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Généralités sur la stérilisation par la vapeur d’eau 

1. Apparition de la stérilisation 
En France, le XVIIIème siècle est marqué par plusieurs campagnes militaires menées par 

Napoléon. A l’époque, l’armée constate une perte plus importante de ses hommes à cause de la 

malnutrition ou du scorbut que sur les champs de batailles. L’armée française promet alors, en 

1795, une récompense conséquente à celui qui apporterait une solution pérenne pour préserver 

l’alimentation de ses troupes.  

Nicolas Appert, chef cuisinier travaillant comme confiseur, avait remarqué que lorsqu’il chauffait 

ses sirops de sucre avant de les stocker de manière hermétique, ceux-ci se conservaient 

presque indéfiniment. Il commença alors à expérimenter sa technique, connue sous le nom 

d’appertisation, avec d’autres aliments. C’est en 1804 que les premiers produits appertisés sont 

testés avec la marine française. En 1810, Nicolas Appert remporte la récompense, après avoir 

dévoilé sa méthode au gouvernement français. Elle est la suivante : il place les aliments dans 

un récipient en verre qu’il rebouche puis fait bouillir dans de l’eau. Il fait ensuite refroidir les 

bocaux (1).  

En parallèle, dans le courant du XIXème siècle, plusieurs scientifiques de nationalités 

différentes utilisent la chaleur, la vapeur d’eau, pour diminuer la contamination par la variole, la 

fièvre jaune ou encore le choléra, mais toujours de manière empirique (2). 

Il faudra attendre les expérimentations de Louis Pasteur pour apporter une explication 

scientifique. En effet, il met en évidence le lien entre la fermentation et le développement de 

micro-organismes. On pensait jusque-là que la détérioration de l’alimentation pouvait être liée 

au contact avec l’air ou bien à des générations dites spontanées. Il met également en évidence 

la destruction des micro-organismes par la chaleur dans des liquides. On appellera ce procédé 

la pasteurisation. 

C’est en 1881 que la description du premier stérilisateur à vapeur est publiée, par Robert Koch 

et ses collaborateurs. Au même moment, le laboratoire de Pasteur se voit équipé d’un 

stérilisateur à vapeur d’eau, construit par Chamberland. Dans les années qui suivent, les 

laboratoires de bactériologie s’en procurent, afin de mener leurs expérimentations. L’année 

1883, Mr W. E. Arnold invente le cuiseur à vapeur. L’utilisation des stérilisateurs au service de 

la chirurgie daterait de 1885-1886, par le chirurgien allemand Von Bergmann. 

C’est en 1890 que la stérilisation sous pression fait vraiment son apparition dans les hôpitaux 

grâce à A. V. M. Sprague. Elle est alors utilisée pour stériliser des tissus, des pansements, 

avant d’être adaptée à la stérilisation des instruments chirurgicaux. On considère qu’en 1892, 
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la plupart des grands hôpitaux américains et européens étaient équipés de stérilisateurs à 

vapeur d’eau sous pression (2). 

Finalement, il faudra attendre le XXème siècle pour que de nombreux scientifiques contribuent 

à l’avancement des connaissances sur la stérilisation thermique. En 1948, en s’appuyant sur les 

données de ses pairs datant de 1922, C.R. Stumbo va calculer la valeur Z de 10 (température 

de destruction microbienne) et le F0 (valeur stérilisatrice) toujours utilisés aujourd’hui en 

stérilisation (1). 

 

2. Fonctionnement de la stérilisation par la vapeur d’eau 
La stérilisation par la vapeur d’eau permet une destruction bactérienne, virale et fongique par 

une hydrolyse des chaines peptidiques entrainant une dénaturation protéique (3). Cette 

réaction est accélérée par l’apport d’énergie thermique important qui a lieu lors du changement 

d’état de l’eau sous forme de vapeur vers sa forme condensée. La vapeur d’eau se condense au 

moment où elle entre en contact avec la charge qui possède une température moins élevée. La 

destruction des micro-organismes doit permettre, selon l’EN 556-1 (4), que la probabilité 

d’utiliser un produit non stérile sur une charge complète soit d’au moins 10-6 : on parle de NAS 

(Niveau d’Assurance de Stérilité). 

 

3. La stérilisation par la vapeur d’eau : un processus 
global 

La stérilisation est un processus global permettant le retraitement des dispositifs médicaux (5) 

(6) (7) (8). Elle débute lors de la pré-désinfection et se termine au moment de l’utilisation de 

l’instrumentation. Si l’instrumentation n’est pas utilisée immédiatement après autoclavage, 

l’état stérile doit être maintenu pendant son stockage. L’ensemble des étapes de pré-

désinfection, de lavage, de recomposition, de conditionnement, d’autoclavage sont donc liées, 

ainsi que les conditions de stockage, et concourent toutes à un processus de stérilisation 

optimal. 

L’expression souvent utilisée « on ne stérilise bien que ce qui est propre » signifie que la 

biocharge de départ, ou contamination initiale, de l’instrumentation a un impact sur la qualité 

de sa stérilisation. D’où l’importance des étapes en amont de l’autoclavage qui permettent in 

fine la validation de la charge stérilisée. L’environnement dans lequel l’instrumentation est prise 

en charge est lui aussi essentiel. La mise en place de zones dédiées au retraitement de 

l’instrumentation, avec des règles d’hygiènes strictes permet la diminution de la biocharge 

contribuant à une stérilisation conforme. Les locaux doivent être adaptés et permettre une 
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« marche en avant ». Le lavage aura ainsi lieu dans une zone « sale », le reste du processus 

est effectué en zone à atmosphère contrôlée (ZAC) ou zone dite « propre ». Ainsi la 

recomposition, le conditionnement et l’autoclavage sont effectués dans une zone 

« conditionnement», puis les contrôles de la stérilisation dans une zone « stérile ». Pour 

l’ensemble de ces zones, le niveau d’empoussièrement et de contamination microbiologique 

sont contrôlés de façon à respecter la classe ISO 8 de la norme NF EN ISO 14664-1 (9). Afin de 

limiter une contamination par l’air extérieur, toute zone dite « à atmosphère contrôlée » est 

sécurisée à son entrée par un sas en surpression, la ZAC elle-même présentant une pression 

positive par rapport au sas. On obtient alors un gradient de pression positif : pression de la ZAC 

supérieure à la pression du sas, elle-même supérieure à la pression de l’air extérieur. De plus, 

le personnel doit être équipé, selon la zone, avec du matériel de protection individuel adéquat. 

A cela s’ajoute la maintenance des locaux et des équipements. 

L’ensemble du processus de stérilisation se divise donc en plusieurs étapes, chacune présentant 

des exigences particulières en termes d’équipements de protection et de suivi de 

l’environnement. 
 

 
Figure 1 : Cycle général du retraitement de l’instrumentation 

 

3.1. La pré-désinfection 

Après leur utilisation, les dispositifs souillés sont prédésinfectés. Cette étape consiste en une 

immersion des dispositifs médicaux (DM) ouverts et démontés dans un produit le plus souvent 

détergent-désinfectant (10) (11) (12) (13). Elle permet de diminuer la contamination 

microbienne initiale d’environ 105 et limite l’adhérence des souillures aux instruments en 

attendant leur prise en charge au lavage (14) (15) (16). Elle est mise en place près du lieu 
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d’utilisation de l’instrumentation. Elle doit être réalisée le plus précocement après l’utilisation 

des DM. En effet, il a été démontré que la fixation des protéines sur l'acier inoxydable est faible 

dans les 15 premières minutes en fin d'utilisation, mais elle s'accroît rapidement pour être 

maximale à 2h. La concentration de protéines fixées après 2h de séchage est d’ailleurs 

comparable à celle retrouvée après 24h (17). 

 

3.2. Le lavage 

Le lavage est une étape particulièrement importante. Il permet d’éliminer les souillures visibles 

ou non comme les morceaux de tissus et le sang. L’élimination de ces éléments prévient la 

multiplication des micro-organismes, les privant d’un milieu favorable à leur survie. On estime 

que cette étape permet de diminuer la biocharge d’un facteur 105. Le nettoyage dépend de 

quatre actions : l’action mécanique de l’eau, l’action chimique du produit lessiviel, la 

température et la durée du lavage, l’ensemble constituant le cercle de Sinner. A cela doit être 

ajoutée la qualité de l’eau et notamment sa dureté (titre hydrotimétrique) qui intervient 

directement dans l’efficacité du lavage. Le lavage est réalisé soit manuellement, soit de 

manière automatisée, et dans ce cas il est réalisé dans des laveurs-désinfecteurs (toujours 

préféré, NF EN 15883-1 (18)). D’autres équipements peuvent être utilisés, selon 

l’instrumentation prise en charge. Ainsi, l’instrumentation de dentisterie peut être placée dans 

un bac à ultrasons pour en décoller des souillures, des écouvillons permettent un nettoyage 

plus complet des instruments creux, un nettoyeur à vapeur haute pression ou des brosses 

peuvent également être utilisés lors de cette étape.  

Dans tous les cas, le lavage automatisé comporte 4 grandes phases : lavage, rinçage, 

désinfection thermique (avec une température cible le plus souvent de 93°C) et séchage. Il 

nécessite l’utilisation d’une eau dont la qualité est particulière. La norme NF EN 15883-1 stipule 

que les paramètres suivants doivent être vérifiés à minima : pH, dureté totale, conductivité, 

quantité totale de matière en suspension, matières oxydables. Trois grands types d’eau 

peuvent être utilisés :  

- l’eau brute : c’est l’eau du réseau 

- l’eau adoucie : elle est appauvrie en ions calcium et magnésium (échangés par des ions 

sodium grâce à une résine échangeuse d’ions) 

- l’eau osmosée : obtenue par osmose inverse, elle est presque dépourvue de sels 

minéraux, métaux lourds et d’agents microbiens grâce à son passage à travers une 

membrane semi-perméable. 

Les ions calcium, déterminant en grande partie la dureté de l’eau avec les ions magnésium, 

sont connus pour entrainer des tâches sur l’instrumentation et entartrer les systèmes des 
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laveurs. De plus, une eau dont la dureté est trop élevée diminue l’activité des détergents et 

désinfectants. Les ions chlorure, eux, favorisent la corrosion des instruments, tout comme un 

pH trop acide. Ainsi, dans le but de limiter le vieillissement de l’instrumentation et 

l’endommagement des laveurs, les eaux utilisées seront de qualité différente selon les étapes. 

La phase de lavage peut démarrer avec une eau brute ou adoucie, froide, afin de mouiller 

l’instrumentation sans pour autant favoriser la coagulation des protéines biologiques. De l’eau 

adoucie chauffée est ensuite associée à l’utilisation du détergent afin d’éliminer les souillures. 

Le rinçage et la désinfection thermique, eux, nécessitent une eau osmosée pour maintenir les 

résultats obtenus lors du lavage (19) (20).  

 

3.3. La validation du lavage et la recomposition de sets 

En sortie laveur, la propreté et la siccité des instruments sont contrôlées. C’est lors de la 

recomposition de sets que l’intégrité et la fonctionnalité de tous les instruments sont vérifiées 

afin de ne rencontrer aucune difficulté lors de la réalisation du geste par le médecin. La 

complétude des paniers est également contrôlée. 

 

3.4. Le conditionnement 

C’est grâce au conditionnement que l’on va pouvoir maintenir l’état stérile de l’instrumentation 

après l’autoclavage. Il peut être de plusieurs natures : sachets, gaines, pli enveloppe, 

conteneurs. Le conditionnement suit entre autres les normes NF EN 868-5 (21), NF EN ISO 

11607-1 et 11607-2 (22) (23). Il est réalisé avant le passage dans l’autoclave. Il doit donc 

permettre l’action de l’agent stérilisant, conserver l’état stérile jusqu’à l’utilisation du matériel. 

 

Plusieurs types d’emballages peuvent être utilisés. Les emballages peuvent être à usage unique 

tels que les feuilles de papiers (non-tissés, crêpe renforcé…), les sachets et les gaines. Ils 

peuvent également être réutilisables, tels que les containers. Dans tous les cas, le système 

d’emballage (SE) doit être constitué d’un système de barrière stérile (SBS) protégé 

mécaniquement par un emballage de protection (EP). 

 

Sans conditionnement, les instruments stériles ne pourraient pas être stockés. Ils devraient de 

ce fait être utilisés immédiatement après un cycle de stérilisation, et devraient même être 

stérilisés sur le lieu de leur utilisation pour éviter un transport synonyme de recontamination.  
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3.5. L’autoclavage 

3.5.1. Généralités 

C’est l’étape terminale qui permet d’obtenir un DM stérile. L’autoclavage, c'est-à-dire l’action de 

stériliser à la vapeur d’eau, va permettre d’éliminer les micro-organismes restant après le 

lavage et la manipulation des DM en sortie des laveurs et pendant la recomposition.  

 

L’eau nécessaire pour fournir la vapeur doit être d’une qualité particulière. La qualité minimale 

acceptable est décrite dans la norme NF EN 285 (24). Elle doit permettre un processus de 

stérilisation optimal sans endommager l’équipement. Pour cela, on utilise de l’eau adoucie pour 

la pompe à vide et le circuit de refroidissement afin de limiter l’entartrage. De l’eau osmosée 

doit être utilisée pour la production de la vapeur d’eau. 

