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PRÉFACE

Le Conseil canadien de protection des animaux (CCPA) est l’organisme national chargé d’établir et d’appli-
quer, selon le principe d’évaluation par les pairs, des normes rigoureuses en matière d’éthique et de soins aux 
animaux dans le domaine scientifique au Canada.

Le document Lignes directrices du CCPA : les poissons-zèbres et les autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés 
en laboratoire s’adresse aux chercheurs et aux directeurs d’étude, aux comités de protection des animaux, aux 
gestionnaires d’animaleries, aux vétérinaires et personnel de soins et vise l’amélioration des soins donnés 
aux petites espèces de poissons et des procédures expérimentales qui les touchent. Ce document traite des 
conditions expérimentales liées aux espèces de petits poissons. Si les conditions requises pour une étude 
s’écartent des présentes lignes directrices, elles doivent être justifiées auprès du comité de protection des 
animaux et approuvées par celui-ci.

Les lignes directrices du CCPA ont pour but d’aider à l’application des Trois R, soit le remplacement, la ré-
duction et le raffinement, en ce qui concerne les animaux en science (Russell et Burch, 1959). Élaborées à 
partir de l’expertise de pairs et de l’interprétation actuelle des connaissances scientifiques, elles proposent un 
cadre pour la mise en œuvre de pratiques évolutives fondées sur des données probantes. De telles pratiques 
devraient favoriser l’amélioration continue du bien-être des animaux.

En ce qui concerne les recherches à l’extérieur du Canada, les chercheurs canadiens demeurent assujettis aux 
présentes lignes directrices en plus de devoir suivre la législation et la réglementation sur l’éthique animale 
et les soins aux animaux en vigueur dans le pays où est menée l’étude.

Les poissons-zèbres et 
autres petits poissons d’eaux 

chaudes utilisés en laboratoire
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SOMMAIRE DES PRINCIPES DIRECTEURS

Les lignes directrices ci-dessous introduisent les principes directeurs des soins et de l’utilisation des pois-
sons-zèbres et d’autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire. Elles sont présentées tout au 
long du présent document avec des renseignements complets, références à l’appui, pour fournir un contexte 
et un soutien à leur mise en œuvre.

1. INTRODUCTION

Principe directeur 1
Les établissements doivent s’efforcer de soutenir une culture organisationnelle en faveur du respect de la vie 
animale.
p. 7

2. INSTALLATIONS AQUATIQUES

Principe directeur 2
L’installation doit fournir en permanence une quantité adéquate d’eau de bonne qualité à l’espèce de poisson 
hébergée à chaque étape de son cycle de vie.
Section 2.1 Eau, p. 12

3. GESTION ET PERSONNEL DE L’INSTALLATION

Principe directeur 3
On doit mesurer régulièrement la qualité de l’eau pour assurer une gestion en amont, et disposer de plans 
d’urgence en cas d’écart par rapport aux limites acceptables s’appliquant à l’espèce hébergée.
Section 3.1 Gestion et surveillance de la qualité de l’eau, p. 19

Principe directeur 4
Il doit y avoir suffisamment d’employés compétents disponibles en permanence pour assurer les soins et 
l’observation quotidienne des poissons, ainsi que l’exploitation et l’entretien des systèmes de maintien du 
milieu de vie aquatique.
Section 3.6 Personnel, p. 26
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4. ACQUISITION

Principe directeur 5
Les installations et les chercheurs qui font l’acquisition de poissons, les transportent ou effectuent de la re-
cherche sur eux doivent connaître et respecter les lois et politiques internationales, fédérales et provinciales 
ou territoriales qui s’appliquent.
Section 4.2 Lois et règlements, p. 28

Principe directeur 6
La santé et le bien-être des poissons doivent être vérifiés à leur arrivée par des employés compétents en soins 
animaliers, et les poissons doivent être soumis à une période de quarantaine et d’acclimatation.
Section 4.5 Réception, p. 30

5. GÉNITEURS ET REPRODUCTION

Principe directeur 7
La reproduction doit être régulée de façon à réduire au minimum l’endogamie et la dérive génétique et pour 
augmenter la diversité génétique.
p. 34

Principe directeur 8
On devrait attendre au moins une semaine entre chaque tentative de reproduction des poissons-zèbres 
femelles.
Section 5.4.1 Élevage, p. 35

6. SOINS ET GESTION

Principe directeur 9
Le poisson-zèbre doit être hébergé en groupe, sauf motif scientifique ou vétérinaire légitime, et il devrait être 
hébergé à une densité convenant à l’étape de son cycle de vie.
Section 6.3 Conditions d’hébergement, p. 41

Principe directeur 10
On doit offrir au poisson-zèbre un enrichissement environnemental adapté à ses conditions d’hébergement.
Section 6.5 Enrichissement environnemental, p. 47

Principe directeur 11
On doit établir des procédures normalisées de fonctionnement détaillées sur les soins des poissons et l’entre-
tien et le nettoyage des aquariums, des salles et du matériel.
Section 6.8.1 Procédures normalisées de fonctionnement, p. 49
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7. MANIPULATION ET CONTENTION

Principe directeur 12
On doit manipuler les poissons uniquement lorsque c’est nécessaire et limiter le plus possible le nombre de 
manipulations.
p. 52

Principe directeur 13
Le personnel intervenant dans la manipulation des poissons doit être compétent et maîtriser les méthodes 
qui réduisent au minimum l’exposition des poissons à l’air et les risques de lésion chez les poissons, entre 
autres à la barrière cutanée de mucus.
p. 52

8. ÉVALUATION DU BIEN-ÊTRE ANIMAL

Principe directeur 14
On doit mesurer et consigner quotidiennement les variables physiques et comportementales de base per-
mettant d’évaluer le bien-être des poissons. Tout changement doit être analysé pour en déterminer la cause 
et corriger la situation.
p. 54

9. SANTÉ ET LUTTE CONTRE LES MALADIES

Principe directeur 15
Chaque installation doit disposer d’un programme de santé des poissons, comprenant entre autres un sys-
tème de surveillance et de signalement réguliers de l’état de santé, dont l’objectif est le dépistage précoce 
des maladies, des agents causaux, des mécanismes et des facteurs de stress, en vue de mettre en œuvre les 
mesures correctives qui s’imposent.
p. 57

Principe directeur 16
Il doit y avoir un plan de lutte contre les maladies en cas d’éclosion imprévue.
Section 9.3 Lutte contre les maladies en cas d’éclosion infectieuse, p. 63

10. PROCÉDURES EXPÉRIMENTALES

Principe directeur 17
On doit établir des points limites pour les études qui peuvent occasionner de la douleur ou de la détresse 
chez les poissons ou qui seront source de morbidité ou de mortalité. On doit également dresser une liste de 
paramètres d’évaluation objective de la santé et du bien-être des poissons.
p. 66
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Principe directeur 18
On doit utiliser des anesthésiques dans les procédures qui seront source de stimuli nocifs ou dans les cas 
où il y aura d’importantes manipulations qui seront vraisemblablement source de traumatismes et d’atteinte 
physiologique chez les poissons.
Section 10.4.1 Anesthésie, p. 73

Principe directeur 19
Conformément au principe de précaution, on devrait recourir à l’analgésie sur les poissons avant de réaliser 
une procédure qui, selon les meilleures données scientifiques disponibles, risque d’être douloureuse.
Section 10.4.2 Analgésie, p. 74

11. Euthanasie

Principe directeur 20
L’euthanasie du poisson-zèbre doit être effectuée par un employé compétent, avec une méthode qui permet 
de réduire la douleur et la détresse chez l’animal et qui est adaptée aux données à collecter.
p. 78
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1INTRODUCTION

Dans ce document, l’emploi du verbe « devoir » au présent de l’indicatif (« doit ») 
indique une obligation à respecter sans exception. Quant à son emploi au conditionnel 

présent (« devrait »), il indique une obligation pour laquelle toute exception doit être 
justifiée auprès d’un comité de protection des animaux et approuvée par ce dernier. 

Le poisson-zèbre (Danio rerio) est une espèce de poisson d’eau douce de la famille Cyprinidae. Même si le 
poisson-zèbre est l’espèce de petit poisson d’eaux chaudes la plus courante hébergée dans les établissements 
du Canada à des fins scientifiques, les laboratoires canadiens contiennent de nombreux individus d’espèces 
comparables comme le guppy, le cyprinodonte, le medaka et les cichlidés. Les lignes directrices du présent 
document portent essentiellement sur le poisson-zèbre. Des précisions sont toutefois apportées sur les autres 
petites espèces de poissons d’eaux chaudes quand, selon les données disponibles, des normes différentes sont 
de mise. Comme le document ne contient pas de lignes directrices exhaustives sur les espèces autres que le 
poisson-zèbre, les chercheurs doivent effectuer une recherche documentaire et consulter les intervenants 
concernés pour savoir quels sont les soins à procurer avant de procéder à l’élevage artificiel et à l’étude d’une 
de ces espèces. S’il n’y a pas assez de données sur les conditions optimales s’appliquant à l’espèce, il est pos-
sible d’utiliser les lignes directrices sur le poisson-zèbre comme point de départ en exerçant une surveillance 
attentive et en apportant les ajustements nécessaires.

