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1 Introduction 

Le projet Preventing Plastic Pollution a choisi de travailler à l’échelle de 7 bassins 
versants, afin de mieux comprendre la pollution et ses origines, et de comparer 
l’ensemble des actions menées et leurs impacts en impliquant les différents 
acteurs des bassins versants.  

Toutes ces actions en partenariat avec 18 organisations de France et d’Angleterre 
ont pour objectifs de comprendre et de diminuer les impacts de la pollution des 
plastiques, macroplastiques et microplastiques. 

Il est important de comprendre l’origine des plastiques en mer afin de cibler 
efficacement les sources qui les libèrent. Généralement, il n’existe que peu 
d’informations sur l’ampleur de la pollution plastique et d’où provient cette 
pollution, rendant la gestion du problème fragmentaire, coûteuse et difficile.  

Le projet a travaillé dans 7 bassins versants pilotes qui représentent différentes 
conditions d’activités de la zone France-Manche-Angleterre : la baie des Veys, la 
rade de Brest, la baie de Douarnenez (incluant la mer d’Iroise), Medway, la Tamar, 
Great Ouse et Poole Harbour. Les zones pilotes seront utilisées pour prouver 
l’efficacité d’une approche zonale transférable en matière de pollution plastique. 
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Afin d’avoir une approche comparative dans ces 7 bassins versants pilotes du 
projet, il a été décidé de travailler conjointement sur une harmonisation des 
méthodes de mesure et d’identification de la pollution plastique. 

Dans ce Guide des approches standardisées pour mesurer et identifier la 
pollution, il est présenté les protocoles adoptés sur l’ensemble des 7 bassins 
versants pour effectuer les prélèvements et les analyses de microplastiques dans 
l’eau de mer, l’eau douce et les sédiments sableux. 

D’autres aspects de la standardisation des mesures sont présentés dans les 
autres livrables du projet : 

• La base de données des macroplastiques, qui recueille l’ensemble des 
données des collectes de macroplastiques sur les bassins versants, le 
littoral et sur la zone côtière des zones pilotes. (Pour avoir accès aux 
informations en Français, utilisez l’icône « traduire » à gauche de la page). 

• La base de données des microplastiques, qui recueille les résultats du 
projet. 

• Les modèles conceptuels de bassin versant, pouvant être utilisés pour 
identifier les points d’accumulation (zones et activités) de la pollution, un 
outil de modélisation évolutif et transférable pour fournir des preuves 
quantifiables des sources et des quantités de pollution plastique dans les 
bassins versants (se référer aux Guides: “Modèle de bassin versant 
transférable pour l'identification des zones sensibles la pollution 
plastique : modèle de bassin versant couple au milieu marin” et 
“élaboration d’un modèle de risques pour les macroplastiques ). 

• Les modèles de dispersion en mer.  

Dans le projet, le Module de Travail T1 « Comprendre la pollution plastique – de la 
source à la mer » s’est aussi intéressé aux impacts des microplastiques en milieu 
d’eau douce et en milieu marin. Un rapport : évaluation du risque écologique 
présente ces résultats. 

  

https://data.preventingplasticpollution.com/pages/about
https://ppp.actimar.fr/ppp/presentation
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2 Prélèvements d’Eaux 

2.1 Prélèvements en rivière sur le bassin versant  

La localisation des points de prélèvements est très importante et il faut prendre 
en compte l’ensemble des activités présentes sur le bassin versant.  

2.1.1 Données utiles pour le positionnement des points de prélèvement 

• Rivières, sous-bassins versant, 
• Localisation des stations de jaugeage du débit, 
• Occupation du sol, 
• Agriculture : grandes cultures, cultures sous serres plastiques, légumes sur 

bâche (oignons, échalotes, maïs…),  
• Zones urbaines, croisements routes/rivières, zones de stationnement, 
• Zones Industrielles et activités associées, 
• Localisation des rejets des stations d’épuration et leur type de traitement 

(filière eau et boues), plans d’épandage des boues, 
• Industries, 
• Localisation des bassins d’orage, des exutoires pluviaux… 
 

2.1.2 Matériel de terrain 

Le choix a été fait de réaliser un filet de prélèvements pour les rivières le plus 
proche possible des filets utilisés en milieu marin depuis de nombreuses années, 
le filet Manta (voir la session “Prélèvements en zone côtière” ci-dessous). 

Filet rectangulaire d’ouverture 100 * 30 cm.  Maille 330 µm ou 80 µm. 
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Pour les petits cours d’eau, exutoires ou stations d’épuration, un autre type de 
filet est utilisé, proche du filet à plancton : circulaire de diamètre 25 cm. Maille 
330 µm ou 80 µm. 

