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RESUME

Les amphibiens représentent, parmi les vertébrés, la classe qui décline le plus sur Terre. Les causes de
ces déclins incluent entre autres les changements climatiques, la destruction des habitats, la pollution
et des maladies infectieuses émergentes. Monitorer et protéger les populations d’amphibiens implique
souvent des interventions humaines au sein leur habitat naturel (en général en zones humides), avec
parfois des manipulations d’individus. Ces interventions peuvent avoir des conséquences déléceres
tant sur le plan du bien-étre animal que celui de la santé, étant donné les risques non-négligeables de
propagation anthropique d’agents infectieux pour les amphibiens ou les autres organismes habitant
les mémes milieux. Le manipulateur risque également de contracter une zoonose ou une maladie
a réservoir environnemental hydrique (e.g., leptospirose, salmonellose). Ces risques sont rarement
considérés lors de la conception de protocoles d’'intervention, alors qu'il est important de les atté-
nuer. Cemploi d’équipements de protection et I'utilisation de substances chimiques biocides  visée
de désinfection sont souvent indiqués a cet effet, mais trop souvent considérés comme les seules
mesures de biosécurité nécessaires. Ces substances pouvant avoir des effets néfastes pour les milieux
naturels, en particulier aquatiques, les conséquences (dont la gestion des effluents) et bénéfices de
leur utilisation sur le terrain doivent étre analysés. La présente revue de littérature a pour but de pré-
coniser une liste de bonnes pratiques de manipulation d’individus et de biosécurité visant a limiter
les effets négatifs des interventions humaines sur les amphibiens et leurs milieux, tout en diminuant

Biosecurity in wetlands: good practices for intervention on wild amphibians.

Amphibians are the class of vertebrates declining the most on Earth. The causes of these declines
include climate change, habitat destruction, pollution and emerging infectious discases. Monitoring
amphibian populations often requires human interventions in their natural habitat (usually includ-
ing wetlands), sometimes involving the manipulation of individuals. These interventions can have
deleterious consequences in terms of both animal welfare and health, given the non-negligible risks
of anthropogenic propagation of infectious agents to amphibians or other organisms inhabiting the
same environments. Operators are also at risk of contracting a zoonosis or a disease with an envi-
ronmental water reservoir (e.g., leptospirosis, salmonellosis). These risks are rarely considered when
designing intervention protocols, even though it is important to reduce them. The use of individual
protective equipment and biocidal chemicals for disinfection is often indicated for this purpose but
often considered as the only biosecurity measures needed. As biocidal substances can have harm-
ful effects on natural environments, particularly aquatic ones, the consequences (including effluent
management) and benefits of their use in the field have to be analyzed. The aim of this literature
review is to provide a list of biosafety measures and recommendations when handling wild amphib-
ians to reduce the negative effects of human intervention on them and their environments, as well

MOTS CLES
Hygiene,
zoonoses. les risques pour les opérateurs.
ABSTRACT
KEY WORDS
Hygiene,
zoonosis.  as the risks for operators.
INTRODUCTION

tation francaise les définit dans le code de 'environnement
comme des «terrains, exploités ou non, habituellement inondés

La classe des Amphibiens, incluant les trois ordres que sont
les Anoures, les Urodeéles et les Gymnophiones (ces derniers
ne sont toutefois pas présents en Europe), compte a 'heure
actuelle plus de 8000 espéces dans le monde (https://amphi-
biansoftheworld.amnh.org/, derniére consultation le 1er juillet
2024). De nombreuses espéces d’'amphibiens dépendent des
milieux humides pour la reproduction et pendant leur phase
aquatique. De ce fait, les interventions (e.g., inventaires) en
France métropolitaine sont souvent réalisées dans ces milieux
qui sont donc ciblés dans le cadre de cette étude. Les milieux
humides font 'objet de nombreuses définitions. La réglemen-
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ou gorgés d’eau douce, salée ou saumatre de fagon permanente
ou temporaire; la végération, quand elle existe, y est dominée
par des plantes hygrophiles pendant au moins une partie de
Pannée» (Art. L.211-1, heeps://www.legifrance.gouv.fr/codes/
article_lc/LEGIARTI000041599138, derniére consultation
le 8 aolit 2024). Depuis le 24 juin 2008, ils sont définis et
délimités selon la nature des sols et de la végération (Articles
L. 214-7-1 [heeps://www.legifrance.gouv.fr/codes/article_lc/
LEGIARTI000006833137, derniére consultation le 8 aofit
2024] et R. 211-108 [https://www.legifrance.gouv.fr/codes/
article_lc/LEGIARTTI000006836803, derniére consultation le
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Fic. 1. — Exemple de milieu humide, Venansault (85). Crédit photo : Florence Matutini / Office frangais de la Biodiversité.

8 aolit 2024]). La convention de Ramsar, quant a elle, sappuie
sur le traité international de 1971 entré en vigueur en 1975 et
adopte une définition plus large que la réglementation frangaise:
les zones humides sont alors «des étendues de marais, de fagnes,
de tourbi¢res ou d’eaux naturelles ou artificielles, permanentes
ou temporaires, ol 'eau est stagnante ou courante, douce,
saumatre ou salée, y compris des étendues d’eau marine dont
la profondeur & marée basse n'excede pas six metres» (http://
www.zones-humides.org/entre-terre-et-cau/une-zone-humide-
c-est-quoi/les-zones-humides-dans-le-droit-francais-et-inter,
derni¢re consultation le 1erjuillet 2024). Dans cette étude nous
considérerons comme milieux humides les milieux aquatiques
continentaux d’eau douce uniquement (Fig. 1).

Les amphibiens constituent la classe de vertébrés la plus
menacée au niveau mondial (Wake & Vredenburg 2008 ; Luedtke
etal. 2023). D’apres une étude récente, 40,7 % des especes sont
considérées comme menacées dans le monde en 2023 (corres-
pondant aux catégories «en danger critique d’extinction », «en
danger» et «vulnérable» de la liste rouge de T'UICN) (Luedtke
et al. 2023). Avec la fragmentation des habitats, la pollution
et les perturbations anthropiques, I'émergence de maladies
infectieuses a été identifiée comme 'une des causes majeures
de déclin voire d’extinction de populations d’amphibiens dans
le monde (Daszak e 2/ 2003 ; Stuart ez al. 2004 ; De Castro &
Bolker 2005 ; Scheele ez 2l 2019 ; Luedtke et 2/ 2023).

NATURAE e 2024 (14)

Les déclins de populations d’anoures et d’'urodeles observés
en Europe au cours de ces derniéres années poussent les scien-
tifiques et naturalistes & surveiller 'évolution des populations
d’amphibiens, qui sont des especes protégées en France a
Iexception des especes exotiques envahissantes (EEE) (Minis-
tere de la transition écologique et de la cohésion des territoires
2021), mais aussi a investiguer et surveiller la présence et
la dynamique épidémiologique des maladies d’intérét. Les
interventions en milieux humides se multiplient, augmentant
ainsi les manipulations d’amphibiens lors d’opérations de
surveillance, d’inventaire, de préservation (type crapauduc)
ou d’études ciblées.

Pour limiter la propagation des agents infectieux mais aussi
le transport des espéces exotiques envahissantes animales et
végétales par 'humain lors de ces activités, il convient de
mettre en place des mesures de biosécurité au cours des inter-
ventions tout en respectant 'intégrité écologique des milieux
et les organismes qui s’y trouvent. Bien que certains principes
soient généraux et applicables & de nombreux cas, les mesures
de biosécurité doivent étre adaptées au regard de la diversité
des traits fonctionnels qui caractérisent les espéces ciblées par
lintervention. En effet, les modes de vie et de déplacement,
les cycles biologiques et bien d’autres caractéristiques des
amphibiens peuvent se révéler tres différents d’une espece a
lautre (voire d’une population & 'autre). Les milieux différent
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aussi dans leurs constituants biotiques et abiotiques, leurs
structures et leurs fonctionnements. Il convient alors de rester
prudent face aux généralisations lorsque 'on parle de biosécu-
rité, en particulier concernant la classe des Amphibiens dans
son ensemble. Par ailleurs, la sécurité des manipulateurs face
aux risques de zoonoses et de maladies hydriques est souvent
trop peu considérée dans les protocoles d’intervention, alors
que ce risque devrait étre pris en compte et atténué. La bio-
sécurité comprend ainsi 'ensemble de mesures préventives et
réglementaires visant & réduire les risques de diffusion et de
transmission de maladies infectieuses, chez ’humain, I’ani-
mal et le végéral (heps://agriculture.gouv.fr/biosecurite-un-
enjeu-majeur-pour-securiser-les-elevages-face-aux-epizooties,
derniere consultation 1er juillet 2024).

Cette étude a pour objectif de réaliser une revue de la licté-
rature scientifique concernant les bonnes pratiques de mani-
pulation des amphibiens et de biosécurité dans ces milieux
si particuliers. Ainsi, nous identifions les mesures préventives
pertinentes & mettre en place pour réduire les risques pour
'animal, la population suivie, les milieux et '’humain, afin
d’en proposer une synthése pratique.

MANIPULATIONS DES AMPHIBIENS

CADRE REGLEMENTAIRE, BIEN-ETRE ANIMAL

ET ETHIQUE D’ INTERVENTION

Compte tenu du statut réglementaire des amphibiens
(i.e. especes protégées sauf les especes exotiques envahissantes),
il est nécessaire que les manipulations soient réalisées dans le
cadre d’autorisations réglementaires adéquates, décrites par
I'arrété du 18 décembre 2014 fixant «les conditions et limites
dans lesquelles des dérogations a I'interdiction de capture de
spécimens d’especes animales protégées peuvent étre accordées
par les préfets pour certaines opérations pour lesquelles la
capture est suivie d’un relacher immédiat sur place» (heps://
www.legifrance.gouv.fr/loda/id/JORFTEXT000030045861/,
derniere consultation le 1er juillet 2024). Pour cela, une
demande de dérogation préalable a toute capture est a faire
valider par la préfecture du département du lieu de réalisation
delintervention (https://www.service-public.fr/particuliers/
vosdroits/R2501, derniére consultation le 1er juiller 2024).
Le respect de la réglementation en vigueur fait partie inté-
grante des bonnes pratiques d’intervention.

Les amphibiens étant sensibles aux manipulations (voir
la partie « Manipulation et particularités physiologiques
des amphibiens»), il est nécessaire que ces dernicres soient
limitées au maximum. Lorsque quelles sont réalisées, elles
doivent systématiquement faire 'objet d’une évaluation béné-
fices-risques et les protocoles sont & optimiser pour obtenir
des résultats exploitables en limitant le nombre d’individus
manipulés au minimum nécessaire (Gray ez l. 2017). Il est
admis que les amphibiens ressentent la douleur (De Iuliis &
Pulera 2019). La considération du bien-étre animal au cours
des interventions est essentielle et les interventions doulou-
reuses ou stressantes sont a éviter. Les cadres réglementaires
et éthiques encadrant 'Utilisation d’Animaux de la Faune
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sauvage (UAFS) préconisent ainsi le principe des 3 R (Rem-
placer, Réduire, Raffiner) pour les utilisations d’animaux a des
fins scientifiques expérimentales. Dans le cas de procédures
impliquant une plaie, certains auteurs préconisent 'utilisation
de gels anesthésiants locaux (Department of Environment
and Heritage Protection 20165 Gray ez al. 2017). Les inter-
ventions a visée diagnostique (i.e. dans le but de déterminer
la cause, Iétiologie, de la maladie) de type amputation ou
biopsie («clipping»), peuvent dans certains cas étre rem-
placées par des méthodes alternatives, comme par exemple
Iécouvillonnage cutané, qui sera moins traumatique et inva-
sif. Le choix du type de prélévement doit tenir compte des
objectifs scientifiques 4 atteindre et du bien-étre des individus
prélevés (Puschendorf & Bolanos 2006; Hyatt ez al. 2007 ;
Skerratt ez al. 2008 ; Shin ez al. 2014 ; DiRenzo et al. 2018;
Ford et al. 2022 ; Sentenac et al. 2023).

MANIPULATION ET PARTICULARITES PHYSIOLOGIQUES

DES AMPHIBIENS

La peau des amphibiens joue un role essentiel dans la ther-
morégulation, la respiration et 'osmorégulation, en plus des
roles habituels existant chez les autres vertébrés (Miller &
Fowler 2015 ; Norton ez al. 2019). Pour ce faire, elle est
généralement plus perméable et plus fine (Wright & Whita-
ker 2001) ce qui rend les amphibiens extrémement sensibles
a de nombreuses substances et ce, a des niveaux bien tolérés
et sans effets nocifs par les reptiles, les oiseaux et les mammi-
feres. Les savons, les lotions, les huiles naturelles, la fumée de
tabac, les insecticides ainsi que de nombreux antiseptiques
et désinfectants courants sont de ce fait toxiques pour les
amphibiens (Norton ez a/. 2019).

De plus, le microbiote cutané des amphibiens possede
des effets protecteurs nombreux et est 4 considérer comme
un composant a part entiere du systéme immunitaire (Ber-
nardo-Cravo et al. 2020). Les variations individuelles de
sensibilité aux agents infecticux dépendent, entre autres, de
la composition de ce microbiote, notamment vis-a-vis des
chytridiomycoses (probablement valable également pour
d’autres maladies cutanées).

Compte tenu de la fragilité, de la perméabilité cutanée et
des roles importants de la peau des amphibiens, les manipu-
lations, en particulier lorsqu’il y a des contacts avec la peau
humaine ou avec des produits irritants, doivent étre évitées.
La capacité & se mouvoir des amphibiens ainsi que 'humidité
cutanée de certaines espéces les rendent parfois difficiles a
contenir, amenant le manipulateur & serrer 'animal plus fort.
Une contention trop forte peut induire une suffocation, les
amphibiens ne possédant pas de diaphragme.

RECOMMANDATIONS POUR LES INTERVENTIONS
NECESSITANT DES MANTPULATIONS

Maintien des individus

Les temps de manipulation doivent étre réduits pour dimi-
nuer les risques de transmission d’agents infectieux et le stress
généré (Speare ez al. 2004 ; Phillott e a/. 2010 ; Department
of Environment and Heritage Protection 2016; Gray et al.
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2017 ; Pessier & Mendelson 2017). Lutilisation de contenants
permet de réduire les temps de contact et de manipulation
(Phillott ez al. 2010; Gray et al. 2017). Les prélévements
non létaux (écouvillons, «clipping») peuvent étre réalisés
sans toucher 'animal: les individus sont alors placés dans
des contenants 2 usage unique et adaptés (e.g., sac plastique
Ziploc®) ou dans des bacs/récipients lavables dés que possible
apres leur capture. Certains auteurs préconisent de désinfecter
et rincer abondamment les bacs de maintien entre chaque
individu (Phillott ez a/. 2010; Kast & Hanna 2012; Gray
et al. 2017). 1l est aussi recommandé d’éviter d’utiliser des
récipients en plastique qui n’ont pas uniquement contenu de
eau afin de minimiser les risques de présence de composés
toxiques. Suite aux manipulations, les amphibiens doivent
étre relachés au plus vite et sur le méme lieu que celui de la
capture (Johnson ez al. 2003 ; Webb ez al. 2007 ; Department
of Environment and Heritage Protection 2016; Gray et al.
2017). Des temps de maintien prolongés, e.g., supérieurs a
60 minutes, nécessiteront des changements d’eau réguliers
(Phillott ez al. 2010). De plus, sur ces temps longs, il peut
étre nécessaire de maintenir une température stable et donc
a minima de garder les récipients a 'ombre, voire d’oxygéner
Ieau et de prévoir une gestion des composés azotés en fonction
des especes, des stades et des volumes d’eau utilisés.

Les adultes ne doivent pas étre détenus en groupe afin de
ne pas créer une surdensité artificielle, méme temporaire, qui
pourrait augmenter le risque de transmission d’agents infec-
tieux et créer un stress supplémentaire (Speare er al. 2004;
Phillott ez al. 2010 ; Kast & Hanna 2012 ; Gray ez al. 2017).
De méme, les pitges et nasses doivent étre vérifiés fréquem-
ment afin que les densités de capture naugmentent pas de
maniére artificielle (Gray er /. 2017). En revanche, les tétards
d’une méme zone (quelques metres), d’'un méme plan d’eau
ou d’une méme section de cours d’eau pourraient  priori étre
hébergés pendant de courtes périodes dans un contenant com-
mun dans la mesure ol ils sont souvent grégaires (et en forte
densité) dans le milieu naturel (Speare er al. 2004 ; Phillott
et al. 2010). Les tétards peuvent facilement étre blessés lors
des captures, ainsi que par les mouvements de 'eau dans les
récipients. Une manipulation brutale peut générer des trau-
matismes cutanés et créer des voies d’entrée pour les agents
infectieux (Gray ez al. 2017). Certains organismes habituel-
lement commensaux ou environnementaux peuvent devenir
pathogenes chez des individus stressés, qui deviennent donc
plus a risque de déclarer une infection clinique (Carey ez al.

1999 ; Daszak et al. 2003 ; Miller & Fowler 2015).