Comme dans les Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseigne-
ment et dans les tests (CCPA, 2005), « les présentes lignes directrices ne couvrent pas les œufs, les embryons 
et les larves de poissons qui sont encore exclusivement tributaires de leur vitellus ». Chez le poisson-zèbre, 
les larves sont capables de se nourrir seules cinq jours après la fécondation quand on les garde à une tem-
pérature normale de laboratoire, soit 28 °C (à une température inférieure, le développement peut être plus 
long); à ce stade, le vitellus est grandement réduit (Vargesson, 2007; Lindsay et Vogt, 2004; Jones et coll., 
2008). Le moment où survient ce stade varie d’une espèce à l’autre : par exemple, il faut sept jours au medaka 
pour sortir d’un chorion résistant, où il est protégé de l’environnement qui l’entoure et nourri de A à Z par le 
vitellus (Furutani-Seiki et Wittbrodt, 2004).

Pour améliorer le bien-être des animaux de laboratoire – et par le fait même, la qualité de la recherche scien-
tifique –, il est primordial de connaître leur comportement et leurs particularités biologiques (Olsson et coll., 
2003). On en sait relativement peu sur le comportement naturel et la biologie du poisson-zèbre, dont les 
populations sauvages n’ont fait l’objet que de quelques études (Graham et coll., 2018a). Néanmoins, d’après 
certains travaux menés, les conditions d’hébergement de l’espèce en laboratoire sont souvent grandement 
différentes de ses préférences naturelles (Delaney et coll., 2002). Qui plus est, les études sur le poisson-zèbre 
ne relèvent plus uniquement du domaine du développement des vertébrés, où les embryons sont privilégiés 
en raison de leur transparence et de la rapidité de leur croissance. Sont maintenant incluses les études por-
tant sur les poissons-zèbres adultes dans des domaines comme la pharmacologie, les maladies et le dévelop-
pement de médicaments (Kinth et coll., 2013).

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Poissons.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Poissons.pdf
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Principe directeur 1
Les établissements doivent s’efforcer de soutenir une culture organisationnelle en faveur 
du respect de la vie animale.

Ce principe, repris du document de Lignes du CCPA sur : la formation des membres du personnel qui utilisent 
des animaux en science (CCPA, 2015), est fondamental pour toutes les lignes directrices du CCPA.

Les présentes lignes directrices représentent les pratiques d’excellence actuelles concernant le poisson-zèbre. 
Les chercheurs et le personnel chargé des soins aux animaux sont invités à se tenir au courant des avancées 
sur l’éthique et les soins liées à l’espèce, car ce domaine évolue rapidement. Les raisons de commodité ou 
d’économie ne devraient pas avoir préséance sur le bien-être mental et physique des animaux (CCPA, 1989). 
Dans les sections ci-après sont présentées quelques notions de biologie comportementale, dans la mesure 
où elles sont importantes pour le bien-être du poisson-zèbre et des autres petites espèces de poissons d’eaux 
chaudes (section 1.1, « Biologie comportementale »), ainsi que les caractéristiques anatomiques et physiolo-
giques particulières de ces espèces (section 1.2, « Anatomie et physiologie ») et leurs capacités sensorielles 
(section 1.3, « Capacités sensorielles »). Sont également décrites les variations potentielles d’un individu à 
l’autre (section 1.4, « Sources de variations »). L’ensemble de ces sections sert de cadre aux indications dé-
taillées du document.

1.1 BIOLOGIE COMPORTEMENTALE

Dans son habitat naturel, le poisson-zèbre est généralement présent dans des plans d’eau stagnante ou à 
faible débit comme les étangs, les lacs, les fossés ou les rizières (Vargesson, 2007; Delaney et coll., 2002; 
Spence et coll., 2006a). D’après les études menées sur le terrain, on le trouve dans des lieux à fond limoneux 
et à la végétation abondante, où l’eau est peu profonde et relativement claire, et où il semble occuper toute la 
colonne d’eau (Engeszer et coll., 2007; Spence et coll., 2007). Toutefois, il est aussi présent dans les ruisseaux 
et les rivières (Suriyampola et coll., 2016). Son habitat semble avoir des effets sur sa taille et son comporte-
ment social (Suriyampola et coll., 2016).

Le poisson-zèbre est une espèce omnivore. Son régime alimentaire naturel se compose essentiellement de 
zooplancton et d’insectes, bien que l’analyse du contenu intestinal a déterminé la présence de phytoplanc-
ton, d’algues filamenteuses, de morceaux de plantes vasculaires, de spores, d’œufs d’invertébrés, d’écailles 
de poissons, d’arachnides, de détritus, de sable et de boue (Spence et coll., 2008). Même si on estime que le 
poisson-zèbre s’alimente dans la colonne d’eau, il se pourrait qu’il se nourrisse aussi à la surface et à partir 
du substrat (Spence et coll., 2008).

Quand il repère une menace, le poisson-zèbre peut adopter divers comportements : rassemblement en 
bancs, agitation ou immobilité sur le substrat, diminution du taux d’alimentation et hausse de l’agressivité 
(Spence et coll., 2008).

À l’état sauvage, on observe le poisson-zèbre en petits bancs de six ou sept individus ou en grands bancs 
de 300 individus, selon le type d’habitat (Suriyampola et coll., 2016). Il a été avancé que les rayures consti-
tuaient un signal de rassemblement en bancs (Rosenthal et Ryan, 2005) et que la préférence de coloris était 
acquise plutôt qu’innée, le poisson-zèbre préférant s’associer à des individus portant le coloris qu’il a connu 
plus jeune (Spence et Smith, 2007). En laboratoire, le poisson-zèbre préfère se déplacer en groupe de quatre 
individus plutôt qu’en duo, une préférence qui pourrait s’expliquer par la température de l’eau (Pritchard et 

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Lignes_directrices_du_CCPA_sur_la_formation_du_personnel_qui_travaille_avec_des_animaux_en_science.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Lignes_directrices_du_CCPA_sur_la_formation_du_personnel_qui_travaille_avec_des_animaux_en_science.pdf
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coll., 2001). On a remarqué qu’un individu seul réagit plus fortement au stress et a un comportement plus 
changeant que ses congénères capables de se rassembler en bancs (Pagnussat et coll., 2013). Par ailleurs, se-
lon Mansur et ses collègues (2014), les poissons-zèbres formant des groupes de huit individus évitent moins 
les zones lumineuses que les individus seuls ou en groupes de deux ou quatre, ce qui porte à croire que le 
rassemblement en bancs contribue à réduire l’anxiété et le stress.

Le poisson-zèbre présente un rythme circadien bien ancré, caractérisé par une activité diurne et un repos 
nocturne, repos qui semble avoir des points communs non négligeables avec le sommeil des mammi-
fères (Zhdanova, 2006). Son activité dépend aussi du moment où il s’alimente (Blanco-Vives et Sánchez-
Vázquez, 2009).

D’après ce qu’on a observé en laboratoire, le comportement reproducteur du poisson-zèbre est influencé 
par l’exposition mutuelle des partenaires pendant les 24 heures qui précèdent le début du frai (au lever du 
soleil), le mâle étant amené à faire une parade nuptiale quand il détecte des phéromones femelles dans l’eau 
(Delaney et coll., 2002). Lors de la parade, le mâle nage à vive allure près de la femelle, lui touche souvent 
les flancs avec son museau et décrit des cercles serrés devant elle en essayant de la mener à un lieu de frai. 
Une fois au lieu de frai, le mâle nage tout près de la femelle et légèrement derrière elle, en faisant parfois os-
ciller son corps avec une amplitude variable. Les mâles territoriaux et non territoriaux font la même parade 
nuptiale, à une différence près : d’après les observations, le mâle non territorial poursuit la femelle dans tout 
l’aquarium, tandis que le mâle territorial se limite à un rayon de quelques longueurs corporelles autour du 
lieu de frai et chasse les autres mâles qui essayent de s’approcher (Spence et coll., 2006b).

En laboratoire, certains poissons-zèbres mâles sont territoriaux pendant l’accouplement, et il arrive qu’un 
mâle seul tente d’empêcher l’accès de ses rivaux au lieu de frai et aux femelles de manière agressive (Spence 
et Smith, 2005). Bien que cette défense du territoire confère un avantage sur le plan de la valeur adaptative 
à une densité faible, ce n’est peut-être pas forcément le cas à une densité élevée (Spence et coll., 2006a). 
Précisons toutefois que la plupart des études portant sur le comportement reproducteur ont été menées 
dans des conditions de laboratoire artificielles. Il est donc possible que le poisson-zèbre n’ait pas le même 
comportement dans un environnement différent; par exemple, il se pourrait qu’il niche et qu’il soit moins 
agressif en environnement semi-naturel (Graham et coll., 2018a).

Le poisson-zèbre femelle repère les mâles à l’aide de signaux chimiosensoriels (Hutter et coll., 2010; Bloom et 
Perlmutter, 1977) et selon la forme du corps, et semble préférer les mâles avec un corps imposant (Turnell et 
coll., 2003). Néanmoins, il n’existe vraisemblablement aucune corrélation entre la taille du corps du mâle et 
le rang de dominance ou la taille de la ponte. Il se peut d’ailleurs que la préférence de la femelle soit ignorée 
par des mâles dominants qui ne laissent pas les femelles s’approcher des autres mâles (Spence et Smith, 2006).