 

Le déroulement d’un cycle se décompose en trois grandes étapes clefs : le prétraitement, le 

plateau de stérilisation et le séchage. L’utilisation des autoclaves ainsi que leurs performances 

sont encadrées par différentes normes afin d’assurer une stérilisation conforme et reproductible 

d’un établissement à l’autre. 

 

 
Figure 2 : Estimation de la décroissance bactérienne pendant le processus de stérilisation 

 

INSTRUMENT APRÈS SON UTILISATION

Contamination estimée initiale ≃ 108

PRÉ-DÉSINFECTION
--> Diminution de la contamination de 105

Contamination post pré-désinfection ≃ 103

NETTOYAGE
--> Diminution de la contamination de 105

On considère l'instrumentation exempte de micro-organismes

Contamination post nettoyage ≃ 10-2

RECOMPOSITION + CONDITIONNEMENT
--> Recontamination estimée à 102

Contamination post manipulation ≃ 100

STÉRILISATION
--> Diminution de la contamination de 1012

Surextermination pour obtenir le NAS fixé à 10-6
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3.5.2. Le cycle de stérilisation par la vapeur d’eau 

a) Le pré-traitement 

Le prétraitement consiste en une alternance d’injections de vapeur et de phases de vide à l’aide 

d’une pompe à vide. L’air se comporte comme une barrière entre la charge à stériliser et la 

vapeur d’eau notamment en perturbant la circulation de la vapeur d’eau. L’objectif est donc une 

suppression complète de l’air à l’intérieur de l’autoclave afin d’obtenir une vapeur d’eau que l’on 

qualifie de saturée. La vapeur est saturée lorsque l’on obtient un équilibre entre la forme liquide 

(condensée) et gazeuse (vaporisée) de l’eau (25).  

 

b) Le plateau de stérilisation 

Le plateau de stérilisation consiste à maintenir, pendant une durée définie, une température 

définie. Ce couple temps/température doit être au minimum de 121°C pendant 15 minutes 

selon la Pharmacopée Européenne ou la norme NF EN ISO 17665 (26), pour obtenir la 

diminution visée des micro-organismes. Afin de maintenir une température cible, de petites 

injections de vapeur peuvent être nécessaires. Pendant le plateau, les valeurs de pression et de 

température calculées doivent être corrélées aux valeurs théoriques retrouvées dans la table de 

Regnault. 

 

Valeur stérilisatrice 
 

La valeur stérilisatrice, ou F0, est le témoin de l’énergie apportée pour obtenir l’action 

stérilisante aboutissant à la létalité des micro-organismes. Elle représente le cumule des effets 

stérilisants, et suit une loi logarithmique. Elle est exprimée en minutes. Pour le couple 

temps/température de 15 minutes à 121°C, la F0 calculée est de 15 minutes (27) (28).  

𝐹0 = 𝑡	 × 	 10
)*)+
, = 15	 × 	 10

./.*./.
.0 = 15	𝑚𝑖𝑛𝑢𝑡𝑒𝑠 

Avec  

F0 : valeur stérilisatrice calculée 

t : durée de la stérilisation en minutes 

T : température moyenne obtenue au plateau 

T’ : 121°C, température de référence 

Z = 10°C, température de destruction microbienne entrainant une variation de D d’un facteur 

10 (D étant le temps nécessaire pour diminuer la concentration microbienne de 90%) 
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L’objectif est donc d’obtenir une valeur stérilisatrice supérieure à 15 minutes, soit supérieure à 

l’énergie apportée suffisante pour accepter un cycle minimum validé de 121°C pendant 15 

minutes. 

 

Table de Regnault 
 

La table de Regnault, du nom de son créateur Henri-Victor Regnault, présente des couples 

théoriques température/pression pour lesquels on sait que la vapeur d’eau se trouve saturée. 

Elle est utilisée en routine, en stérilisation, pour s’assurer que la vapeur d’eau obtenue pendant 

un cycle est bien saturée. A partir de la pression moyenne mesurée durant le plateau de 

stérilisation, la table permet de déterminer la température moyenne théorique. Cette 

température moyenne théorique est ensuite comparée à la température moyenne mesurée au 

plateau. On parle de corrélation à la table de Regnault lorsque l’écart entre ces deux 

températures n’est pas supérieur à ± 0,5°C. 

 

c) Le post-traitement ou séchage 

Le séchage consiste en une évaporation sous vide. C’est une étape clef du cycle. En effet, lors 

de la condensation de la vapeur sur les instruments qui a lieu au plateau de stérilisation, la 

charge se trouve mouillée. La réglementation est claire : selon la norme NF EN ISO 17665-2 

(29), la siccité des instruments seuls (métal) ne doit pas dépasser 0,2% et celle des sets 

d’instruments emballés (textiles) ne doit ne pas être supérieure à 1,0%. Cette siccité 

représente le taux d’humidité résiduelle présente sur les instruments/sets et influence la 

stérilité ainsi que sa conservation dans le temps. En effet, une charge mouillée à la sortie du 

stérilisateur expose à un risque important de recontamination lors de la sortie de la zone 

stérile, par fragilisation du conditionnement et par un relâchement du maillage des fibres. 

 

3.6. Libération d’une charge stérilisée 

3.6.1. Validation paramétrique du cycle 

Pour libérer une charge, on cherche dans un premier temps à valider le bon déroulement du 

cycle dans l’autoclave : il s’agit de la validation paramétrique du cycle. Pour cela on s’assure 

que le graphique obtenu à partir des sondes intégrées à l’autoclave et/ou embarquées est 

conforme. Celui-ci permet la validation de la phase de pré-traitement (nombre de vides et 

valeur), la validation du plateau de stérilisation (durée, valeurs de température et de pression, 

corrélation à la table de Regnault) et la validation du post-traitement (nombre de vides et 

valeur).  
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3.6.2. Validation paramétrique de la charge 

Dans un second temps seront contrôlés les paramètres pouvant influencer le maintien de la 

stérilisation des sets lors de leur stockage, en vérifiant la siccité de la charge et l’intégrité des 

emballages. La conformité de l’étiquetage est également vérifiée. Cette deuxième étape 

constitue la validation paramétrique de la charge. Suite à la validation paramétrique du cycle et 

de la charge, la libération de la charge peut alors être effectuée 

 

4. Les normes encadrant la stérilisation par la vapeur 
d’eau 

La stérilisation par la vapeur d’eau, dans les pays européens, est encadrée principalement par 

la norme NF EN 554 (30) datant de 1994, remplacée sur le plan normatif par la NF EN ISO 

17665 en 2006, qui permet de développer, valider et contrôler un procédé de stérilisation. La 

norme NF EN 554 est cependant toujours opposable. A ces normes viennent s’ajouter la NF EN 

285 (24) précisant les exigences et les essais relatifs aux grands stérilisateurs (> 60 litres). A 

noter que cette norme s’adresse aux fabricants.  

Les petits stérilisateurs sont définis comme ayant un volume inférieur à 60 litres et sont conçus 

pour des charges inférieures à une unité de stérilisation (UTS), une UTS étant représentée par 

un parallélépipède rectangle de 300 (hauteur) x 600 (longueur) x 300 (largeur). Ces 

stérilisateurs sont couverts par la norme NF EN 13060+A1 (31).  

Les normes NF EN ISO 176651-1 et 17665-2 ne concernent pas ces petits stérilisateurs. 

Cependant leur validation peut s’en inspirer sur le plan méthodologique. 

 

Ces différentes normes permettent de définir le cadre, en accord avec la réglementation, du 

processus de stérilisation. 

 

4.1. Validation et contrôle du procédé : NF EN 554 et NF EN ISO 
17665 

La procédure de validation d’un procédé de stérilisation consiste à démontrer que celui-ci 

fonctionne conformément aux spécifications prédéterminées et peut être appliqué à la charge à 

stériliser de façon efficace.  

 

Le procédé comprend entre autre la description de la configuration de la charge, les contrôles 

réguliers permettant de vérifier la reproductibilité du procédé ou encore l’emplacement des 

indicateurs utilisés (chimiques et/ou biologiques). 
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Un cycle de stérilisation sera décrit par le temps de maintien de son plateau et la température 

de maintien (avec les bornes inférieures et supérieures). On précisera également l’écart 

maximal retrouvé entre la température mesurée et la température théorique (calculée à l’aide 

de la table de Regnault) témoin de la présence de vapeur saturée. L’essai de pénétration de la 

vapeur sera lui aussi décrit, comme les charges de références utilisées pour réaliser les tests, et 

la siccité de la charge. L’ensemble de ces données doivent permettent d’obtenir un NAS en se 

basant sur le concept de « surextermination » ou « overkill ». Ce concept a été mis en place 

afin d’assurer une marge de sécurité lors de la réalisation des cycles de stérilisation permettant 

d’obtenir une létalité supérieure à celle nécessaire pour éliminer la biocharge. 

 

Si des méthodes microbiologiques sont utilisées pour valider le procédé, elles suivront la norme 

ISO 11737-1 et 2 (32) (33). 

  

4.1.1. Validation 

Trois types de qualifications sont nécessaires à la validation du procédé : la qualification de 

l’installation, la qualification opérationnelle et la qualification de performance.  

 

La qualification de l’installation vérifie le bon fonctionnement de l’autoclave suite à son 

installation physique. La qualification opérationnelle vérifie que l’autoclave installé fonctionne 

selon les limites conseillées par le fabricant puis définies dans le procédé. Elle considèrera entre 

autres la pénétration de la vapeur et la siccité de la charge si les produits sont emballés. 

Finalement, la qualification de performance, selon l’ISO 11139 (34) est un procédé consistant à 

établir, au moyen de preuves objectives, que le procédé, dans les conditions anticipées, produit 

constamment un produit répondant à toutes les exigences prédéterminées. 

 

4.1.2. Surveillance et contrôles de routine 

Des contrôles d’étanchéité seront mis en place à intervalles réguliers (en pratique une fois par 

semaine), la bonne pénétration de la vapeur sera contrôlée quotidiennement à l’aide d’un 

Bowie-Dick. L’échec d’un de ces contrôles placera le stérilisateur en quarantaine. 

 

L’utilisation de systèmes d’enregistrements distincts de l’autoclave lui-même sont conseillés 

afin d’éviter une interprétation erronée des mesures menant à la validation d’un procédé non 

efficace. 

Lorsque des indicateurs sont utilisés, ils seront placés aux endroits les plus critiques, les moins 

accessibles pour l’agent stérilisant. 
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4.2. Données remarquables encadrant l’utilisation des petits 
stérilisateurs (EN NF 13060) 

En ce qui concerne le cas particulier des petits autoclaves, la norme européenne NF EN 13060 

(31) « Petits stérilisateurs à la vapeur d’eau » est entrée en vigueur en juin 2004. C’est la 

référence technique qui amène les performances des petits stérilisateurs jusqu’à un niveau 

médical (cycle B), garantissant ainsi une meilleure maîtrise de l’infection croisée. En lien avec 

l’utilisation de petits autoclaves, elle décrit notamment les types de charges et des cycles de 

stérilisation correspondants (B, S, et N). 

 

4.2.1. Définitions des types d’instruments 

Un instrument plein est un instrument qui permet une pénétration de la vapeur d’eau sans 

difficulté, au moins égale à celle d’un article creux simple. C’est un instrument non poreux. 

Un article creux simple est un instrument qui peut être ouvert sur un de ses côtés. Dans ce 

cas, son rapport longueur sur diamètre de cavité doit être supérieur ou égal à 1, et inférieur ou 

égal à 5. Cet instrument peut également être ouvert sur ses deux côtés. Le rapport longueur 

sur diamètre doit alors être compris entre 2 et 10 (inclus). Dans les deux cas, le diamètre ne 

doit pas être inférieur à 5 mm. 

Un instrument canulaire étroit est un article creux dont les paramètres ne répondent pas aux 

limites d’un article creux simple. C’est un instrument qui n’est ni plein ni poreux. 

Un article poreux est un article dont le matériau est perméable à l’air, l’eau ou d’autres fluides. 

Un article emballé est un instrument contenu dans un emballage jouant le rôle de barrière 

stérile. 

 

4.2.2. Types de cycles 

Dans la norme NF EN 13060 (31) trois grands types de cycles de stérilisation sont définit selon 

les produits ciblés lors de l’utilisation d’un petit stérilisateur.  

Une stérilisation de type B permet de stériliser des charges d’essais définies, incluant les 

articles pleins, poreux, canulaires, emballés (simple ou multicouches) et non emballés.  

Une stérilisation de type N permet la stérilisation de produits que l’on qualifie de pleins 

(excluant ainsi les objets canulaires) non emballés (excluant ainsi les sets d’instruments 

emballés). 