 

Petits matériels : 
• Tamis inox maille 2,5 mm et 250 µm ou 80 

µm ; 
• Pots en verre préalablement passés au 

four à 450°C ; 
• Papier aluminium préalablement passés 

au four à 450°C ; 
• Pinces en métal, tournevis, colliers de 

serrage en métal ; 
• Réglet en métal ; 
 

 

 

• Courantomètre 
ou débitmètre 
à moulinet ; 

• Chronomètre. 
 

            
 

2.1.3 Recommandations dans la prévention de la contamination extérieure 

• Eviter le port de vêtement pelucheux en fibre synthétique (de type polaire). 
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• Eviter de se positionner devant la zone de prélèvement : se placer derrière ou 
à côté du filet pendant le prélèvement. 

• Si besoin, essuyer le matériel avec un essuie-tout ou un chiffon en fibre 
naturelle (ex : coton). 

• Couvrir l’échantillon afin de limiter son exposition à l’air libre.  

 

2.1.4 Protocole de prélèvement 

En arrivant sur le site d’échantillonnage, filtrer 3 seaux d'eau de la rivière à travers 
un tamis métallique de 250 µm dans un seau métallique. Remplir un 
pulvérisateur (environ 8 L) avec cette eau de rivière filtrée. Ce sera le réservoir 
pour l'eau de lavage des filets et des tamis. Les détails du lieu d'échantillonnage 
sont enregistrés et des photographies du site sont prises. Ensuite, rincer le filet 
en versant de l'eau filtrée à travers le filet avec le bouchon de l’extrémité du filet 
ouvert. 

Choisir une section mouillée dans la rivière présentant les meilleures dispositions 
pour positionner le filet. Si possible, choisir une localisation avec au moins 30 cm 
de hauteur d’eau dans le thalweg (principale section transversale de 
l’écoulement de la rivière). Lorsque l’on peut pénétrer dans la rivière et que ce 
n’est pas trop dangereux, il faut enfoncer les deux barres de l’armature du filet 
dans le lit du ruisseau pour maintenir le cadre du filet (et les flotteurs le cas 
échéant) perpendiculairement au courant. Sinon des piquets en métal peuvent 
être enfoncés dans les berges et le filet attaché à partir de ces piquets. Dans les 
cours d’eau non accessibles, le filet est déployé soit à partir des berges à l’aide de 
piquets, soit à partir d’un pont, le filet étant posé du côté aval de la margelle et 
attaché de telle sorte qu’il soit perpendiculaire au courant. 
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Positionner le filet de prélèvement à cet endroit, mesurer la hauteur libre si 
nécessaire. Si le filet est équipé d’un débitmètre à moulinet, noter le nombre de 
tours. Si un courantomètre est utilisé pour mesurer le débit, positionner le nez du 
courantomètre dans l’ouverture du filet. Trois mesures de vitesses seront prises 
en début, au milieu et en fin de prélèvement. 

Le protocole pour les prélèvements en mer avec le filet Manta prévoit une 
filtration d’un volume d’eau d’environ 160 m3  voir la session "Prélèvements en zone 
côtière" ci-dessous.). Du fait des faibles vitesses en rivière, ce volume est 
difficilement atteignable. Afin de limiter le temps de prélèvement, une durée 
maximale de 30 min par point a été décidée. Le volume filtré est ensuite déduit 
des mesures de vitesses (soit à partir du courantomètre ou du moulinet) en 
fonction de la dimension de la section mouillée de l’ouverture du filet. Pour la 
mesure par courantomètre, un abaque indiquant le volume filtré en fonction de la 
vitesse d’écoulement permet de déterminer le temps d’immersion du filet pour 
filtrer un volume d’environ 100 m3. 

 

    

Au bout du temps imparti, le filet est sorti de l’eau et le nombre de tours effectué 
par le moulinet est noté. Le contenu du filet est soigneusement nettoyé jusqu’à 
son extrémité en plongeant le filet dans le courant, puis le filet est levé à hauteur 
de tête ou suspendu pour le rincer avec l’eau de la rivière 
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Le contenu du filet est récupéré dans le tamis de 200 ou 300 µm. Un tri est 
réalisé sur place afin d’éliminer les macroparticules telles que les débris 
végétaux. Ces débris sont rincés avec l’eau de la rivière filtrée, au-dessus du 
tamis avant élimination. 

 

Le résidu du tamis est transvasé dans des flacons en verre et conservé en 
glacière avant dépôt au laboratoire dès que possible. Les échantillons sont 
réfrigérés ou congelés en attendant leur traitement. 