Le poisson-zèbre ne s’occupe pas de sa progéniture après la ponte. En revanche, c’est le cas chez les cichlidés, 
qu’ils soient mâles ou femelles (Budaev et coll., 1999). Les poissons de la famille Poeciliidae (guppys, porte-
glaives) se distinguent de nombreuses autres petites espèces de poissons d’eaux chaudes à cet égard, car chez 
eux, les œufs fécondés restent dans le follicule pendant toute la gestation (Liu et Lee, 2014).

Pour en savoir plus sur les études sur la motivation et le comportement sociaux du poisson-zèbre, voir 
Graham et ses collègues (2018a). L’étude de Basnet et ses collègues (2019) porte quant à elle sur l’éventail de 
comportements observé chez les larves de l’espèce, qui est très similaire à celui des adultes.
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1.2 ANATOMIE ET PHYSIOLOGIE

Le rythme de développement de chaque poisson dépend des facteurs génétiques et environnementaux. Par 
conséquent, les chercheurs se servent d’indicateurs autres que l’âge, comme la taille et les changements ana-
tomiques, pour repérer les étapes charnières du développement du poisson-zèbre (Parichy et coll., 2009).

La structure corporelle élémentaire de l’animal se forme dans les 24 heures suivant la fécondation. Les 
« jeunes » larves nouvellement écloses (deux ou trois jours après la fécondation) sont essentiellement inac-
tives et ont une flottabilité négative; elles restent immobiles au fond de l’eau, mais réagissent toutefois au tou-
cher. Le cinquième jour, ou juste avant (selon la température de l’eau), les larves gonflent leur vessie natatoire 
en montant à la surface pour y avaler de l’air (Lawrence, 2007). Par la suite, elles ont une flottabilité neutre et 
sont capables de nager et de conserver leur position dans la colonne d’eau. Comme nous l’avons mentionné 
plus haut, c’est aussi à ce stade que le vitellus se réduit et que les larves peuvent s’alimenter toutes seules, ce 
qui marque donc l’entrée en application des présentes directives. D’ailleurs, à compter de ce stade juvénile, 
les poissons devraient être déclarés dans le formulaire d’utilisation des animaux d’expérimentation.

Pour se déplacer, la larve bat de la queue de manière régulière mais discontinue, une manière de nager 
semblable à celle qu’on observe chez le poisson par la suite (Lindsay et Vogt, 2004). La métamorphose, soit 
le passage du stade larvaire au stade adulte en passant par le stade juvénile, comprend les étapes suivantes : 
la perte totale du repli médian, le remodelage du système digestif et du système nerveux (entre autres), l’ac-
quisition d’écailles, la production de gamètes viables et l’apparition d’un caractère sexuel secondaire chez les 
individus aptes à se reproduire (Parichy et coll., 2009).

Le poisson-zèbre adulte mesure généralement moins de 5 cm de longueur (De Tolla et coll., 1995). Même si 
la femelle et le mâle sont de taille et de couleur comparables, on peut les distinguer de manière quasi certaine 
par leur apparence : la femelle sexuellement mature a un abdomen plus gros puisque ses ovaires contiennent 
des œufs en développement, tandis que le mâle est généralement plus mince et plus foncé et a plus de jaune 
dans sa nageoire anale (Ruhl et coll., 2009; Schilling, 2002). On peut aussi reconnaître un mâle mature à la 
présence de grappes de tubercules sur ses nageoires pectorales (McMillan et coll., 2015). La manière la plus 
fiable de différencier la femelle du mâle est par la présence d’une petite papille génitale, qui ne peut toutefois 
être confirmée chez un individu qu’après sa mort (Laale, 1977) ou sous anesthésie.

1.3 CAPACITÉS SENSORIELLES

Le poisson-zèbre possède toutes les catégories de sens : toucher, équilibre, ouïe, odorat, vue et goût (pour en 
savoir plus sur le développement de ces sens, voir Moorman, 2001). Comme beaucoup d’autres espèces, il est 
doté d’une ligne latérale, c’est-à-dire une série de récepteurs mécanosensoriels située sur la peau ou juste en 
dessous. Les neuromastes de la ligne latérale sont visibles deux jours après la fécondation; il s’agit de termi-
naisons mécanosensorielles sensibles aux vibrations à basse fréquence (entre 1 Hz et 200 Hz). L’information 
arrive au cerveau par l’intermédiaire des nerfs rostraux et caudaux situés de chaque côté de la ligne latérale, 
et permet de détecter les mouvements et les vibrations dans l’eau et ainsi de guider le comportement du pois-
son : rassemblement en bancs, capture de proies, évitement des prédateurs et des obstacles, etc. (Whitfield, 
2002; Moorman, 2001). 

Le poisson-zèbre commence à réagir aux signaux chimiques externes dans les 24 heures qui suivent son 
éclosion (Lindsay et Vogt, 2004). D’après des études, d’autres espèces de poissons comme la tête-de-boule et 
l’omble chevalier perçoivent des signaux chimiques de l’environnement avant d’éclore, ce qui pourrait donc 
être aussi le cas du poisson-zèbre.
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Le poisson-zèbre se sert de signaux olfactifs pour repérer les membres de sa famille (Mann et coll., 2003). 
Il a tendance à s’associer à ceux-ci pendant le stade larvaire et le début du stade juvénile, mais une fois qu’il 
atteint la maturité sexuelle, il se détourne d’eux au profit d’autres individus (Gerlach et Lysiak, 2006). Les si-
gnaux olfactifs sont également essentiels à l’alimentation et à la reproduction (Whitlock, 2006). D’ailleurs, on 
estime que pour sélectionner sa partenaire, le mâle se sert plus des signaux olfactifs que des signaux visuels 
(Turnell et coll., 2003).

Le système visuel du poisson-zèbre ressemble visiblement à celui d’autres vertébrés (Bilotta et Saszik, 2001). 
Le comportement visuel se manifeste environ 68 heures après la fécondation, et l’acuité visuelle semble 
s’améliorer avec l’âge (Fleisch et Neuhauss, 2006; Easter et Nicola, 1996 dans Bilotta et Saszik, 2001; Bilotta, 
2000). La rétine est constituée de bâtonnets, qui facilitent la vision dans des conditions de faible luminosité, 
et de cônes, qui permettent la vision dans des conditions de forte luminosité et la perception des couleurs. 
Le poisson-zèbre possède au moins quatre photorécepteurs, dont un cône sensible aux ultraviolets (Bilotta, 
2000). D’après les études, le poisson-zèbre sait distinguer les couleurs et affiche certaines préférences (Oliveira 
et coll., 2015; Peeters et coll., 2016). On l’a aussi vu faire des mouvements oculaires pour suivre les rayures 
d’un tambour rotatif, ce qui montre qu’il sait reconnaître les motifs (Moorman, 2001).

Dépourvu d’oreille externe et d’oreille moyenne, le poisson-zèbre a une oreille interne assez typique des ver-
tébrés qui lui sert, avec les signaux visuels, à maintenir son équilibre (Whitfield, 2002). Celle-ci est reliée à la 
vessie natatoire par quatre petits os (les osselets de Weber), qui améliorent l’audition.

1.4 SOURCES DE VARIATIONS

Au moment de préparer une expérience ou d’analyser des données concernant le poisson-zèbre, on devrait 
prendre en considération les sources de variations. En plus de celles mentionnées ci-après, les chercheurs 
devraient tenir compte de la dérive génétique et de la sélection génétique pouvant survenir dans une colonie 
isolée au fil du temps, ce qui donne parfois lieu à des différences dans le bagage génétique de lignées stan-
dards d’un établissement à l’autre. Par exemple, Lange et ses collègues (2013) ont observé une variation de 
l’activité locomotrice entre les poissons-zèbres d’une même souche dans deux laboratoires différents.

1.4.1 Souche

Chez le poisson-zèbre de type sauvage, la réaction aux tests comportementaux n’est pas la même d’une 
souche à l’autre (Vignet et coll., 2013). Par ailleurs, la manipulation de la reproduction du poisson-zèbre a 
produit différentes variétés : à longues nageoires, dorée, casper et albinos. Certaines de ces souches sont ca-
ractérisées par un manque de pigmentation (p. ex. la souche casper) ou une hypopigmentation (les souches 
dorée et albinos), ce qui assure une meilleure visibilité des colorations appliquées (p. ex. les colorants vi-
taux, les marqueurs fluorescents, les anticorps, les sondes d’ARN) pour certaines études chez les animaux 
(Whitfield, 2002). Dans Wilson et ses collègues (2014), on observe que deux souches domestiques du pois-
son-zèbre (TU et AB) n’ont pas le même déterminant sexuel (WZ/ZZ) que les souches à l’état sauvage.

