compliquée que sur inox 316L. La biomasse présente sur la surface PVC aprè

trois mois de contact avec l’eau présente une structure plus dense, il semble y av

gros amas et plutôt des petits amas cellulaires regroupés dans des «

créés lors de l’usinage.  
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abiotique. Une photographie de coupons d’inox « abiotiques » ou colonisé

s sont présentés sur la figure 13.  

 

Vue macroscopique de coupons d’inox « abiotique » (A) ou après un temps de 
séjour de trois mois dans le pilote (B). 

mois au sein de la colonne Propella, la surface du coupon est salie 

e substance visqueuse appelée « biofilm », composé d’amas bactériens et probablement 

d’un dépôt d’oxydes de fer assez important, conférant au dépôt sa couleur orangée.

des coupons en place depuis 24 heures est quand à elle macroscopiquement «

microscopique, une coloration est effectuée au SYBR Green II suivie 

d’une observation du coupon au microscope à épifluorescence (Figure 14). 

placés dans le réacteur Propella depuis 24 heures (coupons témoins) sont 

», colonisés, par de petits amas cellulaires isolés sans structure en trois dimensions 

Par contre, on distingue nettement la structuration du biofilm de trois mois en 

4 heures. En effet, la coloration au SYBR Green 

e biomasse structurée en trois dimensions, composée d’amas plus ou moins gros 

ainsi que de portions de surfaces moins occupées par la biomasse (Figure 14 B

sont obtenus sur les coupons en PVC. A noter cependant que l’auto

ce matériau après marquage au SYBR Green II est importante, ce qui rend l’observation 

directe plus compliquée que sur inox 316L. La biomasse présente sur la surface PVC aprè

trois mois de contact avec l’eau présente une structure plus dense, il semble y av

petits amas cellulaires regroupés dans des « rayures

 

ou colonisés par un biofilm de 

» (A) ou après un temps de 

, la surface du coupon est salie 

biofilm », composé d’amas bactériens et probablement 

d’un dépôt d’oxydes de fer assez important, conférant au dépôt sa couleur orangée. La surface 

des coupons en place depuis 24 heures est quand à elle macroscopiquement « propre ». 

microscopique, une coloration est effectuée au SYBR Green II suivie 

).  

depuis 24 heures (coupons témoins) sont 

», colonisés, par de petits amas cellulaires isolés sans structure en trois dimensions 

Par contre, on distingue nettement la structuration du biofilm de trois mois en 

Green II montre la 

e biomasse structurée en trois dimensions, composée d’amas plus ou moins gros 

Figure 14 B). Des résultats 

sont obtenus sur les coupons en PVC. A noter cependant que l’auto-fluorescence de 

ce matériau après marquage au SYBR Green II est importante, ce qui rend l’observation 

directe plus compliquée que sur inox 316L. La biomasse présente sur la surface PVC après 

trois mois de contact avec l’eau présente une structure plus dense, il semble y avoir moins de 

rayures » probablement 



 

 

Figure 14. Marquage direct au SYBR Green II d’un coupon d’inox 316L après un temps 
de séjour dans le pilote de 24h (A) et trois mois (B) ainsi que d’un coupon de PVC 

présentant un biofilm de trois mois (C). Grossissement 

 

L’estimation de la densité batérienne e

sonication et filtration de l’échantillon sur une membrane en polycarbonate. Ces observations 

sont réalisées sur les coupons «

biofilm de trois mois. La densité bactérienne obtenue sur les coupons en inox 316L est 

2,5.107 ± 2,4.104 cellules/cm

retrouvée sur les coupons de PVC 

cellules sur les coupons mis en place 24 heures avant l’expérimentation abouti

7,7.105 cellules/cm2 dispersées sur les surfaces en inox 316L et 1,5.10

sur les surfaces en PVC.  

Les coupons ayant séjourné trois

leur surface une structure appelée 

L’aspect microscopique des biofilms formés sur PVC est différent de ceux formés sur inox 

316L cependant, nous n’avons pas noté de différence en 

présente à la surface des deux matériaux.

 

3.2. Suivi de la concentration phagique dans l’eau

Des mesures de la concentration en phage MS2 et Q

qPCR, immédiatement après inoculation des virus dans le réacteur et à la fin de 

l’expérimentation (4h). Ces mesures ont pour objectif de voir si la concentration virale reste 

stable dans le système durant l’expérimentation, ou si elle diminue. Une augmentation de la 

concentration phagique est très peu probable puisque les bactériophages ARN F
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Marquage direct au SYBR Green II d’un coupon d’inox 316L après un temps 
de séjour dans le pilote de 24h (A) et trois mois (B) ainsi que d’un coupon de PVC 

présentant un biofilm de trois mois (C). Grossissement ×××× 10. 

L’estimation de la densité batérienne est réalisée au microscope à épifluorescence après 

sonication et filtration de l’échantillon sur une membrane en polycarbonate. Ces observations 

sont réalisées sur les coupons « abiotiques » mais également sur les coupons colonisés par un 

ois. La densité bactérienne obtenue sur les coupons en inox 316L est 

cellules/cm2, ce qui n’est pas différent de la colonisation bactérienne 

retrouvée sur les coupons de PVC qui atteint 2,5.107 ± 6,9.106 cellules/cm

cellules sur les coupons mis en place 24 heures avant l’expérimentation abouti

ersées sur les surfaces en inox 316L et 1,5.107 ± 3,9.10

trois mois dans la colonne Propella présentent clairement à 

leur surface une structure appelée biofilm, visible macroscopiquement et microscopiquement. 

L’aspect microscopique des biofilms formés sur PVC est différent de ceux formés sur inox 

316L cependant, nous n’avons pas noté de différence en termes de densité bactérienne 

deux matériaux. 

Suivi de la concentration phagique dans l’eau 

Des mesures de la concentration en phage MS2 et Qβ dans l’eau sont effectuées par RT

qPCR, immédiatement après inoculation des virus dans le réacteur et à la fin de 

s mesures ont pour objectif de voir si la concentration virale reste 

stable dans le système durant l’expérimentation, ou si elle diminue. Une augmentation de la 

concentration phagique est très peu probable puisque les bactériophages ARN F

 

Marquage direct au SYBR Green II d’un coupon d’inox 316L après un temps 
de séjour dans le pilote de 24h (A) et trois mois (B) ainsi que d’un coupon de PVC 

st réalisée au microscope à épifluorescence après 

sonication et filtration de l’échantillon sur une membrane en polycarbonate. Ces observations 

» mais également sur les coupons colonisés par un 

ois. La densité bactérienne obtenue sur les coupons en inox 316L est de 

ce qui n’est pas différent de la colonisation bactérienne 

cellules/cm2. Le marquage des 

cellules sur les coupons mis en place 24 heures avant l’expérimentation aboutit à 5,3.106 ± 

3,9.106 cellules/cm2 

présentent clairement à 

biofilm, visible macroscopiquement et microscopiquement. 

L’aspect microscopique des biofilms formés sur PVC est différent de ceux formés sur inox 

densité bactérienne 

dans l’eau sont effectuées par RT-

qPCR, immédiatement après inoculation des virus dans le réacteur et à la fin de 

s mesures ont pour objectif de voir si la concentration virale reste 

stable dans le système durant l’expérimentation, ou si elle diminue. Une augmentation de la 

concentration phagique est très peu probable puisque les bactériophages ARN F-spécifiques 
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sont théoriquement incapables de se reproduire dans nos conditions expérimentales. Les 

valeurs obtenues sont présentées sur la figure 15. 

 

 

Figure 15. Analyse de la concentration en phage MS2 et Qββββ dans l’eau après inoculation 

et après quatre heures de contact avec les Propella, équipés de coupons en inox 316L 
(A) et PVC (B), (n=2). 