En parallèle des prélèvements, un flacon en verre rempli à moitié d’eau ultrapure 
est ouvert au bord de la rivière durant la durée du prélèvement. Ce flacon servira 
de blanc de prélèvement. Il est conservé de la même façon que les prélèvements 
réalisés en rivière. 

Des échantillons de contrôle de la procédure sont prélevés à chaque cinquième 
site.  En arrivant sur un site de contrôle désigné, le filet est nettoyé comme ci-
dessus. Trois seaux d'eau de rivière filtrée sont collectés et un pulvérisateur est 
rempli d'eau de rivière filtrée. Les trois seaux d'eau de rivière filtrée sont versés 
dans le filet. Le contenu du filet est ensuite lavé dans le tamis à maille de 250 µm 
à l'aide du pulvérisateur, et le contenu du tamis est ensuite transféré dans une 
bouteille d'échantillon en verre étiquetée et couverte comme précédemment. 
Une fois l'échantillon de contrôle collecté, l'échantillon de microplastique de la 
rivière est collecté comme d'habitude. 
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Des fiches de terrain (voir ci-dessous) sont remplies lors de chaque prélèvement. 
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Fiche de terrain pour les prélèvements de microplastiques :
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L’ensemble des informations est saisi dans la base de données microplastiques. 
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2.2 Prélèvements en zone côtière 

2.2.1 Données utiles pour le positionnement des points de prélèvement 

• Vérifier horaires et coefficients des marées : les prélèvements doivent être 
réalisés au même moment de la marée (marée descendante ou étal de 
basse mer pour cibler les débris plastiques issus du bassin versant). Eviter 
les coefficients supérieurs à 100 ou évènements météorologiques 
exceptionnels qui entrainent une quantité importante de débris 
organiques (bois flottés, algues) issus des bassins versant qui perturbent 
les prélèvements. 

• Eviter d’échantillonner dans les amas d’algues et les lignes de marée car 
ces structures ont tendance à accumuler les plastiques ce qui entrainera 
une surestimation du niveau de contamination moyen de la zone. 

• Avoir une bonne connaissance de l’hydrodynamisme de la zone pour 
positionner les points de prélèvement (zones estuariennes, zones de 
mélange), courantologie, zones d’accumulation circulaires (si possible 
s’aider de la modélisation). 

• Identification des activités humaines constituant des sources potentielles 
de contamination pour positionner les points de prélèvements : zones à 
forte densité de population, ports (commerce, pêche, plaisance, 
militaires), stations d’épuration, zones touristiques ou industrielles, 
conchyliculture, zones de mouillage, etc, 

2.2.2 Matériel de terrain 

 

Filet Manta rectangulaire d’ouverture 60 * 16 cm (maille 335 µm) ou filet de type 
double neuston avec bouées latérales (maille 335 µm). 
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Autres 

• Débitmètre à moulinet 
• GPS 
• Montre ou chronomètre 
• Tamis inox maille 5 mm et 280 µm 
• Pulvérisateur 
• Pissettes 
• Pinces en métal, tournevis, colliers de serrage en métal 
• Pots en verre préalablement passés au four à 450°C 
• Cahier, marqueurs 

 

2.2.3 Protocole 

Pour étudier la présence de microplastiques (MP) dans les eaux de surface, les 20 
premiers centimètres de l'eau sont échantillonnés à l'aide d'un filet Manta 
standard ou d'un double neuston avec une maille de 335 μm à une vitesse 
moyenne de 3 nœuds pendant 20 min. Au début du prélèvement les 
coordonnées GPS et la valeur affichée sur le débitmètre sont enregistrées. 

Pour éviter que le filet ne chevauche les vagues, ce qui pourrait entraîner une 
variabilité du flux d'eau à travers le filet et un mélange de l'eau de la colonne 
d'eau dû au vent, la collecte des eaux de surface est effectuée lorsque la vitesse 
du vent est inférieure à 5 m s-1, correspondant à une échelle de Beaufort 
comprise entre 0 et 2. Les conditions météorologiques (vent, précipitations) sont 
notées. L'échantillonnage est systématiquement effectué à contre-courant à 
marée descendante, lorsque l'eau s'écoule hors de la baie. 

À la fin de l'échantillonnage, les coordonnées GPS et la valeur affichée sur le 
débitmètre sont de nouveau enregistrées. Le filet est rincé par l'extérieur avec de 
l'eau de mer recueillie sur site à l'aide du pulvérisateur pour concentrer les débris 
dans le collecteur. Les échantillons sont immédiatement transférés dans un 
tamis de maille < 335 µm (ici 280 µm) pour éliminer les plus gros débris 
organiques (bois flotté, macroalgues) puis le contenu est transféré dans des 
bocaux en verre qui seront stockés à -20°C jusqu'aux analyses de laboratoire.  