Il se pourrait que le taux de croissance des souches domestiques en laboratoire soit plus élevé que celui des 
poissons sauvages (Spence et coll., 2007, 2008). Outre cette différence, les souches de laboratoire standards 
du poisson-zèbre sont caractérisées par un plus grand dimorphisme sexuel, un comportement d’évitement 
des prédateurs moins important et un meilleur degré d’orientation en surface par rapport aux individus 
d’une population provenant directement de l’habitat naturel, en Inde (la souche Nadia).
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En laboratoire, le poisson-zèbre a une durée de vie moyenne de trois ans et demi, la durée maximale enregis-
trée étant de cinq ans et demi (Gerhard et coll., 2002). En comparaison, le poisson-zèbre ne vit qu’un ou deux 
ans à l’état sauvage, sans doute à cause des prédateurs ou des parasites (Spence, 2007, dans Reed et Jennings, 
2011). Bien souvent, toutefois, on ne le garde en laboratoire que 18 mois à 24 mois, après quoi on considère 
qu’il a une valeur reproductive moindre et qu’il risque d’avoir une charge d’agents pathogènes élevée.

Après deux ans en captivité, on observe une courbure rachidienne chez les poissons-zèbres domestiques et 
de type sauvage hébergés en laboratoire. Cette caractéristique n’est pas mentionnée dans les études portant 
sur les populations sauvages, peut-être en raison de leur durée de vie plus courte.

1.4.2 Effets de l’environnement

De nombreux facteurs environnementaux peuvent être à l’origine de variations physiques et comportemen-
tales chez le poisson-zèbre.

• La taille des aquariums et la densité des poissons influent sur le comportement reproducteur de l’espèce. 
Dans une étude de Hutter et ses collègues (2010)., on a observé huit individus dans un aquarium de 
1 100 litres, et 20 individus dans un aquarium de 17 litres; si dans le premier cas les poissons-zèbres 
frayaient par groupes de deux, les autres avaient plutôt tendance à frayer « en groupe ».

• La température ambiante (Sfakianakis et coll., 2011) et la densité (Ribas et coll., 2017) peuvent influer 
sur le rapport mâle-femelle.

• L’enrichissement structural, sous forme de substrat de gravier et de plantes, joue sur la survie et les com-
portements associés à l’anxiété (Lee et coll., 2018).

• L’apparence peut être modifiée (changement de pigmentation) pour se fondre dans le décor (les pois-
sons-zèbres aveugles semblent beaucoup plus foncés que leurs congénères de type sauvage, sans doute 
parce que l’absence d’information visuelle mène à interpréter l’environnement comme étant sombre 
[Goldsmith et Solari, 2003]).
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2INSTALLATIONS AQUATIQUES

La section qui suit décrit en détail les installations requises pour l’hébergement du poisson-zèbre et d’autres 
petites espèces de poissons d’eaux chaudes. Un renvoi sera indiqué lorsqu’un sujet s’applique à toutes les 
installations qui hébergent des poissons et est suffisamment traité dans les Lignes directrices du CCPA sur : le 
soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005).

Les installations aquatiques sont des infrastructures complexes qui doivent être conçues de façon à réduire 
au minimum le stress chez les poissons et à maintenir leur état de santé, à favoriser un fonctionnement ef-
ficace et à permettre au personnel de travailler dans un environnement sans danger. Pour que les poissons 
évoluent dans les meilleures conditions possibles, il faut connaître l’histoire naturelle, le bien-être et le com-
portement de l’espèce ainsi que le type d’études menées à son sujet.

2.1 APPROVISIONNEMENT EN EAU

Principe directeur 2
L’installation doit fournir en permanence une quantité adéquate d’eau de bonne qualité à 
l’espèce de poisson hébergée à chaque étape de son cycle de vie.

Pour connaître les conditions requises à l’analyse de la qualité de l’eau à la source lors de la mise sur pied 
d’une installation aquatique, consulter la section C.2, « Qualité de l’eau », des Lignes directrices du CCPA 
sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005). Il est 
primordial de connaître en détail l’origine et les propriétés de l’eau utilisée pour héberger le poisson-zèbre. 
Les propriétés chimiques et physiques de l’eau à la source varieront énormément selon sa provenance (réseau 
municipal ou source naturelle) et sa nature (distillée ou désalinisée).

Quand on utilise de l’eau du réseau municipal, on devrait demander à la municipalité si elle contient des 
chloramines ou du chlore. Si c’est le cas, on doit les éliminer en employant une méthode éprouvée, par 
exemple en ajoutant un filtre à charbon. Les plus utilisés à cet effet sont les filtres à charbon catalytique ou 
activé. Il existe d’autres produits qui lient le chlore, les chloramines et l’ammoniac. S’il s’agit de remplir les 
aquariums, les grands laboratoires peuvent recourir à la déchloration par rayonnement ultraviolet en cas de 
dysfonctionnement des filtres à charbon activé autrement utilisés.

Contrairement au chlore, les chloramines ne peuvent pas être extraites par dégazement. Si l’eau du réseau 
municipal subit un traitement à l’ozone visant à en retirer les composés à l’origine du goût et de l’odeur, il 
peut se produire une sursaturation périodique de l’eau en oxygène, auquel cas des mesures devraient être 
prises (voir la section 3.1.2, « Sursaturation »).

La purification de l’eau par l’osmose inverse, seule ou avec la déionisation, soit l’élimination poussée des ions, 
est décrite par Lawrence et Mason (2012). Précisons que les procédures de traitement peuvent aboutir à 

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Poissons.pdf
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une eau déséquilibrée sur le plan osmotique et insalubre pour le poisson. Elles peuvent aussi supprimer les 
oligoéléments nécessaires au métabolisme et à la croissance du poisson, auquel cas il faut en remettre dans 
l’eau par la suite (Lawrence et Mason, 2012). Le recours à l’osmose inverse est fréquent dans les systèmes à 
recyclage d’eau utilisés dans le cas du poisson-zèbre, et les ions sont alors réintroduits dans l’eau par un sys-
tème de dosage automatisé.

Les modalités de surveillance dépendent du système utilisé. Par exemple, un système statique alimenté par 
l’eau du réseau municipal demande une surveillance plus poussée qu’un système à recyclage ou à passage 
unique où la qualité de l’eau est constante. S’il s’agit d’un système à passage unique, il est primordial de sur-
veiller les changements saisonniers dans l’eau à la source. La surveillance est particulièrement de mise lors 
de l’installation du système, mais qu’elle peut devenir de moins en moins fréquente une fois que celui-ci est 
stable. Généralement, il faut six semaines pour que l’activité biologique des systèmes de filtration soit établie. 
Pour connaître les valeurs acceptables pour l’ensemble des paramètres de la qualité de l’eau et les consignes 
de surveillance continue, voir la section 3.1, « Gestion et surveillance de la qualité de l’eau », et l’annexe 1.

2.2 SALLES D’HÉBERGEMENT ET SALLES D’INTERVENTION

2.2.1 Génie et conception

La conception et la construction d’une installation aquatique exigent un savoir-faire scientifique. Il est pri-
mordial que les chercheurs comme le personnel opérationnel y contribuent pour que soient respectées les 
exigences propres aux poissons hébergés et les études menées (Sanders, 2013). Pour connaître les consignes 
générales qui s’appliquent aux salles d’hébergement, consulter la section C.3, « Génie et conception », des 
Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les 
tests (CCPA, 2005). On décrit également dans Lawrence et Mason (2012) les aspects fondamentaux de la 
conception des systèmes d’hébergement du poisson-zèbre.

Dans le cas du confinement d’agents pathogènes d’animaux aquatiques, d’autres critères de conception 
entrent en ligne de compte, comme décrit dans les Normes relatives au confinement des installations manipu-
lant des agents pathogènes d’animaux aquatiques (ACIA, 2013).

2.2.2 Matériaux de structure

Pour connaître les matériaux de construction qui résistent à la corrosion et aux dommages causés par l’eau 
et qui sont sans danger pour les poissons, consulter la section C.3.1, « Matériaux de structure », des Lignes 
directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests 
(CCPA, 2005).

Si les aquariums en polycarbonate sont monnaie courante en laboratoire, il faut savoir qu’ils présentent des 
risques de lixiviation de bisphénol A (BPA), un perturbateur endocrinien avéré qui peut perturber le rapport 
mâle-femelle et le développement, la physiologie et la reproduction des poissons. La prudence est de mise 
lors de la première utilisation d’aquariums en matière plastique ou de son premier nettoyage à l’autoclavage 
ou à haute température.

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Poissons.pdf
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2.2.3 Ventilation et circulation de l’air dans les installations aquatiques

Pour connaître les consignes s’appliquant aux systèmes de circulation d’air, consulter la section C.3.2, 
« Ventilation et circulation de l’air dans les zones de bassins », des Lignes directrices du CCPA sur : le soin 
et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005). Pour en savoir plus 
sur le rôle de l’orientation du débit d’air dans l’endiguement des aérosols et la manipulation sans danger des 
substances dangereuses, voir la section 12.3.6, « Pression différentielle », des Lignes directrices du CCPA sur : 
les animaleries – les caractéristiques, la conception et le développement (CCPA, 2003).

2.2.4 Exigences relatives aux installations mécaniques et électriques

Pour connaître les consignes s’appliquant aux systèmes mécaniques et électriques en milieu aquatique, 
consulter la section C.3.3, « Exigences relatives aux installations mécaniques et électriques », des Lignes 
directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests 
(CCPA, 2005).

2.2.5 Redondance des systèmes de maintien du milieu de vie aquatique

Il est impératif que les installations aquatiques soient en mesure de maintenir la qualité de l’eau et les autres 
éléments essentiels à la santé des poissons en cas de panne de courant ou d’équipement. Pour connaître les 
consignes en la matière, consulter la section C.3.5, « Redondance des systèmes de maintien du milieu de vie 
aquatique », des Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseigne-
ment et dans les tests (CCPA, 2005).