Une diminution de la concentration phagique dans l’eau est observée dans les deux types de 

réacteurs Propella™ et pour les deux phages analysés, après 4 heures d’expérimentation dans 

le réacteur en position « batch ». Dans le réacteur équipé de coupons en inox 316L, une 

diminution de la concentration virale, d’un facteur 4, est observée pour le phage MS2 tandis 

que la diminution en concentration pour le phage Qβ est d’un facteur 13. Au sein du réacteur 

équipé de coupons en PVC des diminutions d’un facteur 2 pour le phage MS2 et 3 pour le 

phage Qβ sont observées. Ainsi, la diminution de concentration phagique est 

systématiquement plus importante pour Qβ que pour MS2. On note que la différence de 

concentration entre le début et la fin des expérimentations est plus importante dans le réacteur 

équipé de coupons en inox 316L par rapport à celui équipé de coupons en PVC. Étant donné 

que durant les 4 heures de contact le système est clos, la diminution de la concentration 

phagique dans l’eau est due soit à la dégradation des phages, soit à l’adsorption des phages 

sur les surfaces des colonnes Propella, qui serait plus importante dans le réacteur équipé de 

coupons d’inox 316L que sur le PEHD. L’analyse des coupons va permettre de différencier 

ces deux phénomènes. 
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Les principales observations sont : 

- Une diminution de la concentration phagique dans l’eau est observée dans les 

deux types de réacteurs Propella et pour les deux phages à la fin de quatre 

heures d’expérimentation. 

- Pour les deux phages la diminution de concentration est plus importante dans le 

réacteur équipé de coupons en inox 316L. 

- La diminution en bactériophage Qβ est systématiquement plus importante que 

celle en bactériophage MS2. 

 

3.3. Analyse de la concentration virale sur les coupons 

Afin de suivre la concentration en phages présents sur les surfaces, des coupons sont prélevés 

après quatre heures de contact avec l’eau contenant les deux phages à une concentration de 

1.106 UFP/mL. L’adhésion des phages aux surfaces est théoriquement non spécifique puisque 

l’adhésion spécifique ne survient que lorsque les bactéries synthétisent des F-pilis ce qui se 

produit majoritairement à une température de l’ordre de 37°C. Ainsi, les phages sont 

théoriquement incapables de se multiplier dans nos conditions expérimentales, les densités 

phagiques détectées sont donc bien la résultante d’un transfert des particules virales de la 

phase aqueuse vers la surface. Les coupons étant rincés deux fois, nous pourrons faire 

l’hypothèse que les phages détectés sont réellement adsorbés sur leur surface. 

Les coupons en Inox 316L et en PVC sur lesquels sont recherchés les bactériophages 

comportent pour la moitié d’entre eux un biofilm d’eau potable de trois mois à leur surface. 

L’autre moitié des coupons est considéré comme « abiotique » car placée dans le réacteur la 

veille de l’expérimentation. Les analyses de concentration virale sont effectuées par RT-qPCR 

afin d’obtenir une détection spécifique de chaque phage MS2 et Qβ. Les résultats obtenus 

sont présentés sur la figure 16. 
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Figure 16. Concentrations en bactériophages MS2 et Qββββ mesurées sur les coupons 
d’inox 316L et de PVC, après quatre heures, pour des coupons mis en place depuis 24h 
dits « abiotiques » (n=10) et des coupons présentant un biofilm de trois mois (n=10). 
 

Plusieurs informations peuvent être obtenues par l’analyse de ce graphique. 

Tout d’abord, si l’on compare l’adsorption virale des deux phages étudiés (MS2 et Qβ), leur 

adsorption est significativement différente (0,001 < p < 0,003, α = 0,05 Mann-Whitney) 

quelles que soit la nature du matériau (PVC ou Inox 316L) et le niveau de colonisation de la 

surface par un biofilm d’eau potable. En effet, la concentration surfacique est toujours plus 

importante pour Qβ que pour MS2. A titre d’exemple, sur inox 316L dit « abiotique » la 

concentration mesurée est respectivement de 1,6.104 ± 1,2.104 pour MS2 et 2,4.105 

± 1,2.105 éq UFP/cm2 pour Qβ. La densité surfacique du phage Qβ est ainsi 15 fois plus 

importante que celle du phage MS2 et correspond à la plus petite différence retrouvée lors des 

différentes conditions testées. La différence de densité surfacique la plus importante est 

mesurée sur PVC colonisé par un biofilm de trois mois, le phage Qβ présente alors une 

concentration 38 fois plus importante que celle de MS2 sur les coupons. 

La deuxième observation pouvant être faite est que la présence de biofilm augmente de deux 

fois en moyenne la concentration virale retrouvée sur les surfaces. En effet, les concentrations 

en phage MS2 pour les coupons en inox 316L sont de 1,6.104 ± 1,2.104 pour des coupons 

« abiotiques » et 3,3.104 ± 1,5.104 éq UFP/cm2 pour des coupons colonisés par un biofilm de 

trois mois. La densité surfacique en phage Qβ passe de 1,4.105 ± 7,9.104 à 
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2,4.105 ± 8,8.104 éq UFP/cm2 sur du PVC « abiotique » et colonisé par un biofilm. 

L’augmentation du nombre de particules virales adsorbées en présence de biofilm est 

significative (0,016 < p < 0,032), excepté pour le bactériophage MS2 sur PVC (p = 0,71).  

Concernant l’impact du type de matériau, les concentrations pour un phage donné peuvent 

être considérées comme équivalentes sur les coupons abiotiques (MS2 : p=0,073 et Qβ : 

p=0,149). En effet, les concentrations en phage MS2 sont de 1,6.104 ± 1,2.104 et 

7,0.103 ± 103 éq UFP/cm2 sur inox 316L et PVC respectivement, et celles du phage Qβ sont 

de 2,4.105 ± 1,2.105 et 1,4.105 ± 7,9.104 éq UFP/cm2 respectivement. Par contre, en présence 

d’un biofilm de trois mois, les concentrations en phages ne sont pas équivalentes pour les 

deux matériaux. En effet, pour MS2 la concentration virale retrouvée sur le biofilm d’inox 

316L est significativement plus importante que celle retrouvée sur le biofilm formé sur le 

PVC (p=0,003), la densité surfacique est respectivement de 3,3.104 ± 1,5.104 et 

6,3.103± 3,6.103 éq UFP/cm2. Il en est de même pour le phage Qβ (p=0,003) les 

concentrations mesurées sont alors de 4,9.105 ± 1,4.105 et 2,4.105 ± 8,8.104 éq UFP/cm2 sur 

les biofilms formés sur l’inox et le PVC. 

 

Les principales conclusions pouvant être extraites de ces résultats sont : 

- Pour deux phages appartenant à la même famille, les concentrations détectées à la 

surface des coupons colonisés ou non par un biofilm diffèrent. La concentration 

surfacique mesurée est toujours significativement plus importante pour le phage Qβ 

que pour MS2. 

- En l’absence de biofilm, les concentrations observées sur inox 316L et PVC pour un 

phage donné sont équivalentes. 

- En présence de biofilm, la concentration virale est généralement augmentée par 

comparaison avec les surfaces « abiotiques ».  

- En présence d’un biofilm, quel que soit le phage considéré, les concentrations sont 

plus importantes sur inox 316L que sur PVC. 