Une stérilisation de type S permet de stériliser des produits emballés s’ils sont pleins, et au 

moins un produit figurant parmi cette liste : poreux, canulaires, cupules et récipients, emballés 

simple ou multicouches. 
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Présentation du All American 

1. Description du dispositif 
Le All American est composé d’une cuve en aluminium de 24 L (diamètre interne de 32 cm), 

contenant elle-même un panier à instruments. Il ne présente pas de pompe à vide mais une 

soupape de purge d’air manuelle. Il est munit d’un manomètre à pression relative, et d’une 

soupape de sécurité positionnée à l’arrière du couvercle. Il se ferme grâce à un joint métal-

métal d’un entretien facile, et de 6 gros écrous pour sécuriser le joint. 

 

 
Photo 1 : All American sur plaque électrique 

 

Selon la NF EN 13060 (31), cet autoclave à vapeur d’eau permet d’effectuer des cycles de 

stérilisation de classe N, c’est à dire de stériliser des articles uniquement pleins et non 

emballés. Contrairement à un autoclave permettant d’effectuer des cycles de type B, il ne peut 

donc théoriquement pas prendre en charge des articles creux simples, articles canulaires étroits 

ou articles quels qu’ils soient dès lors qu’ils sont emballés.  

Son utilisation ne devant pas dépasser 2 bar de pression relative pour des raisons de sécurité, il 

ne peut pas non plus être utilisé à 134°C pour une action prionicide. 

 

2. Proposition de Médecins Sans Frontières pour la 
réalisation d’un cycle avec le All American 

Différents organismes humanitaires constituent une aide au renforcement sanitaire dans les 

pays en développement (PED). Parmi ces organismes nous pouvons citer notamment 

l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS), l’United Nations of International Children’s 

Emergency Fund (UNICEF), la croix rouge ou encore Médecins Sans Frontières (MSF). 

Manomètre (en pression 

relative) 

Joint métal-métal 

Soupape de purge 

d’air manuelle 
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Dans l’objectif de lutter contre les Infections Associées aux Soins (IAS), MSF propose un guide 

pour le développement et l’amélioration des pratiques de stérilisation dans les PED (35) 

(Annexe 1). Ce guide présente un rappel des différentes étapes du retraitement des dispositifs 

médicaux.  

 

Il est rappelé que cet appareil ne permet pas la réalisation de cycle à 134°C, car il est 

recommandé de ne pas dépasser 2 bar de pression relative pour des raisons de sécurité. Il est 

également noté qu’en l’absence d’un système de refroidissement, il n’est pas possible d’obtenir 

une charge sèche en fin de cycle. De ce fait, les charges ne sont théoriquement plus stériles 

dès lors qu’elles sont sorties du All American. Les sets stérilisés dans cet autoclave doivent 

donc être utilisés immédiatement après leur sortie de l’appareil.  

 

Le cycle recommandé est le suivant : 30 minutes, à une température maintenue entre 121°C et 

127°C, soit entre 1 bar et 1,4 bar (en pression relative).  

La charge d’eau recommandée pour un cycle est de 3 L. L’autoclave ne doit pas être chargé à 

plus de deux tiers de sa capacité totale. La charge doit être recouverte d’une feuille de papier 

crêpe ou bien d’un linge absorbant. 

 

MSF propose d’évacuer l’air présent dans la cuve en réalisant trois purges manuelles, à défaut 

de pouvoir utiliser une pompe à vide. La réalisation de la première purge commence lorsque de 

l’air sort en continu de la soupape, après avoir positionné l’appareil sur la source de chaleur 

disponible. A ce moment, il est préconisé de fermer la soupape, de laisser monter la pression à 

1 bar, puis de la rouvrir pour diminuer la pression jusqu’à 0,2 bar. L’opération doit être réalisée 

trois fois de manière consécutive. Le plateau démarre lorsque la pression dépasse 1 bar après 

la troisième purge. Cette pression doit être maintenue 30 minutes entre 1 bar et 1,4 bar. Pour 

diminuer la pression si elle augmente de trop, il peut être nécessaire d’ouvrir la soupape ou de 

diminuer l’intensité de la source de chaleur. Pour augmenter la pression si elle diminue de trop, 

il peut être nécessaire d’augmenter l’intensité de la source de chaleur. 

 

MSF propose un séchage en deux étapes. La première consiste en l’ouverture de la soupape 

afin d’obtenir une pression à 0,2 bar. La seconde consiste en sa fermeture, puis une attente de 

30 minutes. Pendant cette étape, un vide est créé dans la cuve permettant d’accélérer le 

processus de séchage. Avant l’ouverture de l’appareil, un retour à la pression atmosphérique 

est nécessaire. 
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Concernant l’entretien de l’appareil, MSF préconise de graisser régulièrement le joint métal-

métal du All American avec de la vaseline, et de vérifier de manière mensuelle si la lumière du 

câble menant à la soupape de purge d’air n’est pas obstruée ou endommagée. 

 

3. Alternatives 
Les alternatives sont nombreuses. Par exemple, MSF présente également l’autoclave vertical 

TBM 90 L dans son guide de stérilisation. Plus récemment, leur travail porte sur les autoclaves 

Tuttnaueur 3870EA (36), 3870 HSV (37), 2840 EL (38).  

 

3.1. Comparatif 

 
All 

American 
Tuttnauer 

Modèle 1925X 3870EA 3870 HSG 2840 EL 

Description + 

dimensions 

externes (cm) 

Autoclave 

vertical de 

paillasse 

 

 

 

Autoclave horizontal 

de paillasse 

 

 

Autoclave 

vertical 

 

 

 

Autoclave horizontal 

de paillasse 

Fonctionnement Manuel Automatique Automatique Automatique 

Volume utile 24 L 85 L 85 L 28 L 

Source énergie 

Électricité 

Gaz 

Pétrole 

Électricité Électricité Électricité 

Possibilité 134°C Non Oui Oui Oui 

Pompe à vide Non 

Non, mais système 

de séchage actif 

(porte fermée) grâce 

à une pompe à air 

Oui 
Oui  

(optionnelle) 

Emballage Non Possible Possible Possible 

Imprimante Non Oui Oui Oui 

Type de 

stérilisation 
Type N Type S Type B Type B 

Tableau 1 : Comparaison du All American avec 3 autoclaves Tuttnaueur 
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3.2. Avantages des Tuttnaueur 

Les autoclaves Tuttnaueur étudiés par MSF ont plusieurs avantages. Le premier est la présence 

d’une pompe à vide ou d’un système actif de séchage permettant d’améliorer le séchage, ce qui 

autorise ces trois autoclaves à stériliser des instruments médicaux emballés. 

 

Les autoclaves Tuttnaueur présentés possèdent également l’avantage d’être automatiques. 

Contrairement au All American, aucun personnel n’est nécessaire pour la réalisation du cycle.  

 

Leur volume permet la stérilisation d’un plus grand nombre de sets ou d’instruments, donc un 

plus grand rendement. De plus, la présence d’une imprimante facilite la traçabilité des cycles, 

car le ticket de validation indique la date, la durée de cycle, la température et la pression 

enregistrées. 

 

Finalement, les autoclaves Tuttnaueur permettent de réaliser une stérilisation à 134°C, et donc 

d’éliminer le risque de contamination par les agents transmissibles non conventionnels (ATNC), 

en plus de celui des agents infectieux plus communs. 

 

3.3. Inconvénients des Tuttnaueur 

La nécessité du raccordement à une alimentation en eau du Tuttnaueur 3870 HSG (sans 

l’option WS économie d’eau) peut poser problème dans une zone où l’accès à l’eau courante 

serait compliqué (39). Le Tuttnauer 3870 EA nécessite quant à lui un minimum de 2 L d’eau 

dans le réservoir pour fonctionner, et doit normalement être rempli avec 3 L d’eau. Cette valeur 

se rapproche de celle nécessaire au fonctionnement du All American (40). Au-delà de la 

quantité d’eau nécessaire pour faire fonctionner les autoclaves Tuttnauer, la qualité de cette 

eau va influer sur leur durée de vie. En effet, l’eau courante classique peut endommager les 

circuits à long terme, car elle est plus riche en minéraux qu’une eau distillée ou adoucie.  

 

La nécessité d’un accès à l’électricité peut également représenter une difficulté pour l’utilisation 

des autoclaves Tuttnauer dans des zones où cette ressource ne serait pas facilement 

mobilisable. Finalement, en lien avec le fonctionnement automatique et électrique des 

autoclaves Tuttnauer, c’est leur maintenance qui pourrait poser problème. En effet, leur 

entretien et leur réparation s’avèrent plus complexes que pour un All American, de composition 

relativement simple et robuste : une cuve en acier, un joint métal-métal. 
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En synthèse, l’ensemble des autoclaves présentés (All American, Tuttnaeur) peut participer à 

limiter le nombre d’IAS dans les pays en développement, à condition que leur implantation soit 

en adéquation avec les ressources permettant de les utiliser. Ils ne sont donc pas tous destinés 

à être utilisés dans les mêmes régions, dans les mêmes centres et pour les mêmes 

organisations. Automatiques ou manuels, l’ensemble de ces équipements peut jouer un rôle 

important pour aider à sécuriser le système de santé des pays en développement (41). 

 

Généralités sur les pays en développement 

1. Comment qualifier un pays « en développement » 
Selon le Larousse (42), un pays en développement est un « Pays passant d'un état de sous-

développement chronique au processus de développement (transformation économique et 

sociale induite par un taux de croissance ; expansion). ». 

 

En 2001, le rapport mondial pour le développement humain classe les pays selon leur revenu 

national brut pour les définir comme développés ou en développement (43). Depuis les années 

90, à cette notion s’ajoute celle du développement humain. Un pays en développement est 

donc, en plus d’être un pays en pleine croissance économique, un pays dans lequel le bien-être, 

la qualité de vie, l’état social de la population se développent.  

  

Le développement humain est évalué par l’indice de développement humain (IDH) (44). Celui-

ci tient compte de trois critères : le produit intérieur brut (PIB) par habitant, l’espérance de vie 

à la naissance, et le niveau d’éducation. L’IDH est représenté par un chiffre entre 0 et 1, 1 

étant le niveau de développement le plus élevé. Les pays avec les IDH les plus faibles sont en 

grande partie concentrés en Afrique (45) (Annexe 2).  

 

La cinquante-quatrième assemblée mondiale de la santé stipule que « […] la santé est à la fois 

une condition nécessaire et une conséquence du processus général de développement » et met 

en évidence l’importance de l’amélioration du système de soin pour participer au 

développement d’un pays (46). 

 

2. Contexte 
L’espérance de vie d’un citoyen est un des reflets du développement humain d’un pays. Ce 

paramètre est lié à la santé de la population et donc au système de soin du pays, à son 
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accessibilité, son efficience. L’amélioration de la santé dans les pays en développement est 

fondamentale selon l’Organisation Mondiale de la Santé, qui implique les groupements 

politiques pour soutenir la cause (47). 

 

Dans les pays en développement, la lutte contre des maladies telles que le virus de 

l’immunodéficience humaine (VIH) ou le paludisme représente une priorité, comme la 

diminution de la mortalité maternelle. La prévention par l’éducation des populations est un des 

axes d’amélioration mis en place. La sensibilisation des soignants également pour limiter les 

contaminations croisées. L’OMS a par exemple lancé en 2009 une grande campagne en faveur 

du lavage des mains intitulée « Pour sauver des vies : l’hygiène des mains », dans la continuité 

de la campagne de 2005 « Un soin propre est un soin plus sûr » (48). Le rôle des soignants est 

primordial pour lutter contre les Infections Associées aux Soins (IAS). L’objectif de l’OMS est le 

développement d’outils et la mise en place de formations afin de limiter la prévalence des IAS. 

Pour sécuriser le parcours de soin des patients dans les établissements de santé, l’OMS atteste 

en 2010 de la nécessité d’actions de collaboration à faible coût mais fort rendement pour 

permettre la prévention des IAS (49). 

 

Au préalable, dans les années 80, la déclaration d’Alma-Ata donne naissance au concept de 

« soin de santé primaire » qui aspire à une santé pour tous. Il modifie les politiques de santé, 

et mène au développement de nombreux centres de santé dans des villages. Ces centres ont 

joué un rôle important dans la prévention, le dépistage, la prise en charge des soins non 

compliqués de leur population (50). 

 

La mise en place d’actions pour l’évolution des soins dans les pays en développement est 

complexe. Des actions spécifiques ciblées pour lutter contre le VIH aux rôles des politiques de 

pays développés partenaires de pays en développement, les résultats ne sont pas toujours ceux 

attendus. Le coût de la santé est très discuté : la gratuité des soins semble la meilleure option 

jusque dans les années 70-80 où le recouvrement des coûts est privilégié. Finalement, la 

gratuité des soins est de nouveau mise en avant comme la meilleure stratégie dans les années 

2000. 

 

Le rôle des organisations non gouvernementales (ONG) et des organisations spécialisées est 

important, mais est plus souvent représenté par des actions ciblées, ne permettant pas 

toujours une approche systémique et donc une mise en place d’un système pérenne. 
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3. Organisation du système de soin 
En Afrique, le soin est principalement organisé sur un modèle pyramidal (51) (52).  