Dans les petites installations où il n’y a pas de redondance dans l’alimentation électrique des systèmes de 
maintien du milieu de vie, l’équipement indispensable (par exemple, les pompes à air) devrait être doté de 
ports d’alimentation sans interruption. Ceux-ci peuvent conserver une charge électrique pour fournir de 
l’électricité en cas de panne.

2.3 PRINCIPALE UNITÉ D’HÉBERGEMENT

Avant d’ajouter des poissons dans un aquarium qui n’en contient pas, l’unité d’hébergement doit être mis en 
service par la batterie complète de tests de qualité de l’eau pendant 24 heures (voir la section 3.1, « Gestion et 
surveillance de la qualité de l’eau »). Lorsque les résultats indiquent que la qualité de l’eau convient aux pois-
sons, on devrait placer un petit nombre de poissons dans l’aquarium et en ajouter progressivement d’autres si 
la qualité de l’eau reste stable. La même qualité de soins doit être prodiguée à tous les poissons, les premiers 
ajoutés dans l’aquarium comme les derniers.

2.3.1 Types de systèmes

Les trois types d’hébergement pour poissons, c’est-à-dire le système à recyclage d’eau, le système statique et 
le système à passage unique, sont décrits dans la section C.4, « Types de systèmes », des Lignes directrices du 
CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005). 
Pour faire un choix, on devrait tenir compte du type d’études à mener et de l’espèce visée, car chaque système 
a ses défauts, ses exigences et son utilité.
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À l’état sauvage, le poisson-zèbre est présent dans les plans d’eau à faible débit (Spence et coll., 2008); en 
laboratoire, il préfère les eaux en mouvement (DePasquale et coll., 2019). Par conséquent, le débit et la po-
sition des robinets d’entrée et de sortie d’eau dans les aquariums devraient être réglés de façon à produire 
un gradient d’écoulement qui permet aux poissons de réguler leur propre exposition aux turbulences et au 
courant. La mise en place de l’aquarium pour produire cet effet est liée aux caractéristiques du contenant.

2.3.1.1 Système à recyclage d’eau

Un système à recyclage d’eau comporte une série d’étapes de traitement (Lawrence et Mason, 2012) :

1) Prétraitement – séparation mécanique des gros solides en suspension (aliments non consommés et ex-
créments), suivie de leur enlèvement par filtration;

2) Biofiltration – oxydation des déchets azotés toxiques de l’eau en nitrites puis en nitrates par des bactéries 
nitrifiantes;

3) Circuit chimique – processus qui lient et réduisent les substances chimiques nocives et les matières 
organiques dissoutes;

4) Aération – procédé permettant à l’eau de contenir suffisamment de gaz dissous;
5) Désinfection – stérilisation par rayonnement ultraviolet.

Pour réduire la propagation des maladies entre les aquariums interreliés du système à recyclage d’eau, on 
devrait procéder à la stérilisation de l’eau par rayonnement ultraviolet avant sa redistribution (Brand et coll., 
2002). L’équipement ultraviolet doit être bien entretenu et doté d’ampoules de rechange. On doit tenir un 
registre de la stérilisation (changements d’ampoule, par exemple) pour confirmer que le système fonctionne.

Il est recommandé de consulter des spécialistes en systèmes à recyclage d’eau pour poissons-zèbres pour en 
savoir plus sur les différents systèmes de maintien du milieu de vie et leurs fonctions.

2.3.1.2 Système statique

Dans un système statique (un aquarium rectangulaire en verre, par exemple), il n’y a pas d’apport automa-
tique d’eau nouvelle provenant de l’extérieur ou d’un recyclage. Ce type de système ne sert habituellement 
qu’aux petits projets de recherche, aux mesures de quarantaine et aux essais de médicaments où les poissons 
doivent être gardés dans une eau contenant un médicament dissous sans qu’il y ait de conséquence sur le 
reste du système. Le système statique convient à de nombreuses espèces de poissons d’eaux chaudes, comme 
le guppy, le medaka et le cyprinodontidé.

Il est possible d’utiliser un chauffe-aquarium ou une enceinte environnementale pour maintenir la tem-
pérature de l’eau. Le système statique exige un nettoyage fréquent ou une faible densité de peuplement par 
rapport au système à recyclage.

Les aquariums avec remplacement manuel de l’eau peuvent être équipés de cellules filtrantes pour retirer 
continuellement les matières indésirables de l’eau (Matthews et coll., 2002), et d’un dispositif de biofiltration 
permettant la détoxification de l’ammoniac et des nitrites. Un système de filtration séparé ne devrait pas être 
nécessaire si une partie de l’eau est remplacée chaque jour par siphonnage des débris au fond de l’aquarium. 
La quantité d’eau à remplacer dépend de facteurs comme la densité de peuplement. On peut commencer par 
remplacer seulement un tiers du volume total d’eau et voir s’il est nécessaire d’en remplacer plus en fonction 
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résultats des contrôles quotidiens du pH, de l’ammoniac et de la température. Si l’aquarium est équipé d’un 
filtre, on devrait changer environ la moitié de l’eau au moins une fois par semaine (Westerfield, 2007).

En plus des mesures assurant la qualité de l’eau décrites dans la section C.4.3, « Systèmes statiques », des 
Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les 
tests (CCPA, 2005), on doit contrôler les variables de qualité de l’eau (voir la section 3.1, « Gestion et surveil-
lance de la qualité de l’eau ») et l’état des poissons (voir la section 8, « Évaluation du bien-être ») tous les jours. 
Toutefois, la qualité de l’eau peut être contrôlée moins fréquemment si les paramètres se stabilisent grâce à la 
présence d’un biofiltre. On devrait procéder au remplacement régulier d’une partie du volume total de l’eau 
par une eau de la même température pour en améliorer la qualité. On devrait également installer des dispo-
sitifs pour créer un mouvement d’eau dans l’aquarium : filtres à coin, filtres sous gravier, filtres suspendus, 
systèmes à bulles d’air, hélices internes ou pompes à jet. Il est en outre conseillé de créer un milieu bactérien 
bénéfique en ajoutant des structures sur lesquelles les bactéries peuvent se multiplier et en injectant de l’am-
moniac dans le système avant l’arrivée des poissons.

2.3.1.3 Système à passage unique

Le système à passage unique est moins répandu dans le cas du poisson-zèbre et des autres espèces de petits 
poissons d’eaux chaudes utilisées en laboratoire, mais il est tout de même utilisé pour certaines expériences, 
par exemple l’exposition à des substances, le génotypage et la séparation ou la quarantaine. Dans un tel sys-
tème, la concentration de déchets toxiques reste basse, et les déchets solides (en suspension) peuvent être 
drainés continuellement ou périodiquement.

Un système à passage unique nécessite une alimentation continue en eau de qualité constante et d’une tem-
pérature stable. Il est donc très gourmand en eau et demande une surveillance constante à la source. Par 
ailleurs, il faut généralement chauffer l’eau avant qu’elle entre dans l’aquarium pour répondre aux besoins de 
l’espèce. Ce type de système est par conséquent très énergivore et parfois peu commode.

2.3.2 Caractéristiques et conditions spatiales de l’aquarium

Les consignes élémentaires qui s’appliquent à l’hébergement des poissons sont décrites dans la section C.5, 
« Hébergement des poissons », des Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en 
recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005). Comme il y est fait mention, le milieu aquatique 
devrait répondre aux besoins physiques et comportementaux de l’espèce selon l’étape de son cycle de vie en 
ce qui concerne les facteurs suivants : forme, profondeur, volume et couleur de l’aquarium, abris, formation 
de groupes sociaux, couverture et éclairage.

Le poisson-zèbre et les autres espèces de petits poissons sont généralement hébergés dans des bacs en plas-
tique faisant partie d’un système à recyclage d’eau. Ces petits poissons peuvent aussi être placés dans un 
aquarium rectangulaire en verre dans certaines circonstances (comme la quarantaine). On devrait veiller 
à ce qu’aucun élément utilisé pour l’installation du système (aquariums, conduites, raccords en plastique, 
tuyauterie, siphons et pompes) ne libère de composés toxiques dans l’eau (Brand et coll., 2002). Le cuivre 
et d’autres métaux toxiques comme le laiton ne devraient pas être utilisés pour les systèmes d’hébergement 
des poissons. Un aquarium neuf devrait être rincé avant utilisation, conformément aux recommandations 
du fabricant.

L’aquarium doit être suffisamment grand pour répondre aux besoins physiques et comportementaux du 
poisson-zèbre et permettre les interactions sociales. Les dimensions adéquates dépendent de la taille et de 
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l’âge des poissons, mais aussi d’autres variables comme la qualité d’eau, la nourriture et le régime alimentaire 
(Matthews et coll., 2002).

L’aquarium devrait avoir des parois lisses, inertes et étanches afin de faciliter le nettoyage, sans négliger 
pour autant l’intérêt des poissons pour les milieux complexes. Un aquarium en polycarbonate peut subir 
des éraflures pendant le nettoyage, ce qui risque de réduire la visibilité des poissons lors de la surveillance et 
favoriser la prolifération de moisissures et d’algues.