Globalement l’analyse de ces résultats permet de répondre aux hypothèses formulées dans le 

paragraphe 3.1. La diminution de la concentration en phages dans la phase aqueuse est en 

adéquation avec la quantité de phages MS2 et Qβ retrouvée sur les surfaces, à savoir une 

adsorption de Qβ en plus grande quantité que MS2 et une adsorption des deux phages plus 

importantes dans le réacteur équipé de coupons en inox 316L. 
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4. Impact de la chloration sur l’infectiosité et la détection génomique des phages 

Une évaluation de l’efficacité d’un protocole de nettoyage par chloration est effectuée sur des 

réacteurs Propella équipés de coupons en polyéthylène haute densité (PEHD) bande bleue 

colonisés par des biofilms de trois et cinq mois. Les phages sont inoculés dans l’eau à une 

concentration initiale de 1.106 UFP/mL et laissés en contact dans le réacteur en position  

« batch » durant 4 heures afin de permettre une adhésion virale suffisante sur les surfaces. 

Une solution d’hypochlorite de sodium est introduite dans les réacteurs à une concentration de 

5 mg/L pendant 30 minutes. La concentration en chlore libre dans les réacteurs est suivie 

durant les 30 minutes et l’abattement viral est analysé dans l’eau ainsi que sur les coupons en 

termes de génome et d’infectiosité. En raison du nombre de coupons disponibles aucune 

analyse du biofilm n’a pu être effectuée. 

 

4.1. Etablissement d’une droite étalon pour le dosage du chlore 

Lors de nos expérimentations visant à évaluer un protocole de nettoyage en réacteur, la 

concentration en chlore libre est dosée au cours du temps par la méthode à la N,N-

DiéthylPhénylène-1,4 Diamine (DPD). Ceci permet d’estimer la consommation en chlore par 

le réacteur au cours de chaque expérimentation. 

La concentration en chlore est estimée à partir d’une droite étalon (Figure 17) qui permet de 

relier la concentration en chlore (mg/L) à la densité optique (λ = 515 nm) mesurée après 

traitement de l’eau à la DPD.  
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Figure 17. Droite étalon utilisée pour le dosage du chlore libre à la DPD  (N,N-
DiéthylPhénylène-1,4 Diamine) (n=3). 

 

Une relation linéaire entre la valeur de densité optique et la concentration en chlore est 

obtenue pour des concentrations inférieures ou égales à 2,5 mg/L sur 6 mesures effectuées en 

triplicat. La concentration initiale en chlore étant de 5 mg/L de chlore libre, les prélèvements 

d’eau seront dilués au 1/2 afin de se situer dans la zone de linéarité de la droite étalon. 

 

4.2. Suivi de la concentration en chlore dans le système 

Après ajout de chlore dans l’eau des réacteurs Propella, celui-ci réagit avec la biomasse 

présente dans le système et notamment avec le biofilm. De ce fait, une diminution de la 

concentration en chlore au cours de l’expérimentation est attendue. Un dosage du chlore libre 

présent dans l’eau est effectué tout au long des trente minutes d’expérimentation. Les 

concentrations mesurées dans l’eau des réacteurs Propella™ sont présentés sur la figure 18. 

Pour chaque temps d’analyse, le dosage du chlore est réalisé en duplicat. 
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Figure 18. Suivi de la concentration en chlore libre (mg/L) dans l’eau des réacteurs 

Propella colonisés par des biofilms de 3 et 5 mois (n=2).  
 

Pour un biofilm de 3 mois, la concentration en chlore mesurée après 4 minutes de séjour dans 

le pilote est de 3,6 mg/L. Cette concentration diminue de façon régulière pour atteindre 2,5 

mg/L après 27 minutes. La concentration en chlore libre a diminué de 1,1 mg/L en 23 

minutes. 

Pour un biofilm de 5 mois, la concentration en chlore est de 2,9 mg/L après 4 minutes. Après 

27 minutes, elle est de 0,9 mg/L. La concentration en chlore libre a diminué de 2,1 mg/L en 

23 minutes. 

 

D’après ces résultats, on observe que la diminution de la concentration en chlore, également 

appelée consommation en chlore, augmente avec l’âge du biofilm. Il est possible de faire 

l’hypothèse que la consommation est due à la quantité de matière organique qui est plus 

importante dans le pilote colonisé par un biofilm de 5 mois. Cependant, en raison du nombre 

limité de coupons il n’a pas été possible d’effectuer des mesures de densité bactérienne sur 

ces deux biofilms.  

Il est à noter que dans le Propella colonisé par un biofilm de trois mois la concentration en 

chlore n’a diminuée que de moitié et que les virus sont encore en contact avec 2,5 mg/L de 

chlore. 
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4.3. Effet de la chloration sur les bactériophages en suspension dans l’eau 

Les bactériophages présents dans l’eau des réacteurs vont rapidement subir les effets de la 

chloration. Les bactériophages infectieux sont détectés par la méthode des plages de lyse sans 

distinction des génogroupes. Les concentrations en phages infectieux sont comparées aux 

concentrations en génome phagique après addition des valeurs obtenues pour MS2 et Qβ par 

RT-PCR temps réel. 

Le chlore libre a été systématiquement neutralisé par ajout de thiosulfate de sodium avant 

chaque analyse. Il a été vérifié que la présence de thiosulfate de sodium n’interférait pas sur 

les résultats de RT-PCR en temps réel. A titre d’exemple, un CT de 23,8 est obtenu sur une 

suspension témoin de Qβ sans chlore ni thiosulfate et un CT de 23,7 est obtenu sur une 

suspension chlorée à 5 mg/L puis neutralisée au thiosulfate de sodium. Des résultats similaires 

sont obtenus pour le phage MS2. 

La quantification des bactériophages dans l’eau est réalisée immédiatement (C0) et 240 

minutes (C240min) après inoculation. Le chlore est ensuite  ajouté pour atteindre une 

concentration de 5 mg/L. Les bactériophages présents dans l’eau sont quantifiés après 5 (C5 

min chloration) et 30 minutes (C30 min chloration) de chloration. Les résultats obtenus sont présentés 

sur la figure 19. 
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Figure 19. Quantification des bactériophages infectieux et du génome viral dans l’eau 
des réacteurs Propella™ avant et pendant la chloration à 5 mg/L. Les résultats sont 
exprimés en (éq) UFP/mL (n=2). ND = non détecté. 
 

La concentration en génome viral mesurée dans l’eau immédiatement après inoculation est de 

2,9.106 éq UFP/mL et celle en phage infectieux est de 3,8.106 UFP/mL. Ces valeurs sont en 

accord avec les quantités de phages théoriquement inoculés dans les réacteurs. Après 240 

minutes, les concentrations ont légèrement diminué et sont respectivement de 1,3.106 éq 

UFP/mL et 1,4.106 UFP/mL. Ceci peut être expliqué comme vu précédemment dans le 

chapitre 3, par le transfert d’une partie des phages présents dans l’eau vers les surfaces des 

Propella. 

Dès 5 minutes de chloration on observe une nette diminution de la concentration en génome 

viral et en phage infectieux dans l’eau. En effet, seul du génome correspondant au 

bactériophage Qβ est détecté par RT-PCR en temps réel (3,6.101 éq UFP/mL) et uniquement 

pour l’expérimentation sur un biofilm de cinq mois. Après 30 minutes de chloration, 

l’ensemble des prélèvements sont négatifs en termes de bactériophages infectieux et de 

génome viral. 

 

1,0E+00

1,0E+01

1,0E+02

1,0E+03

1,0E+04

1,0E+05

1,0E+06

1,0E+07

Co C 240 min C 5 min chloration C 30 min chloration

(é
q

) 
U

F
P

/m
L

Génome phagique Infectiosité

ND ND ND 



 

87 
 

En résumé, une chloration à 5 mg/L pendant 5 minutes correspond à un C.t (concentration en 

chlore initiale × temps de contact en minutes) de 25 mg.min/L et permet d’atteindre un 

abattement de 6,5 log10 minimum pour les phages infectieux, et un abattement de 4,9 log10 

minimum pour le génome viral. Après 30 minutes de chloration à 5 mg/L (C.t = 150 

mg.min/L), la totalité des phages sont détruits puisque même leur génome ne peut être 

retrouvé. 