Procédure impliquant une plaie

La création de plaies, induite lors de procédures d’amputa-
tion par exemple, représente une voie d’entrée pour les agents
infectieux potentiellement pathogenes. La plupart des désin-
fectants courants sont a proscrire du fait de leur toxicité pour
ces especes: les scrubs chirurgicaux, la Bétadine® ou autres
produits & base de povidone iodée, la chlorhexidine, la plu-
part des dérivés d’'ammonium quaternaire, le chlore, 'alcool
et 'ammoniac sont ainsi reconnus comme toxiques (Norton
eral. 2019). La seule préparation appropriée disponible sur le
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marché pour désinfecter les plaies est le spray Bactine® (0,14 %
p/p de chlorure de benzalkonium et 2,6 % p/p de chlorhydrate
de lidocaine dans une base sans alcool) qui a été utilisé avec
succes pour traiter les blessures des amphibiens (Martin &
Hong 1991; Philott ez al. 2010). Une désinfection cutanée
ainsi que du matériel est a réaliser avant et aprés toute procé-
dure impliquant une plaie (Phillott ez 2/. 2010 ; Department
of Environment and Heritage Protection 2016). Cependant,
du fait du caractére hydrosoluble de cet antiseptique, la pro-
tection conférée est rapidement perdue une fois I'individu
relaché dans 'eau. Pour que ces traitements soient efficaces,
un temps de maintien prolongé de 60 minutes est nécessaire
avant que les animaux ne soient relichés & proximité de 'eau
(Phillott er al. 2010), nécessitant de prendre les précautions
décrites précédemment. De plus, les risques associés a une
mise au sec prolongée sont & prendre en compte sur certaines
espéces ou certains stades de développement.

Il est également conseillé de sceller les plaies apres désinfec-
tion pour minimiser U'entrée des agents infectieux a I'aide de
composé cyanoacrylate tel que le Vetbond® et de ne pas uti-
liser d’autres produits ou colles qui peuvent s’avérer toxiques.
Le Vetbond® peut étre appliqué en surface de la peau (mais
Pefficacité est diminuée) ou directement dans la plaie. Ce scel-
lement est efficace et entraine la formation d’un corps étranger
non résorbable, qui sera alors expulsé en seconde intention
(Phillott ez al. 2010 ; Department of Environment and Heri-
tage Protection 2016).

LES DANGERS SANITAIRES
ET LEURS IMPACTS EN MILIEUX HUMIDES

STATUT DE PRESENCE ET REGLEMENTATION

DES AGENTS PATHOGENES DES AMPHIBIENS

Les principales maladies 4 enjeux de conservation pour les
amphibiens sont les chytridiomycoses dues & Batrachochytrium
dendrobatidis Longcore, Pessier & D.K.Nichols, 1999 (Bd)
ou Batrachochytrium salamandrivorans (Martel A., Blooi M.,
Bossuyt E, Pasmans E 2013) (Bsal) et les ranaviroses avec les
ranavirus Common Midwife Toad Virus (CMTV) et le Frog
Virus 3 (FV3) en Europe (Daszak ez al. 2003 ; Dejean et al.
2010; Teacher et al. 2010; Miaud 2013; Price et al. 2014;
Miaud ez 2/ 2016; Saucedo ez 2l 2019).

La présence en France métropolitaine de 'agent pathogéne
Bd, responsable de chytridiomycose, ainsi que des ranavirus,
notamment le CMTV, est avérée depuis plus de 10 ans. Cepen-
dant, leur distribution géographique est difficile a déterminer,
bien qu'a priori assez étendue (Miaud 2013 ; Miaud ez al. 2016,
2019). A ce jour, Bsal est considéré comme absent de France
métropolitaine suite 2 une enquéte européenne de 2017 (heep://
bsaleurope.com/european-distribution/, derniere consultation
le Ter juillet 2024). Cependant, il n’y a actuellement pas de
recherche effective de cet agent pathogene sur le territoire
pour avérer cette absence. Le risque d’introduction de Bsal
est néanmoins élevé compte tenu de sa présence dans des pays
européens proches (Pays-Bas, Belgique, Allemagne, Espagne

et en captivité au Royaume-Uni) et du commerce d’especes
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aquatiques (Martel ez a/. 2013, 2014, 2020; Cunningham
et al. 2015 ; Spitzen-van der Sluijs ¢z al. 2016). Concernant
les alloherpesvirus Bufonid herpesvirus 1 (BIHV1) et Batra-
virus Ranidallo 3 (RHV3, Martin & Hong 1991 ; Philott ez
al. 2010), leur présence en France semble avérée (Palumbo
2022) mais leur distribution n’est pas connue et encore peu
de recherches sont menées sur ces agents pathogenes (Origgi
et al. 2017, 2018, 2021; Origgi & Taugbel 2023). Si les
bactéries Brucella spp. ont été mises en évidence en France
métropolitaine en 2022 sur des Grenouilles rieuses (Pelophy-
lax ridibundus (Pallas, 1771)) (ANSES : Laboratoire de santé
animale de Maisons-Alfort 2022), peu de données existent
a ce sujet et la présence des mycobactéries spécifiques des
amphibiens demeure quant 2 elle inconnue. II convient de
surveiller ces agents pathogenes pour des questions de santé
publique. Enfin, de nombreux parasites circulent dans les
populations d’amphibiens et de potentielles maladies non
encore caractérisées peuvent étre présentes dans certaines
populations, nécessitant des mesures de prévention globales.

Lagent pathogene Bsal est réglementé par la Loi Santé
Animale (LSA) (Reglement d’exécution (UE) 2018-1882,
commission du 3 décembre 2018), ot il est répertorié dans
les catégories D «maladie répertoriée a I'égard de laquelle
des mesures s'imposent en vue d’en empécher la propagation
en cas d’entrée dans 'Union ou de mouvements entre les
Etats membres» et E «une maladie répertoriée 4 I'égard de
laquelle une surveillance est nécessaire au sein de 'Union »
(https://eur-lex.europa.cu/legal-content/ FR/TXT/PDF/?uri
=CELEX:32018R1882&from=EN, derniére consultation le
8 aolit 2024). De plus, les chytridiomycoses et ranaviroses
appartiennent a la liste WAHIS (World Animal Health
Information System ou Syst¢me mondial d’informations
zoosanitaires des maladies émergentes et affectant la faune
sauvage, https://www.woah.org/en/what-we-do/animal-
health-and-welfare/animal-diseases/, derniére consultation
Ler juillet 2024). Ces maladies sont également inscrites sur
la liste de ’Organisation mondiale de la Santé animale
(OMSA) comme maladies a déclaration obligatoire. Les
autres agents pathogenes ne sont pas concernés par ces sta-
tuts réglementaires et internationaux et aucun des agents
pathogénes des amphibiens n’est responsable d’'une maladie
humaine & déclaration obligatoire en France.

La mise en place de mesures de préventions vis-a-vis de
lintroduction et la propagation de Bsal (catégorie D, LSA)
ainsi que I'importance des autres agents pathogeénes en termes
de menaces, dans un objectif de protection des especes &
enjeux de conservation, nécessite de considérer avec atten-
tion le risque de transmission lors des interventions sur des
individus sauvages.

IMPACT DES MALADIES SUR LA CONSERVATION

CHEZ LES AMPHIBIENS

A Iéchelle individuelle, l'impact des agents infectieux sur la
survie, la reproduction ou la croissance des individus atteints
est dépendant d’un grand nombre de facteurs. En effet, un
agent infectieux n'est pas systématiquement pathogeéne et ne
débouche donc pas forcément sur une expression clinique.
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La probabilité de déclarer une maladie suite & la contamina-
tion par un agent infectieux dépend ainsi d’une multitude
d’éléments (James ez a/. 2015). Parmi ces facteurs on retrouve:

— ceux concernant 'héte: son état de santé, sa génétique et
sa susceptibilité individuelle, qui peut également étre variable
d’une espéce ou d’un stade a lautre (Briggs ez /. 2010 ; Duf-
fus ez al. 2013 ; Medina et 2l 2015 ; Earl ez al. 2016 ; Oswald
et al. 2020), la composition de son microbiote (Becker ez al.
2015) et Pexistence de co-infections;

— les conditions environnementales notamment la tempéra-
ture (Nazir ez al. 2012 ; Stegen ez al. 2017) et des conditions
de vie suboptimales entrainant un stress immunitaire;

—lagent infectieux en lui-méme, incluant les différences de
virulence entre certaines souches (Berger ez al. 2005; Dang
et al. 2017 ; Greener et al. 2020).

Aléchelle d’'une population, cet impact est bien évidemment
dépendant des effets individuels de I'infection, mais aussi des
modalités de la transmission inter-individuelle, de la densité
de la population et de la persistance des agents infectieux dans
le milieu extérieur. Cet impact est considéré comme sévére
pour Bd, Bsal et les ranavirus dans la mesure ott ces agents
infectieux sont responsables de nombreux déclins observés au
cours de ces derni¢res années (Teacher ez a/. 2010 ; Van Rooij
etal. 2012, 2015 ; Martel ez al. 2013, 2014 ; Spitzen-van der
Sluijs ezal. 2013 ; Price et al. 2014 ; Earl ez al. 2016 ; Brannelly
et al. 2018; Campbell ez 2/ 2020). Concernant les autres
agents infectieux, 'impact sur la conservation est difficile a
évaluer car les données sont peu nombreuses.

Enfin, 'impact d’'une maladie sur une population dépend
en grande partie de I'existence ou non d’une coévolution his-
torique entre 'agent infectieux et 'hote, résultant souvent en
une moindre pathogénicité. Labsence de telle coévolution entre
les hotes et les agents pathogenes récemment introduits dans
un milieu peut étre a 'origine de mortalités massives dans les
populations naives (Cunningham ez /. 2003). Ce phénomene
de «pollution » par les agents pathogenes a souvent été la raison
pour laquelle certaines maladies sont & enjeu de conservation.

CARACTERISTIQUES DE TRANSMISSION
DES AGENTS PATHOGENES DES AMPHIBIENS

Les espéces concernées

Les études les plus récentes montrent que linfection a Bd
touche plus de 11 000 especes dans le monde, avec dans I'étude
d’Olson et al. (2021) 1375 espéces positives (pouvant donc
étre infectées mais n’étant pas toutes susceptibles de dévelop-
per une maladie) parmi les 2525 échantillonnées (soit 55 %)
dans 93 des 134 pays étudiés (soit 69 %) (Castro Monzon
et al. 2020; Olson ezt al. 2021).

Le nombre d’espéces atteintes n’est pas encore bien érudié
pour Bsal dont I'émergence est récente et localisée a I'Europe.
Toutefois les urodéles semblent principalement touchés, avec des
manifestations cliniques, et les anoures sont, dans une moindre
mesure, concernés mais de fagon aclinique. En Europe, Bsal
est ainsi retrouvé, entre autres, chez la Salamandre tachetée
(Salamandra salamandra (Linnaeus, 1758)) (Fig. 2), le Triton
alpestre (Iehthyosaura alpestris (Laurenti, 1768)), le Triton
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FiG. 2. — Salamandre tachetée (Salamandra salamandra (Linnaeus, 1758)), espéce sensible a Bsal. Crédit photo: Florence Matutini / Office frangais de la Biodiversité.

commun (Lissotriton vulgaris (Linnaeus, 1758)) et le Triton
marbré (Triturus marmoratus (Latreille, 1800)) (Martel ez al.
2014, 2020; Catenazzi 2015 ; Van Rooij ez al. 2015 ; Spitzen-
van der Sluijs ez al. 2016; Yap et al. 2017).

Les ranavirus sont eux aussi assez largement retrouvés parmi
les espéces d’'amphibiens (Herath ez a/. 2021) et sont présents
sur tous les continents abritant des amphibiens  'exception de
I’Afrique (d’apres les connaissances actuelles). En 2015, ils sont
isolés chez 105 espéces appartenant a 18 familles d’amphibiens
dans 25 pays (Duflus ez /. 2015). Toutefois les différentes
espéces virales présentent des tropismes d’hotes différents. Les
virus FV3 semblent affecter préférentiellement les anoures,
bien que retrouvés chez des urodéles (Clark ez al. 1968). Les
virus CMTYV semblent quant & eux infecter aussi bien des
espéces d’urodéles que d’anoures (Balseiro ez a/. 2009, 2010).
Le stade de développement de 'amphibien peut également
étre un facteur de variation de sensibilité aux espéces virales
de ranavirus (Cullen ez a/. 1995; Cunningham ez al. 1996;
Mao et al. 1999 ; Jancovich er al. 2001 ; Duftus et 2. 2013).

Pour les alloherpésvirus, 'état actuel des connaissances ne
permet pas de définir un spectre d’hote précis. Deux espéces
sauvages au moins sont sensibles & ces agents pathogénes: le
Crapaud commun (Bufo bufo (Linnaeus, 1758)) avec BIHV-1
etla Grenouille rousse (Rana temporaria Linnaeus, 1758) avec
RHV-3 (Fig. 3) (Origgi et al. 2017, 2018).
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Transmission inter-individuelle

Pour Bd et Bsal la transmission se fait par contact direct avec
des amphibiens infectés (notamment lors de 'accouplement)
ou indirect via les zoospores motiles, libres dans le milieu
aquatique ou encore par translocation via d’autres espéces
(Longcore ef al. 1999 ; Rowley & Alford 2007 ; Reeder ez al.
2012; Garmyn ez al. 2012 ; Martel e al. 2014 ; Courtois ez 4.
2017 ; Castro Monzon et al. 2020).

Plus la pression infectieuse, c’est-a-dire 'abondance de
zoospores dans le milieu, est importante, plus la probabilité
de transmission indirecte le sera également (Briggs ez al.
2010). Courtois ez al. (2017) montrent quen condition
naturelle dans les lacs d’altitude, le contact physique avec un
héte infecté n'est pas nécessaire pour une infection par Bd
et que tous les tétards Alytes accoucheurs (Alytes obstetricans
(Laurenti, 1768)) naifs sont infectés aprés quatre semaines,
lorsqu’ils sont maintenus & 1,5 m d’un groupe de térards
infectés. Cependant, le contact physique entraine une pro-
pagation plus rapide, des charges de Bd plus élevées et par
conséquent, des taux de mortalité plus élevés (Courtois et 4.
2017). Piotrowski et al. (2004) montrent que plus de 95 % des
zoospores de Bd cessent de bouger dans les 24 h et nagent sur
moins de deux centimétres sous hotte. Elles restent cependant
viables dans un état de développement ralenti. Ces résultats
restent expérimentaux mais suggérent qu'en eau stagnante, les

279



» Sandor C. et al.

Fic. 8. — Grenouille rousse (Rana temporaria Linnaeus, 1758), espéce sensible a RHV-3. Crédit photo: Aurelien Daloz / Office frangais de la Biodiversité.

zoospores sont incapables de nager sur de longues distances
(> 2 cm). Dans la nature, les mouvements d’eau (cycle de
convections journaliers, vents, courants) pourraient permettre
aux zoospores de se propager sur de plus longues distances
mais elles peuvent aussi faire 'objet de prédation par d’autres
organismes (Schmeller ez al. 2014). Sur la base de résultats
expérimentaux, les zoospores de Bd posseéderaient également
une capacité d’attraction 2 certaines substances, notamment
les sucres, protéines et acides aminés, qui leur permettrait de
rejoindre leur hote par chimiotaxie (Moss ez al. 2008).

La virulence soutenue de Bsal est favorisée par le fait qu'en
plus des spores motiles, un deuxi¢me type de spores infectieuses
dites «enkystées» libres (2 paroi plus épaissies) a été mis en
évidence in vitro et in vivo, avec des stratégies d’infection et
de dissémination différentes (persistance plus longue dans le
milieu). Alors que les zoospores motiles nagent activement
vers leur hote, les spores «enkystées» flottent a l'interface
cau-air et sont capables d’adhérer rapidement a la peau des
salamandres (Stegen ez al. 2017). Ainsi, une période de contact
de huit heures serait suffisante pour que la transmission chez
le Triton & ventre de feu (Cynops pyrrhogaster (Boie, 1826))
soit effective (Martel et al. 2014). Des simulations sur la pro-
babilité de transmission de Bsal suggerent également que plus
de 95 % des tritons pourraient étre infectés un mois apres
lintroduction d’un triton infecté, avec un taux de mortalité
supérieur a 80 % en trois mois (Malagon ez a/. 2020). De plus,
Bsal possede la capacité de se fixer et de se développer sur
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des matériaux végétaux compatibles avec 'environnement
naturel (Kelly ez al. 2021). Les variations de capacités sapro-
trophes (capacité a se nourrir de matiére organique morte
ou décomposée) suggerent un potentiel d’adaptation a des
conditions environnementales variables, telles que 'absence
de la population d’hotes amphibiens. Bsal aurait donc la capa-
cité de provoquer des déclins successifs, dans le sens ol cet
agent pathogene pourrait survivre sans ses hotes amphibiens,
les réinfecter lors d’une éventuelle recolonisation et causer a
nouveau des mortalités massives empéchant tout recouvrement
de population (Kelly ez al. 2021).