Comme le poisson-zèbre est capable de sauter (Brand et coll., 2002), tous les aquariums doivent être équi-
pés d’un couvercle qui l’empêche de sortir. L’idéal est que ce couvercle soit translucide afin de laisser passer 
la lumière tout en occultant les mouvements du personnel pour éviter d’alarmer les poissons (The Berlin 
Workshop, 1994, dans Reed et Jennings, 2011). Pour réduire encore plus les perturbations, on peut utiliser 
un couvercle doté d’un petit trou d’où on pourra nourrir les poissons avec un flacon compressible ou une 
spatule sans avoir à ouvrir (Brand et coll., 2002).

Les drains ou les chicanes doivent être conçus et entretenus de façon à ce que les poissons ne puissent pas 
s’échapper de l’aquarium. L’accumulation de résidus sur les chicanes peut entraîner un débordement d’eau.

2.3.2.1 Volume et densité de population

Le poisson-zèbre ne devrait pas être hébergé dans des conditions de surpeuplement, car celles-ci sont mau-
vaises pour son bien-être. D’après une étude, un poisson adulte placé dans un aquarium (76 litres) où la 
densité est élevée (40 poissons par litre) a un taux de cortisol global plus élevé qu’un poisson placé dans un 
aquarium où la densité est faible (0,25 poisson par litre). Notons toutefois que ces résultats ont peut-être 
été influencés par la taille de l’aquarium et la densité de l’hébergement d’origine (Ramsay et coll., 2006). Il 
a été démontré que la densité de peuplement a une influence sur le rapport mâle-femelle de la progéniture 
(Vargesson, 2007; Ribas et coll., 2017). La croissance est elle aussi touchée par la densité : on a observé que les 
poissons-zèbres hébergés à une densité élevée se développent plus lentement que les autres (Vargesson, 2007).

La densité de peuplement recherchée dépend de l’âge des poissons et du type de système employé. Un pois-
son-zèbre adulte peut être hébergé à une densité de cinq à huit poissons par litre. Un poisson-zèbre juvénile 
(moins de 45 jours) peut quant à lui être hébergé à une densité supérieure, mais on ne dispose pas de chiffres 
précis à l’heure actuelle. Si la croissance ou la santé des individus ne correspondent pas aux attentes, la 
densité devrait être modifiée en conséquence. Si l’objectif est la reproduction, on devrait réduire la densité 
mentionnée ci-dessus (Vargesson, 2007; Matthews et coll., 2002). Pour lire un résumé des recommandations 
sur la densité recensées dans les études, consulter l’annexe 3.

2.3.2.2 Profondeur

Le poisson-zèbre est souvent décrit comme une espèce vivant en surface; or, d’après les études menées sur 
le terrain, il occupe la totalité de la colonne d’eau, sans privilégier de profondeur précise (Spence et coll., 
2006a). On devrait donc tenir compte non seulement de la surface, mais aussi de la profondeur de l’eau lors 
de la conception d’une unité d’hébergement à long terme.

2.3.2.3 Couleur et transparence

L’aménagement et les matériaux de l’aquarium devraient permettre de réduire au minimum les effets des 
mouvements et des perturbations extérieures. Le poisson-zèbre semble préférer les parois noires et montre 
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des signes d’anxiété en présence de parois blanches (Blaser et Rosemberg, 2012). En revanche, si toutes les 
parois sont opaques ou très sombres, il se peut que les problèmes d’hygiène passent inaperçus (The Berlin 
Workshop, 1994, dans Reed et Jennings, 2011) et les poissons n’auront pas autant de stimulation visuelle.

Les contenants transparents ont l’avantage de faciliter l’observation et la surveillance des poissons, mais les 
fonds transparents entraînent une réaction d’aversion chez le poisson-zèbre (Schroeder et coll., 2014), et le 
mouvement du personnel et de l’équipement à l’extérieur peut le perturber. De plus, la vue d’un congénère 
en état de détresse dans un aquarium contigu suscite de la peur chez le poisson-zèbre (peur contagieuse; 
Fernandes Silva et coll., 2019). Cela donne à penser que si le bien-être des poissons hébergés dans un aqua-
rium transparent est compromis, ceux des autres aquariums transparents peuvent être affectés, ce qui a des 
répercussions sur les études qui ont recours à des rangées d’aquariums transparents traités comme des unités 
indépendantes.

Pour régler le problème, on peut par exemple couvrir le fond du contenant et trois parois sur quatre avec un 
matériau foncé et opaque pour faciliter l’observation des individus et le contrôle de l’hygiène, tout en res-
pectant la préférence de l’espèce. Dans le cas des systèmes d’aquariums empilés, si le fond d’un aquarium est 
foncé, il y aura moins de lumière dans les aquariums d’en dessous. Il faut donc renforcer l’éclairage au-dessus 
des aquariums pour maintenir le même éclairage partout.

On devrait aussi tenir compte du type d’étude à mener lors de l’aménagement de l’aquarium : les contenants 
transparents (ou dont l’une des parois est transparente) sont particulièrement utiles dans les études où la 
visibilité est primordiale, par exemple celles qui portent sur le comportement ou la toxicologie.

2.3.2.4 Substrat

Le poisson-zèbre préfère un environnement avec substrat (voir la section 6.5, « Enrichissement de l’envi-
ronnement »). Pour reproduire l’environnement naturel, on place du gravier au fond de l’aquarium, mais 
la présence de substrat a le désavantage de nuire au nettoyage et exige des procédures pour s’assurer que 
la qualité de l’eau. Certaines installations optent pour le compromis suivant : placer une photo d’un milieu 
naturel (Schroeder et coll., 2014). Toutefois, comme les photos ne suscitent pas le même genre de réactions, 
il semble que la variété de textures et de motifs sur l’image est importante (Schroeder et coll., 2014).
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3GESTION ET PERSONNEL DE L’INSTALLATION

La section qui suit décrit en détail les consignes de gestion des installations requises pour l’hébergement 
du poisson-zèbre et des autres petites espèces de poissons d’eaux chaudes. Un renvoi sera indiqué lorsqu’un 
sujet s’applique à toutes les installations qui hébergent des poissons et est suffisamment traité dans les Lignes 
directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests 
(CCPA, 2005).

Une installation aquatique doit avoir des procédures normalisées de fonctionnement (PNF) sur l’entretien 
périodique et l’entretien préventif des systèmes et de l’équipement. Les personnes chargées de l’exploita-
tion de l’installation doivent avoir accès à tous les manuels se rapportant à l’équipement spécial, comme les 
pompes, les refroidisseurs et les systèmes de contrôle informatisé. De plus, ces personnes devraient avoir 
accès aux plans et aux caractéristiques architecturales et techniques de l’installation.

L’installation doit être toujours propre et en ordre. La circulation doit respecter les PNF pour éviter toute 
contamination croisée. À l’entrée devraient se trouver des vêtements et des chaussures réservés à l’installa-
tion ou un poste de désinfection des pieds et des mains. Les membres du personnel devraient se laver les 
mains dès qu’ils pénètrent dans l’installation. Les aquariums doivent être nettoyés – et éventuellement dé-
sinfectés –, selon les risques de propagation de maladies, avant et après toute exposition aux animaux (voir 
la section 6.7, « Nettoyage et désinfection »).

3.1 GESTION ET SURVEILLANCE DE LA QUALITÉ DE L’EAU

La qualité de l’eau est l’un des facteurs les plus importants de santé et de bien-être. Si elle est mauvaise, elle 
peut être vectrice de stress et de maladies chez les poissons et nuire à la reproduction (Kreiberg, 2000; Bilotta 
et coll., 1999). Il faut donc réduire au minimum la concentration de contaminants, par exemple en rem-
plaçant l’eau comme il se doit, en retirant les aliments non consommés, en entretenant les aquariums et les 
systèmes et en vérifiant le bon fonctionnement du biofiltre (Vargesson, 2007). Pour limiter le dérangement 
des poissons, les aquariums autonettoyants sont recommandés. Un nettoyage régulier des aquariums reste 
nécessaire, à une fréquence établie pour assurer la qualité de l’eau. Des biofiltres utilisés dans les systèmes à 
recyclage d’eau sont des entités biologiques, et ces microorganismes exigent des soins spécialisés pour ga-
rantir leur efficacité.

Principe directeur 3
On doit mesurer régulièrement la qualité de l’eau pour assurer une gestion en amont, 
et disposer de plans d’urgence en cas d’écart par rapport aux limites acceptables 
s’appliquant à l’espèce hébergée.

On a établi que les éléments relatifs à la qualité de l’eau qui ont le plus d’effets sur les poissons sont la tem-
pérature, le taux d’oxygène dissous, le pH, les solides et sédiments en suspension, le dioxyde de carbone, la 
sursaturation en azote, l’ammoniac, les nitrites, les nitrates (Wedemeyer, 1996; Kreiberg, 2000) et le chlore. 
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Une fois le système établi, ces éléments doivent faire l’objet d’une surveillance régulière, dont la fréquence 
devrait être déterminée selon sa stabilité (c’est-à-dire que la surveillance peut être moins fréquente une fois 
que le système est stable). Les instruments de mesure de la qualité de l’eau devraient être calibrés fréquem-
ment, conformément aux instructions des fabricants.