 

4.4. Bactériophages associés au biofilm 

Comme pour l’eau, les coupons ont été analysés 4 heures après inoculation des phages dans 

l’eau des réacteurs afin d’obtenir une concentration surfacique initiale (concentration en 

phages initiale : Ci) puis après 30 minutes de chloration (concentration en phage après 30 

minutes de chloration : CCl). Les concentrations surfaciques en phages infectieux et en 

génome phagique ont été mesurées pour ces deux temps d’analyse. L’abattement phagique 

(A) est ensuite mesuré selon l’équation présentée ci-dessous : 

 

A = log10 (CCl/Ci) 

 

Les abattements en génome viral et en bactériophages infectieux sont présentés sur la figure 

20. Les concentrations en génome ont été additionnées pour MS2 et Qβ afin de pouvoir 

comparer les valeurs à l’infectiosité, comme dans le cas des analyses de l’eau. 

 

La concentration phagique initiale mesurée sur les biofilms de 3 et 5 mois n’est pas 

significativement différente, à la fois pour la détection du génome (p=0,057) et de 

l’infectiosité (p=0,686). Pour des biofilms de 3 et 5 mois, les concentrations phagiques 

initiales en génome sont de 8,9.105 ± 2,3.105 et 5,9.105 ± 1,4.105 éq UFP/cm2 respectivement 

et les concentrations en phages infectieux sont de 8,3.105 ± 1,7.105 et 1,9.105 ± 7,6.104 

UFP/cm2.  
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Figure 20. Abattement des bactériophages infectieux et du génome viral après 30 minutes 
de chloration sur les coupons de PEHD (Propella™) colonisés par un biofilm de trois 
mois et cinq mois. 

 

Après 30 minutes de chloration, les concentrations génomiques mesurées à la surface des 

coupons sont de 2,1.103 ± 2,0.103 et 1,4.103 ± 1,2.103 éq UFP/cm2 respectivement sur biofilm 

de 3 et 5 mois, ce qui correspond à des abattements en génome de 2,8 ± 0,5 et 2,6 ± 0,4 log10 

éq UFP/cm². De même, pour l’infectiosité, les valeurs obtenues sont de 8,6.102 ± 5,4.102 et 

3,3.102 ± 3,3.102 UFP/cm2, correspondant à des abattements de 3,1 ± 0,4 et 2,8 ± 0,6 log10 

UFP/cm². Ces abattements correspondent à une élimination phagique comprise entre 99,8 et 

99,9 %, avec une concentration résiduelle en chlore dans l’eau comprise entre 0,9 et 2,5 mg/L 

de chlore libre. 

 

En résumé, l’élimination des phages adsorbés sur les surfaces ± biofilm par chloration n’est 

pas significativement différente pour un biofilm de 3 et 5 mois (p=0,343). En raison du 

nombre de coupons, il n’a pas été possible d’analyser le biofilm formé aux surfaces, ni 

d’apprécier l’efficacité du nettoyage sur les bactéries du biofilm. Toutefois, les deux mois 

supplémentaires de formation de biofilm d’eau potable n’augmentent pas l’effet protecteur 

vis-à-vis du chlore. Il est simplement possible d’observer que la présence d’un biofilm sur les 

surfaces a un effet protecteur sur l’élimination des phages puisque des phages infectieux 
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détectées
 
après la chloration. Une chloration, à une valeur de C.t de 150 mg.min/L (30 

minutes de temps de contact à 5 mg Cl2/L), permet d’obtenir une diminution de particules 

virale infectieuses de 99,9%.  

 

4.5. Comparaison de l’action du chlore sur les deux génogroupes phagiques 

La technique des plages de lyse permet de déterminer les concentrations en phages infectieux 

mais ne fait pas de distinction entre les différents génogroupes. La technique de RT-qPCR 

permet par contre de quantifier le génome de chaque génogroupe de façon spécifique. Les 

précédents résultats en génome représentaient la somme du génome des 2 phages (MS2 et 

Qβ). La technique de RT-qPCR permet le suivi individuel de chaque génogroupe. 

L’abattement en génome viral pour chaque bactériophage est présenté sur la figure 21. 

 

 

Figure 21. Abattement du génome des bactériophages MS2 et Qββββ sur les coupons de 
PEHD (Propella™) avant et après 30 minutes de chloration, sur un biofilm de trois mois 
et un biofilm de 5 mois (n=5). 
 

Les concentrations phagiques mesurées sur les surfaces avant chloration sont comprises entre 

2,2.104 ± 6,9.103 et 8,1.104 ± 2,9.104 éq UFP/cm² pour MS2 et entre 8,3.105 ± 2,2.105 et 

1,1.105 ± 2,6.103 éq UFP/cm² pour Qβ. Après 30 minutes, un abattement de 2,8 ± 0,9 et 2,9 ± 

1,3 log10 est observé pour le génome de MS2 pour des biofilms de 3 et 5 mois. Pour le 

génome de Qβ les valeurs d’abattements sont de 2,9 ± 0,5 et 2,8 ± 0,4 log10. La comparaison 
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de la dégradation du génome des deux phages étudiés ne montre pas de différence 

significative (biofilm de 3 mois : p= 0,9 et biofilm de 5 mois : p=1,0). 
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Discussion 
 

Les virus entériques pathogènes susceptibles d’être accidentellement introduits dans un réseau 

de distribution d’eau sont essentiellement des virus nus - dépourvus d’enveloppe - mesurant 

entre 20 et 100 nm de diamètre. L’étude de la problématique des interactions entre les virus et 

les biofilms d’eau potable nécessite de prendre en compte le phénomène d’adsorption viral 

sur les surfaces, mais également d’évaluer les conséquences de cette adsorption sur les 

procédés visant à éliminer ces particules virales. Les informations actuellement disponibles 

dans la littérature mettent en évidence le rôle de multiples paramètres tels que les propriétés 

de surface des virus, des matériaux et du milieu dans le transfert des virus de l’eau vers les 

surfaces (Quignon et al., 1997 ; Storey et Ashbolt, 2003 ; Helmi et al., 2008). Les données 

disponibles sur les propriétés de surface des virus entériques sont encore trop fragmentaires 

pour prédire de façon précise leur adhésion sur un support et donc a fortiori sur une structure 

aussi complexe qu’un biofilm. Ainsi, les études concernant l’adhésion ou la persistance des 

virus au sein de biofilms restent encore extrêmement limitées dans leurs conclusions, il 

apparait tout de même que le biofilm constitue une surface adsorbante et potentiellement 

protectrice pour les particules virales.  

 

L’objectif de ce travail était d’apporter de nouvelles données visant à approfondir les 

connaissances sur les interactions entre les virus et les biofilms dans le contexte d’un réseau 

d’eau potable. Deux bactériophages ARN F-spécifiques - MS2 et Qβ - qui présentent des 

propriétés de surface différentes (Langlet et al., 2008) et sont fréquemment proposés comme 

modèles des virus entériques pathogènes ont été utilisés dans cette étude. Les phages ARN F-

spécifiques constituent des modèles de choix pour l’étude des virus pathogènes de par leurs 

similitudes physiques et biologiques. Leur manipulation ainsi que leur multiplication en 

laboratoire sont relativement faciles et ils sont détectables de façon spécifique par biologie 

moléculaire (RT-PCR temps réel) (Ogorzaly et Gantzer, 2006).  