Un bocal en verre rempli de 50 ml d'eau distillée reste ouvert sur le bateau 
pendant toute la durée de l'échantillonnage pour évaluer la contamination de 
l'air par les microfibres. Toute la verrerie et les solutions utilisées ont été 
préalablement décontaminées (passage au four à moufle à 450°C pendant 6h 
pour la verrerie ; filtration sur filtre porosité 0,2 µm pour les solutions) afin 
d’éviter toute source de contamination des échantillons. Les marins et 
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manipulateurs évitent de porter des vêtements en microfibres synthétiques et la 
couleur de la coque du bateau et la peinture antifouling sont notées afin 
d’éliminer toute contamination issue de ces sources potentielles. 
 

 

Ci-dessous les fiches de terrain qui sont remplies lors de chaque prélèvement. 

 



 

Approche standardisée pour mesurer et identifier la 
pollution par les plastiques 
 

16 
 

 



 

Approche standardisée pour mesurer et identifier la 
pollution par les plastiques 
 

17 
 

3 Prélèvements de sédiments sableux 

Le protocole utilisé s’est basé sur celui proposé par le Cedre. 

3.1 Données utiles pour le positionnement des points de prélèvement 

Le prélèvement des microplastiques sur une plage se réalise sur un transect de 
100 m qui doit être positionné à hauteur de la laisse de pleine mer d’une marée 
de coefficient 80 environ.  

Le prélèvement doit donc être réalisé à des heures proches de la marée basse 
faisant suite à une marée haute proche d’un coefficient de 80 ou après avoir 
préalablement repérer la laisse de pleine mer à un coefficient de 80 (voir figure 
ci-dessous). 

 Laisse de pleine mer en coefficient de marée 80. 

3.2 Matériel de terrain 

• Cordeau 12,5 m entre 2 piquets 
• Râteau et truelle 
• Récipient en métal 2L 
• Pots en verre préalablement passés au 

four à 450°C, couverts avec du papier 
aluminium ; 

 
 

 

3.3 Recommandations dans la prévention de contamination extérieure 

• Éviter le port de vêtement pelucheux en fibre synthétique (de type polaire). 
• Éviter de piétiner la zone de prélèvement. 
• Se placer sous le vent du transect pour effectuer le prélèvement. 
• Essuyer le matériel avec un essuie-tout ou un chiffon en fibre naturelle avant 

toute utilisation. 
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• Couvrir l’échantillon afin de limiter son exposition à l’air libre.  

3.4 Protocole de prélèvement 

L’échantillonnage doit être représentatif de la section de 100 mètres : 16 
prélèvements représentés par 8 segments de 12,5 mètres. Pour cela, un cordeau 
de 12,5 mètres est utilisé. Ce cordeau contient deux bouts de ficelle de 50 cm 
fixés respectivement à 5 et 10 mètres du point A (Figure ci-dessous).  

L’échantillonnage est du type aléatoire guidé. L’échantillonnage est qualifié de 
« guidé », car les points de prélèvements sont placés à 5, 10, 15, 20, 30, 35, 40, 45, 
55, 60, 65, 70, 80, 85, 90 et 95 mètres. L’échantillonnage est aléatoire, car à 
chaque point de prélèvement, un cercle de 1 mètre de diamètre est tracé à l’aide 
des bouts de cordes de 50 cm et le prélèvement sera réalisé de manière aléatoire 
dans ce cercle. Le prélèvement est réalisé avec un carottier de 7 × 7 cm enfoncé 
à 5 cm de profondeur. 

 
Schéma du cordeau de 12,5 mètres 
 

 
Aperçu sur le terrain  

Schéma du cercle de 50 cm de rayon tracé et 
positionné à 5 et 10 mètres du point A avec un carottier 
placé aléatoirement 
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Pour cela : 

• A hauteur de chacun des 2 bouts perpendiculaires, tracer un cercle (rayon du 
bout). 

• Positionner le carottier de 7 × 7 cm n’importe où dans le cercle, en évitant les 
débris grossiers ou algues, etc. 

• Enfoncer le carottier à 5 cm de profondeur. 
• A l’aide du petit râteau, dégager le sable tout autour du carottier (au-delà de 

sa base). 
• Avec la truelle en position horizontale, trancher le sable à hauteur de la base 

du carottier. 
• Basculer l’échantillonneur en maintenant le sable à l’intérieur (la truelle 

obstruant l’orifice). 
• Dégager le sable présent sur la truelle, et racler l’éventuelle surépaisseur de 

sable dépassant du carottier. 
• Verser le contenu dans le récipient de 2 L, couvrir avec le couvercle. 