Figure 3 : Représentation du modèle pyramidal de la répartition des soins en Afrique 

 

Les fonds destinés à la santé sont majoritairement répartis dans les centres dont le coût de 

fonctionnement est le plus élevé, soit les hôpitaux universitaires, moins nombreux. Dans les 

campagnes, ce sont les dispensaires et les hôpitaux de districts qui sont accessibles à une 

population plus pauvre, avec un financement plus compliqué à obtenir. 

 

L’accès aux soins est donc inégal, tout comme la répartition des fonds permettant l’efficience 

des centres. 

 

Dans certaines régions d’Afrique subsaharienne, comme au Kenya, des dispensaires mobiles, à 

dos de dromadaire, ont même été créés. Ils permettent un accès aux soins aux populations 

vivant dans les zones les plus reculées et les plus difficiles d’accès, et vont à la rencontre des 

communautés semi-nomades (33). 

 

4. Ressources 

4.1. L’eau 

L’eau est un des paramètres nécessaire à la qualité de vie humaine, et permet d’élever le 

niveau d’hygiène (53). En 2019, l’OMS et l’UNICEF annoncent qu’une personne sur trois n’a pas 

accès à l’eau salubre dans le monde (54).  

Structures de référence 
nationales, universitaires

Accès aux spécialités

Hôpital de district ou régional
Consultations externes et hospitalisations

Dispensaires de premiers soins, cases de santé
Soins courants
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L’OMS considère qu’un habitant a accès à l’eau potable si une source d’eau se trouve à moins 

de trente minutes aller-retour de son habitation. Cette eau peut provenir de puits, de lacs, de 

rivières. Elle n’est donc pas toujours filtrée, et peut être vecteur de maladies. On définit donc 

son accès mais pas toujours sa qualité. 

 

L’Afrique est la région du monde où l’accès à l’eau potable est le plus faible, et où l’évolution de 

cet accès est lent (Annexe 3). 

 

4.2. L’électricité 

Malgré différentes initiatives et des progrès notables en matière d’accès à l’énergie électrique, 

l’OMS fait part en 2019 de ses prévisions. En 2030, 90% des 650 millions de personnes qui 

n’auront toujours pas accès à l’électricité vivront en Afrique subsaharienne (55). Dans cette 

région du monde, on estime à 573 millions d’individus vivant sans électricité. En 2012, il est 

estimé à 16% le taux moyen d’accès à l’électricité dans les foyers de cette région du monde, et 

seulement 5% dans les zones rurales (56). De plus, le rattachement au réseau électrique ne 

veut pas dire que l’accès à l’électricité est constant et régulier. Le réseau n’est pas toujours 

fiable et l’accès souvent occasionnel (57).  

 

L’accès à l’électricité est pourtant un paramètre clef pour permettre le développement d’une 

population, améliorer sa qualité de vie et assurer sa santé.  

 

5. Les Infections Associées aux Soins  

5.1. Définition 

« Une infection est dite associée aux soins si elle survient au début ou à la fin de la prise en 

charge d’un patient (diagnostique, thérapeutique, palliative, préventive, éducative, opératoire) 

par un professionnel de santé. » (58). 

 

Les infections associées aux soins regroupent les infections dites nosocomiales, survenues au 

décours d’une hospitalisation, et les infections liées à un soin en dehors d’une hospitalisation. 

Le terme général d’infections associées aux soins inclut donc l’ensemble des parcours de soins 

et des différents professionnels de santé (59). 
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5.2. Prévalence 

En 2017, Santé Publique France en partenariat avec différents Centres d’appui pour la 

Prévention des Infections Associées aux Soins (CPias) estime à 5% la prévalence des IAS en 

France (60). La même année, l’European Center for Disease Prevention and Control (ECDC) 

reporte une prévalence des IAS de 5,5% dans les pays européens (61). 

 

Concernant la prévalence des IAS dans les pays en développement, les données sont plus 

rares. L’Organisation Mondiale de la Santé annonce que la prévalence de IAS est jusqu’à 20 fois 

plus élevée dans les pays en développement que dans les pays développés (62). En 2010, une 

étude montre une prévalence d’environ 34% dans les deux hôpitaux universitaires de 

Lubumbashi, une des trois villes les plus peuplées de la République du Congo (63). Plus 

récemment, une étude menée en 2017 regroupant des patients de deux centres hospitaliers du 

Bénin met en évidence une prévalence d’environ 15% d’IAS (64). 

 

5.3. Prévention 

Il existe deux grands types de transmission (65):  

IAS manuportées :  

- avec transmission directe : par les mains 

- avec transmission indirecte : par l’intermédiaire d’une surface, de matériel 

- IAS aéroportées : particules ou gouttelettes en suspension dans l’air suite à une toux, 

un éternuement. 

En 2020, la Haute Autorité de Santé (HAS) estime qu’entre 20% et 30% des IAS sont évitables 

(66). Pour les limiter, des actions de prévention simples peuvent être mises en place selon les 

types de transmissions. 

 

Transmission 
Manuportée Aéroportée 

Directe Indirecte Indirecte 

Moyen de 

prévention 

- Hygiène des mains 

- Port de gants 

- Asepsie des surfaces de 

travail 

- Asepsie du matériel 

- Utilisation de matériel à 

usage unique 

- Retraitement du matériel 

réutilisable 

- Port d’équipement de 

protection individuelle 

(EPI) : masque, 

lunettes de protection, 

tablier de protection 

Tableau 2 : Exemples de moyens de prévention simples des IAS manuportées et aéroportées 
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La prévention des IAS a pour but de limiter le risque d’infection chez les patients hospitalisés 

entrainant une diminution du coût de leur prise en charge ainsi qu’une diminution du nombre 

de décès qu’elles causent. 
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Article 1 : Infections associées aux soins : l’analyse des 

données paramétriques d’un cycle du All American 

 

page 6  115 # Été-Automne 2020 stérilisation magazine

Dans les pays en développement, le risque d’infections associées aux 

soins (IAS) est deux à vingt fois plus important que dans les pays 

développés!(1). Pour permettre le traitement de l’instrumentation mé-

dicale, des autoclaves All American sont déployés. L’objectif de l’étude 

présentée ici est d’analyser, selon les normes en vigueur applicables 

aux stérilisateurs hospitaliers!(2, 3), les données paramétriques d’un 

cycle de stérilisation de 30 minutes à 122!°C préconisé par Médecins 

sans frontières!(4) pour les instruments médicaux non creux.

Matériel et méthode
Matériel
L’autoclave All American est doté d’une 
cuve en aluminium de 24 litres (diamètre 
interne de 32 cm), d’un manomètre, d’un 
dispositif manuel de purge d’air et d’une 
valve de sécurité en cas de dépassement 
de pression maximale. Un panier pour 
instrument est disposé dans la cuve. 
L'étanchéité du système de fermeture est 
assurée par un joint métal-métal.

Le recueil des données de température a 
été réalisé à l’aide de trois sondes embar-
quées ATMB, étalonnées depuis moins d’un 
an et interfacées avec le logiciel Traceur-
Sté. Les sondes sont dotées de capteurs 
de température PT100 (conforme à la NF 
EN 60584) et de capteurs de pression 
(classe A selon la NF EN 60751). Afin de 
vérifier la bonne di#usion et pénétration 
de la vapeur, un Bowie-Dick (BD) papier 
(3M) a été utilisé. Une balance Mettler 
Toledo de portée 1!510 g et de précision 
0,1 g étalonnée depuis moins d’un an a 
permis la pesée des sets d’instruments 
pour l’essai de siccité.

Trois sets de soins ont été placés dans la 
cuve, chacun comprenant un speculum, 
deux pinces à disséquer et une paire de 

ciseaux Mayo. Les instruments ont été 
conditionnés dans des linges 100!% coton 
180 g/m2, fermés par du ruban indicateur 
de passage. L’ensemble de la charge a 
été recouvert d’un linge pour diminuer le 
risque de recondensation de la vapeur sur 
le conditionnement.

Méthode
L’essai
L’analyse de l’étude se base sur les exi-
gences des normes EN 554 et EN 285 qui 
concernent les stérilisateurs hospitaliers. 
Pour chaque cycle, les paramètres suivants 
ont été analysés!: bande des températures 
de stérilisation, température moyenne au 
plateau, temps de maintien et d’équilibrage, 
variation intercapteurs, valeur stérilisatrice, 
saturation de la vapeur d’eau (Regnault). 
Les sets ont été pesés avant et après 
chaque cycle afin de contrôler la siccité. La 
période de scrutation a été de 5 secondes.

Le cycle de stérilisation
Le cycle de stérilisation a été défini selon 
le Guide de stérilisation 2017 de Médecins 
sans frontières. À ce titre, une charge type 
a été déterminée. Les sets ont été position-
nés dans le panier pour instruments, sur 
un support pour être surélevés. La cuve a 
été remplie avec 2,5 l d’eau pour générer la 

vapeur. Deux sondes embarquées ont été 
positionnées en bas et en haut de la charge. 
Une troisième a été disposée à l’intérieur du 
set situé au milieu de la charge (figure 1). 
La source de chaleur utilisée a été le gaz.

Un cycle comprend quatre étapes!:

• le préchau"age, terminé quand la vapeur 
sort en continu de la soupape!;

• le prétraitement, composé de trois mon-
tées en pression à 2 bars suivies de trois 
purges d’air obtenues en descendant 
à 1,2 bar!;

• le plateau de stérilisation, obtenu en 
maintenant durant 30 minutes la pression 
entre 2 et 2,5 bars (120,3!°C et 127,4!°C)!;

• la source de chaleur est ensuite coupée 
et le cycle se termine par un séchage 
de 30 minutes qui correspond à une 
descente de la pression jusqu’à 1,2 bar. 
Puis fermeture de la vanne lorsque cette 
valeur est obtenue. 

Résultats
Trois cycles ont été réalisés. Les résultats 
obtenus à l’aide des sondes ATMB sont 
présentés dans le tableau ci-contre. Pour 
chacun des paramètres sont rappelées 
les limites de conformité et les normes 
concernées.

Discussion
Aspect normatif
Tout comme pour les grands autoclaves, 
la validation et le contrôle de routine de 
la stérilisation à la vapeur d’eau des petits 
autoclaves se font selon l’EN 554. Le All 
American, du fait de son absence de pompe 
à vide et selon l’EN 13060!(5), se positionne 
comme un autoclave qui permet d’e#ectuer 
des cycles de type N, c’est-à-dire permet-
tant la stérilisation de produits uniquement 
pleins et non emballés. Il ne peut donc être 
utilisé pour la prise en charge de dispositifs 

Gestion des risques

Infections  
associées aux soins 
L’analyse des données paramétriques  
d’un cycle du All American
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Étude

médicaux creux, canulaires étroits ou quels 
qu’ils soient dès lors qu’ils sont emballés. 
Cependant, au vu des pratiques courantes 
dans les pays en développement et en 
se basant sur les recommandations du 
guide de Médecins sans frontières, nous 
avons décidé de réaliser nos tests avec 
des instruments pleins mais regroupés 
en sets emballés.

Données paramétriques
À notre connaissance, il n’existe pas de 
données publiées sur les paramètres phy-
siques obtenus avec ce type de dispositif.

L’analyse des données paramétriques per-
met de caractériser le déroulement des 
quatre phases et de valider le cycle de 
30 minutes à 122!°C. Concernant le pré-
traitement, malgré l’absence de pompe à 
vide, les trois purges d’air permettent de 
chasser su"samment l’air pour que le BD 
soit conforme. La pénétration de la vapeur 
est donc satisfaisante. Cette seconde phase 
permet également d’obtenir de la vapeur 
d’eau saturée de bonne qualité puisque, 
au plateau, la corrélation avec la table de 
Regnault est obtenue (écart en moyenne de 
0,07°C). Par ailleurs, le temps de maintien 
tout comme la température moyenne sont 
respectés. La valeur stérilisatrice calculée 
à partir des valeurs obtenues au plateau 
est conforme à ce qui était attendu pour 
un cycle de 30 minutes à 122!°C. De plus, 

elle est largement supérieure à ce qui est 
attendu pour un cycle de 121°C pendant 
15 minutes, rapport temps/température 
dont l’e"cacité a été démontrée.

En outre, même si cela ne constitue pas 
en soi une cartographie, la variation in-
tercapteurs est très faible car inférieure 
pour nos trois cycles à 0,3°C, y compris 
pour la sonde placée à l’intérieur du set en 
coton. Cette donnée met en évidence une 
répartition homogène de la chaleur dans la 
cuve et à l’intérieur des sets d’instruments. 
Toutefois, nous retrouvons, de manière 
inexpliquée, un temps d’équilibrage non 
conforme de 21 secondes pour le cycle 1.