L’influence d’un biofilm sur l’adsorption phagique a été analysée en comparant la 

concentration virale sur des surfaces soit colonisées par des biofilms de trois mois soit sur des 

surfaces « témoins » (en place depuis 24 heures). L’impact d’un procédé de nettoyage par 

chloration a été évalué sur les virus présents dans l’eau et ceux adsorbés sur les biofilms. Les 

études in situ étant difficiles à mettre en œuvre, les expérimentations ont été effectuées dans 
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des réacteurs Propella couramment utilisés pour étudier les biofilms (Grandjean et al., 

2005 ; Lehtola et al., 2007). Ces réacteurs étaient reliés au réseau de distribution d’eau de la 

Communauté Urbaine du Grand Nancy (CUGN) pour se placer dans des conditions proches 

de celles retrouvées in situ. 

 

1. Adsorption virale sur les surfaces 

Les réacteurs Propella sont placés à température ambiante (19°C). Dans ces conditions nous 

pouvons considérer que les bactériophages sont incapables de se répliquer. Les phages 

détectés sur les surfaces lors de nos expérimentations correspondent donc aux phages inoculés 

dans l’eau des réacteurs. 

Les résultats obtenus lors de ce travail ont conduit à deux observations principales. D’une 

part, les concentrations en phage MS2 retrouvées sur les surfaces sont systématiquement 

inférieures à celles du phage Qβ. D’autre part, la présence d’un biofilm d’eau potable de trois 

mois sur les surfaces augmente de façon significative le nombre de particules virales 

adsorbées pour les deux phages. A l’heure actuelle, peu d’études ont été publiées sur 

l’accumulation de virus entériques sur les réseaux de distribution d’eau (Quignon et al., 

1997 ; Storey et Ashbolt, 2001 et 2003 ; Helmi et al., 2008 ; Langmark et al ., 2005). Il 

apparait tout de même que l’adsorption de particules virales fait intervenir les interactions 

électrostatiques et hydrophobes entre les surfaces et les particules et que ce phénomène est 

gouverné par plusieurs paramètres tels que la taille des particules, les caractéristiques du 

milieu, des surfaces et des particules (Attini et al., 2010 ; Schaldach et al., 2006 ; Shani et al., 

2008 ; Faille et al., 2002 ; Van Voorthuitzen et al., 2001).  

 

(i) Influence de la taille des particules virales. Etant donnée leur taille (< 40 nm pour 

la majorité des virus entériques) ces particules peuvent être considérées comme des 

biocolloïdes. Helmi et al. (2008) ont analysé l’adsorption de différents microorganismes, 

notamment des virus (phage MS2) et des parasites (oocystes de Cryptosporidium parvum et 

de kystes de Giardia intestinalis) sur des biofilms. Le phage MS2 a une taille de 30 nm 

environ alors que les kystes de Giardia et oocystes de Cryptosporidium ont une taille 

comprise entre 5 et 15 µm. Les auteurs ont reporté un taux d’attachement au biofilm pour le 

phage MS2 significativement supérieur à celui des parasites après une heure de contact. Par 

contre, après 24 heures de contact les taux d’attachement pouvaient être considérés comme 
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équivalents pour les parasites et le phage MS2. Les auteurs ont fait l’hypothèse qu’en dehors 

des propriétés physico-chimiques, la taille des particules joue un rôle dans le phénomène 

d’adsorption et que les plus petites particules s’adsorbent plus rapidement sur les sites de 

sorption des surfaces irrégulières et complexe telles que les biofilms. 

Les différences de densité surfacique entre les phages MS2 et Qβ observées dans notre étude 

pourraient être la résultante d’une agrégation virale ayant pour conséquence une limitation de 

la diffusion des agrégats vers la surface par rapport aux particules isolées. Pour cette raison, la 

taille des phages a été analysée pour des suspensions phagiques ne contenant qu’un seul 

génogroupe ou un mélange des deux phages dans de l’eau du réseau. 96% des particules 

détectées avaient une taille inférieure à 30 nm pour une concentration de 1010 UFP/mL. Nous 

pouvons ainsi considérer que dans nos conditions de travail, pour une concentration virale de 

106 UFP/mL, les bactériophages se trouvaient majoritairement sous forme de particules 

phagiques isolées. La taille ne peut donc pas expliquer les différences d’adsorption observées 

entre les phages MS2 et Qβ. 

 

(ii) Influence des caractéristiques du milieu. Le pH, la force ionique et la 

température du milieu hydrique peuvent avoir une influence lors du processus d’adsorption de 

colloïdes sur des surfaces. Pour évaluer l’influence des caractéristiques physico-chimiques du 

milieu sur les propriétés de surface des virus, Langlet et al. (2008) ont étudié l’agrégation de 

bactériophages ARN F-spécifiques en fonction du pH (2 à 7) et de la force ionique (1 et 100 

mM) dans des solutions de NaNO3. Les auteurs ont montré que l’agrégation du phage MS2 ne 

se produit que pour des pH inférieurs à son point isoélectrique quelle que soit la force ionique 

du milieu. Par contre, l’agrégation du phage Qβ est observée pour toute la gamme de pH 

testée à une force ionique de 100 mM. Syngouna et al. (2010) ont souligné l’importance de la 

température en étudiant l’adhésion virale sur deux types d’argile à 4°C et 25°C , ils ont alors 

mesuré des taux d’adhésion plus élevés pour une température de 25°C. Dans nos conditions 

expérimentales, les deux virus sont introduits simultanément dans les réacteurs et sont soumis 

aux mêmes conditions de force ionique et de température. Si les caractéristiques du milieu 

hydrique peuvent influencer l’adsorption virale, elles ne peuvent être invoquées pour 

expliquer les différences de niveau d’adsorption observées entre MS2 et Qβ dans nos 

expérimentations. 
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(iii) Influence des propriétés de surface des phages. Le point isoélectrique (pI) est 

un paramètre couramment utilisé pour définir le signe et l’amplitude de charge exprimée par 

une particule virale (Dowd et al., 1998 ; Michen et Graule, 2010). Le pI peut être défini par 

des mesures de mobilité électrophorétique et correspond à la valeur de  pH pour laquelle 

celle-ci est nulle. Une particule virale est théoriquement chargée négativement pour des pH 

supérieurs à son pI, elle présente une charge globale de surface neutre pour un pH 

correspondant à son pI et est chargée positivement pour des pH en dessous de son pI (Penrod 

et al., 1995). Etant donné que nos expérimentations ont été réalisées à un pH de 8,1 ± 0,2 et 

que le point isoélectrique des phages étudiés est bas, de 3,9 pour MS2 et 1,9 pour Qβ (Langlet 

et al., 2008), ces phages se comportent comme des particules colloïdales chargées 

négativement. Dans l’étude de Langlet et al. (2008), l’analyse des courbes de mobilité 

électrophorétique des bactériophages MS2 et Qβ permet de faire l’hypothèse qu’à un pH 

neutre, dans du NaNO3, ces deux virus expriment une charge négative à peu près équivalente 

à leur surface. En dehors de la charge de la capside virale un autre paramètre exprimé par la 

capside est l’hydrophobicité. Langlet et al. (2008) ont évalué l’hydrophobicité des phages 

MS2 et Qβ à partir de mesure d’agrégation à forte force ionique (100 mM) et ont conclu que 

le bactériophage MS2 serait moins hydrophobe que le bactériophage Qβ. Certaines études ont 

montré que les biofilms seraient composés de domaines hydrophobes pouvant influencer 

l’adsorption des particules colloïdales en suspension (Zita et Hermansson, 1997). Suivant ces 

données, le bactériophage Qβ doit être retrouvé en plus grandes concentrations sur les 

surfaces colonisées par un biofilm, ce qui est en accord avec nos résultats. De plus, des études 

ont souligné les faibles propriétés adhésives du phage MS2, qui est par conséquent utilisé 

pour l’évaluation d’un point de vue virologique, de procédés de traitement de l’eau basés sur 

l’adsorption, par exemple lors d’une filtration membranaire (Schijven et Hassanizadeh. 2000, 

van Voorthuiezn et al., 2001 ; Charles et al., 2008 ; Shirasaki et al., 2009).  