Poursuivre le transect (section 2) : 25 m 

• Pivoter le cordeau (piquet A déplanté, piquet B maintenu dans le sable) pour 
ainsi atteindre les 25 m (section 2). 

• Réitérer la manipulation réalisée pour la section 1. 

Continuer le transect en réalisant les sections 3 (37,5 m) et 4 (50 m). 

Le sable prélevé dans chaque section est ensuite mélangé de manière 
homogène dans un récipient en métal. Ensuite, la méthode des quartages est 
réalisée 3 fois.    

 

Pour une distance de 50 m, il y a 8 segments prélevés d’environ 0,25 L (2 L au 
total). La méthode de quartage, permet de passer d’un volume de 2 L à un 
volume de 0,25 L. 
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Suite au quartage, les échantillons sont transvasés dans des flacons en verre et 
conservés en glacière avant dépôt au laboratoire. Les échantillons sont 
conservés en froid négatif en attendant leur traitement. 

En parallèle des prélèvements, un flacon en verre rempli à moitié d’eau ultrapure 
est ouvert près de la zone de prélèvement. Ce flacon servira de blanc de 
prélèvement. Il est conservé de la même façon que les prélèvements de sable. 

Des fiches de terrain (voir ci-dessous) sont remplies lors de chaque prélèvement. 

Fiche de terrain pour les prélèvements de microplastiques dans des sédiments 
sableux  
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4 Analyses de microplastiques dans les eaux 

4.1 Recommandations dans la prévention de contamination extérieure 

4.1.1  Environnement de travail 

• Travailler en blouse coton dans une zone « la plus blanche possible », ne pas 
porter de vêtements synthétiques, favoriser le port de vêtements en coton 
non fibreux. Attention à certains produits d’hygiène et cosmétiques. 

 
• Quand cela est possible ne pas utiliser de gants de laboratoire (attraction 

électrostatique des fibres = risque de contamination). 
 
• Éviter de réaliser les opérations sous les bouches d’aérations et climatiseurs 

susceptibles de véhiculer des fibres aériennes. Travailler dans une enceinte 
close, une hotte à flux laminaire, par exemple peut limiter encore davantage 
les contaminations extérieures. 

 

4.1.2 Préparation des solutions 

 
• Chaque solution doit être filtrée sur membrane de taille de pore entre 0,2 à 1 

µm pour limiter l’apport de fibres et/ou particules lors du nettoyage et 
rinçage du matériel et des digestions : eau ultrapure, éthanol, solution de 
digestion, etc. Identifier des contenants (par exemple avec « MP ») utilisés 
uniquement avec des solutions filtrées. 

 
• Avec les contenants en verre, veiller à ce que le capuchon en plastique ne soit 

pas usé à l'intérieur (dans le filetage) : si c'est le cas, l'ouverture et la 
fermeture de la bouteille peuvent entraîner la libération de particules 
microscopiques de plastique du capuchon. Même chose si vous utilisez 
d'autres matières plastiques : s’assurer qu'il n'y a pas de contamination. 
L’ajout d’un film d’aluminium entre le bouchon et le goulot permet de limiter 
cette possible contamination. 
 

4.1.3 Préparation du matériel 

• Privilégier l’utilisation de matériel en verre ou métal plutôt que plastique, en 
particulier pour les éléments en contact direct avec l’échantillon. 

 
• Limiter l’utilisation de matériel avec un revêtement intérieur qui pourrait 

s’effriter (revêtement interne des bouchons, …), 
• Autant que possible calciner le matériel (verrerie + filtres en fibre de verre) au 

four à moufle (6h à 450°C) pour éliminer toute particule extérieure. Si ce n’est 
pas possible, rincer le matériel (verrerie + pinces) à l’eau ultrapure 3 fois 
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minimum, puis une fois à l’éthanol 70 % lui-aussi filtré. Conserver dans de 
l’aluminium ou dans un contenant en verre ou métal clos et propre. 

 

4.1.4 Témoins environnementaux et témoin négatif 

• Témoin de prélèvement : un bocal, contenant de l’eau ultra pure, est laissé 
ouvert pendant la durée de prélèvement puis filtré sur un filtre correspondant 
à ceux utilisés pour filtrer les digestats. 

• Témoin de procédure de prélèvement : filtration. 
• Témoin de laboratoire : contamination via l’air environnant : un témoin 

(nombre à définir en fonction du nombre d’échantillon) subit les mêmes 
étapes d’analyse que les échantillons (digestion, filtration, observation). 