Concernant la phase de post-traitement, il 
est possible d’obtenir un vide (figure 2). En 
e#et, lorsqu’on éteint la source de chaleur, 
le All American se refroidit, entraînant une 
condensation de la vapeur d’eau. Or, l’eau 
sous sa forme condensée occupe moins de 
volume que sous forme de vapeur, ce qui 
crée une dépression. Celle-ci permet une 
revaporisation de l’eau résiduelle contenue 
dans les linges. La pression descend ainsi 
jusqu’à des valeurs inférieures à 500 mbars, 
ce qui est essentiel pour diminuer la siccité. 
Celle-ci reste cependant supérieure à la 
limite de 1!% fixée par l’EN 285 pour les 
charges poreuses (en moyenne 2,5!%). Afin 
de diminuer ce pourcentage, deux tests 
supplémentaires ont été réalisés, le premier 

Tableau 1
Synthèse des résultats des trois cycles réalisés avec le All American 

PARAMÈTRES LIMITES DE 
CONFORMITÉ NORMES CHARGE  

1
CHARGE  

2
CHARGE  

3
Bande de température [0-3 °C] NF EN 554 2,13°C 2,04°C 1,45°C
Température moyenne au plateau ≥ 122 °C NF EN 554 123,7°C 123,6 °C 123,5°C
Temps de maintien ≥ 30 min NF EN 554 30 min 15 s 31 min 12 s 30 min 35 s
Temps d’équilibrage < 15 s NF EN 554 21 s 9 s 10 s
Variation intercapteur < 2 °C NF EN 554 0,3°C 0,1°C 0,1°C
Valeur stérilisatrice F0 moyenne ≥ 37,8 min NF EN 554 54,5 min 54,9 min 53,2 min
Saturation de la vapeur d’eau < 0,5 °C NF EN 554 0,1°C 0,1°C 0°C
Essai de siccité 1!% NF EN 285 2,5!% 2,1!% 2,9!%
Bowie-Dick Absence de spots NF EN ISO 11140-4 Conforme Conforme Conforme

Figure 1
Disposition de la charge test

Set 1

Set 2 BD

Set 3
Sonde

Sonde

Sonde

NOTES
1)  OMS, «!Pourquoi un défi mondial sur les infections nosocomiales!» - 

www.who.int/gpsc/background/fr
2)  Afnor, «!NF EN 554 - Stérilisation de dispositifs médicaux - Validation 

et contrôle de routine pour la stérilisation à la vapeur d'eau!», 1994.
3)  Afnor, «!NF EN 285 - Stérilisation - Stérilisateurs à la vapeur d'eau - 

Grands stérilisateurs!», 2016.
4)  P. Choquenet, S. Dimeglio, MSF et OCP, «!La stérilisation  

dans les établissements de soins!», 2017 - bibop.ocg.msf.org/
docs/30/L030STEM01F-P_2017-Guide-sterilisation-OCP_FR.pdf

5)  Afnor, «!NF EN 13060+A1 - Petits stérilisateurs à la vapeur d’eau!», 2018.
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en diminuant le volume d’eau à 2 litres, le 
deuxième en prolongeant le séchage des 
sets de 5 minutes dans la cuve couvercle 
ouvert. Ces deux essais n’ont pas permis 
d’améliorer ce résultat.

Approche pour l’utilisation 
en zones rurales des pays 
en développement
Selon une revue de littérature publiée en 
2011 par l’OMS!(6), le risque cumulé d’IAS 
en Afrique est de 5,7!% à 45,8!%. En 2015, 
l’OMS estimait que 5!% à 30!% des patients 
hospitalisés dans un pays en développe-
ment déclaraient une ou plusieurs IAS qui 
auraient pu majoritairement être évitées!(7). 
Face à cet enjeu majeur de santé publique 
dans les pays en développement, les 
moyens manquent, surtout dans les zones 
rurales et péri-urbaines. Concernant le trai-
tement du matériel médical, les capacités à 
fournir de l’électricité ou le coût de la mise 
en place d’une centrale d’eau osmosée 
peuvent rendre compliquée l’installation 
d’un autoclave de classe B. L’apport du 
dispositif All American dans l’améliora-
tion de la sécurité des soins est réel en 
regard de l’état actuel des structures de 
soins et des procédures de traitement de 
l’instrumentation. Localement, le Poupinel 

et l’eau de Javel sont très présents malgré 
leur insu"sance et leur nocivité.

Ce dispositif ne nécessite pas d’utiliser une 
eau osmosée. Il fonctionne sans joint en 
caoutchouc entre la cuve et le couvercle, 
avantage non négligeable pour la mainte-
nance. Sa solidité, sa facilité d’entretien, la 
possibilité d’utiliser le gaz comme source 
d’énergie dans des zones non électrifiées, 
son faible coût à l’achat, à l’utilisation et 
à l’entretien, ses performances justifient 
pleinement son utilisation.

Les limites de ce dispositif sont l'impossi-
bilité d'atteindre les 134°C et de prendre 
en charge les DM creux, ainsi qu'une hu-
midité résiduelle supérieure à la norme.

Ces données sont à mettre en regard du 
progrès que peut présenter cet appareil 
dans la prévention d’infections endé-
miques comme les hépatites ou le sida. La 
principale préoccupation est, dès lors, de 
conserver l’état de stérilité à la sortie du set 
d’instruments. Réglementairement, le ma-
tériel doit être utilisé immédiatement. En 
pratique, pour des raisons économiques 
et du fait de la trop faible quantité de 
matériel, il ne l’est pas toujours. Se pose 
donc la question des moyens à mettre en 
œuvre pour limiter la recontamination. Le 
transfert du matériel à l’aide d’une pince 
précelle stérile dans une boîte métallique 
fermée et prédésinfectée est parfois utilisé 
comme alternative. Le stockage des sets 
dans des armoires fermées à l’abri de 
la poussière et de l’humidité représente 
également une solution mise en œuvre.

Conclusion
Le All American, largement distribué par 
Médecins sans frontières et l’Unicef, a été 
intégré au projet d’appui au ministère de 
la Santé de l’ONG Aide odontologique 
internationale (AOI), dans le cadre du 
volet sécurité des soins dans plusieurs 
districts sanitaires. Il trouve tout son sens 
dans le cadre d’une approche globale 
qui commence par la protection indi-
viduelle, la prédésinfection des instru-
ments, l’amélioration de l’environnement 
du soin et l’établissement de protocoles. 
En 2011, au centre hospitalier régional de 
district d’Arivonimamo, à Madagascar, 
le ministère de la Santé, avec l’appui de 
l’AOI, a mis en service un autoclave All 
American. Il fonctionne toujours et son 
usage a été étendu à d’autres établisse-
ments sanitaires.

L’analyse des données paramétriques 
réalisée dans notre étude permet de va-
lider un cycle de 30 minutes à 122 °C. Elle 
garantit la stérilisation des instruments 
et légitime la place du All American dans 
la sécurité des soins d’un grand nombre 
de personnes dont les conditions de vie 
sont précaires. Par ailleurs, une étude 
est en cours sur la conservation de l’état 
stérile des sets. O

Clara Thorel*, Christophe Herran**,  
Jean-François Bouyssié**,   

 Anne-Valérie Lebelle-Dehaut*,  
Antoine Robelet* 

*Service stérilisation, CHU d’Angers 
** Aide odontologique internationale (AOI)

Figure 2
Exemple de tracé obtenu lors des essais à l’aide des sondes ATMB

NOTES
6)  S. Nejad, B. Allegranzi, S. Syed, B. Ellisc, D. Pittet,  

“Health-care-associated infection in Africa: a systematic review”,  
Bull World Health Organ, 2011; 89: 757-765.

7)  J. Adams, J. Bartram, Y. Chartier, Normes essentielles en matière  
de santé environnementale dans les structures de soins,  
Word Health Organization, 2010.
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Summary 

The "All American" is a mobile autoclave commonly used in developing countries. The 

objective of this study was to evaluate the sterility of cotton cloth wrapped instruments up to 7 

days of storage. For this purpose, 3 “All American” sterilization cycles were conducted, one 

cycle weekly during a period of three weeks. Each cycle contained 5 sets composed of three 

clamps, wrapped in cotton cloth. Sterility maintenance was tested at J1, J2, J3, J4 and J7. The 

sets were stored in a heating chamber in order to reproduce the storage conditions of tropical 

climates. Bacteriological and mycological analyses were carried out on the outside and inside 

of the cotton, as well as on the clamps of each set. Although residual humidity rates up to 

12% were recorded on cotton sets after cycles, we did not report bacterial or fungal growth, 

nor inside the cotton wraps, neither onto the clamps. These results are encouraging, but 

should be confirmed by increasing repeatability of sterilization cycle and by varying 

several parameters influencing dryness and sterility to test reproducibility. 

 

Keywords 
Mobile autoclave, sterility maintenance, tropical climate, limited resources, humanitarian 
association 
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Introduction 

Controlling healthcare associated infections (HAI) is a major concern for both patients 

and healthcare professionals [1]. In developing countries and more particularly in rural areas, 

material and financial resources limit the possibility of using disinfectants or sterilization 

equipment. In this context, the “All American”, a mobile autoclave that can be heated by 

using gas or electricity is commonly used. In its guidelines [2], the humanitarian association 

“Médecins Sans Frontières”  (MSF) recommends a sterilization cycle including a 30 mn 

sterilization phase at 122°C, and strongly recommends to use the sets immediately after the 

sterilization with “All American” because of water retention, due to the absence of vacuum 

pomp. Furthermore, the standards consider humidity as a risk of contamination regarding the 

performance of the wrapping system [3]. However, in rural areas where the patient flow is 

irregular, the caregivers cannot assume which and how many instruments they would need for 

a day. Therefore, considering that an “All American” requires nearly two hours for achieving a 

sterilization cycle, it would be more convenient to store the sterilized instruments during 

several days. The aim of this work is to assess the sterility maintenance of the sets after  

storage for up to seven days. 

 

Methods 

Sterilization procedure 

We conducted three “All American” sterilization cycles, heated by gas, one cycle 

weekly during a period of three weeks. Each time, five sets of three clamps were sterilized. 

The instruments were wrapped in 180g/m2 cotton cloth (30cmx40cm), secured by sterilization 

indicator tape. Three probes (with Temperature and Pressure sensors) and a Bowie Dick (BD) 

were placed in the “All American” in order to control the sterilization process. The sets were 

weighed before and after the cycle, to estimate the level of residual humidity. After the 

sterilization cycle, the sets were labelled (Week 1, 2, 3 – Storage Day 1, 2, 3, 4, 7) according 

to their percentage of residual humidity. In order to be placed in the most unfavourable 

conditions, the wetter the sets were, the longer they were stored before analysis. Then, after 

sterilization cycle, they were put into closed cover bags to be brought to the laboratory in less 

than 30 minutes. 

 

Laboratory procedures 

The driest set was processed at his arrival at the laboratory. The set with the highest 

humidity percentage was processed on day 7. The other sets were processed at day 2, 3, 

4 according to their residual humidity (Table 1). The sets devoted to be analysed on days 2, 3, 

4, 7 were taken out of the cover bags with hands disinfected by hand rubbing with 
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alcoholic solution. Then, they were placed at 30°C, with 70% humidity level in the air in 

order to recreate most of the climate conditions of tropical developing countries.  

To assess the cotton barrier role, the cotton cloth of each set was sampled outside and 

inside, with contact agar plates (Merck, Darmstadt, Germany) containing Tryptic Soy Agar + 

lecithin tween and histidine (LTH), by using a specific applicator (bioMérieux) allowing a 

pressure force of 25g/cm2 during 10 seconds. The plates were then incubated at 30°C during 

72h and culture growth was checked at 24h and 48h. 

For each set, two clamps were dipped into 20mL of sterile water in a sterile bottle. 

Then the bottle was automatically shacked during 30 mn. Next, the water samples were 

inoculated under sterile conditions into an aerobic bacterial blood culture vial (BACT/ALERT® 

FA Plus, bioMérieux), an anaerobic bacterial blood culture vial (BACT/ALERT® FN Plus, 

bioMérieux) and a yeast blood culture vial (BD BACTECTM Mycosis IC/F). Those vials were 

incubated in the automatons (bacT/ALERT® VirtuO®–Biomérieux) for 14 days. For each 

sterilization cycle (five sets), negative and positive controls were carried out. The negative 

controls were obtained by using a clamp sterilized in the sterilization unit of the hospital, 

and wrap into normalized packet conform to the NF 11607-1 and 11607-2 [3,4]. The 

bacteriological positive controls were obtained by using a S.aureus (ATCC 29213 reference 

strain) suspension, which was adjusted to the cell  density of a McFarland 0.5 turbidity 

standard. Two successive 1/100 dilutions were performed to obtain a final suspension (10-4 as 

compared to the initial suspension). Two swabs were impregnated with this final 

suspension. A swab was used for basting a clamp, then extraction and cultivation were 

realised by processing as previously described. The other swab was vigorously stirred 

into 1mL of sterile water. Then 100µL were inoculated in a blood agar plate for counting 

microorganisms. For C.albicans (ATCC reference strain), two dilutions were performed from 

a suspension adjusted to the density of a McFarland 0.5 turbidity standard to obtain two final 

suspensions (10-2 and 10-3 as compared to the initial suspension). For each of the final 

suspensions, two swabs were used: one for basting the clamp and one for 

determining yeast counts. 