Dans le cas des ranavirus, les différentes voies de transmis-
sion sont plus ou moins efficaces en fonction de la quantité de
virions qu’elles délivrent. Elles se font notamment par contact
direct avec un individu infecté. Les virus persistent a I'extérieur
de leurs hotes sous forme de virions nus dans 'environnement
ou de virus protégés dans les tissus et carcasses (Brunner &
Yarber 2018 ; Miaud ez a/. 2019 ; Campbell ez al. 2020). Les
amphibiens sont tres sensibles a 'exposition de I'agent infec-
tieux dans 'eau a des concentrations retrouvées naturellement
dans I'environnement. Ainsi les Lithobates sevosus (Goin &
Netting, 1940) (Ranidés) ont montré une mortalité de 100 %
a quatre des six stades de vie testés en quelques jours et les
Crapauds boréaux (Anaxyrus boreas (Baird & Girard, 1852))
ont subi une mortalité de 100 % sous forme de tétards ou de
métamorphes en quelques jours également (deux seuls stades
testés) (Earl ez al. 2016).

NATURAE * 2024 (14)



En ce qui concerne les autres agents pathogénes dintérét,
il y a peu d’informations disponibles sur les modalités de
transmission dans la littérature.

Capacité d'expansion vectorielle et réservoirs

Dans le cas de Bd, la présence d’espéces réservoirs est confirmée
(Fisher ez al. 2009 ; Van Rooij et al. 2015 ; Zumbado-Ulate
et al. 2019). Certaines espéces d’amphibiens infectés ne sont
cliniquement que peu voire non atteintes et peuvent libérer
des charges considérables de zoospores dans les plans d’eau,
ce qui en fait de potentiels réservoirs si les conditions envi-
ronnementales sont favorables 2 la survie des zoospores dans
le milieu aquatique (Reeder ez al. 2012). Les deux espéces
exotiques envahissantes en France que sont la Grenouille
taureau (Lithobates catesbeianus (Shaw, 1802)) et le Xénope
lisse (Xenopus laevis (Daudin, 1802)), sont des porteurs subcli-
niques de I'infection & Bd et agissent comme réservoirs, trans-
mettant infection  des espéces d’amphibiens naifs (Weldon
et al. 2004 ; Garner ez al. 2006). Chez les tétards, I'infection
reste localisée aux pieces buccales et peu de mortalités sont
donc observées. Les tétards sont ainsi capables de maintenir
une forte pression d’infection dans le milieu aquatique sur
de longues périodes voire d’une année sur l'autre (le stade
larvaire peut durer plusieurs années chez certaines espéces
et dans certaines conditions environnementales comme un
climat froid ou montagnard), faisant ainsi office de réservoir
(Briggs er al. 2010; Medina ef al. 2015; Clare ez al. 2016).

Un vecteur aviaire potentiel a été mis en évidence en 2005,
avec une capacité de Bd & s'accrocher et croitre sur des plumes
in vitro en conditions stériles. Il a aussi été montré que Bd
est attiré par les doigts kératinisés des oiseaux aquatiques
sur lesquels il peut adhérer et méme proliférer tant que son
environnement reste humide (Garmyn ez 2/. 2012). Limpor-
tance des oiseaux dans la propagation spatiale n’a cependant
pas été évaluée en milieu naturel (Johnson & Speare 2005).
Lagent pathogene Bd peut aussi infecter les écrevisses chez
qui il peut croitre et induire de la mortalité. Les écrevisses
sont alors capables de maintenir I'infection pendant plu-
sieurs mois dans leur systeme digestif et d'infecter in vitro
des amphibiens naifs exposés aux écrevisses infectées. Elles
sont donc considérées comme espéce réservoir (McMahon
et al. 2013). Bd est capable in vitro dinfecter des parasites
internes comme les nématodes Caenorbabditis elegans (Mau-
pas, 1900) et de causer 70 % de mortalité chez cette espece
en 24 h d’exposition (Shapard ez a/. 2012). LADN de Bd a
également été trouvé sur des 1ézards et serpents sauvages. Ces
reptiles pourraient étre des vecteurs ou des hotes réservoirs,
cependant, il reste & savoir si, bien que capable de transporter
’ADN dans des conditions naturelles, le champignon vivant
peut étre véhiculé et accomplir son cycle de vie ou persister
sur le tégument des reptiles en I'absence d’hétes amphibiens
(Kilburn et 2. 2011).

Le réservoir de Bsal est composé d’individus et d’especes
d’amphibiens tolérants, pour qui l'infection est asymptoma-
tique (Catenazzi 2015; Van Rooij ef al. 2015; Stegen ez 4l.
2017; Yap et al. 2017). Parmi les urodeles, trois espéces de
salamandres asiatiques (Cynops pyrrhogaster (Boie, 1826),
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Cynops cyanurus (Liu, Hu & Yang, 1962) et Paramesotriton
deloustali (Bourret, 1934)) sont ainsi capables d’excréter des
zoospores pendant au moins cinq mois sans nécessairement
développer de signes cliniques (Martel ez 2/. 2014). De méme,
chez les anoures, les Alytes accoucheurs sont capables de porter
in vitro TADN de Bsal A faible intensité pendant plusieurs
semaines apres inoculation expérimentale, sans montrer de
signe clinique. Pour autant, leur infection s'est révélée suffi-
sante pour assurer la transmission de Bsal aux salamandres
sensibles (Stegen ¢# al. 2017). Comme les zoospores motiles
de Bd, les spores «enkystées» de Bsal flottant a I'interface
eau-air sont capables d’adhérer rapidement aux écailles des
pattes des oiseaux aquatiques. Cette adhérence passive a des
matrices inertes pourrait également favoriser la propagation
du champignon sur de grandes distances (Stegen ez a/. 2017).

Les ranavirus profitent de la présence de différents stades de
développement des amphibiens au sein d’habitats communs
de facon asynchrone dans le temps et avec des taux de létalité
différents. Chaque stade sert ainsi de réservoir pour les autres
au sein d’'un méme habitat (Brunner ez 2/ 2004). Certaines
espéces sont également capables d’étre infectées sans présenter
de signes cliniques et sont alors suspectées d’étre des réservoirs
(Balseiro et al. 2009 ; Duffus ez al. 2019 ; Herath ez 2l 2021).
C’est le cas (entre autres) de la Grenouille taureau, mais aussi
de Pseudacris feriarum (Baird, 1854), Anaxyrus americanus
(Holbrook, 1836), Gastrophryne carolinensis (Holbrook,
1835), des especes du genre Ambystoma (Tschudi, 1838), et
Notophthalmus viridescens (Rafinesque, 1820) (Hoverman
et al. 2011). De plus, une transmission interclasse entre les
amphibiens, les reptiles et les poissons est suspectée (Miller
etal. 2011 ; Miaud ez al. 2019). Des vecteurs mécaniques de
ranavirus ont écé identifiés et la transmission pourrait s’effec-
tuer par des oiseaux (Whittington ez 2/. 1996), des moustiques
(Gruia-Gray & Desser 1992 ; Kimble ez al. 2015) ou encore
par des objets inertes utilisés dans le cadre d’activités nautiques
(Casais et al. 2019).

Pour les herpésvirus, la capacité d’expansion spatiale vec-
torielle ainsi que la présence de réservoirs sont inconnues.

Persistance des agents pathogenes dans l'environnement

Bd peut survivre dans I'cau et le sol humide de quelques jours
a plusieurs mois en fonction des conditions environnemen-
tales (Johnson et al. 2003 ; Johnson & Speare 2003, 2005).
I a été montré que Bd survit jusqu’a trois semaines dans
'eau du robinet déchlorée, sept semaines dans les eaux de lac
autoclavée, contenant néanmoins des débris organiques qui
ont pu servir de support et de nutriments car I'eau n’a pas
été filerée dans cette expérience (Johnson & Speare 2003), et
jusqu’a trois mois dans du sable de riviere humide autoclavé
sans aucun autre nutriment ajouté (Johnson & Speare 2005).
Peu d’éléments sont connus sur la capacité de Bd a persister
dans un environnement naturel, exposé aux microorganismes,
néanmoins des études en conditions expérimentales montrent
que les micro-organismes (bactéries, champignons) et des orga-
nismes aquatiques (par exemple, organismes filtreurs tels que
les rotiferes et ciliés) peuvent réduire rapidement 'abondance
du stade infectieux en consommant des zoospores de Bd, ce
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qui réduit considérablement la probabilité d’infection (Harris
et al. 2006; Schmeller et al. 2014 ; Kearns ez al. 2017). Des
isolats de Bd se développent et se reproduisent de 4 4 25 °C
et a un pH de 4 4 8. La croissance étant maximale de 17 a
25°C et 2 un pH de 6 4 7 mais ceci varie en fonction des
souches et lignées. Lexposition des cultures & une tempéra-
ture de 30 °C pendant huit jours détruit 50 % des effectifs
(Piotrowski er al. 2004). Le champignon est donc sensible
aux fortes chaleurs et meurt en quatre heure a 37 °C et en
30 minutes 2 47 °C. La dessication est également mal tolérée
et tue les cultures de Bd, bien que de petites quantités d’eau
résiduelle semblent permettre une survie jusqu’a trois heures.
Lexposition aux ultra-violets (UV) demeure sans effet sur ce
champignon (Johnson ez al. 2003).

Létude de la survie de Bsal en dehors de son hote et de sa
propagation dans I'environnement reste encore a approfondir
(Van Rooij ez al. 2015), cependant, il a été montré que les
spores «enkystées» libres résistent et restent infectieuses pour
les Salamandres tachetées pendant au moins 31 jours dans
eau filtrée des étangs et sont plus résistantes a la prédation
par le zooplancton que les spores motiles (Stegen ez al. 2017).
De plus, TADN de Bsal peut étre retrouvé 200 jours dans un
sol forestier aprés la contamination par un individu infecté,
cependant, l'infectiosité secondaire n’a été démontrée que
jusqu'a 48 heures apres contamination du sol par contact avec
un animal infecté (Stegen ez al. 2017). Les capacités saprotro-
phiques de Bsal, peuvent permettre a certains isolats de survivre
dansl'environnement jusqu’a plus d’un an sans hote amphibien
(Kelly ez al. 2021) et ainsi de provoquer des déclins successifs.
Bsal se développe a des températures basses jusqu’a 5 °C, avec
une croissance optimale entre 10 °C et 15 °C et ne survit pas
au-dela de 25 °C, une préférence thermique inférieure a celle de
Bd (Martel ez /. 2013). En comparant la dynamique d’infection
de Bsal a la température optimale du champignon (15 °C) avec
cellea 4 °C, il a été montré que les individus développent quand
méme une infection létale 2 4 °C, malgré une infection dont la
charge parasitaire est plus lente a croitre, indiquant que 'agent
infectieux est capable d’infecter et de tuer les amphibiens sur
une large plage de températures (Stegen ez a/. 2017).

Pour les ranavirus, une persistance longue de plusieurs
semaines dans les eaux et sédiments a été mise en évidence
(Hall ez al. 2016 Gray et al. 2017 ; Miaud et al. 2019). Des
études ont également montré que les virions peuvent rester
infectieux dans les plans d’eau jusqu’a un ou deux mois (plus
que dans les sols) a des températures de 'eau allant de 4 °C
320 °C et qu'ils sont résistants a la dessication (Nazir ez 4/.
2012; Saucedo et al. 2019). En revanche, Brunner ez 2. (2007)
révelent que linfectiosité virale dans les sédiments inoculés
par les ranavirus AT V-like est perdue en quatre jours lorsque
les sédiments sont maintenus au sec. Les configurations
expérimentales des deux études expliquent ces différences.
Brunner ez al. (2007) n’ont pas quantifié le virus par titrage
mais ont mesuré 'infectiosité virale en exposant des larves de
salamandres naives aux sédiments. Ainsi, bien que présents,
la quantité de virus dans les sédiments peut avoir été trop
faible pour provoquer une infection (Brunner ez al. 2007 ;
Nazir et al. 2012). Les études different au sujet des tempéra-
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tures. En effet, certaines ont montré une augmentation du
risque d’infection quand les températures augmentent dans
Penvironnement (Hemingway 2009 ; Campbell ez al. 2020;
Palumbo 2021), quand d’autres montrent le contraire expé-
rimentalement (Rojas ez a/. 2005 ; Brunner & Yarber 2018).
Sur des masses d’eau de grande taille, des variations impor-
tantes de températures peuvent étre observées entre des eaux
profondes et de surfaces. Les chercheurs sattendent alors a ce
que les temps de persistance varient considérablement au sein
d’'un méme habitat. Finalement, les résultats de la littérature
semblent converger vers une augmentation du risque autour
des 15-25 °C, ce qui correspond al'optimale de survie des rana-
virus (18-29 °C) (Palumbo 2021). Les effets d’autres aspects
physiques des environnements aquatiques (pH, turbidité) sur
la persistance des ranavirus n'ont pas été explorés. Les micro-
organismes aquatiques ainsi que le zooplancton interagissent
directement avec les virions et peuvent jouer un réle important
dans 'inactivation des ranavirus en eau douce. En effet, le virus
est plus résistant en eau stérile qu'en eau non stérile, mais la
mesure dans laquelle la composition et 'abondance des différents
organismes aquatiques influencent la persistance des ranavi-
rus reste entiere (Nazir ez a/. 2012 ; Brunner & Yarber 2018).
Il apparait que la voie de transmission et le mode d’inactivation
du virus sont susceptibles de changer lorsque ce dernier persiste
dans les tissus de 'hote plutde que de flotter librement dans
Peau. Les carcasses infectieuses peuvent contenir des charges
virales tres élevées, cependant, la dégradation expérimentale
d’une carcasse infectée par un coléoptere charognard réduit la
transmission & des niveaux équivalents & ceux observés par des
virions rejetés dans 'eau (Brunner & Yarber 2018).

Pour Brucella spp., les mycobactéries et les herpesvirus, la
persistance est inconnue.

Bien qu'elle dépende de plusieurs facteurs, on comprend que
la dissémination de ces agents infectieux suite aux interventions
humaines dans les milieux humides est fortement possible.
Les propriétés de transmission des agents infectieux nous
montrent qu’ils sont capables de résister lors d’un transport
standard sur du matériel de manipulation (i.e. le transport
des épuisettes, bottes et instruments ayant été en contact avec
'eau ou les individus lors d’une intervention naturaliste ou
scientifique). La mise en évidence de matériel génomique d’'un
agent pathogene ne préjuge pas de 'infectiosité pour autant.

LES AUTRES AGENTS PATHOGENES
ET PROBLEMATIQUES EN MILIEU HUMIDE

Les agents pathogénes de poissons et invertébrés aquatiques

Un grand nombre d’agents infectieux existent chez les poissons
sauvages et invertébrés aquatiques (Tableau 1), dont certains
font 'objet d’une réglementation par la LSA. Concernant les
poissons, les principales maladies 4 enjeu, pour les filieres et
pour la conservation en milieu aquatique continental, sont la
nécrose hématopoiétique infecticuse et la septicémie hémor-
ragique virale, maladies endémiques en France pour lesquelles
il existe des surveillances sanitaires (https://agriculture.gouv.
fr/maladies-des-animaux-aquatiques, derniére consultation

le Ter juillet 2024).
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TaBLEAU 1. — Les principales pathologies a enjeux de conservation des poissons et invertébrés des milieux aquatiques continentaux ainsi que les principales familles
d’espéces sensibles (liste non exhaustive). Les sigles désignent les pathologies ou agents pathogénes sous leur appellations anglophones dans la littérature. D’aprés
(Tiffney 1939; Starliper et al. 1997; Feist et al. 2002; Kumar et al. 2015; Gauthier 2016; Jergensen von 2017 ; Philippart 2020), https://www.vetofish.com et http://especes-
exotiques-envahissantes.fr/detection-agent-rosette-sphareothecum-destruens-communautes-piscicoles-france, derniére consultation le 1er juillet 2024 et https://eur-lex.
europa.eu/legal-content/FR/TXT/PDF/?uri=CELEX:32018R1882&from=EN, derniére consultation le 8 aolt 2024. Abréviations: BKD, bacterial kidney disease; EHNV,
epizootic haematopoietic necrosis virus; IHNV, infectious hematopoietic necrosis virus; IPNV, infectious pancreatic necrosis virus; KHV, koi herpesvirus; KSD, koi
sleepy disease; LSA, Loi Santé animale (https://eur-lex.europa.eu/legal-content/FR/TXT/PDF/?uri=CELEX:32018R1882&from=EN, derniére consultation le 8 ao(it 2024);
PKD, polycystic kidney disease; SVCV, spring viraemia of carp virus; VHSV, Viral haemorrhagic septicaemia virus.