Un système d’alarme devrait être installé pour aviser à distance lorsque les paramètres de la qualité de l’eau 
ne sont plus dans les valeurs acceptables, ou on devrait installer d’autres systèmes ou procédures de surveil-
lance pour éviter la mortalité des poissons causée par une défaillance du système. Lorsque l’eau provient 
directement du réseau municipal, on devrait surveiller constamment sa teneur en chlore si le système est 
à passage unique (avec présence d’alarmes), et au moins une fois par jour si le système est d’un autre type, 
pour vérifier qu’elle ne dépasse pas 0,01 mg/l. Si l’eau est traitée par osmose inverse ou par déionisation, il 
n’est pas nécessaire de surveiller en permanence la teneur en chlore et en chloramines, mais un contrôle ré-
gulier devrait être effectué, car l’élimination des chloramines pose un risque de rupture des membranes des 
unités et diminue par le fait même leur durée de vie. Pour réduire les risques, on peut installer un petit filtre 
à charbon devant l’unité.

Comme les conditions aquatiques idéales propres à chaque espèce peuvent varier selon l’étape de son cycle 
de vie (larve, juvénile, adulte) et son état physiologique (frai, alimentation, exposition récente à une forte 
concentration d’une variable de qualité de l’eau comme l’ammoniac). La disparité des situations devrait être 
prise en considération lors de l’évaluation de la qualité de l’eau.

Les variables à mesurer et la fréquence d’évaluation de la qualité de l’eau dépendent du système utilisé. Par 
exemple, il n’est pas forcément indispensable de mesurer le taux de nitrites et de nitrates dans un système 
à passage unique et à grand volume (selon la source de l’eau), mais il est en revanche primordial de le faire 
dans un système à recyclage d’eau, qui est d’ailleurs plus répandu dans la recherche sur le poisson-zèbre. 
Dans ce type de système, on doit contrôler la conductivité, le pH, le taux d’ammoniac et le taux de nitrites 
et de nitrates (Avdesh et coll., 2012). On devrait également vérifier la concentration de gaz ou d’oxygène 
dissous, l’alcalinité, la dureté et la salinité de l’eau (Lawrence et Mason, 2012), bien que certaines de ces va-
riables soient intimement liées. Dans certains types de recherche, comme l’étude des maladies, on devrait en 
outre mesurer la concentration de solides dissous. Enfin, on devrait évaluer les variables se rattachant à la 
santé de l’espèce hébergée, à une fréquence qui permet de rectifier le tir bien avant tout cas de morbidité ou 
de mortalité (Wedemeyer, 1996). Qui plus est, on devrait pouvoir faire des tests rapides lorsqu’on soupçonne 
un changement dans la qualité de l’eau.

Pour repérer les éventuels problèmes, on devrait procéder à l’analyse de l’eau au moment où le système est le 
plus sollicité (généralement après l’alimentation).

On doit tenir un registre sur la surveillance de la qualité de l’eau et le conserver pendant une période adaptée 
au type de recherche et aux exigences de l’établissement. Cette période devrait couvrir au moins un an, mais 
elle peut durer aussi longtemps que nécessaire selon les consignes des organismes gouvernementaux, des 
associations professionnelles concernées et des chercheurs (CCPA, 2017).

Pour en savoir plus, consulter la section D.3, « Surveillance et contrôle de l’environnement », des Lignes 
directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests 
(CCPA, 2005).
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3.1.1 Oxygène

Le poisson-zèbre devrait être hébergé dans une eau dont la teneur en oxygène dissous est d’au moins 6,0 ppm 
ou mg/l (Matthews et coll., 2002; Cartner et coll., 2019). Cette teneur varie selon la température, la pression 
atmosphérique et la salinité. Plus la température augmente, plus la capacité de l’eau à transporter l’oxygène 
diminue, et plus le poisson a besoin d’oxygène puisque son taux métabolique augmente. La quantité d’oxy-
gène nécessaire dépend aussi de plusieurs autres facteurs, comme l’âge, la santé et le taux d’activité du pois-
son et les procédures de manipulation.

Lorsque les poissons se regroupent près de l’arrivée d’eau ou s’approchent de la surface pour respirer, c’est 
qu’ils manquent gravement d’oxygène (Abdallah et coll., 2015). Dans certains cas, on peut oxygéner l’eau en 
l’aérant, en réduisant la densité de peuplement et en donnant moins de nourriture aux poissons. Il faut impé-
rativement trouver un équilibre entre ces diverses mesures pour éviter les accidents. Pour mieux aérer l’eau, 
il est possible d’utiliser des pierres d’aération, en veillant toutefois à ce que le type choisi et la disposition 
ne nuisent ni aux poissons ni à la fonction autonettoyante de l’aquarium. D’ailleurs, il vaut mieux ne pas les 
placer dans l’aquarium, mais plutôt à un endroit du système où il n’y a pas de poissons (comme les puisards).

3.1.2 Sursaturation

Pour connaître les facteurs de sursaturation, les effets de l’eau sursaturée sur les poissons et les mesures à 
prendre pour corriger le problème, consulter la section D.3.4, « Sursaturation », des Lignes directrices du 
CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005).

Il y a lieu de contrôler la concentration d’azote gazeux, ou, idéalement, de tous les gaz dissous. Il peut en effet 
y avoir une sursaturation en azote ou en oxygène selon la saison ou en cas de problème dans le système, ce 
qui peut causer des troubles de santé chroniques chez le poisson-zèbre, voire une mort subite. La pression 
totale du mélange gazeux ne devrait pas dépasser 100 % (Lawrence et Mason, 2012), sinon il y a risque d’em-
bolie gazeuse.

En cas d’urgence, il est possible de prendre des mesures temporaires en attendant de trouver la source 
du problème, par exemple placer des pierres d’aération dans l’eau pour la dégazer (voir la section 3.1.1, 
« Oxygène ») ou éteindre le système pour couper l’arrivée d’eau sursaturée.

3.1.3 pH

Le pH de l’eau devrait être maintenu à une valeur stable et optimale, car toute fluctuation à cet égard influe 
sur les autres variables de qualité, comme l’ammoniac. Dans un aquarium, le pH de l’eau fluctue avec la respi-
ration des poissons et la présence de composés azotés, deux facteurs qui peuvent varier selon les conditions 
d’alimentation et la santé et l’âge des poissons. Il est important de contrôler le pH de l’eau des aquariums 
régulièrement, avec un coffret de contrôle colorimétrique ou, idéalement, un pH-mètre électronique précis.

Il n’y a eu aucune étude systématique sur la croissance et la performance de reproduction du poisson-zèbre à 
différents pH, mais la plupart des laboratoires cherchent à maintenir le pH entre 7,0 et 8,0 (Lawrence, 2007; 
Cartner et coll., 2019), tandis que d’autres recommandent qu’il soit situé entre 6,8 et 7,5, et jamais inférieur 
à 6 ni supérieur à 8 (Brand et coll., 2002). Si les résultats de pH sont hors de la plage considérée comme ac-
ceptable, des mesures devraient être prises pour revenir lentement à des valeurs normales.
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3.1.4 Salinité, conductivité, dureté de l’eau

On devrait mesurer la salinité, la conductivité ou la dureté de l’eau au moins une fois par semaine, sauf si 
la source d’eau a des valeurs constantes à ces égards (p. ex. s’il s’agit d’un puits profond). La salinité devrait 
être stable et maintenue à < 5 g/l (Harper et Lawrence, 2010, dans Lawrence, 2012). La conductivité, quant à 
elle, devrait être située entre 200 et 3 000 μS (Cartner et coll., 2019), bien que Avdesh et ses collègues (2012) 
recommandent plutôt une valeur dans une fourchette restreinte entre 300 et 1 500 μS. Enfin, la dureté totale 
(CaCO3) devrait être stable entre 75 et 200 mg/l (Lawrence et Mason, 2012; Avdesh et coll., 2012; Cartner 
et coll., 2019).

On devrait également contrôler l’alcalinité (CaCO3) afin de vérifier que le système a un pouvoir tampon 
suffisant pour maintenir la qualité de l’eau si les paramètres (comme la teneur en ammoniac) viennent à 
changer ou s’il faut injecter des médicaments. L’alcalinité totale devrait être stable entre 50 mg/l et 75 mg/l 
(Cartner et coll., 2019), quoiqu’une mesure comprise entre 50 mg/l et 200 mg/l est acceptable (Lawrence et 
Mason, 2012; Avdesh et coll., 2012).

3.1.5 Composés azotés

Parmi les composés azotés, on trouve l’ammoniac, les nitrites et les nitrates. Pour en savoir plus sur la source 
de ces composés et l’utilisation de biofiltres favorisant la conversion de l’ammoniac en nitrites puis en ni-
trates par des bactéries nitrifiantes, consulter la section D.3.6, « Composés azotés », des Lignes directrices du 
CCPA sur : le soin et l’utilisation des poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005). 
La conversion de l’ammoniac en nitrites (NO2) puis en nitrates (NO3) est un processus où interviennent les 
bactéries aérobies du genre Nitrosomonas et Nitrobacter (Fisher, 2000). On doit éviter toute augmentation 
de la concentration d’ammoniac libre et de nitrites, des composés toxiques pour les poissons, alors que les 
nitrates sont beaucoup moins nocifs (Learmonth et Carvalho, 2015).