 

(iv) Influence des propriétés de surface du matériau. Le biofilm est une biomasse 

hydratée, anionique, comportant des domaines hydrophobes qui modifient les propriétés de 

surfaces initiales du matériau. Le caractère hydrophobe du PVC est plus marqué que celui de 

l’inox 316L (Faille et al., 2002) ceci peut expliquer pourquoi les premières mesures de densité 

bactérienne réalisées après 24 heures de contact avec l’eau soient deux fois plus importante 

sur le PVC que sur inox 316L. Cependant, après trois mois de contact avec l’eau, les densités 

bactériennes retrouvées sur les deux supports semblent se stabiliser pour devenir équivalentes. 
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Dans nos conditions expérimentales le biofilm est âgé de trois mois et présente une densité 

cellulaire d’environ 2,5 × 107 cellules/cm2 quel que soit le matériau considéré. Cette densité 

cellulaire est en accord avec des densités mesurées sur des biofilms d’eau potable dans la 

littérature (Manuel et al., 2007 ; Mathieu et al., 2009).  

Lors de la mise en service d’un réseau de distribution d’eau, sa surface est rapidement 

colonisée par un « film conditionnant » qui va modifier les propriétés de surface de ce dernier 

et peut également créer de nouveaux sites de sorption pour des particules colloïdales. Nos 

coupons « témoins » étaient en place dans le réacteur depuis 24 heures, des particules ont 

rapidement adhéré sur les surfaces d’inox 316L et de PVC entrainant une modification des 

propriétés de surface initiales, c’est ce qui peut expliquer le fait que nous ayons mesuré un 

nombre équivalent de virus sur l’inox 316L et le PVC. Le biofilm modifie l’attractivité de la 

surface vis-à-vis des virus puisque l’on observe dans nos expérimentations une augmentation 

significative du nombre de particules virales adhérées sur les coupons mis en place depuis 

trois mois par rapport aux coupons « témoins ». Cette observation confirme l’hypothèse selon 

laquelle le biofilm modifie les propriétés de surface des matériaux et créé de nouveaux sites 

de sorption pour les particules colloïdales et notamment les virus présents dans l’eau. 

 

Toutes ces données sont en accord avec la théorie disant que l’adsorption virale sur des 

surfaces est multiparamétrique et qu’elle est extrêmement dépendante des propriétés physico-

chimiques du milieu, des surfaces et des particules. Le rapport entre le nombre de virus 

adsorbés par unité de surface et le nombre de virus en suspension par unité de volume, mesuré 

après quelques heures de contact varie énormément en fonction des études et des conditions 

expérimentales (matériaux étudiés, réacteurs utilisés, type et âge de biofilm). Ainsi, après 24 

heures de contact, ce rapport peut être compris entre 0,0001% (Langmark et al., 2005) pour 

un phage 28B sur un biofilm de 8 semaines et 70% (Quignon et al., 1997) pour un poliovirus 

1 sur un biofilm de 4 mois. Dans notre étude, le taux d’adhésion n’a pas pu être estimé du fait 

que l’adhésion phagique était différente sur biofilm et surfaces « témoins » et que les deux 

types de coupons étaient présents simultanément dans le réacteur. 

 

2. Evaluation d’un protocole de nettoyage par chloration 

La désinfection de l’eau par des oxydants, notamment le chlore est l’une des principales 

techniques utilisée à l’heure actuelle. Il est difficile de prédire l’efficacité d’un traitement de 
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chloration vis-à-vis des virus étant donné le grand nombre de paramètres pouvant influencer 

l’efficacité du traitement. Il en ressort tout de même que deux paramètres sont importants lors 

de la chloration, il s’agit du temps de contact et de la concentration en chlore initialement 

inoculée dans l’eau. Ces deux paramètres sont couramment combinés pour donner une valeur 

appelée C.t exprimée en mg.min/L. C’est à partir de ce paramètre et en analysant les résultats 

d’études effectuées dans des conditions de température, de pH et de type d’eau similaires 

qu’il est possible de comparer l’activité de désinfectants sur différents virus. Ainsi, selon la 

littérature, les bactériophages ARN F-spécifiques, et plus particulièrement le bactériophage 

MS2, présentent une sensibilité au chlore inférieure au Coxackievirus B5 mais supérieure aux 

Caliciviridae (norovirus murins et félins) en termes d’infectiosité. Leur sensibilité au chlore 

est comparable à celle du poliovirus ou des échovirus, ils peuvent ainsi constituer des modèles 

d’étude de virus entériques pathogènes intéressants. 

L’agrégation des particules virales peut influencer la diffusion des virus mais également jouer 

un rôle protecteur face aux traitements de désinfection, notamment par chloration. Ainsi, 

Thurston-Enriquez et al. (2003) ont montré que le temps nécessaire pour obtenir un 

abattement viral de 2 log10 était 31 fois supérieur pour des particules de calicivirus félin 

(FCV) agrégées et 2,8 fois supérieur pour des poliovirus-1 agrégés en comparaison avec des 

suspensions de virus isolés. Nos mesures préalables ayant montré que les phages MS2 et Qβ 

étaient à l’état de particules isolées, aucun effet protecteur vis-à-vis de la chloration n’est 

attendu à ce niveau. 

La chloration a été réalisée par ajout d’hypochlorite de sodium dans l’eau des réacteurs à des 

concentrations initiales de 5 mg/L. De telles doses peuvent être appliquées dans des réseaux 

de distribution dans un objectif de nettoyage ponctuel. La dose résiduelle de chlore 

habituellement retrouvée dans un réseau afin de maintenir la qualité microbiologique de l’eau 

est plutôt de l’ordre de 0,1 mg/L de chlore. 

 

(i) Effet de la chloration sur les virus présents dans l’eau. Les bactériophages sont 

introduits dans l’eau à une concentration initiale théorique de 106 UFP/mL. L’introduction de 

5 mg/L d’hypochlorite de sodium entraîne une diminution importante et rapide de la 

concentration en phages infectieux et en génome viral dans les deux réacteurs après 5 minutes 

de contact (correspondant à un C.t de 25 mg.min/L). Ainsi, ce traitement engendre un 

abattement d’au moins 6,5 log10 pour les phages infectieux et 4,9 log10 pour le génome viral. 

La comparaison avec les données de la littérature est délicate du fait des différences de 
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conditions expérimentales (température, pH, concentrations virales initiales, concentrations en 

oxydant, durée). Toutefois, nos résultats sont en accord avec les valeurs obtenues par Schaper 

et al. (2002) qui observent un abattement de 5,9 log10 en bactériophages ARN F-spécifiques 

infectieux pour un C.t de 12 mg.min/L. Shin et Sobsey (2008) obtiennent un abattement du 

génome viral de MS2 de 4 log10 pour un C.t de 3,3 mg.min/L. Les valeurs de C.t appliquées 

dans nos expérimentations correspondent à un traitement de chloration destiné à lutter contre 

une contamination accidentelle du réseau. Elles entraînent rapidement une dégradation totale 

des phages infectieux ainsi que du génome viral pour les phages en suspension dans l’eau. 