Listé Espeéces et groupes d’espéces

Maladies et agents étiologiques dans la LSA d’eau douce sensibles
Nécrose hématopoiétique épizootique (EHNV) Oui Salmonidae, Percidae
Herpés virose de la carpe koi (KHV) QOui Cyprinidae
Septicémie hémorragique virale (VHSV) Oui Salmonidae, Mormyridae
Virémie printaniére de la carpe (SVCV) Non Salmonidae, Cyprinidae, Mormyridae,

Siluridae,
Nécrose Hématopoiétique infectieuse (IHNV) Oui Salmonidae
Nécrose pancréatique infectieuse (IPNV) Non Salmonidae, Mormyridae
Anémie infectieuse du saumon Oui Salmonidae
Maladie bactérienne du rein (BKD) (Renibacterium salmoninarum Non Salmonidae

(Sanders & Fryer 1980))

Furonculose (Aeromonas salmonicida (Lehmann & Neumann, 1896)) Non Salmonidae
Maladie entérique de la bouche rouge (Yersinia ruckeri (Ewing et al., 1978)) Non Salmonidae, Cyprinidae
Saprolégniose (Saprolegnia parasitica (Coker, 1923)) Non Salmonidae, Cyprinidae
Polykystose proliférative rénale (PKD) Non Salmonidae
L’agent rosette (Sphaerothecum destruans (Arkush et al., 2003)) Non Salmonidae, Cyprinidae
Herpés virose de I'anguille (AngHV-1) Non Anguillidae
Maladie du sommeil de la carpe (carp Edema virus, KSD) Non Cyprinidae
Maladie des points blancs (Ichthyophthirius multifiliis (Fouquet, 1876)) Non Toutes espéces
Infection par le virus du syndrome des points blancs Oui Astacoidea
Peste de I'écrevisse ou aphanomycose (Aphanomyces astaci Non Astacoidea

(Schikora, 1906))

Parmi les agents pathogenes des invertébrés, celui de la peste
de I'écrevisse ou aphanomycose (Aphanomyces astaci (Schikora,
1906)) est devenu I'un des mieux étudié au niveau international.
Cette espéce fongique est responsable de mortalités massives d’écre-
visses autochtones, entrainant des déclins de population depuis
son introduction en Europe au milieu du xrxesiécle. Les spores
infectieuses ne survivent qu'en eau douce (Unestam 1969), entre
2 et 25 °C (Edgerton ez al. 2002) et durant plusieurs semaines
(Svoboda ez al. 2014). Les parameétres de transmission des agents
pathogenes des poissons et invertébrés aquatiques ne seront pas
développés dans cette étude, mais il convient de garder a lesprit
que toute intervention en milieu aquatique peut permettre le
transport d’autres agents infectieux que ceux des amphibiens.

Les agents pathogénes des oiseaux

Les crises d’épizootie d’influenza aviaire hautement pathogene
(IAHP), nous obligent a considérer également la transmission
d’agents infectieux affectant les oiseaux lors des interventions
en milieu humide. Le virus de 'TAHP montre une résistance
longue en milieu aquatique. Il a ainsi été montré que les virus
provenant de canards naturellement infectés peuvent rester
infectieux de plusieurs mois a plus d’'un an lorsqu’ils sont dans
les eaux de surface filtrées & température ambiante (Ramey et a/.
2020, 2022). La persistance du virus est variable en fonction
de la concentration virale mais aussi des paramétres physico-
chimiques de l'eau, comme la température et la salinité. Le virus
est ainsi plus résistant en eau douce et froide (Stallknecht ez a/.
1990; Domanska-Blicharz ez a/. 2010). Les milieux humides

représentent donc une source de contamination importante et
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I'évolution des épidémies est a prendre en compte en matiere de
biosécurité. Une étude documente également la persistance du
virus dans les excréments de canard (ce qui pourrait correspondre
A une botte ayant marché dans des fientes lors d’'une intervention,
ou avant d’arriver en milieu humide). La persistance virale peut
alors étre de quelques jours (2 30 °C et 20 °C), quelques semaines
(210 °C) ou plusieurs mois (2 0 °C) (Nazir ez a/l. 2011). Les virus
influenza A hautement et faiblement pathogenes sont listés dans
la LSA (heeps://eur-lex.curopa.eu/legal-content/FR/TXT/PDF
/2uri=CELEX:32018R1882&from=EN, derni¢re consultation
le 8 aotit 2024).

D’autres agents pathogenes d’oiseaux le sont également mais
ne seront pas déeaillés dans cette étude, bien quune multitude
d’agents infectieux puissent étre transportés lors des interventions
en milieux humides.

Les especes exotiques envahissantes

Les especes exotiques envahissantes (EEE) sont des especes
introduites volontairement ou non, hors de leurs aires de
répartition naturelles et qui vont menacer les écosystémes dans
lesquels elles sont introduites. Elles peuvent ainsi accaparer des
ressources (espace, lumiere, ressources alimentaires, habitat),
étre toxiques, prédatrices des espéces locales ou encore vectrices
d’agents infectieux. Les EEE sont aujourd’hui considérées
comme l'une des principales menaces pour la biodiversité en
France et dans le monde. Les invasions biologiques font partie
intégrante du changement global et représentent un danger
pour environ un tiers des especes terrestres et ont largement
contribué aux extinctions contemporaines. Ce danger est
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d’autant plus grand en territoire insulaire comme la Corse
ou les territoires d’ outre-mer (Simberloff ez /. 2013) (hteps://
www.cecologie.gouv.fr/especes-exotiques-envahissantes, derniére
consultation le 1er juillet 2024). Parmi elles, certaines sont
concernées par les milieux aquatiques et humides, notamment
un grand nombre de plantes aquatiques dont la Crassule ' Helm
(Crassula helmsii (Cockayne, 1907)), I'Egérie dense (Egeria densa
(Planch., 1849)), les différents types de Jussie et d’Elodée, le
Myriophylle du Brésil (Myriophyllum aquaticum (Verdc., 1973))
etle Myriophylle a feuilles variées (Myriophyllum heterophyllum
(Michx., 1803)), cinq espéces d’écrevisses, quatre especes de
poissons et deux especes d’amphibiens: la Grenouille-taureau
et le Xénope lisse (Commission du développement durable et
del'aménagement du territoire 2022 ; heep://especes-exotiques-
envahissantes.fr/, derniére consultation le 1er juillet 2024).

Il convient donc de porter une attention particuliére aux
matiéres organiques que les manipulateurs peuvent transporter
d’un site & l'autre et qui peuvent contenir des ceufs, larves,
parasites, végétaux et autres débris organiques a risque de
dissémination de ces EEE.

LES DANGERS POUR LA SANTE HUMAINE : LES ZOONOSES

ET MALADIES A RESERVOIR ENVIRONNEMENTAL

Certains agents infectieux potentiellement présents sur la peau
des amphibiens sont susceptibles de représenter un risque
zoonotique. Il s'agit entre autre de Salmonella spp., Aeromo-
nas hydrophila (Chester, 1901), Escherichia coli (T. Escherich,
1885), Mycobacterium sp, Brucella spp., mais aussi de parasites
(Mitchell 2011 ; Miller & Fowler 2015 ; Johnson-Delaney &
Gal 2019; Rouzic et al. 2021).

Les agents infectieux Bd, Bsal et les ranavirus n'ont pas de
potentiel zoonotique connu. Dans le cas des alloherpésvirus
la transmissibilité & '’humain n’est pas décrite.

La brucellose des mammiféres est 'une des zoonoses bacté-
riennes les plus sérieuses dans le monde. Des souches apparte-
nant au groupe des Brucella «atypiques » ont été isolées chez les
amphibiens (B. inopinata-like BO1 et B.inopinata-like BO2).
La capacité de transmission des amphibiens & 'humain n’est
pas encore clairement définie mais les amphibiens pourraient
étre des vecteurs, en sachant que les Brucella spp. zoonotiques
se transmettent principalement par contacts directs ou par
consommation de viande crue (Jayson ez /. 2018). Le premier
cas de brucellose humaine, causée par une bactérie dont le
génome est identique & une Brucella «atypique» (B. inopinata
-like BO3) isolée chez une Grenouille du Texas importée par
un particulier, a été rapporté récemment en France (Rouzic
et al. 2021). Ceci met en évidence le potentiel zoonotique
des Brucella affectant les amphibiens. Méme si 'impact de la
brucellose sur les populations d’amphibiens sauvages semble
limité, il convient de mettre en place des mesures de biosécurité
vis-a-vis de cette maladie pour une question de santé publique.

Les Mycobacterium sp. sont plutdt associées aux poissons
et reptiles, chez qui elles provoquent des lésions cutanées
nodulaires, mais peuvent également se développer chez les
amphibiens (Mitchell 2011 ; Johnson-Delaney & Gal 2019).
Les humains sont principalement infectés par M. ruberculosis
(Zopf 1883) et parfois par d’autres bactéries du complexe
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tuberculosis tel que Mycobacterium bovis (Karlson & Lessel
1970) (zoonotique), qui ne sont pas toutes reconnues pour
infecter les amphibiens. En 2018, un cas d’infection d’'une
Grenouille taureau a M. bovis a tout de méme été rapporté
dans un aquarium public au Brésil (Ikuta ez 2/. 2018). D’autres
mycobactéries ont été isolées chez les amphibiens: M. mari-
num (Aronson 1926), M. chelonae (Bergey et al., 1923), M.
Jortuitum (Da Costa Cruz 1938), M. abscessus (Moore &
Frerichs 1953), M. avium (Chester 1901), M. szulgai (Marks
et al., 1972), M. xenopi (Schwabacher 1959), M. ulcerans
(MacCallum ez al., 1950) (agent étiologique de I'ulcere de
Buruli chez 'humain) et M. liflandi Mve-Obiang A et al.,
2005 (uniquement observée chez les amphibiens) (Green et 4.
2000; Densmore & Green 2007 ; Reavill & Schmide 2012
Willson ez al. 2013). Bien qu'aucune transmission directe de
mycobactéries des amphibiens 2 "’humain n’ait encore été rap-
portée, le potentiel zoonotique est présent et les mycobactéries
demeurent des agents infectieux a surveiller (Mitchell 2011;
Johnson-Delaney & Gal 2019 ; Bougeard 2022).

Aeromonas hydrophila est la bactérie la plus communément
isolée dans les cas publiés de maladies bactériennes cliniques
chez les amphibiens, notamment lors de dermato-septicémie
bactérienne (Whitaker & Wright 2019). Une infection de
I'humain peut survenir par contact avec I'eau et par des bles-
sures infligées par des amphibiens (Miller & Fowler 2015;
Johnson-Delaney & Gal 2019).

Bien qu'une grande partie de 'attention sur Salmonella sp.
au cours des derniéres années ait été dirigée vers les reptiles,
des rapports récents confirment que les amphibiens sont égale-
ment une classe importante de préoccupation (CDC Centers
for Disease Control and Prevention 2011 ; Mitchell 2011).

Alors que Gray ez al. (2007) ont révélé qu'il était possible
d’infecter expérimentalement des amphibiens avec £.coli 0157
(Gray et al. 2007), une étude plus récente a révélé que les
anoures peuvent étre naturellement infectés (Dipineto ez al.
2010). Dans les especes testées positives, la Rainette aux yeux
rouges (Agalychnis callidryas (Cope, 1862)) et le Crapaud a
ventre de feu (Bombina orientalis (Boulenger, 1890)) sont
courants parmi les amphibiens captifs aux Etats-Unis et en
Europe (Mitchell 2011).

Le risque de transmission parasitaire aux humains par les
amphibiens reste faible dans la mesure ot ils servent souvent
d’hotes intermédiaires. Ce risque est cependant plus important
lorsque les amphibiens sont consommés (Mitchell 2011).

Les risques pour ’humain ne concernent pas uniquement
les agents infectieux propres aux amphibiens. Les agents res-
ponsables de zoonoses peuvent étre passivement portés par les
amphibiens ou simplement présents dans le milieu aquatique.
Cest le cas de la leptospirose, une maladie récemment soumise
a déclaration obligatoire en France (Haut Conseil de la santé
publique 2022), affectant tous les pays et dont la transmission
se fait par contact de la peau lésée ou des muqueuses avec les
urines d’un animal infecté ou avec des eaux douces et sols
contaminés par ces urines (heeps://www.inrs.fr/dms/eficact/
FicheEficatt/EFICATT_Leptospirose-3/Fiche_Leptospirose.
pdf, derni¢re consultation le 1er juillet 2024). Bien qu’une
ingestion soit nécessaire, des maladies telles que le choléra
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TAaBLEAU 2. — Rayon de migration et dispersion de certaines espéces courantes d’amphibiens en France. Abréviation: ND, aucune donnée disponible. Adapté
depuis Matutini et al. (2021). Les références associées sont présentées dans Matutini et al. (2021: annexe 1) et proviennent principalement de Smith & Green

(2005), Sinsch (2014) et Matos et al. (2019).

Ordre Espéces Rayon de migration (m) Rayon de dispersion (m)

Anoures Rana temporaria (Linnaeus, 1758) 50-2200 950-10000
Pelodytes punctatus (Daudin, 1802) <1200 ND
Rana dalmatina (Fitzinger in Bonaparte, 1839) 26-2000 ND
Bufo spinosus (Daudin, 1803) 220-2500 3000-3621
Hyla arborea (Linnaeus, 1758) 600-4000 1500-12500
Espéces européennes (moyenne) ND 2900

Urodéles Triturus marmoratus (Latreille, 1800) 100-1000 <2000
Triturus cristatus (Laurenti, 1768) 50-1000 250-1000
Lissotriton helveticus (Razoumovsky, 1789) 150-870 <1000
Salamandra salamandra (Linnaeus, 1758) 30-220 <500
Espéces européennes (moyenne) 400 580

(maladie soumise a déclaration obligatoire) peuvent étre
contractées via des milieux aquatiques contaminés. Bien que
la France hexagonale en soit indemne, ce nest pas le cas de
la Guyane et Mayotte (https://www.santepubliquefrance.fr/
maladies-et-traumatismes/maladies-infectieuses-d-origine-
alimentaire/cholera, derni¢re consultation le 1er juillet 2024).
Les milieux aquatiques peuvent également contenir des pol-
luants divers ou permettre une contamination parasitaire des
manipulateurs (contamination fécale humaine, introduction
d’hétes intermédiaires).

Limportance de la protection du manipulateur contre les
risques infectieux est souvent sous-estimée dans les inter-
ventions en milieux humides. Elle est cependant un point
essentiel de la biosécurité qu’il convient de considérer dans
une approche globale des problématiques permettant Iéla-
boration des protocoles de biosécurité.

ROLE DE L’'HUMAIN

DANS LA TRANSMISSION D’AGENTS PATHOGENES

Les activités anthropiques jouent un réle important dans
la propagation des agents infectieux des amphibiens (Pauza
etal. 2010; De Andrade Serrano ez al. 2022). Les personnes
impliquées dans la conservation des amphibiens sont ainsi
connus pour étre responsables de I'introduction de Bd lors de
programmes de renforcement ou réintroduction de popula-
tions (Walker ez a/. 2008). Lagent pathogeéne Bd n’étant pas
encore connu au moment de la réalisation du programme,
cet exemple montre que les interventions peuvent également
permettre la propagation d’agents pathogeénes encore inconnus
(Blackburn & Ewen 2017). Le principe de précaution doit
donc s'appliquer en toute circonstance.

En dehors des agents infectieux des amphibiens, une biosécu-
rité insuffisante peut permettre le transfert d’eau, de substrats,
d’ceufs et larves, de végétaux (potentiellement infectés ou
non) d’espéces exotiques envahissantes et d’agents infectieux
d’autres espeéces (poissons, écrevisses, oiseaux) entre les plans
d’eau (Phillott ez /. 2010).

Bien que 'importance et 'impact réel du role de 'humain
dans la transmission des agents infectieux d’amphibiens
soient a ce jour non précisés a I'échelle locale (on parle ici des
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interventions scientifiques ou naturalistes locales en dehors
du commerce d’espéces, de réintroduction ou de transferts
internationaux) et restent tres difficiles a évaluer, le risque de
transmission et de propagation d’agents infectieux connus ou
non est réel. Tout manipulateur doit donc étre conscient de
ce risque et comprendre I'importance du respect des bonnes
pratiques d’intervention en toute occasion. Plus précisément, il
convient de déterminer dans quelles mesures les interventions
envisagées sont susceptibles de contribuer 4 la propagation
des agents infectieux plus qu'ils ne le feraient naturellement,
afin de limiter notre réle dans I'expansion de leur distribution

géographique.

DEFINITION DES UNITES ECOLOGIQUES
ET EVALUATION DU NIVEAU DE RISQUE

DEFINITION D’UNE UNITE ECOLOGIQUE

I est considéré que les interventions humaines ne devraient pas
déplacer les agents infectieux a une vitesse ou a une distance
plus grande que le mouvement naturel des animaux infectés
(ou des matrices eau-air) (Speare ez al. 2004 ; Phillott ez al.
2010; Gray et al. 2017). Dans ce but, il parait judicieux de
raisonner en unité écologique, plus quen site ou plan d’eau
individuel, dans la mesure ol les amphibiens évoluent au cours
des saisons sur un domaine vital qui peut étre trés variable
d’une espéce a I'autre et pouvant contenir plusieurs milieux
aquatiques: portion de cours d’eau, mares, étangs, lacs, fossés,
canaux. Une unité écologique peut étre définie comme un
ensemble de milieux aquatiques fonctionnellement connectés
entre eux du fait de leur proximité et de la présence d’habitats
terrestres favorables. Il parait donc pertinent de prendre en
compte le domaine vital géographique des amphibiens, son
relief et barriéres physiques, mais aussi les espéces d’amphi-
biens présentes ainsi que leurs déplacements.

De nombreux amphibiens au cycle vital biphasique pré-
sentent des déplacements saisonniers bidirectionnels (aller-
retour), que l'on appelle migration, entre des quartiers d’hivers
(des abris d’hivernage terrestres), et des quartiers d’été et sites
aquatiques de reproduction (Wells 2007 ; Romano et 4/. 2017).
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Fic. 4. — Représentation des domaines vitaux et des aires de migrations et
dispersions des amphibiens inspiré de Matutini et al. (2021).