• Témoin de préparation : même circuit de préparation des échantillons mais 
avec de l’eau ultrapure, permet de connaître la provenance d’une éventuelle 
contamination (lors du traitement ou provenant de l’échantillon). 
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4.2 Protocole pour l’analyse de microplastique dans les eaux 

4.2.1 Matériel et produits nécessaires 

Matériel : 

Boites de pétri en verre, tamis en métal, pinces en métal, erlenmeyer/bécher en 
verre ou métal, bloc agitateur chauffant ou bain marie, barreau aimanté en verre, 
loupe binoculaire, IRTF ou Raman. 

Solutions (filtrées à 0,2 µm) : 

Eau ultrapure, éthanol, péroxyde d’hydrogène, hydroxyde de potassium. 

4.2.2 Préparation de l’échantillon 

 

1. L'ensemble de l'échantillon est versé dans des tamis en acier inoxydable de 5 
mm, 1 mm et 300 µm empilés les uns sur les autres (à l'intérieur d'un contenant 
en verre ou métal) lorsque la quantité de matières organiques est élevée, sinon 
l’échantillon sera transvasé dans un tamis de 300 ou 280 µm. 

2. Les particules de plastique > 5 mm sont collectées manuellement (à l'aide 
d'une pince) et placées sur un filtre dans une boite de Petri en verre ou dans un 
vial : 

 

 

3. Tri manuel des gros microplastiques visibles à l'œil nu (0,5-5 mm), collectés 
avec des pinces métalliques sur un filtre dans une boite de Petri en verre ou dans 
un vial à part : 
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Les fractions > 5 mm et 0,5-5 mm collectées manuellement sont conservées à 
sec à -20°C à l’obscurité avant passage à l’IRTF. 
Le reste de l’échantillon subira des étapes de digestion (H202 et KOH, cf étapes 
suivantes ci-dessous). 
 
4. Le reste de l'échantillon du tamis est transféré dans un Erlenmeyer (ou tout 
autre contenant en verre). 

 

4.2.3 Digestion 

 

Première étape de digestion chimique en utilisant du H202 30% (1 volume 
d’échantillon + 1 volume de H202). Commencer la digestion à 25°C et augmenter 
progressivement jusqu'à 50°C sous agitation à 300 rpm pendant 2h. Utiliser une 
barre d’agitation magnétique en verre. 
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Récupérer le digestat par filtration sur tamis de 300 µm pouvant être posé à 
l'intérieur d'un grand récipient en verre ou métal. L’Erlenmeyer et le digestat sont 
soigneusement rincés avec de l'eau ultrapure pour éliminer toute trace de H202. 

 

 

 

L'échantillon est remis dans un nouvel Erlenmeyer pour la deuxième digestion : 

• pour les eaux de rivière : KOH 10% (1 volume d'échantillon + 2 volumes de 
KOH) à 60°C pendant 24h sous agitation à 300 rpm. Utiliser une barre 
d’agitation magnétique en verre. 

• Pour les eaux de mer : 200 ou 400 ml (suivant la quantité de matières 
organiques) d’un mélange H2O2/KOH. 

 

Après 24 heures, l'agitation est arrêtée (retirer l’agitateur et la sonde de 
température). 
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• Pour les eaux de mer (moins chargées en matières organiques) : 
l’échantillon est rincé à l’eau ultrapure sur le tamis 280 µm puis filtration 
sur filtre nitrate de cellulose. 
Les échantillons sur filtres sont photographiés en haute définition à l’aide 
d’une loupe binoculaire avec platine automatisée puis conservés à 4°C 
jusqu’aux analyses des particules par spectrométrie IRTF. Toutes les 
particules sont pointées et comptées une par une sur les photos haute 
définition des filtres (ImageJ Software). 

• Pour les eaux de rivière : L'Erlenmeyer est posé incliné dans un plat, calé 
avec de l'aluminium pour décantation pendant 48 heures. 

 

 

 

Le surnageant est filtré sous vide soit sur des filtres en nitrate de cellulose 
(diamètre 47 mm ; porosité 12 µm) ou en métal (diamètre 25 mm ; porosité 150 
µm) qui sont soigneusement rincés à l’eau ultrapure. Il peut être nécessaire 
d'utiliser plusieurs filtres en fonction du nombre de particules dans l’échantillon. 

Lorsqu'il y a des quantités importantes de matériau inorganique, la séparation 
par densité est utilisée. Du NaCl est ajouté jusqu'à saturation, la solution est 
agitée et décantée pendant 24 heures. La couche superficielle contenant les 
particules flottantes est prélevée et stockée dans un contenant en verre fermé 
avant filtration. 

Placer chaque filtre sur un papier d’aluminium dans une boite en verre différente 
(pour que le filtre ne colle pas au fond en séchant). Laissez sécher les filtres 
pendant 24-48h. 