 

Results 

The residual humidity rates of sets are presented on table 1. The average residual 

humidity rate was 4.9% (week 1: 4.9%, week 2: 4.5%, week 3: 5.2%). The sets with 

the higher humidity percentage (days 7), were all positioned at the top of their charge 

during processing in the “All American”. The residual humidity of the set positioned at the top 

was 1.5 to 9 times higher than the residual humidity of the other sets sterilized in the same 

cycle.  
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Only the contact plates positioned outside the cotton cloth showed micro-organism 

growth. The plates placed inside were all sterile. It can be hypothesized that all the micro-

organisms isolated were from environmental origin, with the exception of S. aureus, which 

could result from a human contamination during the handling process (Table 2). Concerning 

clamps, none of the blood culture incubated showed a bacterial nor yeast growth while 

positive controls showed micro-organism growth with different thresholds for S. aureus and C. 

albicans. Blood culture vials were positive for all S. aureus positive controls. Bacterial counts 

on the swabs used to blast the clamp showed between 5 and 10 colonies by plate, 

corresponding to 50 to 100 bacteria per swab. It can be estimated that the clamps were 

contaminated by the same number of bacteria. Concerning yeast positive controls, one of the 

dilutions (D1) allowed to obtain 5.102 to 103 yeast per swab, whereas the other dilution (D2) 

allowed obtaining 5.103 to 104 yeasts per swab. Blasting the clamp with D1 resulted in a yeast 

growth in blood culture vials only once in three controls, whereas blasting the clamp with D2 

allowed the growth in all controls. 

 

Discussion 

In our knowledge, this is the first study of sterility maintenance after “All American” 

sterilization cycle. This device, although rudimentary, is widely deployed (the exact number has 

not been found) in hospitals in rural areas of developing countries. This deployment is currently 

carried out without any scientific data. For this reason, in a first sturdy [5], we performed the 

analysis of parametric data of an “All American” cycle. This analysis validated a 30 minutes 

cycle at 122°C. It guarantees the sterilization of the instruments and legitimized the place of 

the “All American”.  

In this second study, we recreate “All American” conditions of use in developing 

countries. The aim was that in the handling and storage of the sets, the hygiene conditions 

should remain the same as those required in the instructions and procedures for the users of 

this process. 

Wrapping instruments in the “All American” is not recommended because of the 

absence of vacuum pomp that does not prevent residual cotton cloth humidity. For each cycle, 

the highest residual humidity rate was recorded for the set placed at the top of the charge, 

despite covering the charge with a cotton cloth for limiting the phenomenon. Concurrently, 

the residual humidity is not only a problem in “All Americans” [6] but also with type B 

sterilizer, and the literature tends to demonstrate an association between humidity and micro-

organism growth [7]. Based on these data, users should place the sets to be firstly used at 

the top of the tank. However, it is noteworthy that according to our results, the residual 
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humidity did not seem to influence the micro-organism growth if the sets are manipulated 

with clean hands after the cycle, and are then stored in a disinfected area. 

Even though the cotton cloth is usually not considered to be a very efficient barrier [8, 

9], recording a bacterial growth when sampling outside the cotton but not on the instruments 

placed inside tend to suggest that the cotton cloth has a usefulness in limiting the 

contamination of sterilized instruments inside.  

The quality of the cotton used for packaging must be taken into account. For this 

reason, the reference used in our tests is the same as the one used in the hospitals 

in Madagascar. Moreover, in the case where a small autoclave allows sterilization cycles with 

porous item (type B or S), the EN 13060 standard [10] specifies that cotton used must be 

made of pure cotton, with a mass per unit area of approximately 180g/m2. Our cotton meets 

this requirement. The cotton must be bleached, which is not our case, but the it is untreated 

as required by the EN 13060 standard.  

We can noticed that other studies did not report any bacterial growth onto instruments 

wrapped in different materials including cotton [11].  

Our study has certain limits. First, several parameters influencing dryness and sterility, 

have not been all considered in our experiments. Among these parameters, most influential 

are the thickness of the cotton cloth, the number of sets and instruments in the “All 

American”. Another limit is the detection threshold of our experiments, especially concerning 

yeasts. Indeed, we cannot absolutely be sure that no microorganism was present on the 

clamps. However, the absence of bacterial or fungal growth inside the sets is consistent with 

an absence of contamination of the instruments [12]. 

 

Conclusion 

The results obtained in our study suggest the maintenance of sterility after 7 days of storage 

of wrapped instrument sterilized in “All American” sterilizer. However, this sterility 

maintenance depends on many factors, potentially linked to the local environment, the 

different existing procedures, or the staff training. Although our results are encouraging, 

additional data about repeatability and reproducibility of the results in other conditions are 

needed to help each staff working in rural areas of developing countries and using “All 

American” sterilizer to elaborate the better protocols according to their resources. A 

precaution would be to resterilize unused sets after 7 days of storage. 
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Week x / Day y Day 1 Day 2 Day 3 Day 4 Day 5 Average 

Week 1 1,6% 3,6% 3,9% 6,0% 9,6% 4,9% 

Week 2 1,4% 2,7% 2,8% 2,9% 12,5% 4,5% 

Week 3 2,7% 2,9% 3,7% 5,1% 11,8% 5,2% 

Table 1. Humidity rate of each set after a cycle in the “All American” sterilizer 
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Week x - Day 

y 

Cotton cloth (oustide) 

UFC / 25m2 (bacterial species) 

Cotton cloth (inside) 

UFC / 25m2 

W1 - D1 0 0 

W2 - D1 20 (CoSN, Bacillus spp.) 0 

W3 - D1 0 0 

W1 - D2 16 (S. aureus, Bacillus spp.) 0 

W2 - D2 1 (CoSN) 0 

W3 - D2 10 (CoSN, Moraxella spp, Bacillus spp) 0 

W1 - D3 8 (CoSN, fungi, S. aureus) 0 

W2 - D3 2 (CoSN) 0 

W3 - D3 2 (Bacillus spp., Moraxella spp.) 0 

W1 - D4 2 (CoSN) 0 

W2 - D4 0 0 

W3 - D4 7 (CoSN, Moraxella spp.) 0 

W1 - D5 1 (CoSN) 0 

W2 - D5 1 (Bacillus spp.) 0 

W3 - D5 5 (CoSN) 0 

Coagulase-negative staphylococci (CoSN) 

 

Table 2. Results of colony enumeration on Count-tact® plates used for sampling outside and 

inside the cotton cloths per days of storage 

 

Discussion générale 

1. Validation paramétrique 

1.1. La réglementation et les recommandations 

L’utilisation des autoclaves hospitaliers dans les pays européens répond à une règlementation 

stricte. Les normes NF EN ISO 17765-1 et 2 (26) (29) et NF EN 554 (30), posent les bases de 
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cette règlementation. Ce sont en effet ces normes qui permettent d’encadrer les autoclaves de 

leur réception à leur utilisation. L’ensemble de ces étapes, dont les qualifications 

opérationnelles et des performances, sont des points essentiels pour obtenir l’autorisation 

d’utilisation d’un autoclave hospitalier afin de réaliser des cycles de stérilisation dit de classe B. 

Selon la taille de l’autoclave, les normes varient, bien qu’il soit possible de suivre le même plan 

méthodologique. 

 

Le travail mené avait pour objectif principal d’analyser, selon les normes en vigueur applicables 

aux stérilisateurs hospitaliers les données paramétriques d’un cycle de stérilisation de 30 

minutes à 122 °C préconisé par Médecins sans frontières (35) pour les instruments médicaux 

pleins. Ce travail se base sur la réglementation européenne et sur le guide de stérilisation de 

Médecins Sans Frontières. Ce dernier document a constitué une source d’informations précieuse 

pour la mise en place de la validation paramétrique du All American. En effet, il présente 

l’appareil et propose un encadrement de son utilisation dans le but de sécuriser la prise en 

charge des patients dans les pays en développement. 

 

En 2015, la croix rouge internationale a également édité des recommandations concernant la 

stérilisation (dernière révision en 2020) (67). Elle conseille l’utilisation d’une stérilisation sous 

pression de vapeur d’eau saturée, avec la réalisation de cycles de 18 minutes à 134°C afin de 

prévenir la transmission de la maladie de Creutzfeld-Jacob. Les guidelines précisent également 

que l’autoclave à vapeur d’eau doit être conforme aux normes NF EN 13060 (31) et NF EN 285 

(24). A notre connaissance, concernant le All American, aucune donnée n’a été publiée sur sa 

conformité vis-à-vis de ces normes. Or, nous pensons que dans certaines conditions, la balance 

bénéfice risque penche pour son utilisation pour la stérilisation des instruments médicaux 

pleins. C’est notamment le cas pour les structures hospitalières dans lesquelles la mise en place 

d’un autoclave nécessitant des ressources plus importantes que le All American est impossible. 

En dehors des ressources matérielles, les ressources humaines sont également un facteur à 

prendre en compte. Car pour déployer des autoclaves de type B, il faut nécessairement former 

un plus grand nombre de personnes : pour la maintenance et contrôle de la qualité de l’eau, 

manipulation et maintenance de l’autoclave. Or, dans les zones rurales, les structures 

hospitalières sont de plus petite taille et le personnel hospitalier souvent moins nombreux que 

dans les structures universitaires. 
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1.2. L’emballage 

L’EN 13060 présente trois types de stérilisations réalisables dans un petit autoclave. Le All 

American ne permet pas de réaliser des stérilisations de type B comme l’exige la 

réglementation hospitalière européenne, mais permet des réaliser des cycles de type N. En 

théorie, on ne peut pas donc pas stériliser d’articles emballés dans un All American. Le choix 

d’emballer l’instrumentation va contre la réglementation, mais fait suite à un constat : la 

nécessité de pouvoir stocker le matériel stérilisé. En effet, non emballés, les instruments 

stérilisés dans un All American doivent être utilisés de manière immédiate après un cycle. Or 

dans les structures utilisant ces appareils, le flux de patients n’est pas toujours prévisible ni 

constant. Sachant qu’un cycle dans un All American dure 1h30 environ, stériliser les dispositifs 

médicaux nécessaires à la prise en charge d’un patient « à la demande » peut entrainer un 

retard du soin en plus d’un surcoût financier non acceptable. Même si, en théorie, le All 

American ne devrait pas être utilisé pour stériliser des charges emballées, il a donc été décidé 

en pratique de réaliser ce travail avec des dispositifs médicaux emballés dans des linges en 

coton. Ce choix a également été renforcé par le guide de Stérilisation de MSF qui utilise des 

sets d’instruments emballés dans le All American. 

 

Le choix de la nature de l’emballage repose sur les possibilités d’approvisionnement pour les 

structures utilisant un All American. Des feuilles papiers de stérilisation, répondant aux normes 

NF EN 868 (21) et NF EN ISO 11607 (22), ont un coût largement supérieur à celui du coton et 

représentent un défi en ce qui concerne leur approvisionnement. C’est pourquoi le linge 100% 

coton a été utilisé pour mener les recherches. Effectivement, les PED sont souvent des pays 

producteurs de coton (68) (69) (70) (71), et n’ont donc pas besoin de l’exporter comme il 

serait nécessaire de le faire avec les feuilles de papiers de stérilisation.  

Dans le cas où un petit autoclave permet de réaliser des cycles de stérilisation avec articles 

poreux (type B ou S), la norme NF EN 13060 (31) précise que les charges poreuses doivent 

être constituées de coton pur, avec une masse par unité de surface d’environ 180g/m2. Notre 

référence de coton, la même que celle déployée dans les établissements à Madagascar, 

respectait cette exigence. La norme précise également que le coton doit être blanchi, ce qui 

n’était pas notre cas, mais le textile était cependant non traité comme exigé. 

 

1.3. La charge d’eau 

La charge d’eau représente l’eau qui va être déposée dans le fond de la cuve du All American. 

C’est elle qui, grâce à la chaleur et à la pression et après évacuation de l’air va permettre 

l’obtention de vapeur d’eau saturée. Dans un appareil sans pompe à vide, plus la charge d’eau 
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est importante, plus la quantité d’eau résiduelle est élevée à la fin du cycle. En effet, l’appareil 

ne permet pas la revaporisation et l’extraction de l’eau résiduelle grâce à un vide prolongé en 

fin de stérilisation. 

 

Après les tests, il est clair que la siccité est le paramètre qui ne répond pas à la réglementation, 

car trop élevée. Si la charge d’eau de départ est trop importante, on peut penser qu’elle 

influence le résultat de siccité. Cependant, au-delà d’un certain seuil, la charge d’eau ne peut 

plus être diminuée sans risquer de ne plus produire assez de vapeur pour assurer le plateau de 

stérilisation. Pour une charge d’eau de 2 L, la quantité d’eau résiduelle était de 500 mL, ce qui 

représente un volume plutôt faible. Il a donc été décidé d’utiliser une charge d’eau légèrement 

supérieure de 2,5 L afin de sécuriser l’utilisation de l’appareil.  

 

1.4. Les sondes 

Le positionnement de trois sondes embarquées dans la cuve du All American, avec 

l’instrumentation emballée, a permis de comparer les données paramétriques du cycle obtenus 

avec le All American avec celles exigées par la réglementation. Selon la NF EN 554 (30), un 

système d’enregistrement indépendant doit permettre d’obtenir la pression, la température 

ainsi que la durée du cycle. 