La plupart montrent deux pics d’activité au printemps et a
I'automne. D’autres déplacements, moins fréquents, sont
appelés dispersion. Il s’agit d’'un mouvement unidirection-
nel, souvent unique au cours de la vie d’un individu et
sur de plus grandes distances, qui est plutdt observé chez
les juvéniles. Le mode de déplacement des amphibiens
differe d’une espéce a une autre: marcheur, nageur, sau-
teur, coureur, grimpeur. Les domaines vitaux, les aires de
migration et de dispersion sont ainsi différents en fonction
des especes (Tableau 2) (Pittman ez a/. 2014 ; Matutini
et al. 2021), mais dépendent aussi des barri¢res physiques
de I'environnement et de 'évolution des milieux au cours
du temps (Fig. 4). En ce qui concerne la biosécurité, ce
sont les distances de migration qui vont nous permettre
de définir des domaines vitaux et qui nous intéressent ici.
Plusieurs auteurs ont étudié ces distances en fonction des
espéces. Dans une étude réalisée en Pays-de-la-Loire en
France, Matutini ez a/. (2021) s'appuient sur une synthése
bibliographique de ces distances (Matutini ez a/. 2021:
annexe 1) pour étudier les parameétres des modeles de
distribution spatiale (Tableau 2) (Matutini ez a/. 2021).
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Pour diminuer la transmission d’agents infecticux d’une
unité écologique & une autre, certains auteurs recommandent
que la décontamination soit effectuée si les sites d’échan-
tillonnage sont distants de plus de 350 metres (Gray et al.
2017). D’apreés la synthése de Matutini ez al. (2021) et Pitt-
man ez al. (2014), les distances de migrations saisonniéres
sont comprises entre 100 et 1000 metres et les populations
adultes résident dans un habitat terrestre finalement com-
pris entre 300 et 1000 metres des sites de reproduction
aquatiques (Pittman ez a/. 2014). Une valeur moyenne de
500 meétres est utilisée par Matutini et 2/. (2021). Ainsi, il
peut étre considéré que l'on passe d’une unité écologique
a une autre (et donc quun changement d’équipement ou
une désinfection sont nécessaires) si les sites aquatiques sont
distants de 350 a4 500 métres en fonction des auteurs. Ces
valeurs restent cependant a adapter en fonction des especes
présentes, 4 leur statut de conservation, aux distances de
migration de 'espece et aux contraintes géographiques des
unités écologiques ainsi qu’aux relations de bassins versants
pouvant exister entre les zones d’eau (Tableau 2).

Pour ces raisons, la connaissance préalable des caractéris-
tiques de ces unités écologiques ainsi que la réalisation d’'une
analyse de risques compléte permettent d’établir des mesures
de biosécurité adaptées et optimisées.

EVALUATION DES RISQUES SANITAIRES

ASSOCIES A UNE UNITE ECOLOGIQUE

Plusieurs auteurs préconisent une analyse de risques préa-
lable 2 de bonnes pratiques de biosécurité et proposent des
protocoles différents en fonction du niveau de risque du site
d’intervention (Phillott et al. 2010; Gray et al. 2017 ; Pes-
sier & Mendelson 2017).

Phillott ez al. (2010) proposent une méthode de calcul de
ce risque, 2 laquelle s'adapte le protocole de désinfection du
matériel entre les unités écologiques. Le calcul d’un score de
risque de propagation d’agents pathogenes dépend d’une série
de facteurs, notamment:

— les activités entreprises avant le travail sur le terrain;

— la nature du travail sur le terrain;

— Iéloignement et la fréquence des visites humaines des
sites ol le travail est entrepris;

—la présence ou non d’agents infectieux connus sur un site.

Les scores retenus pour chacun de ces quatre facteurs sont
additionnés pour produire un score de risque total qui est
ensuite multiplié par le score de conséquence, une valeur
reflétant 'état de conservation, d’aprés 'Union internationale
pour la Conservation de la Nature (UICN 2001), des espéces
d’amphibiens connues ou susceptibles de se trouver dans la
zone de l'activité. Le score de risque global qui en résulte est
utilisé pour décider quelles mesures d’hygiéne sont nécessaires
pour éviter que la propagation des agents infectieux augmente
du fait de 'intervention humaine (Phillott ez 2/ 2010).

Gray et al. (2017) approuvent la démarche d’analyse de
risque de I'étude précédente et proposent en 2017 un arbre de
décision comme point de départ pour guider la planification
et établir des protocoles de décontamination pour le travail
sur le terrain (Gray ez al. 2017).
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Ce risque peut étre difficile & écablir étant donné que
la présence d’agents infectieux n’est pas toujours connue
(lanalyse de risque nest pas systématiquement réalisée pour
toute unité écologique) et peut évoluer au cours des saisons
et des années (Miaud et /. 2019 ; Herath et 2l 2021). Si le
statut est connu, il faut également avoir conscience qu’un site
indemne d’agents infecticux d’amphibiens peut ne pas I'étre
pour d’autres agents notamment affectant les poissons, les
invertébrés ou/et les oiseaux (ou encore des agents infectieux
non encore décrits). Des mesures d’hygi¢ne minimales restent
donc nécessaires quel que soit le statut du site d’intervention,
y compris si le risque est évalué comme faible. De plus, le
statut de conservation de certaines espéces peut encourager la
décision de mesures plus strictes méme en 'absence d’agents
infectieux identifiés.

La connaissance préalable des paramétres d’une unité
écologique ainsi que la réalisation d’une analyse de risques
compléte associée & cette unité sont toujours avantageuses et
permettent la mise en place de mesures de biosécurité per-
tinentes et adaptées. Pour toutes manipulations d’individus
vivants, il convient également de connaitre les spécificités et
fragilités relatives des especes présentes.

MINIMISER LES RISQUES SANITAIRES:
LES MESURES DE BIOSECURITE

GENERALITES

Les mesures de biosécurité ont pour objectif de réduire le
risque de transmission d’agents infectieux tout en garantissant
la sécurité des amphibiens et la protection des intervenants.

Il est recommandé de choisir du matériel non poreux et
facile a désinfecter pour une utilisation sur le terrain (Pessier &
Mendelson 2017 ; Stassen & Lestang 2021).

Lors d’interventions successives dans des milieux humides
différents, il sera conseillé de changer d’équipement (changer
de bottes et de téte d’épuisette par exemple) (Kast & Hanna
2012; Department of Environment and Heritage Protection
2016; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen & Lestang 2021)
et d’effectuer un nettoyage voire une désinfection avant de
quitter une unité écologique (Speare ez al. 2004 ; Phillott
et al. 2010 ; Department of Environment and Heritage Pro-
tection 2016; Gray et al. 2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ;
Stassen & Lestang 2021).

En ce qui concerne les véhicules, les auteurs conseillent d’éviter
de rouler avec le véhicule proche des zones d’intervention et
de rester sur les routes et chemins (Stassen & Lestang 2021).
Certains vont considérer que le risque de transmission par un
véhicule est moindre et donc quaucune mesure particuliére
n’est nécessaire (Speare ez al. 2004), d’autres préconisent tout
de méme une désinfection des roues aprés nettoyage a I'eau
lorsqu'un véhicule a traversé un site d’intervention a haut
risque, méme si la contamination par les véhicules est considé-
rée comme peu probable (Phillott ezal. 2010 ; Kast & Hanna
2012; Department of Environment and Heritage Protection
2016; Gray ez al. 2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen &
Lestang 2021). Lutilisation d’une station de lavage est égale-
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ment indiquée (Department of Environment and Heritage
Protection 2016; Gray ez al. 2017). Enfin, certains auteurs
suggerent de ne pas conduire avec les bottes tant quelles ne
sont pas complétement nettoyées et désinfectées pour ne pas
contaminer la zone des pieds de la voiture (Kast & Hanna
2012 ; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen & Lestang 2021).

UTILITE DES GANTS ET DESINFECTION DES MAINS

Du fait de la fragilité et de la perméabilité de la peau des
amphibiens, la composition des gants est & prendre en compte.
En effet, il a été montré que les tétards de certaines espéces
subissent des effets létaux lorsquils sont exposés a des gants
poudrés ou en latex et dans une moindre mesure en nitrile et
en vinyle (Gutleb et a/. 2001 ; Cashins ez a/. 2008).

Prévention de la transmission
des agents pathogénes des amphibiens
Certaines études mettent en évidence une action fongicide
intéressante des gants en nitrile : dans I'étude de Mendez ez 4.
(2008), toutes les spores de Bd sont détruites au contact des
gants en nitrile, mais le lavage a 'eau diminuerait cet effet. Les
gants en latex et en polyéthyléne quant 4 eux n'ont eu aucun
effet destructeur (Mendez et al. 2008). Plus récemment, Tho-
mas ez al. (2020) montrent que I'eau de ringage des gants en
nitrile tue instantanément 99 % des zoospores de Bd et Bsal.
Les résultats de Mendez ez al. (2008), appuient l'utilisation
d’une nouvelle paire de gants pour chaque nouvel amphibien
manipulé et si cela n’est pas possible, I'article préconise les
mains nues comme alternative préférable, bien qu’imparfaite,
a l'utilisation continue de la méme paire de gants (Mendez
eral. 2008). Bien que Mendez ez a/. (2008) ainsi que Cashins
et al. (2008) concluent que l'utilisation de nouvelles paires
de gants pour chaque animal manipulé est importante pour
prévenir la transmission d’agents infectieux, certaines orga-
nisations et certains chercheurs interprétent ces résultats
comme une justification pour ne pas les utiliser. Les auteurs,
soulignent en 2009 que ceci est une mauvaise interprétation
de leur message et que l'arrét de l'utilisation de gants peut
entrainer inutilement une propagation d’agents infectieux
(Cashins ez 2l 2008 ; Mendez ez al. 2008 ; Greer et al. 2009).
Contrairement 3 Mendez ez 2/. (2008), Thomas ez al. (2020)
montrent d’ailleurs lors de leurs expériences de transmission
utilisant des Crapauds accoucheurs avec Bd et des Tritons
alpestres avec Bsal, que I'utilisation de la méme paire de gants
en nitrile pour deux individus consécutifs n’entraine pas une
transmission significative de ces champignons. En revanche,
la manipulation d’amphibiens infectés & mains nues entraine
la transmission de Bsal, mais pas de Bd (Thomas ez a/. 2020).
A T'heure actuelle, la viabilité des ranavirus et herpésvirus
au contact de la peau humaine et des gants n’est pas connue.
La désinfection des mains peut se faire avec de I'éthanol 2
70 % puis en laissant les mains sécher a l'air (Phillott ez al.
2010). En effet, I'éthanol 4 70 % serait efficace contre Bsal,
Bd et les ranavirus au bout d’'une minute (bien que le temps
de contact pour les ranavirus reste a étre déterminé de maniére
plus précise; Tableau 3) (Van Rooij e al. 2017). Les gels
hydroalcooliques sont en général composés d’éthanol 4 70 %,
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TaBLEAU 3. — Efficacité des différentes méthodes de désinfection sur les agents pathogénes des amphibiens Bd, Bsal et les ranavirus. Abréviations: ADAC,
C12-C16-alkyl chlorure de diméthylammonium; BAC, Chlorure de benzyl alkyldiméthyle; Bd, Batrachochytrium dendrobatidis (Longcore, Pessier & D.K.Nichols,
1999); Bsal, Batrachochytrium salamandrivorans A. Martel, M. Blooi, F. Bossuyt, F. Pasmans (2013); DcDAC, chlorure de dicoco diméthylammonium; DDAC,
Chlorure de didécyl diméthyl ammonium; EDTA, acide Ethyléne Diamine Tétra-Acétique; NA, Non actif; ND, aucune donnée disponible; PHMB, biguanide de
polyhexaméthylene; QAC, composés d’ammonium quaternaire. D’apres Langdon 1989; Miocevic et al. 1993 ; Berger 2001 ; Fitsherbert & Gardner 2001 ; John-
son et al. 2003 ; Speare et al. 2004 ; Webb et al. 2007 ; Bryan et al. 2009; Phillott et al. 2010; Kast & Hanna 2012; Nazir et al. 2012; Gold et al. 2013; Gray et al.

2017 ; Pessier & Mendelson 2017; Van Rooij et al. 2017.

Concentration

Temps minimal efficace

Produit/méthode et dose Bsal Bd Ranavirus
Ethanol (EtOH) 70 % 30s 20s 1 min, 45 min, 2 h
Virkon S® (Peroxymonosulfate de potassium) 1% 2min-5min  20s 1 min
Javel (Hypochlorite de Sodium) 0,20 % ND 1 min NA
1% ND 30s,1min  NA
2% ND 30s ND
3% ND 30s,1Tmin 1 min
4% 30s 30s ND
5% ND ND 1 min
Ammonium quaternaire (QAC) Ammonium quaternaire 128  1/500 (5 %) ND 30s ND
ou Path-XTM (DDAC)
F10® (BAC, hypochlorure 1/3500 (0,028 %) ND 10 min ND
PHMB, ethoxylate d'alcool) 1/3000 (0,033 %) ND 1 min ND
1/1 500 (0,06 %) ND 1 min ND
1/1000 (0,1 %) 30s 1 min ND
1/500 (0,2 %) 30s ND ND
1/250 (0,4 %) 30s 1 min ND
1/100 (1 %) 30s ND ND
TriGene |[I® (DDAC) 1/500 (5 %) ND 1 min ND
Safe4® (BAC) Non dilué 30s 30s ND
Biocidal® (DDAC, Non dilué 30s 30s ND
ADAC,DcDAC,< 2 % EDTA)
Bétadine® (povidone iodée) 10 % ND 1 min ND
Chlorhexidine (Nolvasan®, Hibiscrub®) 0,25 % 30s 1 min NA
0,50 % 30s ND ND
0,75 % 30s 1 min 1 min
2% ND 1 min 1 min
Permanganate potassium (KMnO4) 1% 10 min 10 min NA a2 et5ppm
2% 5 min 5 min
Peroxyde d’hydrogéne (H202) 1% NA 10 min ND
3% NA 2 min ND
6 % NA 1 min ND
Kickstart® (5 % Acide peracétique PAA, 20 % H202, 10 % 0,01 % NA 10 min ND
acide acétique AA) 0,05 % 5 min 30s ND
0,10 % 2 min 30s ND
Chlorure de sodium (NaCl) 1 % et moins NA NA ND
5% NA 5 min ND
10 % 10 min 2 min ND
Température (notamment pour lavage des textiles) 37 °C ND 4h ND
40 °C ND ND 24 h
47 °C ND 30 min ND
60 °C ND 5 min 15 min
60 °C ND 30 min
100 °C ND 1 min ND
Uvc ND ND NA 2,6 xlo4uW.sec/cm?
Séchage complet (a 22 °C) ND ND 1h,3h NA

(dessication)

mais la toxicité des autres composants (polyméres, émollients,
huiles, parfums) n’étant pas connue chez les amphibiens, leur
sécurité d’emploi n'est donc pas validée en I'état actuel des
connaissances. Lutilisation d’éthanol liquide seul et la manipu-
lation & travers des gants sont les pratiques les plus sécuritaires
pour éviter les toxicités de contact sur individus vivants tant
que d’autres études complémentaires ne sont pas réalisées.
Les protocoles d’hygiene font ainsi consensus pour recom-
mander 'usage de gants en nitrile jetables changés entre chaque
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individu (Phillott ez 2. 2010 ; Kast & Hanna 2012 ; Mendez
et al. 2012 ; Department of Environment and Heritage Pro-
tection 2016; Gray et al. 2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ;
Thomas et al. 2020 Stassen & Lestang 2021).

Port de gants

et prévention des zoonoses et maladies hydrigues

Les gants et la désinfection des mains préviennent les risques
d’infections bactériennes, virales, fongiques et parasitaires.
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TABLEAU 4. — Caractéristiques des gants jetables en fonction de leur composition. Epaisseur non prise en compte dans les performances, donnée ici a titre
d’exemple. Abréviations: ++, Bon; +, Moyen; -, Faible; B, 3 a 5/18 produits chimiques testés résistent plus de 30 minutes (Niveau 2/3); J, n-Heptane; K, soude
caustique; L, Acide sulfurique 96 % 40 %; P, Peroxyde d’hydrogéne 30 % ; T, formaldéhyde 37 %. D’aprés Division santé et sécurité en milieu de travail et
d’études 2011, https://www.gerpac.eu/risque-d-exposition-chimique-et-permeabilite-des-gants (derniére consultation le 22 mai 2023) et les fiches techniques
des gants de protection vinyle et nitrile: protection-des-mains.com (derniére consultation le 1er juillet 2024), fiche technique gants Latex ANSSEL.

Caractéristiques Latex Nitrile Vinyle
(Latex de caoutchouc) (Caoutchouc nitrile (Chlorure de polyvinyle)
butadiéne)
Epaisseur (mm) Doigt 0,20 Doigt 0,12 Doigt 0,09
(Dépend du fabricant) Paume 0,16 Paume 0,09 Paume 0,08
Temps d’efficacité 15-30 min 15-30 min 15 min
Confort et manipulation ++ + -
Résistance mécanique ++ ++ -
Force a la rupture (Newtons) >6 >6 3,6
Résistance chimique + ++ -
Type de résistance chimique (A, B, C) B B B
(KLT) (JKPT) (KPT)
Spectre de protection ++ ++ ++
Bactéries, champignons Bactéries, champignons Bactéries, champignons
et virus et virus et virus
Composés a éviter Organiques sauf carbonyles, Carbonyles, amines Organiques

hydro carbures, produites

huileux
Colt +
Risque de réactions et allergie ++

++ -

Pour la protection du manipulateur face aux zoonoses ou
des maladies a réservoir environnemental, notamment la
leptospirose en milieu humide, le port de gants est fortement
indiqué, tout comme le sont le port de bottes, de lunettes de
protection et une désinfection des mains a I'éthanol 70 %
(Tableau 3) (heeps://www.inrs.fr/dms/eficatt/FicheEficatt/
EFICATT_Leptospirose-3/Fiche_Leptospirose.pdf, derniere
consultation le lerjuillet 2024).