 

(ii) Effet de la chloration sur les virus adsorbés sur les surfaces. L’action de 

l’hypochlorite de sodium a également été évaluée sur les bactériophages adhérés au biofilm. 

Seule une mesure a pu être réalisée après un temps de contact de 30 minutes, correspondant à 

un C.t de 150 mg.min/L. L’abattement atteint alors 3,1 log10 pour le génome et 2,8 log10 pour 

l’infectiosité. Nos résultats permettent donc de montrer que l’abattement obtenu sur des 

phages adhérés sur une surface colonisée par un biofilm d’eau potable est moins important 

que celui obtenu sur des phages en suspension dans l’eau. Très peu d’études ont analysé la 

persistance virale sur des biofilms en présence de chlore. Cependant, ces résultats sont en 

accord avec les données obtenues par Quignon et al. (1997) pour une souche de poliovirus 1. 

Ces auteurs ont montré en effet une diminution plus importante des virus infectieux dans l’eau 

que dans le biofilm.  

Certaines informations de la littérature ont démontré la persistance de virus infectieux au 

sein de biofilms, mais également leur relargage dans la phase aqueuse. L’eau peut ainsi être 

contaminée même en dehors d’incidents sur le réseau (Helmi et al., 2008) et ceci, même après 

l’application de procédés de nettoyage. 

 

(iii) Comparaison des deux méthodes de détection phagique. Les résultats de 

quantification de virus infectieux et de génome viral dans l’eau sont en accord avec les 

concentrations virales théoriquement inoculées. Les valeurs mesurées en génome sont 

systématiquement plus élevées que celles mesurées pour l’infectiosité. Ceci est notamment dû 

à la synthèse de particules virales non infectieuses mais contenant du génome ainsi qu’à la 

présence de génome libre dans les suspensions de phages produites au laboratoire. Cet écart 

va augmenter au cours du stockage, l’inactivation virale étant plus rapide que la dégradation 

du génome (Gassilloud et al., 2003).  
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Afin de détecter l’infectiosité des phages adsorbés sur les biofilms, une méthode de 

récupération des virus préservant leur intégrité a été nécessaire. La comparaison des 

abattements en génome et en infectiosité virale montrent que ces deux paramètres présentent 

une sensibilité identique à l’hypochlorite de sodium. Ainsi, le protocole d’élution et de 

concentration semble parfaitement adapté à nos expérimentations et nous permet de quantifier 

les phages infectieux et le génome viral. De plus, ces résultats sont en accord avec les 

observations de Nuanualsuwan et Cliver (2003) qui ont montré que les courbes de 

dégradation du génome et de perte d’infectiosité d’un poliovirus 1 sous l’action 

d’hypochlorite de sodium ne sont pas significativement différentes. Par contre, des études de 

persistance réalisées sans utilisation d’agents oxydants ont montré que l’inactivation virale est 

plus rapide que la dégradation du génome. Ainsi, Helmi et al. (2008) ont constaté qu’au sein 

du biofilm, l’inactivation des particules virales était plus importante que la dégradation du 

génome, suggérant que les techniques de biologie moléculaire pouvaient surestimer le risque 

de présence de virus infectieux. Lors de la comparaison de l’inactivation et de la dégradation 

du génome de virus entériques (poliovirus, FCV) dans de l’eau minérale, Gassilloud et al. 

(2003) ont observé une persistance plus importante du génome. 

Enfin, la détection des bactériophages par biologie moléculaire permet de différencier les 

deux bactériophages étudiés (MS2 et Qβ), il a ainsi été possible de suivre individuellement 

chaque bactériophage lors de la chloration. Nos résultats montrent que dans le réacteur 

Propella™, les abattements après 30 minutes de chloration à 5 mg/L (C.t = 150 mg.min/L) ne 

diffèrent pas entre MS2 et Qβ. En effet, l’abattement est compris entre 2,8 et 2,9 log10 pour 

ces deux phages. Schaper et al. (2002) avaient quand à eux montré une résistance du phage 

MS2 plus importante que celle du phage Qβ face à un traitement à base d’hypochlorite de 

sodium.  
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Conclusion et perspectives 
 

Les données épidémiologiques soulignent l’implication des virus entériques dans les maladies 

d’origine hydrique. Or les paramètres microbiologiques du contrôle sanitaire sont 

exclusivement de nature bactérienne et le comportement des particules virales dans le milieu 

hydrique reste largement méconnu. Cette étude visait à apporter des informations concernant 

l’adhésion de particules virales sur des surfaces, puis à comparer l’efficacité d’un traitement 

par chloration sur les virus adhérés aux surfaces et en suspension dans l’eau. Les 

expérimentations ont été conduites à l’aide de réacteurs Propella alimentés par de l’eau de 

distribution (Communauté Urbaine du Grand Nancy). L’utilisation de ces réacteurs a permis 

de maîtriser quelques paramètres tels la température, les matériaux, l’âge du biofilm et la 

concentration virale inoculée. Des bactériophages ARN F-spécifiques (MS2 et Qβ) ont été 

utilisés comme modèles des virus entériques pathogènes, ils présentent de nombreuses 

similitudes structurales avec ces derniers et leurs propriétés de surface ont fait l’objet de 

plusieurs études.  

Nos résultats ont montré que la présence d’un biofilm sur les surfaces entraînait une 

augmentation du nombre de phages adsorbés après seulement quatre heures de contact. Ceci 

peut être expliqué par la création de nouveaux sites de sorption suite à la formation du biofilm 

à la surface des réacteurs. Les bactériophages MS2 et Qβ utilisés dans ces expérimentations 

sont des virus nus de taille identique, mais ils présentent des propriétés de surface différentes 

avec notamment une hydrophobicité supérieure pour le phage Qβ. L’analyse des surfaces du 

réacteur a systématiquement relevé des concentrations plus élevées pour le phage Qβ ce qui 

souligne l’importance des propriétés de surface des particules virales dans leur adhésion aux 

surfaces. Ainsi, un transfert des virus vers les surfaces colonisées ou non par des biofilms est 

possible selon un coefficient de partage actuellement indéterminé qui dépend des propriétés 

de surface des virus, des matériaux ainsi que des propriétés physico-chimiques du milieu. 

Les conséquences d’un traitement de désinfection de l’eau des réacteurs par chloration ont 

ensuite été étudiées pour les bactériophages en suspension dans l’eau et ceux adhérés aux 

surfaces. L’infectiosité des bactériophages et, leur génome ont été suivies avant et après 

chloration. La quantité de chlore introduite dans le système (5 mg/L) a conduit à une 

inactivation complète des bactériophages présents dans l’eau dès 5 minutes de contact. Le 

génome viral n’était plus détecté après 30 minutes de chloration pour les deux bactériophages. 

Parallèlement, les bactériophages adhérés sur le biofilm ont bénéficié d’un effet protecteur 
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puisque des phages infectieux ont été retrouvés après 30 minutes de chloration alors que la 

quantité résiduelle de chlore dans l’eau était d’au moins 0,9 mg/L. Si l’on considère 

l’information donnée par la détection du génome, les bactériophages en suspension dans l’eau 

sont altérés au minimum 30 fois plus rapidement que ceux adsorbés sur le biofilm lors d’un 

traitement par chloration. La persistance des particules virales au sein des biofilms est 

possible et semble protéger les virus, ce qui peut poser problème en cas de relargage des 

virus. Il apparaît que la persistance des virus dans les biofilms, ainsi que leur relargage dans 

l’eau restent largement méconnus. L’utilisation de pilotes simulant de mieux en mieux les 

conditions rencontrées par les virus dans les réseaux devrait permettre d’améliorer les 

connaissances sur ces différents points.  
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Annexes 
 

Annexe 1 : Milieux nécessaires à la production et au titrage des phages ARN F-

spécifiques 

 
1. TYGB: Bouillon tryptone-extrait de levure-glucose 

 

•••• Milieu de base 
 

Bacto tryptone 10 g 
Extrait de levure 1 g 
Chlorure de sodium (NaCl) 8 g 
Eau distillée 1 000 ml 

 
 Dissoudre les composants dans l’eau chaude. Ajuster le pH de sorte qu’après la stérilisation il soit de 7,2 ± 0,1 à 25°C. Répartir le 
milieu dans les fioles par volumes de 50 ml et stériliser à l’autoclave à 121 ± 1°C pendant 15 min.  