Pour les filtres en nitrate de cellulose, transférer, sous loupe binoculaire, les 
particules de plastique sur un filtre d'alumine (porosité 0,2 µm) pour l'analyse 
IRTF (Ne pas mettre trop de particules sur le filtre et les espacer suffisamment). 
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Le filtre en métal peut être utilisé directement sous IRTF, sans transfert de 
particules. 
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4.2.4  Identification par microspectroscopie IRTF 

Dans le projet la nature chimique des particules est déterminée par une analyse 
non destructive à l’aide d’un spectromètre infrarouge à Transformée de Fourier à 
réflexion totale atténuée (IRTF). Les partenaires du projet étaient équipés d’un 
IRTF, cependant les caractéristiques de chaque appareil étant différente, des 
variations dans le protocole ont eu lieu mais des essais internes ont permis de 
valider les résultats des différents appareils ( voir la session “Essais inter-
laboratoires" ci-dessous). 

 

 

Passage à l’IRTF – les besoins : Microscope couplé à un spectromètre permettant 
l’analyse par réflexion et transmission. Il faut également un couplage avec un 
ATR pointe diamant ou germanium pour identification les grosses particules. 
L’idéal est de pouvoir faire de la cartographie rapide, voire de l’imagerie. 

L’IRTF doit pouvoir identifier les particules de 5 mm jusqu’à 200 µm (10 µm est la 
limite basse des IRTF). La gamme spectrale doit être de 700 à 4 000 cm-1. 
L’acquisition des spectres peut se faire manuellement ou automatiquement. 
Privilégier une bonne résolution spectrale (mini 8 cm-1). 

Le détecteur peut être refroidi à l’azote liquide afin de faire des analyses rapides. 
La platine doit être motorisée afin de pouvoir déplacer le filtre facilement. 

Choix de filtres : nitrate de cellulose, alumine, métal ou silicium. Sont 
déconseillés les filtres en matière plastique comme par exemple le 
polycarbonate. 
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 Identification des particules par IRT : 

Pour des particules supérieures à 1 ou 0,5 mm et isolées sous loupe binoculaire : 
positionner le filtre sur la platine de l’IRTF. Dénombrer le nombre total de 
particules. 

Mettre la pointe ATR, sélectionner le mode d’acquisition correspondant et faire 
les réglages nécessaires. Se positionner sur la particule à identifier et lancer 
l’acquisition du spectre Infrarouge. L’acquisition en mode ATR doit se faire en 
mode manuel car des particules peuvent rester collées à la pointe. 

Pour des particules plus petites il est possible, soit de faire l’analyse par ATR 
(mode manuel), soit d’utiliser le mode réflexion ou le mode transmission 
(échantillons transparents) en mode manuel ou automatique (attention à 
l’autofocus).  

 

 

Lorsque le spectre est acquis il faut soustraire le bruit de fond et le comparer 
avec une base de données soit fournie par le fabricant de l’appareil, soit achetée 
(base de données commerciales), soit réalisée en interne à partir de matériaux 
connus (plastiques vieillis par exemple). Une mesure du bruit de fond peut être 
réalisée entre deux échantillons. 

Une particule est considérée comme identifiée lorsque le pourcentage de 
correspondance est de plus de 70%. 

Les spectres des MP identifiés sont stockés au format .csv ou .txt. Les résultats 
sont au format Excel. 

Les résultats sont fournis en nombre par type de polymères (PE, PP, PS...), par 
classe de taille. La taille limite des particules qui peuvent être identifiées par IRTF 
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est de 10 µm, cette limite de taille des particules dépend également de l'étape 
de préparation des échantillons. 

 

Cas particulier des IRTF non automatisés : 

Pour les particules < 1mm : La quantité importante de particules < 1mm et 
l’absence de méthode automatisée peut nécessiter un sous-échantillonnage de 
ces particules pour leur analyse spectrale. Cette étape de sous-échantillonnage 
permet de calculer un nombre minimal de particules à analyser en fonction du 
nombre total de particules comptées par l’opérateur sur le filtre tout en fixant un 
seuil d’erreur maximal lié au sous échantillonnage (ici fixé à 20% maximum) 
(Kedzierski et al., 2019).   

De plus, la couleur, la forme et la texture des particules sont également 
monitorées visuellement.  

Cas particulier des filtres chargés en particules avec un IRTF automatisé : 

 

Si le nombre de particules est très élevées, un sous-échantillonnage pourra être 
réalisé afin de diminuer le temps d’analyse. Plusieurs approches sont possibles : 
analyser un nombre déterminé de particules en fonction du nombre total ou 
analyser un pourcentage en masse du nombre de particules (min 20%). 