Les gants se dégradent au cours de leur utilisation du fait de
Pétirement répété. Cette dégradation est indétectable aI'ceil nu
mais entraine une perméabilité aux micro-organismes. Il est
donc conseillé de changer de gants régulierement, toutes les 15 2
30 minutes (recommandations des fabricants). Leurs résistances
mécanique et chimique ainsi que le temps d’'imperméabilité
dépendent de leur composition et de leur épaisseur (Tableau 4).

NETTOYAGE ET RETRAIT DES MATIERES ORGANIQUES

Les désinfectants présentent une inefficacité notoire en présence
de matiére organique. Méme avec un produit dit tolérant comme
le Virkon §°, il convient d’effectuer un nettoyage scrupuleux et
de retirer toutes les matieres organiques visibles a I'aide d’eau
et d’'une brosse pour permettre un temps de contact adéquat
entre les produits désinfectants et les agents infectieux. Cest
d’autant plus le cas de 'eau de javel et des désinfectants a base
de chlorhexidine dans leurs actions contre Bd et Bsal (Van
Rooij ez al. 2017). Ainsi il est systématiquement nécessaire de
réaliser un nettoyage du matériel avant d’effectuer la désin-
fection. Ce nettoyage peut étre réalisé directement sur le site
d’intervention avec 'eau du milieu aquatique afin de laisser
sur place les ceufs, larves et débris végétaux et organiques,
évitant ainsi de les transporter (Speare ez al. 2004 ; Webb ez 4.
2007 ; Phillott ez al. 2010 ; Kast & Hanna 2012 ; Department
of Environment and Heritage Protection 2016; Gray er 4.
2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen & Lestang 2021).

NATURAE e 2024 (14)

DESINFECTION ET ETUDE DES DESINFECTANTS

Les désinfections sont recommandées en fonction du niveau
de risque du site d’intervention (Phillott ez a/. 2010; Gray
et al. 2017). Le choix des désinfectants utilisés doit non
seulement prendre en compte I'efficacité des produits sur les
agents pathogenes 4 enjeux (Tableaux 3 et 5) mais aussi I'im-
pact environnemental de ces derniers (Annexe 1) (Gray ez 4.
2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen & Lestang 2021).

Efficacité des désinfectants

sur les agents pathogénes des amphibiens

De nombreuses études ont testé 'efficacité des désinfectants
sur les ranavirus, Bd et Bsal (Tableau 3).

Il a ainsi été montré que lexposition 2 70 % d’éthanol (EtOH),
1 % de Virkon S°, 0,75 % de chlorhexidine, 4 % d’hypochlo-
rite de sodium (eau de javel) sont, entre autres, eflicaces pour
inactiver Bd, Bsal et les ranavirus (Johnson ez 2/. 2003 ; Bryan
et al. 2009 ; Gold ez al. 2013 ; Van Rooij ez al. 2017).

En ce qui concerne I'éthanol 4 70 %, peu de précisions sont
apportées sur la nature de Iéthanol utilisé. De plus, les auteurs
nayant pas testé un temps de contact inférieur 2 45 minutes,
des études complémentaires seraient bienvenues pour préciser
le temps de contact minimal nécessaire (Bryan ez a/. 2009).
Un temps de contact d’'une minute est cependant indiqué
dans la plupart des protocoles sur les ranavirus (Speare e .
2004 ; Phillott ez al. 2010; Kast & Hanna 2012; Van Rooij
eral. 2017 ; Stassen & Lestang 2021) car I'éthanol 2 70 % est
décrit comme virucide en une minute sur les virus enveloppés
(Sauerbrei 2020) ce qui suppose une efficacité sur les rana-
virus, méme si ces derniers ont une capacité a étre infectieux
avec et sans enveloppe (Jancovich ez al. 1997 ; Chinchar ez 4.
2017). Léthanol est également recommandé et utilisé pour la
désinfection des instruments sur le terrain et en laboratoire
ainsi que pour la désinfection des mains lors des manipula-
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TaBLEAU 5. — Efficacité de I'éthanol et Virkon S® sur quelques-uns des principaux agents pathogénes a enjeux de conservation des amphibiens, poissons, écre-
visses et oiseaux, ainsi que sur certains agents de zoonose présents en milieu humide. La plupart des études sur les agents pathogénes de poissons sont réalisées
avec le Virkon aquatic® (VA) et non le Virkon S® mais le principe actif du produit reste le méme. Les sigles désignent les pathologies sous leur appellations anglo-
phones dans la littérature. D’apres Langdon 1989; Best et al. 1990; Giriffiths et al. 1997 ; Hernndez et al. 2000; Berger 2001 ; Fitsherbert & Gardner 2001 ; Johnson
et al. 2003; Kasai et al. 2005; Kiryu et al. 2007 ; Bryan et al. 2009 ; Bowker et al. 2011 ; Mainous et al. 2011; Yanong & Erlacher-Reid 2012 ; Worth Calfee & Wendling
2012; Shumei et al. 2013; Jahid & Ha 2014; Jang et al. 2014; Jussila et al. 2014 ; EI-Gohary et al. 2015; Yamasaki et al. 2017 ; Van Rooijj et al. 2017 ; Rahman & Choi
2018; Tidbury et al. 2018; Dapgh et al. 2019; Tedesco et al. 2019; https://www.inrs.fr/dms/eficatt/FicheEficatt/EFICATT _Leptospirose-3/Fiche_Leptospirose.pdf
@emiére consultation le 1er juillet 2024); les fiches techniques Virkon aquatic® DUPONT et Virkon S® LANXESS. Abréviations: *, Maladie répertoriée dans la LSA
(Loi de santé animale, https://eur-lex.europa.eu/legal-content/FR/TXT/PDF/?uri=CELEX:32018R1882&from=EN, derniére consultation le 8 aolt 2024); BKD, bac-
terial kidney disease; EHNV, Epizootic Haematopoietic Necrosis Virus; IHNV, Infectious hematopoietic necrosis virus; IPNV, Infectious pancreatic necrosis virus;
KHV, Koi herpesvirus; KSD, Koi Sleepy Disease; LSA, Loi Santé Animale; ND, aucune donnée disponible PKD, Polycystic kidney disease; SVCV, Spring Viraemia

of Carp Virus; VA, Virkon Aquatic; VHSV, viral haemorrhagic septicaemia virus.

Temps minimal efficace
Virkon S® 1 %

Groupes Maladies et agents étiologiques (u Virkon Aquatic® 1 %) Ethanol 70 %
Amphibiens Ranaviroses (Ranavirus) 1 min (1 min) 45 min, 2 h
Chytridiomycose (Batrachochytrium dendrobatidis (Longcore, 20 s 20s
Pessier & D.K.Nichols, 1999))
Chytridiomycose*(Batrachochytrium salamandrivorans A. 2-5min 30s
Martel, M. Blooi, F. Bossuyt, F. Pasmans (2013))
Poissons Nécrose hématopoiétique épizootique* (EHNV, Iridovirus, 1 min (VA) 2h
ranavirus)
Herpés virose de la carpe ko™ (KHV, Herpésvirus) ND 30s (240 %)
Septicémie hémorragique virale* (VHSV, Rhabdovirus) 10 min (VA) Efficace
Virémie printaniére de la carpe (SVCV, Rhabdovirus) 10 min (VA) 30s(a50 %)
Nécrose Hématopoiétique infectieuse* (IHNV, Rhabdovirus) 5 min (VA) ND
Nécrose pancréatique infectieuse (IPNV, Bornavirus) 2-5 min, 10 min (VA) Efficace
Anémie infectieuse du saumon* (Orthomyxovirus) 10 min (VA) ND
Maladie bactérienne du rein (BKD Renibacterium 10 min (VA) ND
salmoninarum (Sanders & Fryer 1980))
Furonculose (Aeromonas salmonicida (Lehmann & Neumann, 5 min (VA) 1 min
1896))
Maladie entérique de la bouche rouge (Yersinia ruckeri (Ewing 5 min (VA) 30 s (dés 40 %)
et al. 1978))
Saprolngniose (Saprolegnia parasitica (Coker, 1923)) Traitement bains 10 jours 4 ppm ND
MIC = MLC =1 ppm
Invertébrés Peste de I’écrevisse (Aphanomyces astaci (Schikora, 1906)) 10 min ND
Oiseaux Influenza aviaire* (virus influenza A) 1 min, 5 min 5 min
Zoonoses Leptospirose (Leptospira spp.) 10 min (notice) Efficace

Brucellose (Brucella spp.)

Mycobactériose (Mycobacterium sp.)

Aeromonas sp.

10 min (notice) Efficace (B. suis

Huddleson, 1929)

5 min (M. segmatis (Trevisan 1889)) 1 min
M. chelonae (Bergey et al. 1923)
résistant

5 min 1 min

tions (Speare ez al. 2004 ; Phillott ez a/. 2010 ; Kast & Hanna
2012; Gray et al. 2017 ; Van Rooij ez al. 2017).

Aucune étude n’a vérifié Peflicacité des désinfectants sur les
alloherpésvirus des amphibiens.

Finalement, sur la base des résultats 7 vitro, ainsi quen pre-
nant en compte le colit et les effets nocifs des désinfectants sur
I'environnement, les auteurs recommandent 1 % de Virkon S°,
3-4 % d’hypochlorite de sodium et 70 % d’éthanol pour désin-
fecter 'équipement sur le terrain, en laboratoire ou en captivité,
avec un temps de contact minimal de cinq minutes (pour Bsal,
car les conditions de désinfection sont jugées sous- optimales
avec un temps de contact d’une minute) pour le Virkon S° et
une minute pour les autres désinfectants (Tableau 3), bien que
le temps de contact minimal de Iéthanol & 70 % reste & étre
déterminé plus rigoureusement (Speare ez al. 2004 ; Phillote ez al.
2010; Kast & Hanna 2012 ; Department of Environment and
Heritage Protection 2016; Gray et al. 2017 ; Pessier & Men-
delson 2017; Van Rooij ez al. 2017 ; Stassen & Lestang 2021).
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Autres molécules au potentiel intéressant

D’autres désinfectants pourraient avoir un intérét sur les
agents pathogenes des amphibiens bien que leur efficacité n’ait
pas été spécifiquement testée. Clest le cas de 'acide peracé-
tique, l'acide acétique ou le peroxyde d’hydrogene, souvent
associés comme par exemple dans TAXISURF® DHN (acide
peracétique 7,3 %, peroxyde d’hydrogene 0,2 %, acide acé-
tique < 2,5 %), un produit  usage vétérinaire bactéricide et
fongicide en 30 secondes, virucide en cinq minutes (hteps://
www.axience.fr/product/77, derniere consultation le Ier juillet
2024). Les composants de ce produit ont été montrés comme
efficaces sur Bd et Bsal sous la forme du Kickstart® (5 % Acide
peracétique PAA, 20 % H202, 10 % acide acétique AA)
mais & des concentrations différentes (Van Rooij ez al. 2017)
(Tableau 3). CAXISURE® Spray ND, spécialité vétérinaire
composée d’'un mélange d’éthanol a 24 % et de chlorure de
didécyldiméthylammonium (DDAC) 40,14 % décrit comme

bactéricide en cinq minutes, virucide en 10 minutes et fongicide
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en 15 minutes pourrait également avoir un intérét (hteps://
www.axience.fr/product/85, derni¢re consultation le 1er juillet
2024) au vu de l'efficacité de ses composants (Tableau 3).

Les vinaigres blancs ou ménagers, dont le principe actif
est 'acide acétique, sont de plus en plus utilisés pour leurs
effets détergents et dégraissants. Lacide acétique possede
une activité bactéricide prouvée (Ryssel ez al. 2009 ; Fraise
et al. 2013; Zinn & Bockmiihl 2020) contre des bactéries
gram — et gram + 4 une concentration de 3 % avec un temps
de contact allant de 5 2 60 minutes (Ryssel ez a/. 2009) et
son efficacité ne dépend pas de la charge organique (Fraise
et al. 2013). Pour certains micro-organismes (e.g., E. coli),
une concentration de 10 % et une addition d’acide citrique
est nécessaire lors de tests en suspension (Zinn & Bockmiihl
2020). Lacide acétique se montre également efficace contre
les biofilms bactériens & Pseudomonas aeruginosa (Schroeter,
1872) et Staphylococcus aureus (Rosenbach, 1884) (Bjarnsholt
et al. 2015). Un effet virucide de l'acide acétique a été mis
en évidence contre un virus enveloppé, le virus modifié de la
vaccine Ankara (MVA) (Zinn & Bockmiihl 2020) et contre
le SARS-CoV-2 (Yoshimoto ez al. 2021). Leffet antifongique
de l'acide acétique a quant a lui été montré contre Candida
albicans (Berkhout, 1923) 4 une concentration de 5 % (Zinn &
Bockmiihl 2020). Lacide acétique pourrait donc étre un bon
candidat & un protocole de désinfection si son action contre Bd,
Bsal et les ranavirus était démontrée.

Pour les équipements absorbants en néoprene, des désinfec-
tants utilisés pour le matériel de plongée peuvent étre envisagés
comme par exemple le SeptiOne néoprene Pro de la gamme
AbyssNaut®, virucide, bactéricide et fongicide avec un temps de
contact de 10 minutes par trempage 4 une dilution de 0,5 %.
Bien que non testé sur les agents pathogénes des amphibiens,
ce désinfectant contient un composé d’'ammonium quaternaire
(DDAC) (fiche technique du SeptiOne-pro ABYSSNAUT®)
montré comme étant efficace sur Bd (Tableau 3).

Une étude compare P'efficacité antimicrobienne des savons
classiques et antiseptiques et montre que les savons antisep-
tiques sont plus efficaces contre les bactéries Gram-négatifs et
Gram-positifs que les savons ordinaires. Bien que ces derniers
montrent une activité antimicrobienne, celle-ci dépend pour
beaucoup de la composition et des ingrédients uilisés. Les savons
contenant certains extraits de plantes peuvent ainsi avoir une
activité inhibitrice voire bactéricide (Rama Bhat ez 2/ 2011).

Efficacité du Virkon S° et de ['éthanol

sur les agents pathogénes d autres espéces

En ce qui concerne les agents infecticux des autres espéces,
nous choisissons de détailler deux désinfectants: le Virkon S°
et éthanol, qui sont les plus utilisés et recommandés dans la
lictérature et pour lesquels il nous parait pertinent de dérailler
le spectre d’action. Les données concernant l'efficacité d’autres
désinfectants sur ces agents infectieux sont aussi bien moins
nombreuses dans la littérature.

Le Virkon S® 4 1 % et I'éthanol 70 % sont efficaces sur de
nombreux agents infecticux en milieu humide avec des temps de
contact minimum différents (Tableau 5). Aussi, si cinq minutes
de contact sont efficaces sur les agents pathogenes des amphibiens
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avec le Virkon S°, dix minutes sont nécessaires pour la plupart
des autres agents pathogenes présents en milieu aquatique, ce qui
correspond également aux recommandations du produit dans
une utilisation virucide et bactéricide a une dose de 1 % (fiche
technique des distributeurs DUPONT et LANXESS).

En ce qui concerne Iéthanol un temps de contact d’une a
cinqg minutes est efficace contre la plupart des agents pathogenes
d’espéces aquatiques. Il est bon de noter que les études n'ont
pas testé un temps de contact moins long que celui décrit ici
(Tableau 5). 1l se peut donc qu'un temps de contact réduit
soit également efficace, mais des études complémentaires sont
nécessaires pour le vérifier.

Les résistances naturelles au Virkon S° existent. Il a ainsi été
montré notamment, que les bactéries Mycobacterium chelonae
n’y sont pas sensibles (Griffiths ez al. 1997).

PROPRIETES ECOTOXIQUES DES DESINFECTANTS

Gestion des effluents :

bonnes pratiques et critéres de choix des désinfectants

Quel que soit le désinfectant choisi, son contact direct avec
les individus amphibiens doit soigneusement étre évité du fait
de la toxicité de ces substances pour ces espéces (Bryan et 4.
2009 ; Norton et al. 2019) (Annexe 1).

Certains auteurs indiquent que I'écotoxicité des désinfectants
sur I'environnement est & considérer et que les rejets dans le
milieu naturel, notamment dans les milieux aquatiques, ne
sont pas souhaitables. Ils conseillent alors de prévoir une ges-
tion des effluents issus de la désinfection soit dans des bacs
transportables soit en se plagant sur des zones goudronnées a
distance des points d’eau (Phillott ez /. 2010 ; Kast & Hanna
2012; Department of Environment and Heritage Protection
2016; Gray ez al. 2017 ; Pessier & Mendelson 2017 ; Stassen &
Lestang 2021).