 Stockage : 4 ± 2°C à l’obscurité (6 mois maximum). 
 
•••• Solution calcium-glucose 
 

Chlorure de calcium (CaCl2, H2O) 3 g 
Glucose 10 g 
Eau distillée 100 ml 

 
 Dissoudre les composants dans l’eau tout en chauffant doucement. Refroidir à 
température ambiante et stériliser en filtrant sur une membrane de porosité 0,22 µm.  
Stockage : 4°C ± 2°C à l’obscurité (6 mois maximum). 
 
•••• Milieu complet 
 

Milieu de base 50 mL 
Solution Glucose-Calcium 0,5 mL 

 
 Stockage : 4 ± 2°C à l’obscurité (6 mois maximum). 
 

2. TYGA: Gélose tryptone-extrait de levure-glucose 
 
•••• Milieu de base 
 

Bacto tryptone 10 g 
Extrait de levure 1 g 
Chlorure de sodium (NaCl) 8 g 
Agar 16 g  
Eau distillée 1 000 ml 
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 Dissoudre les composants dans l’eau. Ajuster le pH de sorte qu’après la stérilisation il 
soit de 7,2 ± 0,1 à 25°C. Répartir le milieu dans les flacons par volumes de 500 ml et stériliser 
à l’autoclave à 12 ± 1°C pendant 15 min.  
Stockage : 4 ± 2°C à l’obscurité (6 mois maximum).  
 
•••• Milieu complet 
 

Milieu de base 500 mL 
Solution Glucose-Calcium 5 mL 

 
 Le milieu complet est coulé dans des boîtes de Pétri (20 ml par boite pour des boîtes 
de 90 mm de diamètre). 
 Laisser se solidifier et conserver dans l’obscurité à 4 ± 2°C pendant 6 mois maximum s’il est bien protégé contre la dessication. 

 

3. ssTYGA: Gélose semi-solide tryptone-extrait de levure-glucose 
 

 Préparer un milieu de base conformément au TYGA, en utilisant seulement la moitié 
de la masse d’agar (8 g). Répartir dans des flacons par volumes de 50 ml et stériliser à 
l’autoclave pendant 15 minutes à 121°C ± 1°C. 
Stockage : 4 ± 2°C à l’obscurité (6 mois maximum). 
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Annexe 2 : Réactifs nécessaires au dosage du chlore 

 
Solution Réactifs nécessaires Protocole de préparation Conservation 

H2SO4 2N Acide sulfurique concentré Déposer 5,61 mL d’acide sulfurique concentré dans un 
bécher contenant 80 mL d’eau ultra-pure, dans la glace car la 
réaction est exothermique. Compléter à 100 mL dans une 
fiole jaugée. 

4°C. 

NaOH 2N Pastilles de soude solides (SDS, 
réf. 1040527) 

Dissoudre 8 g de soude dans un bécher contenant 80 mL 
d’eau ultra-pure, dans la glace car la réaction est 
exothermique. Compléter à 100 mL dans une fiole jaugée. 

4°C. 

EDTA sodique à 
0,8% 

EDTA liquide à 0,5 M (Sigma-
Aldrich, réf. E7889/070M8702) 

Diluer l’EDTA dans de l’eau ultra-pure à raison de 1,1 mL 
d’EDTA pour 18,9 mL d’eau. 

Préparation 
extemporanée. 

DPD à 0,1% Sulfate de DPD anhydre (Sigma-
Aldrich, réf. 16.834-3), Acide 
sulfurique dilué au tiers 

Déposer 2 mL d’acide sulfurique dilué au tiers et 6,25 mL 
d’EDTA sodique à 0,8% dans 75 mL d’eau ultra-pure. 
Dissoudre dans ce mélange 0,275 g de sulfate de DPD et 
compléter à 250 mL dans une fiole jaugée. 

1 mois maximum à 
4°C et à l’abri de la 
lumière. 

Solution tampon KH2PO4 (Acros, réf. 271080025) ; 
Na2HPO4, 2H2O (Prolabo, réf. 
28029.235) 

Mélanger dans une fiole jaugée contenant de l’eau ultra-pure 
11,5 g de KH2PO4 ; 7,52 g de Na2HPO4, 2H2O et 25 mL 
d’EDTA sodique à 0,8%. Compléter à 250 mL. 

4°C. 

Iodate de potassium 
à 1,006 g/L 

KIO3 (Prolabo, réf. 26840.235) Dans une fiole jaugée, dissoudre 0,503 g de KIO3 dans 
500 mL d’eau ultra-pure. 

Préparation 
extemporanée, à 
protéger de la lumière. 

Iodate de potassium 
ioduré à 10,06 mg/L 

KI (Sigma-Aldrich, réf. 30315) Dans une fiole jaugée, dissoudre 0,5 g de KI dans 450 mL 
d’eau ultra-pure. Ajouter 5 mL d’iodate de potassium à 
1,006 g/L et compléter à 500 mL. 

Préparation 
extemporanée, à 
protéger de la lumière. 
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Les phages : un outil d’aide à l’évaluation du comportement des virus entériques 

pathogènes en réseau d’eau potable 
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RESUME : 

L’eau est une ressource sensible qui peut être soumise à des contaminations de nature 
chimique ou microbiologique ayant un impact direct sur la santé publique. Malgré 
l’application de traitements de potabilisation performants et d’un contrôle sanitaire, des cas 
d’épidémies liées à la consommation d’eau potable sont relevés dans les pays développés. Les 
paramètres microbiologiques du contrôle sanitaire sont exclusivement de nature bactérienne. 
Or, les virus représentent une grande partie des épidémies d’origine hydrique et les moyens de 
prise en charge thérapeutique sont très limités. C’est pourquoi il est nécessaire d’améliorer les 
connaissances concernant le comportement des particules virales dans les réseaux de 
distribution d’eau, afin d’améliorer les méthodes de prise en charge et d’élimination d’une 
telle contamination.  
Dans ce cadre, cette étude visait à étudier le phénomène d’adsorption virale sur les surfaces 
colonisées par un biofilm d’eau potable. L’objectif était également d’évaluer l’efficacité d’un 
traitement par chloration de l’eau sur les virus adsorbés sur le biofilm. Les expérimentations 
ont été effectuées à l’aide de réacteurs permettant de simuler une canalisation d’eau et dans 
lesquels étaient introduits deux bactériophages ARN F-spécifiques –MS2 et Qβ- connus pour 
avoir des propriétés de surface différentes et utilisés en temps que modèles d’étude des virus 
entériques pathogènes.  
Les principales conclusions sont que les propriétés de surface des phages ont un impact 
significatif sur leur adsorption aux surfaces et que le biofilm représente une surface adhésive 
qui favorise l’adsorption virale. Enfin, le biofilm joue un rôle protecteur pour les virus face à 
la chloration y compris pour de fortes concentrations (5mg Cl2/L). 
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