4.3 Essais inter-laboratoires  

4.3.1 Interne au projet 

Un exercice d’essais inter-laboratoires sur un échantillon commun a été réalisé 
parmi les différents partenaires du projet, afin de bien vérifier l’identification par 
IRTF des différents polymères de microplastiques. 

 

4.3.2 Externe au projet 

Des exercices d’essais inter-laboratoires de réseaux européens (QUASIMEME, 
JRC) ont été réalisés afin de s’assurer de la justesse des résultats rendus (pas 
tous les partenaires). 
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5 Analyses de microplastiques dans les sédiments/sables 

5.1 Recommandations dans la prévention de contamination extérieure 

 Voir la section "Recommandations dans la prévention de contamination 
extérieure" ci-dessus. 

5.2 Protocole d’analyse des microplastiques dans les sédiments/sables 

5.2.1 Préparation de la solution concentrée de ZnCl2 

 

Travailler sous hotte à flux laminaire. 

Préparer une solution concentrée d’une densité supérieure à celle de tous les 
polymères, il faut 1,7 kg de ZnCl2 dans 1 L d’eau ultrapure : 

• Agiter jusqu’à dissolution complète. Attention : réaction exothermique.  
• Filtrer la solution pour enlever les potentielles particules en suspension. 

Pour cela utiliser un filtre en nitrate de cellulose. 
• Récupérer la solution filtrée dans l’erlenmeyer. 
• Transvaser dans un flacon ambré de 2,5 L puis conserver. 

 

5.2.2 Préparation de l’échantillon 

 

Tamisage : 

• Peser 100 g d’échantillon brut dans un pot en verre.  
• Superposer les tamis de 5 mm, 1 mm, 300 µm et 80 µm dans un plat en 

verre ou en métal. 
• Verser le contenu du bocal de prélèvement sur le 1er tamis (5 mm), puis 

bien rincer les parois du bocal avec de l’eau ultrapure. Rincer plusieurs fois 
le bocal, à l’eau ultrapure et verser l’ensemble sur le tamis. 

• Récupérer, à l’aide des pinces, les gros morceaux (>1 mm). Les rincer et les 
poser (le plus à plat possible) sur un filtre. 

• Bien rincer le tamis. 
• Enlever le tamis de 5 mm. Rincer également le dos du tamis de 5 mm afin 

que ce qui est resté accroché tombe sur le tamis de 1 mm. 
• Rincer à l’eau ultrapure le tamis de 1 mm et mettre les morceaux >1 mm 

sur un filtre. Rincer plusieurs fois le tamis. Bien rincer aussi les bords du 
tamis. 

• Rincer également le dos du tamis de 1 mm afin que ce qui est resté 
accroché dessus tombe sur le tamis de 300 µm. 
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• Transvaser toutes les particules retenues sur les tamis de 80 µm et 300 µm 
dans 2 erlenmeyers préalablement passés au four. Bien rincer les parois 
des tamis. 

 

5.2.3 Extraction 

 

Agitation et décantation : 

Travailler sous une hotte à flux laminaire, 

• Introduire deux volumes de solution dense de ZnCl2 pour un volume de 
sable. A l’aide d’un barreau aimanté en verre et d’un agitateur magnétique, 
homogénéiser le contenu de l’erlenmeyer avec une agitation suffisante 
pour mettre le sable en suspension. (Couvrir l’erlenmeyer avec un 
cristallisoir et une feuille d’aluminium). 

• Après 5 minutes d’agitation, placer l’erlenmeyer sur le côté (à l’aide d’un 
récipient et de papier aluminium comme support). 

• Laisser décanter pendant 24/48 heures, l’erlenmeyer reste toujours 
recouvert du cristallisoir et du papier aluminium. 

 

Filtration :  

• Verser le surnageant dans le système de filtration, puis filtrer (ATTENTION : 
ne pas verser tout le ZnCl2, il faut limiter au maximum l’apparition de grains 
de sable sur le filtre). 

• Rincer le filtre et l’entonnoir avec de l’eau ultrapure. 
• Enlever le filtre de l’appareil de filtration et le placer sur une feuille en 

aluminium dans une boîte de pétri, pour qu’il sèche avant l’analyse à la 
loupe binoculaire. 

• Réitérer les opérations d’agitation, de décantation et de filtration une 
deuxième fois de la même manière. 

• Deux filtres sont donc obtenus. 
 
Remarque : selon la nature de l’échantillon des étapes supplémentaires de 
digestion peuvent être réalisées. 

5.2.4 Analyse 

 

Identification des particules par IRTF selon le même protocole que pour les eaux ( 
voir la section "Identification par microspectroscopie IRTF" ci-dessus.). 
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