En effet, les désinfectants, méme ceux possédant des propriétés
dites «biodégradables», restent des biocides. Les temps de per-
sistance des désinfectants ainsi que leur propriéeés écotoxiques
(Annexe 1) sont a prendre en compte dans le choix des produits et
en fonction del'utilisation qui en est faite. De plus, il convient de
sassurer quils possédent une Autorisation de Mise sur le Marché
(AMM) et sont donc utilisables en France (https://www.anses.
fr/fr/content/registre-des-amm-de-produits-biocides, derniére
consultation le 1er juillet 2024).

Les effets de ces molécules sur I'environnement vont bien
évidemment dépendre des concentrations utilisées et de la
dilution pratiquée. Les recommandations des fiches de données
de sécurité prévoient une gestion des effluents conforme 2 la
directive 2008/98/CE et indiquent de ne pas procéder a une
élimination dans 'environnement. Certains préconisent une
gestion des déchets par une filiere de traitement spécialisée et
une entreprise agréée quand d’autres indiquent simplement
qu’elle doit se faire en accord avec les réglementations locales
(Fiche de données de sécurité Trigenell” CEVA, AXISURF®
DHN AXIENCE, AXISURF® SPRAY ND AXIENCE,
Kickstart” CID LINES, eau de javel NOTILIA GROUPE,
Virkon S° LANXESS, Ethanol 70 % GILBERT). Dans les

cas ol une gestion spécialisée est impossible, la question de
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Pimpact réel d’une forte dilution du produit dans les eaux usées
ou sur le sol se pose, y compris pour les produits considérés
comme rapidement biodégradables ou a faibles impacts envi-
ronnementaux. Pour évaluer précisément cela, il conviendrait
de réaliser une étude précise de toxicité environnementale
in situ en comparant si cette pratique nest pas supérieure
aux concentrations prédites sans effet (PNEC) (Annexe 1).

Avantages et inconvénients du Virkon S°

Le Virkon §° est principalement constitué de sels inorga-
niques. Le complexe Peroxymonosulfate de potassium (ou
Oxone) est un agent oxydant qui agit sur le chlorure de
sodium lorsque la poudre est diluée dans I'eau et libere des
radicaux libres oxydants (Cl°, OH® et O°). Cette réaction
permet la formation de formes radicalaires déléteres pour les
membranes, les enzymes et le génome des organismes proca-
ryotes. Le complexe se dégrade ensuite en ions inorganiques
courants (sulfate, carbonate, potassium et hydrogene) (fiche
technique du distributeur DUPONT).

La solution préparée a 1 % reste stable pendant environ cing
jours et la perte de la couleur rose est un témoin de I'inactivité
de la solution (fiche technique du distributeur DUPONT).

La biodégradabilité du Peroxymonosulfate de potassium (le
premier composant du Virkon $°) ne peut étre évaluée au vu de
son caractére inorganique, mais son second composé est consi-
déré comme facilement biodégradable (83 % en 28 jours OCDE
31B, Annexe 1) (Fiche de données de sécurité LANXESS). Il est
également utilisable en agriculture biologique (en application
du RCE n° 834/2007). La valeur de la PNEC dans les stations
d’épuration est élevée soit 108 mg/l (Annexe 1) (Fiche de données
de sécurité Peroxymonosulfate potassium THERMOFISHER)
et le fabricant indique ainsi que le Virkon S° ne contrarie pas
Pactivité des micro-organismes des stations d’épuration une fois
dilué dans les eaux de vidange (fiche technique du distributeur
DUPONT). Bien que le Virkon S° ne soit pas, comme d’autres
désinfectants, considéré comme trés toxique, il est tout de méme
classé H412 «Nocif pour les organismes aquatiques, entraine
des effets néfastes a long terme» (Annexe 1). De ce fait, il est
recommandé d’empécher «le produit de pénétrer dans les cours
d’eau ou le sol» et de «ne pas contaminer les étangs, les voies
navigables ou les fossés avec des résidus de produits chimiques»
(Fiche de données de sécurité LANXESS).

En 2017, une étude montre que les solutions de Virkon
Aquatic® (principe actif identique au Virkon S§°, commercialisé
aux Etats-Unis) sont désactivées par des matieres organiques
apres quatre a 24 h d’exposition (Stockton-Fiti & Moffitt 2017).
Dans son étude de toxicité des désinfectants, Schmidt et /.
(2009) montrent que I'application de 1 % de Virkon S° dans
un aquarium extérieur a une dose diluée mimant une quanticé
ruisselant d’une botte (équivalent a une forte dose sur le terrain
soit 0,005 % de solution préparée de Virkon S°a 1 %) n'a mené
daucune différence clinique sur le comportement des tétards de
Grenouille rousse et Crapaud commun avec le groupe témoin
et aucune réduction du zooplancton n'est observée (Schmidt
et al. 2009). Ces résultats sont & nuancer car le protocole ne
permet de détecter qu'une mortalité aiglie et massive et le faible
nombre d’animaux utilisés (n = 10) ne permet pas de considérer
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cette étude comme suffisante comme preuve compléte d’inno-
cuité. Une autre étude en 2012 teste trois concentrations de
Virkon §°(0; 0,5 mg/L soit 0,0005 % et 5 mg/L soit 0,005 %)
en se basant sur 'étude précédente, sur les premiers stades de vie
de Rana arvalis (Nilsson, 1842). Le Virkon S° n’a pas montré
d’effet significatif’: la survie embryonnaire est forte pour toute
concentration, le pourcentage d’anomalies des embryons reste
faible et la taille des tétards n'est significativement pas différente
entre les trois doses. Cependant, les auteurs remarquent que le
succes a I'éclosion est plus élevé dans le groupe témoin, ce qui
suggere que le Virkon S° peut avoir de faibles effets négatifs sur
les embryons d’amphibiens. Les auteurs recommandent alors
que le Virkon S° soit utilisé avec précautions dans les milieux
aquatiques (Hangartner & Laurila 2012).

Concernant les autres taxons, des études d’efficacité du
Virkon Aquatic® ont été réalisées sur des escargots aquatiques
(New Zealand mudsnails, Potamopyrgus antipodarum (J.E.Gray,
1843)), moules (quagga mussels, Dreissena rostriformis bugen-
sis (Andrusov, 1897)) et poissons (Truite arc-en-ciel, Onco-
rhynchus mykiss (Walbaum, 1792)). Bien que ce produit soit
différent du Virkon S°, le principe actif reste le méme et ces
études n'en sont pas moins intéressantes pour comprendre
les effets de ces molécules. Ainsi, il est montré qu'un bain de
20 minutes & 20 g/L (2 %) de Virkon Aquatic® est toxique
pour les escargots et les moules (Stockton & Moffitt 2013;
Stockton-Fiti & Moflitt 2017). Apres une application par
spray, 99 % des escargots adultes et juvéniles sont tués apres
30 minutes de contact (Stockton & Mofhtt 2013). Lexpo-
sition pendant 48 heures a la concentration la plus faible
(0,5 mg/L (0,005 %) n’a entrainé aucune mortalité sur les
poissons, cependant, une mortalité rapide a été observée
aux concentrations les plus élevées testées, tous les poissons
étant éliminés apres une exposition inférieure a 30 minutes a
80 mg/L (0,8 %) (Stockton-Fiti & Moffitt 2017).

Ceci nous montre que le Virkon (S° ou Aquatic®) peut s'avé-
rer efficace pour limiter la propagation anthropique d’especes
et microorganismes potentiellement envahissants. Cependant,
son utilisation généralisée dans les milieux humides peut avoir
un impact négatif sur les espéces aquatiques, notamment les
invertébrés et microorganismes. Gray ez 4l. (2017) affirment ainsi
que l'utilisation généralisée de Virkon S° qui tue également les
bactéries et les champignons bénéfiques des écosystémes n'est
pas souhaitable sur une vaste zone géographique (Gray ez 4.
2017). Cela risquerait de perturber la composition et la structure
des microbiotes environnementaux (par exemple les biofilms)
qui ont des fonctions essentielles au bon fonctionnement des
écosystémes, mais aussi des microbiotes associés aux animaux
qui peuvent faire office de barri¢re face aux agents pathogenes
tels que Bd, Bsal et les ranavirus (Harris ez 2/. 2006 ; Brunner &
Yarber 2018 ; Bernardo-Cravo ez al. 2020 ; Sentenac ez al. 2022).

Avantages et inconvénients de ['éthanol

Léthanol étant volatile, la gestion des effluents issus de la
désinfection du matériel est facilitée. Son évaporation est
compléte, il ne laisse donc aucun résidu carboné sur les équi-
pements apres évaporation (Bellanger 2021). Cependant, cette
évaporation rapide implique un temps de contact réduit entre
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TABLEAU 6. — Synthése des recommandations de biosécurité lors d’intervention en milieu humide sur les amphibiens sauvages.

Catégories

Mesures de biosécurité

Organisation des
interventions

Choix du
matériel

Interventions
successives

Manipulations

Protocole de Nettoyage
nettoyage et
désinfection

Choix des
désinfectants

Analyse de risque et rédaction d’un protocole adapté préalable.

Commencer par les sites indemnes, puis de statut inconnu et enfin les sites connus
comme contaminés.

Calcul du nombre de plan d’eau et individus minimum nécessaires.

Connaissances géographiques des unités écologiques et de leurs distances.

Connaissances biologiques des unités écologiques (espéces présentes, statuts de
conservation et autorisations de manipulation).

Procéder d’amont en aval pour les cours d’eau (évite la remontée des agents

_ infectieux).

Eviter toute entrée dans I’eau inutile (personnes, mains et équipement).

Rester sur les berges quand cela est possible (limite le besoin de désinfection).

Sortir tout le matériel et répartir les réles de chacun (diminution du temps de
manipulation).

Pesticides, fumées, parfum, huiles, cremes a proscrire.

Sacs Ziploc® et petits bacs faciles a désinfecter pour le maintien des animaux.

Matériaux non poreux (bottes et épuisettes a revétement en caoutchouc).

Gants non poudrés, en Nitrile.

Plusieurs jeux d’équipements si plusieurs unités écologiques sont visitées le méme
jour (paires de bottes, tétes d’épuisette). A minima deux jeux d’équipement pour
mettre le premier a désinfecter et utiliser le second.

Prévoir des bacs refermables et grand sacs Ziploc® pour réaliser les désinfections aux
véhicules.

Deux milieux humides séparés de plus de 500 m représentent deux unités écologiques
différentes (en moyenne, a adapter).

Changer d’équipement entre deux unités écologiques (bottes, tétes d’épuisette).

Procéder au nettoyage et désinfection des équipements ayant été en contact avec
I’eau et les individus entre chaque unité écologique quand plusieurs d’entre elles
sont visitées le méme jour. Le reste des équipements pourra étre désinfecté une fois
de retour au local.

Manipuler toujours avec des gants en nitrile changés entre chaque unité écologique
ou toutes les 30 minutes (praticité et diminution des déchets). Changement entre
chaque plan d’eau, chaque espéce voire entre chaque individu en fonction du
niveau de risque et du statut de conservation des espéces présentes.

Des gants longs peuvent étre portés sous les gants en nitrile si le bras doit étre plongé
dans 'eau.

Manipuler le moins et le plus rapidement possible.

Utiliser un bac pour le maintien des individus (maintenir a I’'ombre).

Chaque adulte doit étre maintenu individuellement, les tétards d’un milieu commun et
proche de quelques métres peuvent étre maintenus en groupe. Changement d’eau
toutes les 60 minutes.

Relacher le plus rapidement et sur le méme lieu que celui de la capture.

Relever les nasses et pieges le plus souvent possible pour ne pas créer de surdensité
artificielle.

Pour la récupération des cadavres, utiliser une épuisette quand celui-ci est dans
I’eau et I'attraper a travers un sac retourné qui sera fermé de maniere a éviter
I’écoulement de liquides. Retirer les gants, laver et désinfecter les mains.

Eviter de manipuler avec des plaies sur les mains, si cela est impossible protéger les
plaies par des pansements étanches.

Lavage des mains a I’eau et au savon et désinfection a I’éthanol 70 % avec un
séchage a I'air libre.

A réaliser avant toute désinfection.

Sur le site d’intervention avec I'eau du site et une brosse afin de laisser sur places les
débris organiques (végétaux, ceufs, parasites, boues, etc.).

A I’eau chaude et éventuellement avec du savon avant la désinfection réalisée au local.

Prendre en compte I'efficacité (Tableau 3) et les effets écotoxicologiques (Annexe 1).

L’éthanol 70 % liquide ou en lingettes imbibées, avec un temps de contact d’'une
minute est plus adapté au terrain car volatil, a utiliser dans un bac fermé ou sac
Ziploc® contenant le liquide ou les lingettes afin que I’évaporation ne soit pas trop
rapide.

Le Virkon S® 1 %, avec un temps de contact de cing minutes (Bd, Bsal et ranavirus)
ou 10 minutes si des agents pathogénes d’autres espéces sont connus. Utilisation
en spray ou en bain, préférer une fois de retour au local ou en spray sur le terrain
pour des sites a risque important.

Le SeptiOne néopréne Pro® 0,5 % (ou un autre désinfectant pour matériel en
néopréne) temps de contact 10 minutes par trempage, a utiliser au local uniquement
sur les équipements en néopréne (waders, combinaisons).

Les désinfectants ne doivent pas entrer en contact direct avec les amphibiens.

NATURAE e 2024 (14)
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TABLEAU 6. — Suite.

Catégories

Mesures de biosécurité

Désinfection au
local

Protocole de
nettoyage et
désinfection

équipements.

Retour au
véhicule
entre les
unités (a
privilégier)

Désinfection
sur le terrain

A réaliser en fin de journée/ soirée d’intervention pour diminuer le risque de
transmission d’agents infectieux d’un jour a I'autre.

Au Virkon S® par trempage (mieux) ou spray pendant 5 -10 minutes sur tous les

Disposer les équipements dans un bac ou un grand sac Ziploc®.

Appliquer le Virkon S® en spray, I’éthanol en spray ou en lingettes. Laisser agir.

Essuyer a I’'essuie tout ou rincer a I’eau du robinet dans le bac ou le sac (si le transport
d’eau est possible).

Fermer le sac/bac et garder les effluents pour les éliminer correctement par la suite

_ (société agrée dans I'idéal).
Eviter de réutiliser les équipements immédiatement aprés désinfection.

Non-retour
au véhicule
entre les
unités

aquatiques.

Se positionner sur une zone goudronnée, un chemin, a distance des milieux

Appliquer le Virkon S® en spray, I’éthanol en spray ou en lingettes (privilégier I’éthanol,
sauf sur un site a fort risque).

Essuyer a I'essuie-tout.
Eviter de réutiliser les équipements immédiatement aprés désinfection.

Rincage et
séchage

A I’'eau du robinet.
Rincage, une fois au local uniqguement, sur tous les équipements (évite le transport de

grande quantité d’eau et facilite la gestion des effluents, permet le bon entretien du

matériel).

Essuyer les équipements avec un essuie-tout sur le terrain pour diminuer les résidus
avant réutilisation.

Les effluents issus de la désinfection au local ou a la voiture doivent étre éliminés par
une filiere spécialisée de gestion des effluents, ou a défaut, fortement dilués puis
déversés dans le circuit des eaux usées.

Les contenants d’individus doivent étre a usage unique ou désinfectés et rincés
abondamment entre chaque individu.

Séchager non efficace sur les ranavirus.

Ne pas traverser ou s’approcher des unités écologiques et milieux humides. Rester sur

Ne pas conduire avec les bottes tant qu’elles ne sont pas complétement désinfectées
(prévoir une autre paire de chaussures pour la voiture).

Désinfection des roues uniquement si le risque est tres élevé, une fois de retour au

Véhicule
les routes et chemins.
Lavage en station régulierement.
local. Pas dans le milieu naturel.
Vétements

Différencier les vétements de ville et de terrain.

Lavage aprées chaque journée/soirée d’intervention a 60 °C pendant 30 minutes.

le produit et les équipements, pouvant étre insuffisant pour
une désinfection efficace si 'application n’est pas répétée.

Léthanol n'est pas considéré comme toxique pour les orga-
nismes aquatiques (Annexe 1) mais les fiches de données de
sécurité recommandent tout de méme de «ne pas déverser dans
les cours d’eau» (Fiche de données de sécurité éthanol THER-
MOFISHER) et d’«éviter la contamination des égouts, des eaux
de surface et des eaux souterraines» (fiche de données de sécurité
éthanol 70 % GILBERT). La encore, il convient donc de prévoir
une gestion adéquate des déchets, notamment en cas d’utilisation
en grande quantité ne permettant pas une évaporation rapide.

*éthanol 70 % est donc recommandé pour la désinfection

du matériel sur le terrain et en laboratoire ainsi que pour la
désinfection des mains lors des manipulations (Speare et al.
2004 ; Phillott ez al. 2010; Kast & Hanna 2012 ; Gray ez al.
2017 ; Van Rooij et al. 2017).