La norme NF EN 554 (30) stipule qu’un essai avec charge vide doit permettre de déterminer les 

points où l’on relève les températures maximales et minimales, afin de pouvoir placer les 

sondes d’enregistrement à ces endroits lors des essais de charges pleines. 

Le positionnement de 3 sondes en bas, haut et au milieu de la cuve a permis de cartographier 

l’intérieur du All American afin d’obtenir l’acquisition des données des points les plus éloignés, 

et jusqu’à l’intérieur d’un linge en coton au plus près de l’instrumentation. 

 

1.5. La siccité 

Selon les normes NF EN 285 et NF EN ISO 17765 lors de la stérilisation d’une charge poreuse, 

le résultat de siccité ne doit pas dépasser 1,0% pour être conforme. Le paramètre de siccité ne 

répond donc pas à la norme. En effet, la moyenne pour l’essai de siccité est de 2,5%. 

Les graphiques obtenus grâce aux sondes embarquées permettent de montrer l’obtention d’un 

vide lors du séchage, dans un appareil pourtant dépourvu de pompe à vide. Sans ce vide, on 

peut imaginer que les valeurs de siccité seraient encore plus élevées. Ce vide est rendu 

possible par la recondensation de la vapeur en fin de cycle, occupant un plus petit volume sous 

sa forme condensée que sous sa forme de vapeur.  
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Dans l’objectif d’améliorer la siccité, différents types de cycles ont été réalisés sans que 

toutefois nous les ayons publiés. Trois pistes ont été explorées : la méthode de séchage, la 

charge d’eau, la source d’énergie. L’ensemble de ces paramètres ont été modifiés, le temps 

d’un cycle, chacun leur tour.  

 

Concernant la modification du séchage, une phase de 15 minutes a été rajoutée. A la fin du 

cycle et après les 30 minutes de séchage couvercle fermé, celui-ci a été entrouvert pour 

permettre l’évaporation d’une partie de l’eau résiduelle durant 15 minutes. Le risque de 

contamination des sets pendant ces 15 minutes semble limité par la chaleur encore très 

importante dégagée par les parois du All American. La modification de la méthode de séchage 

n’a pas permis d’améliorer la siccité. 

 

La charge d’eau semble finalement peu influer sur le résultat de siccité. En effet, les essais 

réalisés avec une charge d’eau de 3 L, puis de 2 L n’ont pas permis de modifier le pourcentage 

d’humidité résiduelle. Une charge d’eau de 2 L semble être un seuil minimum à ne pas 

dépasser, laissant un volume d’eau résiduel égal à 500 mL. 

 

Enfin, les derniers essais ont concerné la modification de la source d’énergie qui conditionne 

l’obtention de la chaleur permettant la création de la vapeur d’eau saturée. Le test oriente vers 

une utilisation préférentielle du gaz. En effet, dans les mêmes conditions, et en suivant le 

même protocole, l’utilisation de plaques électriques n’a pas permis une diminution mais une 

augmentation de presque 2% de la siccité. 

 

De nombreux paramètres peuvent être en lien avec les résultats de siccité obtenus comme le 

nombre de sets positionnés dans la cuve, l’épaisseur du coton, le système protégeant les sets 

pour récupérer l’eau. Ainsi, un grand nombre d’expérimentations supplémentaires devraient 

être réalisées. Cependant, il semblerait que le set placé le plus en haut de la charge soit 

systématiquement le set le plus humide. A la fin du cycle, la diminution de la chaleur et la 

baisse de la pression entrainent une condensation de la vapeur d’eau qui se dépose sur les 

linges et plus particulièrement sur le linge recouvrant l’ensemble des sets, en contact direct 

avec le set situé en haut de la cuve. La création d’un système permettant de mettre en tension 

le linge recouvrant la charge pourrait limiter son contact avec les sets et représente une piste 

d’amélioration intéressante. 
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Ce sont ces résultats de siccité qui ont motivé la réalisation de la seconde partie de ce travail. 

La siccité n’étant jamais conforme au seuil indiqué par la norme, les sets devraient être utilisés 

immédiatement après leur stérilisation.  

L’objectif de la deuxième étude était de recréer les conditions de stockage des sets dans les 

PED, et d’effectuer des essais de stérilité après un cycle de stérilisation dans un All American 

après différentes durées de stockage. 

 

2. Essais de stérilité 

2.1. La réglementation 

Un produit est dit stérile lorsqu’il est exempt de tout micro-organisme vivant. Les essais de 

stérilité avaient pour but de mettre en évidence une potentielle pousse bactérienne ou fongique 

sur les sets d’instruments pendant leur stockage, après leur stérilisation. Ces essais ont été 

menés à bien en suivant les recommandations des normes NF EN ISO 11737-1 (32) et NF EN 

ISO 11737-2 (33) qui concernent les produits de santé ainsi que de la pharmacopée 

européenne qui concerne le médicament (72).  

 

La norme NF EN ISO 11737-1 (32) recommande les étapes suivantes pour définir une 

biocharge : neutralisation des substances inhibitrices s’il y en a puis extraction, mise en culture 

et dénombrement des micro-organismes.  

La norme NF EN ISO 11737-2 (33) concerne plus précisément les essais de stérilité sur les 

dispositifs médicaux. Elle propose deux méthodes pour mettre en place un contrôle de stérilité : 

l’immersion directe du produit dans un milieu de culture ou l’ajout du milieu de culture dans le 

produit, l’extraction des micro-organismes du produit puis leur transfert vers un milieu de 

culture. Dans les deux cas, la méthode est suivie d’une période d’incubation.  

Les essais de stérilité menés pour ce travail se sont basés sur la méthode de l’extraction des 

micro-organismes suivis d’un transfert dans un milieu de culture. En effet, l’immersion d’une 

pince dans un flacon d’hémoculture était compliquée du fait de la taille de la pince par rapport à 

l’ouverture et à la hauteur des flacons. Aucune neutralisation d’une substance inhibitrice n’a été 

nécessaire car leur matériau, l’acide inoxydable, inerte, n’en est pas pourvoyeur. Le 

positionnement des pinces dans un agitateur automatique a permis d’extraire les potentiels 

micro-organismes sur l’ensemble de la pince. Il n’a donc pas été nécessaire de déterminer une 

fraction de produit pour réaliser les tests. 

 

La méthode par extraction des micro-organismes implique plus de manipulations, et peut donc 

entrainer des contaminations croisées. Cependant, la réalisation de témoins positifs et négatifs 



37 

permet en partie la mise en évidence de ces contaminations et est nécessaire à l’interprétation 

des résultats. Ces témoins ont été pris en charge de la même manière que les pinces des sets 

étudiés. 

L’eau stérile a été choisie comme éluant. Elle ne favorise pas la culture des micro-organismes 

et a pu être mise en culture sans procédé de filtration préalable. 

 

Conformément à la norme NF EN ISO 11737-2 (33), les essais ont été réalisés dans un 

environnement contrôlé, sous hotte à flux laminaire, afin de conserver l’état stérile des sets 

pendant leur manipulation. Les sets ont été manipulés avec des mains propres (utilisation de 

solution hydro-alcoolique) jusqu’à ouverture. Ensuite, le port de gant était de rigueur pour ne 

pas contaminer l’intérieur des sets supposés stériles. 

 

 
Photo 2 : Manipulation d’un set avant son ouverture, sous hotte à flux laminaire 

 

 
Photo 3 : Manipulation d’un set après son ouverture, sous hotte à flux laminaire 

 

2.2. Le choix des milieux 

La norme NF EN 11737-1 (32) et la pharmacopée européenne proposent des milieux de culture 

permettant de réaliser les essais de stérilité.  

Cependant, les essais menés l’ont été à l’aide de flacons d’hémoculture bactérienne aérobie et 

anaérobie ainsi que de flacons d’hémoculture fongique ne faisant pas partie des propositions de 
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la norme. Pour autant, ces flacons sont composés de milieux riches permettant la pousse de 

tous types bactériens et fongiques comme certains proposés. Ils présentent l’avantage de 

pouvoir être placés dans leur automate respectif afin de surveiller la pousse bactérienne et 

fongique grâce à une méthode colorimétrique. La production de CO2 par les bactéries induit un 

changement de pH induisant lui-même le changement de couleur de la silicone présente au 

fond du flacon. Le virage colorimétrique est alors détecté par l’automate. 

 

L’utilisation de géloses contact a permis une étude simple de la surface extérieure et intérieure 

des linges en coton constituant les sets. 

 

2.3. La composition des sets 

Les sets étaient tous composés de trois pinces. Le choix de leur composition a principalement 

été motivé par un aspect pratique. En effet, la taille des pinces permettait leur positionnement 

dans les contenants que nous avions à disposition pour réaliser l’extraction des micro-

organismes. De plus, les pinces ne sont pas des instruments  articulés, donc ne nécessitent pas 

d’être démontées, ce qui a facilité leur prise en charge au laboratoire. Nous avons fait le choix 

de positionner trois fois le même instrument afin de pouvoir utiliser une des pinces pour 

manipuler les deux autres sans les déstériliser. 

 

Les pinces sont tout de même dotées de griffes qui peuvent favoriser la présence de micro-

organismes et compliquer le lavage et la stérilisation. 

 

La pince nous est donc apparue comme un bon compromis entre praticité lors des 

manipulations, et réalité du terrain avec des aspérités souvent retrouvées sur de nombreux 

instruments. 

 

2.4. Les résultats 

Selon la norme NF EN ISO 11737-2 (33), il est recommandé de limiter le plus possible le temps 

entre l’exposition de l’instrumentation à l’agent stérilisant et la réalisation du contrôle de 

stérilité. Le temps d’acheminement des sets stérilisés était d’environ 30 minutes pour que le 

premier set soit pris en charge le plus rapidement possible. L’ensemble des sets restants a pu 

être rapidement placé dans le lieu de stockage. 
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Le stockage des sets a été réalisé dans un milieu mimant les conditions de température (30°C) 

et d’hygrométrie (70%) des pays en développement, présentant très souvent un climat 

tropical. De plus, il a été réalisé dans une étuve propre mais non stérile, pouvant être ouverte 

pendant le stockage des sets. 

 

Comme discuté lors de la validation paramétrique, on note que le set le plus humide est 

systématiquement celui du haut. On observe une humidité résiduelle jusqu’à 9 fois plus élevée 

pour le set du haut en comparaison aux autres sets d’un même cycle. 

Afin de se placer dans des conditions défavorables, les sets ont été pris en charge selon un 

ordre croissant d’humidité résiduelle. L’humidité favorisant en principe la pousse bactérienne, il 

a été décidé de stocker le plus longtemps le set le plus humide. 

 

a) Géloses contact 

 
Des témoins positifs ont été réalisés en positionnant des géloses contact sur une surface non 

désinfectée. 

Les résultats des géloses contact mettent en évidence une contamination bactérienne à 

l’extérieur des sets. Les espèces bactériennes observées sont des germes de l’environnement. 

Ceci coïncide avec le fait que cette partie des linges en coton est propre mais pas stérile, car 

manipulée dès leur sortie du All American. Un Staphylococcus aureus a été retrouvé sur un des 

sets, sûrement dû à une contamination manuelle lors de la réalisation des essais. 

L’ensemble des géloses contact placées à l’intérieur des linges en coton ainsi que l’ensemble 

des pinces testées n’ont montré aucune croissance bactérienne ou fongique après 72h 

d’incubation. 

Ces résultats tendent à montrer le rôle barrière du linge en coton pour le maintien de l’état 

stérile des instruments qu’il contient.  

 

b) Hémocultures 

Deux dilutions ont été réalisées pour les témoins positifs fongiques afin d’obtenir une dilution 

permettant la pousse de C. albicans. La seconde dilution utilisée, augmentant le seuil de 

détection, a montré une pousse systématique des témoins positifs. Cette difficulté rencontrée 

représente une limite de ces essais. En effet, nous ne pouvons pas affirmer avec certitude 

qu’aucune pousse fongique n’a eu lieu sous le seuil de détection. 
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c) Siccité 

Les résultats de siccité de ces essais de stérilité sont presque deux fois plus élevés que ceux 

obtenus lors de la validation paramétrique du All American. En effet, la moyenne de siccité des 

trois cycles réalisés pour les essais de stérilité est de 4,9%, tandis qu’elle était de 2,5% pour 

les trois cycles de la validation paramétrique. Les paramètres des six cycles étaient les 

mêmes : 30 minutes, à 122°C. La procédure de séchage appliquée, la charge d’eau de départ 

ainsi que la source de chaleur étaient également identiques. Les paramètres ayant varié sont le 

nombre de set ainsi que leur composition. Dans la première étude, trois sets ont été 

positionnés dans la cuve lors des cycles. Chaque set était composé de quatre instruments : un 

spéculum, deux pinces à disséquer et une paire de ciseaux Mayo. Dans la seconde étude, cinq 

sets ont été disposés dans la cuve du All American. Chaque set était composé cette fois de trois 

pinces à disséquer. Se pose alors la question de l’influence du volume de la charge du All 

American sur les résultats de taux d’humidité résiduelle. Nous noterons que le grammage des 

linges en cotons constituants les sets était le même lors des deux études.  