RINCAGE, SECHAGE ET LAVAGE DES TEXTILES

Les étapes de rincage et séchage post désinfection diminuent
le risque de présence de résidus de désinfectant et donc de
toxicité pour les amphibiens et 'environnement, notam-
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ment lors d’utilisation de désinfectants non volatiles. Les
recommandations peuvent varier en fonction des auteurs.
Certains préconisent un ringage et/ou séchage complet des
équipements avant toute réutilisation (Kast & Hanna 2012;
Department of Environment and Heritage Protection 20165
Stassen & Lestang 2021) ou le conscillent particuli¢rement
en cas d’utilisation d’eau de Javel, notamment pour le bon
entretien des équipements (Department of Environment and
Heritage Protection 2016; Gray e al. 2017 ; Pessier & Men-
delson 2017), quand d’autres ne précisent rien concernant
ces étapes (Speare et al. 2004 ; Philloct ez al. 2010).
Lagentinfectieux Bd supportant mal la dessication, le séchage
peut également étre envisagé comme méthode de « désinfec-
tion». Ce dernier doit étre de trois heures minimum pour
étre efficace (Johnson et al. 2003) (Tableau 3). Les ranavirus
quant a eux, sont résistants a la dessication (voir persistance
dans I'environnement) (Nazir ez 2/ 2012). Aucune donnée
concernant les herpesvirus des amphibiens BIHV-1 et RHV-3
n’est disponible, bien que 'enveloppe de I'alloherpésvirus des
poissons (KHV) soit sensible a la dessiccation (Reed 2014). Les
UVc auraient une action virucide (Miocevic et al. 1993), mais
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ceci implique une désinfection du matériel avec une lampe
UV, ce qui parait peu pratique pour du matériel de terrain.
De plus, ces données ne permettent pas de considérer une
exposition au soleil comme efficace pour la désinfection du
matériel dans la mesure ot les UVc issus des rayonnements
solaires ne parviennent pas jusqu’a la surface de la terre.

Les résultats des différentes études montrent des sensibilités
a la chaleur différentes pour Bd et les ranavirus (Langdon
1989; Berger 2001 ; Johnson & Speare 2005). Un lavage
des vétements et textiles 2 60 °C pendant 30 minutes est
recommandé pour étre efficace contre Bd et ranavirus dans
certains protocoles (Phillott ez /. 2010 ; Pessier & Mendelson
2017). Ces recommandations font suite a I’étude de Webb
et al. (2007), qui préconise un temps minimal augmenté
par rapport a ceux montrés comme efficaces par Johnson
et al. (2003), soit cinq minutes 2 60 °C ou 30 minutes a
47 °C (Johnson et al. 2003 ; Webb et al. 2007) (Tableau 3).

PROPOSITION DE SYNTHESE

DES RECOMMANDATIONS DE BIOSECURITE

Suite a la réalisation de la présente étude, une synthése
des mesures de biosécurité adaptées a des interventions
locales de terrain est proposée (Tableau 6). La plupart des
recommandations passent par 'organisation et 'anticipa-
tion. Lanalyse de risques est a privilégier afin d’agir selon
un protocole adapté.

Le choix d’'un matériel non poreux et facile 2 nettoyer
est conseillé, notamment en ce qui concerne les épuisettes:
préférer un filet & revétement en caoutchouc plutdt qu’en
nylon.

La réduction des entrées dans I'eau et des manipulations
ainsi que les changements d’équipement, restent des mesures
centrales et a privilégier au maximum. La désinfection
ne représente finalement qu'une des nombreuses mesures
complémentaires a mettre en place.

Les gants en nitrile sont conseillés et choisis pour assurer
la protection des individus, du manipulateur et pour dimi-
nuer le risque de transmission d’agents infectieux (Fig. 5).
Nous pensons qu'un changement de gants entre chaque
unité écologique (ou au maximum toutes les 30 minutes) est
suffisant dans un contexte a risque faible ou modéré et sera
plus facilement réalisable sur le terrain tout en diminuant les
déchets générés. En revanche dans les cas de risque fort ou
d’espéces a fort enjeu de conservation, les changements de
gants doivent étre plus fréquents (Tableaux 4, 6), pouvant
aller jusqu'au changement entre chaque individu.

Une désinfection bien gérée en fin de journée et réalisée
au local prévient déja d’une transmission d’agents infectieux
par le matériel d’un jour sur 'autre. Celles réalisées sur le
terrain lorsqu’un changement d’équipement n’est pas possible
doivent étre réfléchies en amont et la gestion de 'impact
environnemental pris en compte. Les désinfections peuvent
étre réalisées entre deux unités écologiques, soit entre deux
plans d’eau éloignés de plus de 500 métres, valeur qui nous
parait pertinente et facile & mettre en place (Tableaux 2, 6),
mais qui doit étre adaptée au besoin a I'issue de I'étude de
risques réalisée en amont de l'intervention. Le nettoyage
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FiG. 5. — Manipulation d’'un métamorphe Alytes accoucheur (Alytes obstetri-
cans (Laurenti, 1768)) avec des gants en nitrile. Crédit photo: Hugo Sentenac /
Université Toulouse 3-Paul Sabatier.

et retrait des matiéres organiques sont a prévoir a 'eau du
site avec une brosse, sur place, avant toute désinfection.
Un nettoyage a I'eau chaude avec du savon peut étre réalisé
au local. Les étapes post-désinfection, de ringage a 'eau du
robinet et de séchage sont conseillées lors des désinfections
de fin de journée au local dans la mesure ol il nous parait
peu pratique de transporter de grandes quantités d’eau, de
gérer autant d’effluents et d’attendre un séchage complet
de trois heures entre les unités écologiques. C’est pourquoi
les changements d’équipement entre deux unités (chan-
gement de bottes et de téte d’épuisette par exemple) sont
a privilégier. Sur le terrain, I'utilisation d’un essuie-tout
apres le temps de contact du désinfectant peut permettre
de réduire les résidus. Un ringage sera tout de méme a
prévoir en cas d’utilisation de désinfectants non volatils
sur un équipement qui devra étre en contact direct avec
un amphibien, ou dans I'eau, immédiatement apres désin-
fection (e.g., bacs de maintien et instruments qui seraient
désinfectés avec un autre produit que I'éthanol 70 %).
En ce qui concerne le choix des désinfectants, 'éthanol
étant volatil et a faible impact environnemental, il peut
écre utilisé entre des unités écologiques a risque faible. Pour
remédier a son évaporation rapide, 'utilisation de lingettes
imbibées ou de sacs Ziploc® et bacs fermés contenants de
I’éthanol liquide ou des lingettes pourrait permettre a
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I’échanol de rester plus longtemps en contact avec les équi-
pements, utilisation répétée d’un spray peut également
étre une alternative. Sinon, le Virkon S°, reste moins nocif
pour les organismes aquatiques que d’autres désinfectants
et peut étre utilisé & condition de gérer les effluents sur le
terrain. Pour cela, une désinfection réalisée dans un bac
refermable au véhicule nous parait le plus adapté, quand
cela est possible (Tableau 6). Leflicacité d’un savon classique
n'a pas été testée sur les agents pathogénes des amphibiens
mais peut venir compléter 'étape de nettoyage au local.
Lacide peracétique, acétique et d’autres molécules méri-
teraient des études plus approfondies afin de pouvoir leur
porter un plus grand incérét.

CONCLUSION

La biosécurité autour des interventions sur amphibiens
sauvages comprend de nombreux aspects, qu'il convient de
prendre en compte lors de la mise en place des recommanda-
tions. Les particularités des amphibiens et les caractéristiques
de transmission des agents pathogeénes 4 enjeux de conserva-
tion mais également des autres agents pathogénes, notam-
ment ceux impliquant des zoonoses ou maladies hydriques,
sont & connaitre pour permettre d’adapter les protocoles.
Les mesures & mettre en place ne concernent pas seulement
les désinfections, souvent réalisées a 'exces et considérées
a tort comme la seule étape importante. Les actes a prévoir
ou a éviter pour limiter la transmission des agents infectieux
sont trés souvent compatibles avec le respect de I'échique et
du bien-étre animal. Ainsi les avantages sanitaires des gestes
de bien-étre (e.g., la limitation du nombre et du temps de
manipulation) sont un atout en matiére de biosécurité.

Les risques associés aux unités écologiques sont a étu-
dier précisément lors d’une analyse de risques compléte
pour permettre une biosécurité adaptée et pertinente.
La connaissance des unités écologiques et la prise en compte
des autres especes animales et végétales permettent une
considération globale des problématiques d’intervention.
Les recommandations générales de biosécurité, notamment
I'organisation préalable et les pratiques d’évitement, per-
mettent d’optimiser le besoin de désinfection réduisant
ainsi les contacts, les risques ainsi que notre impact sur
les milieux naturels et notamment les milieux humides.
Il est bon de garder a esprit qu'il ne sera jamais possible
d’intervenir de facon stérile en milieu naturel. Le princi-
pal objectif des mesures de biosécurité est d’arriver a une
diminution du risque pour 'individu animal, son milieu et
pour le manipulateur, tout en diminuant au maximum le
risque de propagation des agents infectieux et de transport
de matériel biologique. La protection des manipulateurs
ainsi que la praticité d’un protocole de biosécurité sur le
terrain sont des points souvent manquants ou peu dévelop-
pés dans la littérature scientifique, pourtant indispensables
a une bonne observance des consignes. Ces thématiques
essentielles doivent intégrer toutes réflexions préalables a
la réalisation d’un protocole de biosécurité.
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La synthése de recommandations que nous proposons ici
doit étre adaptée aux problématiques particuli¢res de chaque
situation qui peuvent étre trés variables. Cela permettra
d’intervenir en milieu humide sur les amphibiens sauvages
en appliquant des précautions de biosécurité appropriées,
optimisées a chaque situation, tout en considérant les dif-
férents enjeux sanitaires et environnementaux.
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ANNEXE

ANNEXE 1. — Caractéristiques écotoxiques des principales molécules composant les désinfectants classiquement utilisés. Les différences de paramétres (tem-
pérature, pH) entre certaines sources expliquent les différences de valeurs parfois retrouvées. Abréviations: 301 B, méthode par évolution du CO2, le critere
de validité est <70 mg CO2/L aprés 28 jours; 301D, méthode par bouteille fermée; 301E, examen OECD modifié ; AMM, autorisation de mise sur le marché;
CAS, service des résumés chimiques; CE10, concentration effective 10 % représentent la toxicité au long terme; CL/CES50, concentration Iéthale/effective
50 % représente la toxicité a court terme; DT50 ou T1/2, temps de demi-vie; H314, « Provoque de graves brilures de la peau et des Iésions oculaires »; H319,
«Provoque une grave irritation des yeux»; H400, «Tres toxiques pour les organismes»; H410 et H411, «Trés toxiques pour les organismes, avec des effets a
long terme»; H412, « Nocif pour les organismes aquatiques, entraine des effets néfastes a long terme »; logP ou Kow, Log du coefficient de partage octanol/
eau qui représente la bioaccumulation, les valeurs basses ou négatives témoignent d’une non bioaccumulation; NAP, Non Applicable (dans le cas des subs-
tances inorganiques); ND, donnée non disponible; NOEC, concentration sans effet observable; OECD, Organisation de la Coopération Economique et du
Développement; PNEC, concentration prédite sans effet; RB, Rapidement Biodégradable (si le test OECD est validé en 28 jours). D’aprés le registre AMM des
biocides de I’Agence nationale de Sécurité sanitaire de I’Alimentation, de I'Environnement et du Travail (ANSES; https://www.anses.fr/fr/content/registre-des-
amm-de-produits-biocides, derniere consultation le 1er juillet 2024); la plateforme pubchem: https://pubchem.ncbi.nim.nih.gov/, derniére consultation le 1er
juillet 2024 ; le portail substances chimique de I’ INERIS et les fiches toxicologiques associées : https://substances.ineris.fr/fr/, derniére consultation le 1er juillet
2024 le portail substance de I'OECD (The Organisation for Economic Co-operation and Development: https://www.echemportal.org/echemportal/substance-
search, derniére consultation le 1er juillet 2024, essentiellement les dossiers d’enregistrement ECHA (European Chemicals Agency): https://echa.europa.eu/
information-on-chemicals, derniére consultation le 1er juillet 2024 ; les fiches de données de sécurité des distributeurs ou fabricants.

Chlorure de
didécyl Peroxymono- Acidé
diméthyl sulfate de péra Peroxyde Acide Hypochlorite
Ethanol ammonium potassium cétique d’hydrogéne acétique de sodium
Molécules (EtOH) (DDAC) (Virkon S®) PAA (H202) AA (Javel)
Identification N° CAS 64-17-5 7173-51-5 10058-23-8 79-21-0 7722-84-1 64-19-7 7681-52-9
Exemple de produit et fabricant Axisurf® Axisurf® Virkon S® AXISURF® AXISURF® AXISURF® DAAP19 Eau
spray spray ND  Virkon Tablet® DHN DHN DHN de Javel
ND TriGene Virkon Kickstart® Kickstart® Kickstart® BEC 2,6 %
Alcool 11® pas Aquatic®:
modifié d’AMM en pas d’AMM
70 % France en France
volume®
Biodégradabilité en milieu aqueux RB OECD RB OECD NAP RB OECD RB OECD 301 RB OECD NAP
aérobique 301E 301B 80 % 301E 98 % E 28 jours 301 E
94 % 28 jours 28 jours 30 jours,
28 jours OECD 301 98 %
89 % en D 87 % 28 28 jours
14 jours jours (Méthode
non
précisée)
Persistance Sol ND Sol 20,8 jours ND 99 % <0,5h 12h 2 jours ND
(T% vie ou Evaporation Sédiment 1 min
DT50) rapide aquatique 2,7 min
208 jours
Eau (avec 3,3 jours ND ND 5 min 0,3-5 jours ND ND
biodégradation) riviere
38,9 jours
lac
3 jours
Stabilité dans I'eau (Hydrolyse 1-36 ans 1an ND 5 jours 31,7h 5 jours ND ND
sans biodégradation) (fabricant) 2 jours
5 jours
Facteur de risque de Non Non Non Non Non Non Non
bioaccumulation Log P ou Kow -0,32 <3 0,3 -0,26 -1,57 -0,17 -3,42
(Non si négatif ou <3)
Ecotoxicité Poissons CL/ 14 200 0,49 53 0,53 37,4 300,82 0,06
sur les (mg/L) CE50 > 1000 0,16-0,27 32 0,91 >300 (Kickstart®:
organismes 96 h 11200 (Virkon S® 24.6) 16,4 (Kickstart®: 25) 25)
aquatiques (Kickstart®: 25)
acourt et NOEC/ 250 0,032 ND 0,001 ND ND >0,005
long terme CE10 0,04
Inver- CcL/ 9268 0,062 3,5 0,48 2,4 300,82 0,005
tébrés CE50 > 1000 0,03 (Virkon S® 6,5) 0,73 (Kickstart®: 10) (Kickstart®: 0,141
(mg/L) 48h 5012 0,014-0,022 2 10) 0,035
(Kickstart®: 10)
NOEC/ 9,6 0,014 ND 0,0121 2 31,4 0,007
CE10 0,63
(mg/L)
Algues CL/ 275 0,021 >1 0,16 1,6 >300 0,1
(mg/L) CE50 1000 0,06 2,62
72h 0,008-0,024
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ANNEXE 1. — Suite.

Chlorure de
didécyl Peroxymono-  Acidé
diméthyl sulfate de péra Peroxyde Acide Hypochilorite
Ethanol ammonium potassium cétique d’hydrogéne acétique de sodium
Molécules (EtOH) (DDAC) (Virkon S©) PAA (H202) AA (Javel)
Identification N° CAS 64-17-5 7173-51-5 10058-23-8 79-21-0 7722-84-1 64-19-7 7681-52-9
Algues NOEC/ 280 0,011 0,5 0,061 0,1 300,82 0,002
(mg/L) CE10 11,5 (Produit 6.25) 0,63
PNEC Eau douce (mg/L) 0,96 0.0011 0.022 0,0002 0,013 3,05 0,0002
Sédiment eau 3,6 61,86 0.078 0,0002 0,047 11,36 ND
douce (mg/kg)
Sol (mg/kg) 0,63 1,4 1 0,32 0,002 0,47 ND
Station d’épuration 580 0,14 108 0,051 4,66 85 0,03
(mg/L) 4,69
Classement PBT: Persistant, Non Non Non Non Non Non Non
bioaccumulable et toxique
Irritation de contact: cutané et H319 H314 H314 H314 H314 H314 H314
oculaire: H314, Oculaire: H319
Toxicité pour le milieu aquatique:  Non H400, H411 H412 H400 + H10 H412 Non H400 + H410
Toxique: H412, Trés toxique: AXISURF®  TriGene I1® Virkon S® H412 AXISURF® AXISURF® AXISURF®
H400, H410, H411 Spray H412 DHN H412 DHN H412 DHN
ND AXISURF® Kickstart® Kickstart® H412
H412 Spray ND H410 H410 Kickstart®
H412 H410
Agents et matieres incompatibles ~ Agents TriGene 1®:  Virkon S@: AXISURF® DHN: bases, composés Acides,
oxydants agents acides, halogénés, métaux, agents réducteurs, métaux,
puissant, oxydants, substances anhydride acétique matieres
acides bases, combustibles, Kickstart®: acides, mélange alcalin, agents organiques,
forts agents oxydants, réducteurs composés organiques sels
réducteurs bases fortes, métalliques
forts, laiton,
acides cyanures,
forts, cuivre,
chlorures composés
d'acides, halogénés,
anhydrides sels
d'acides métalliques
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