 

Retombées dans les centres des pays en développement 
Les données collectées lors des deux parties de ce travail permettent de préciser l’utilisation du 

All American. Dans les zones les plus reculées, où l’accès à l’eau est parfois difficile, le All 

American ne requiert qu’une charge d’eau de 2,5 L. De plus, son nomadisme et son 

fonctionnement sur gaz font de lui un autoclave « tout-terrain » dans des régions où l’électricité 

n’est pas toujours accessible de manière continue. Cet appareil peut donc en théorie être utilisé 

dans les endroits possédant le moins de ressources pour sécuriser la prise en charge des 

patients. Une traçabilité des cycles peut être réalisée a minima sur un cahier. 

Cependant, son utilisation fait partie d’un processus plus complexe et plus global. La maitrise 

de l’environnement dans lequel les instruments sont pris en charge est essentielle. En effet, la 

centralisation dans des locaux dédiés à la stérilisation doivent permettre, autant que possible, 

la marche en avant en séparant les zones « sale » et « propre » pour ne pas recontaminer 

l’instrumentation stérilisée. La pré-désinfection ainsi que le lavage représentent des étapes 

clefs avant un cycle de stérilisation, car elles déterminent la biocharge présente sur les 

instruments et influencent donc directement les résultats obtenus. Dans la mesure du possible, 

les instruments doivent être placés dans les bacs de pré-désinfection le plus rapidement 

possible après leur utilisation afin de limiter au maximum le séchage des souillures. L’hygiène 

des mains est primordiale à chaque étape du retraitement. Le contrôle de l’usure des sets en 

coton avant leur utilisation doit être systématique pour en changer si leur rôle de protection 
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peut être compromis. Au vu des résultats de siccité, les sets placés le plus en haut dans la cuve 

du All American devraient être utilisés le plus rapidement possible. . 

C’est à l’aide d’une formation initiale et continue du personnel et de la création de protocoles 

définis en amont que l’ensemble du processus pourra être respecté. Les protocoles mis en place 

doivent tenir compte des nombreux paramètres tels que l’épaisseur du coton et son usure, la 

composition des sets ainsi que leurs modalités de stockage, l’environnement de retraitement de 

l’instrumentation. 

La validation paramétrique du All American rassure quant à son utilisation, à condition qu’il soit 

utilisé dans un cadre où l’ensemble des bonnes pratiques sont appliquées, et où le circuit de 

marche en avant est respecté. 

 

Dans les zones rurales, l’accès au soin est permis le plus souvent grâce à la présence de 

dispensaires ou d’hôpitaux de district. Le personnel y est limité (51), et le flux de patient n’est 

ni constant ni prévisible. La possibilité de pouvoir stocker l’instrumentation médicale stérilisée 

dans un endroit propre représente un avantage de taille. Les essais de stérilité rassurent quant 

au risque de recontamination de l’instrumentation protégée dans des sets. Les sets doivent 

cependant être placés dans une enceinte fermée et propre après le cycle, et leur transfert doit 

s’y faire en respectant une hygiène des mains stricte. L’ensemble des règles d’asepsie lors 

l’utilisation des sets doit être respecté. 

 

La possibilité d’utiliser un appareil permettant la réalisation d’un cycle de stérilisation conforme 

aux normes européennes, en dehors de la siccité, et la possibilité d’envisager le stockage de 

l’instrumentation stérilisée jusqu’à 7 jours constitue des données importantes à faire connaître 

pour les personnes responsables du retraitement du matériel médical. 

 

Axes d’amélioration et perspectives de recherche 
La variation du grammage des linges de coton pourrait influencer la siccité et représente donc 

un axe de recherche intéressant. Cependant, l’axe principal d’amélioration pourrait être la mise 

en place d’un système limitant le mouillage des sets placés en haut de la cuve du All American. 

Un système permettant de maintenir le linge placé au-dessus des sets, pour bénéficier de son 

absorbance, en le mettant en tension pour limiter son contact avec les sets du haut de la cuve 

pourrait permettre de faire chuter le taux résiduel d’humidité des deux premiers sets. 

Les axes d’amélioration ne permettront peut-être pas d’obtenir une siccité inférieure à 1%, 

mais limiteraient le risque de recontamination des sets et rassureraient d’autant plus sur une 

possibilité de stockage après leur stérilisation. 
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Des manipulations supplémentaires sont nécessaires. L’augmentation du nombre de 

manipulations permettrait d’augmenter la répétabilité afin de consolider les résultats obtenus. 

De plus, faire varier des paramètres, dont l’opérateur, permettrait d’augmenter la 

reproductibilité des données, et donc de renforcer les résultats pour sécuriser toujours plus 

l’utilisation du All American. 

 

Conclusion 
Le développement d’un pays passe par le développement humain, dépendant du 

développement sanitaire. Le rôle des politiques de santé publique est primordial, et l’aide des 

pays partenaires non négligeable. Le partage de nos connaissances et leurs adaptations aux 

différentes conditions d’exercices doivent permettre la formation des soignants et la mise en 

place de protocoles d’hygiène pertinents.  

 

La stérilisation s’inscrit dans un tout. Au-delà de la formation des soignants à l’utilisation des 

autoclaves, leur sensibilisation et leur formation à des gestes barrières quotidiens contre les 

IAS doit être menées en parallèle. Par exemple, le lavage des mains est une des mesures clef 

de la lutte contre les IAS. 

 

Dans les PED, le contrôle de la stérilisation de l’instrumentation médicale peut mener à limiter 

grandement les IAS, jusqu’à 20 fois plus fréquente que dans les pays développés. Toutefois, 

elle n’est pas toujours simple à mettre en place du fait du manque de ressources. L’accès à 

l’eau peut être compliqué et l’accès à l’électricité n’est pas toujours réalisable en continu. Se 

pose alors la question de l’utilisation d’autoclaves à haute contenance, et fonctionnant grâce à 

une énergie électrique. Le All American n’offre pas une solution parfaite, mais peut permettre 

d’amorcer une culture de la stérilisation dans un contexte de développement de l’hygiène dans 

les établissements de santé reculés. Dans ce contexte, il offre la possibilité de stériliser des 

instruments médicaux pleins réutilisables, afin de limiter grandement les IAS liés à l’utilisation 

de DM. Les travaux menés montrent que son cycle est fiable, et qu’une stérilisation de qualité 

peut être réalisée dans un All American selon les standards européens, à l’exception de la 

siccité. Par ailleurs, les essais de stérilité n’ont pas mis en évidence de pousse bactérienne ou 

fongique sur les instruments stérilisés dans des sets en coton jusqu’à 7 jours après leur 

stockage. L’ensemble de ces données sécurise l’utilisation pratique du All American. 
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Sans être l’autoclave idéal, le All American répond donc à de nombreux critères faisant le lui 

une véritable option  pour participer à la lutte contre les IAS dans les zones rurales des pays en 

développement. 
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Annexes 
Annexe 1 : Proposition d’un cycle avec le All American par Médecins Sans Frontières. 
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Appendix 4 4.1 Using the All American 39L autoclave  
 

 

 

 

Operation 
 

1. Put 3 liters of water into the bottom of the autoclave. Use high-quality water – demineralized water, 

bottled drinking water, or filtered water. (see water filter in the MSF catalog). 

 

2. Place the items to be sterilized in the metal basket, spacing them out so that the steam can circulate 

easily. Load the autoclave up to 2/3 of its maximum capacity. Arrange the wire baskets horizontally. 

Place a double-wrapped TST indicator in the center of the load. 

 

 

 

3. Cover the load with crepe paper or absorbent cloth. Lubricate the lid joint, if necessary. 

 

4. Close the lid, checking that the indicators (arrows) are aligned and that the wire cable attached to the 

lid is inserted into the basket’s conduit.  
 

5. Manually tighten the screws in diametrically opposed pairs, two by two. 

 

6. Place the autoclave on the heat source 
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7. Open the purge valve (vertical position) and turn the heat source to high. 
 
8. As soon as a continuous jet of steam escapes from the purge valve, close the valve. 
• Let the pressure increase to 1 bar on the pressure gauge, then open the purge valve. 
• Let the pressure fall to 0.2 bar, and then close the purge valve. 
 
9. Repeat step 8 twice more (3 purges in total) in order to eliminate all air pockets. 
 
10. Sterilization plateau 
•When the pressure reaches the green zone (above 1 bar) begin timing the sterilization plateau: 30 
minutes. 
•Regulate the heat source to keep the pressure out of the red zone on the pressure gauge, but still within 
the green zone (between 1 and 1.4 bar) i.e. a steam temperature between 121 and 127°C. 
 
11. Drying 
After 30 minutes, turn off the heat. Open the valve, and let part of the steam escape until the pressure 
reaches 0.2 bar, i.e. above atmospheric pressure, in order to avoid air entering the wet packs. Close the 
valve and let the autoclave cool down for 30 minutes. Keep the lid closed during the drying stage. During 
this time the autoclave cools down and the remaining steam condensates creating a vacuum in the 
chamber which accelerates the drying process. 
 
12. Open the valve to return to atmospheric pressure. 
 
13. Open the autoclave. Remove the piece of crepe paper or absorbent cloth covering the items. Take the 
packs out.  
 
14. Check the packs are dry and not torn.  
 
Maintenance 
Grease the lid weekly with Vaseline.  
Once a month, check the lumen of the flexible metal tube and, if necessary, clean it out with a swab or 
small diameter wire. If there are scaly deposits air will not be correctly evacuated: replace it. 
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Annexe 2 : Indice de Développement Humain par continent, 2018. 

 
 

Annexe 3 : Accès à l’eau potable par pays, selon l’OMS et l’UNICEF, 2015. 

 



 

THOREL Clara 

Apports et limites du All American pour la stérilisation des instruments médicaux dans les 

zones rurales des pays en développement 

 

 Mots-clés : Stérilisation, All American, pays en développement, essais de stérilité 
 

Benefits and limitations of the All American for the sterilization of medical instruments in 

developing countries’ rural areas 

 

 Keywords : Sterilization, All American, developing countries, sterility testing 
 

R
ÉS

U
M

É  
Le All American est un petit autoclave mobile largement déployé dans les pays en 
développement afin de stériliser l’instrumentation médicale. Mais, à notre connaissance, aucune 
donnée scientifique n’a été publiée à son sujet. Ce travail étudie l’apport du All American dans la 
sécurisation du retraitement du matériel médical. 
A partir d’une charge constituée de sets d’instruments emballés dans des linges en coton et à 
l’aide de sondes embarquées, une première étude a analysé les données paramétriques d’un 
cycle de stérilisation de 30 min à 122°C préconisé par MSF. Les données récoltées ont été mises 
en regard des normes ISO 17665, NF EN 554 et 285. La siccité, paramètre non conforme, a 
mené à la réalisation d’essais de stérilité des sets après un stockage pouvant aller jusqu’à 7 
jours. 
Les données recueillies permettent la validation paramétrique du cycle, selon les normes 
européennes en vigueur, à l’exception de la siccité. Les essais de stérilité n’ont pas mis en 
évidence de pousse bactérienne ou fongique sur l’instrumentation. L’utilisation de géloses 
contact ont montré une pousse bactérienne à l’extérieur du champ mais pas à l’intérieur. Ces 
dernières données appuient le rôle protecteur du coton. 
Le déploiement du All American trouve tout son sens dans le cadre d’une approche globale qui 
commence par la protection individuelle, la prédésinfection et le lavage des instruments, 
l’amélioration de l’environnement du soin et l’établissement de protocoles. Nos données  
apportent des garanties sur la stérilisation des instruments et permettent d’envisager le stockage 
de sets jusqu’à 7 jours après stérilisation. 

 

A
B

S
TR

A
C

T   
The All American is a small mobile autoclave widely deployed in developing countries to 
sterilize medical instruments. However, to our knowledge, no scientific data has been 
published on this subject. This work studies the contribution of the All American to the 
safety of medical equipment reprocessing. 
Using a load of instrument sets packed in cotton cloth and with the help of on-board probes, 
a first study analyzed the parametric data of a 30-minute sterilization cycle at 122°C 
recommended by MSF. The data collected were compared with the ISO 17665, NF EN 554 
and 285 standards. Dryness, a non-compliant parameter, led to sterility tests of the sets 
after storage for up to 7 days. 
The data collected allows the parametric validation of the cycle, according to the European 
standards in force, except for the dryness. The sterility tests did not reveal any bacterial or 
fungal growth on the instrumentation. The use of contact agar plates showed bacterial 
growth outside the cotton cloth but not inside. These latter data support the protective role 
of cotton. 
The deployment of All American makes sense as part of a global approach that starts with 
personal protection, pre-disinfection and washing of instruments, improvement of the care 
environment and establishment of protocols. Our data provides guarantees on the 
sterilization of instruments and allows us to consider the storage of sets up to 7 days after 
sterilization. 
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