Lors de l’installation du système, les taux d’ammoniac, de nitrites et de nitrates dans l’eau à la source devraient 
être relativement faibles. Lors de la surveillance continue, on devrait cibler les valeurs suivantes : moins de 
0,05 mg/l (ou ppm) pour l’ammoniac non ionisé, pratiquement aucun nitrites ou moins de 0,1 mg/l, moins 
de 50 mg/l pour les nitrates (Cartner et coll., 2019; Avdesh et coll., 2012). La surveillance devrait cadrer 
avec la capacité du système de maintien du milieu de vie. Il faut l’exercer au moins deux fois par semaine 
s’il s’agit d’un système à recyclage d’eau, et une fois par mois s’il s’agit d’un système à passage unique. Quel 
que soit le système, dès qu’il est stable, une fois par mois peut suffire, sauf modification le concernant, forte 
augmentation de la densité des poissons ou détection d’un problème. Le contrôle mensuel de l’ammoniac, 
des nitrites et des nitrates permet de vérifier l’efficacité du biofiltre. Même si l’ajout de plantes vivantes à un 
aquarium peut réduire la concentration de déchets azotés, celles-ci sont synonymes d’autres risques, comme 
l’introduction d’agents pathogènes.

Si on détecte une forte augmentation de la teneur en ammoniac ou en nitrites, on doit procéder à un rem-
placement quasi complet de l’eau. Généralement, on remplace 30 % à 50 % de l’eau par jour jusqu’à ce que 
les concentrations soient convenables. Pour réduire l’accumulation d’ammoniac, on peut aussi augmenter 
le taux de renouvellement d’eau, réduire la densité des poissons ou la température ou utiliser des composés 
qui absorbent l’ammoniac en présence d’eau douce. Comme mesure d’urgence en cas de dysfonctionnement 
de la biofiltration, on peut installer des résines ou un appareil d’échange d’ions pour éliminer l’ammoniac.
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3.1.6 Dioxyde de carbone

Produit par les poissons pendant la respiration, le dioxyde de carbone (CO2) se dissout dans l’eau pour for-
mer de l’acide carbonique, réduisant ainsi le pH. Si on le laisse dépasser une certaine limite, il peut y avoir 
risque d’hypercapnie, soit l’élévation du volume de CO2 dans le sang (Miller et coll., 2014; Qin et coll., 2010). 
Même si une forte concentration de CO2 peut être fatale pour les poissons, c’est une situation qui survient 
rarement dans une installation aquatique bien ventilée. Cela dit, dans un système à recyclage d’eau où la den-
sité des poissons est élevée, le CO2 peut devenir le principal facteur limitant. Cartner et ses collègues (2019) 
mentionnent que la concentration de CO2 devrait être la plus faible possible et ne pas dépasser 15 à 20 ppm.

3.1.7 Agents toxiques

Des mesures devraient être prises pour que les agents toxiques potentiellement nocifs ne pénètrent pas dans 
le milieu du poisson. Pour connaître les sources courantes de ces agents et les mesures à prendre en cas 
d’intromission accidentelle d’une matière dangereuse ou d’un agent infectieux dans le système aquatique, 
consulter la section D.3.9, « Agents toxiques », des Lignes directrices du CCPA sur : le soin et l’utilisation des 
poissons en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 2005).

3.2 TEMPÉRATURE ET HUMIDITÉ RELATIVE

3.2.1 Température

Les poissons devraient être hébergés dans une eau à une température stable et idéale, et avoir l’occasion de 
s’acclimater aux éventuels changements. Comme il est eurytherme, le poisson-zèbre tolère toutes sortes de 
températures. Cela dit, il y a une différence entre température tolérée et température optimale. L’exposition 
prolongée à une température sous-optimale a des conséquences sur son métabolisme et peut nuire à sa re-
production, à son développement et à son bien-être.

Dans un contexte d’habitat naturel, on a observé le poisson-zèbre supporter des températures de 6 °C en 
hiver et de plus de 38 °C en été (Spence et coll., 2008). D’après des études menées en laboratoire, la fourchette 
maximale de tolérance thermique1 du poisson-zèbre de type sauvage après acclimatation est de 5,3 °C à 
39,3 °C (Cortemeglia et Beitinger, 2006). Qui plus est, un poisson-zèbre élevé dans un milieu à la tempéra-
ture variable tolère mieux les changements à cet égard qu’un individu élevé dans un milieu stable, mais il est 
aussi plus petit, ce qui porte à croire qu’il y a un coût énergétique associé (Schaefer et Ryan, 2006).

Le poisson-zèbre devrait être hébergé à une température stable comprise entre 26 °C et 29 °C (Cartner et 
coll., 2019; Lawrence, 2007), 28,5 °C étant, selon de nombreuses études, la température idéale pour sa re-
production (pour lire un résumé des recommandations recensées dans les études, voir l’annexe 2). L’élevage 
artificiel du poisson-zèbre à 22 °C ou à 31 °C, du frai à la métamorphose, peut dénaturer les proportions 
mâles-femelles (Sfakianakis et coll., 2012). Quel que soit le système de remplacement utilisé, l’eau entrante 
devrait avoir la même température que l’eau sortante.

1 Cette fourchette varie légèrement selon la température de l’eau où étaient hébergés les poissons auparavant. En outre, ces études 
ont porté sur des poissons d’aquarium plutôt que des poissons de lignées expérimentales.
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Chez les poissons, les fluctuations thermiques ambiantes ont des effets beaucoup plus prononcés sur de 
nombreuses fonctions vitales que chez les animaux terrestres. La sensibilité aux maladies, parasites et subs-
tances toxiques dépend aussi beaucoup de la température : plus la température s’écarte de la fourchette opti-
male, plus le risque de stress ou de maladie est élevé.

On a constaté que les poissons-zèbres atteints d’une infection virale se déplacent dans des eaux plus chaudes 
si on leur en donne la possibilité (réaction fébrile comportementale), ce qui active les gènes antiviraux 
(Boltaña et coll., 2013). Cette réaction a également été observée chez les larves 18 à 20 jours après la féconda-
tion (Rey et coll., 2017). Cependant, une autre étude conclut que le poisson-zèbre a une préférence réduite 
pour les zones plus chaudes immédiatement après un événement stressant (Jones et coll., 2019).

3.2.2 Humidité

L’humidité ambiante devrait être contrôlée pour éviter la condensation et la formation de moisissures. De 
plus, on doit protéger les systèmes externes de maintien du milieu de vie et les éléments connexes contre 
l’humidité.

Du point de vue du bien-être du poisson, il n’est pas indispensable de contrôler le taux d’humidité des salles 
où se trouvent les aquariums. Cependant, l’humidité ambiante peut jouer sur la température des aquariums : 
si l’air est sec dans la salle, les aquariums seront plus froids ou soumis à des variations de température plus 
importantes à cause du refroidissement par évaporation à la surface.

3.3 LUMIÈRE

Un bon éclairage facilite la reproduction et réduit le stress du poisson-zèbre (Villamizar et coll., 2014). La 
lumière a des effets sur presque tous les processus physiologiques et comportementaux du poisson, dont la 
croissance, le développement et la reproduction. La réaction du poisson à la lumière est complexe. En effet, 
la lumière agit souvent en synergie avec d’autres facteurs environnementaux comme la température, de sorte 
qu’il est difficile de prévoir les effets d’un mauvais régime d’éclairage sur les poissons ou les résultats de l’ex-
périence (Stickney, 1994).

Le poisson s’alarme facilement quand on allume la nuit. Si l’éclairage est artificiel, au lieu d’allumer ou 
d’éteindre la lumière d’un coup, on peut utiliser un gradateur pour l’augmenter ou la diminuer progres-
sivement pendant 20 à 30 minutes le matin et le soir (The Berlin Workshop, 1994, dans Reed et Jennings, 
2011). On peut aussi augmenter ou diminuer la luminosité à l’aide d’une veilleuse (réglée manuellement ou 
automatiquement) pour qu’elle s’allume avant l’éclairage de la salle et reste allumée un certain temps après 
l’extinction des feux.

3.3.1 Photopériode

On devrait appliquer un régime d’éclairage standard, soit 14 heures de clarté et 10 heures d’obscurité ou 
12:12. Il ne doit pas y avoir 24 heures de clarté ou 24 heures d’obscurité d’affilée. La présence d’un cycle 
nocturne avec obscurité totale est nécessaire à la reproduction. On devrait donc veiller à ce que les poissons 
ne soient pas dérangés par l’éclairage de sécurité extérieur. Même une lumière rouge d’issue de secours peut 
avoir des effets négatifs (Adatto et coll., 2016). Dans la mesure du possible, les études devraient être menées 
pendant la photophase (phase diurne). Si le personnel a besoin de lumière pour effectuer une tâche dans la 
salle, l’éclairage en question devrait être limité à l’espace de travail nécessaire.
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Comme la lumière déclenche la reproduction du poisson-zèbre, celui-ci a besoin de périodes d’obscuri-
té pour se reposer (Vargesson, 2007; Brand et coll., 2002). Sous un éclairage continu, le poisson-zèbre ne 
pondra pas d’œufs (Francis, 2008). Pour empêcher la lumière d’entrer dans l’aquarium et ainsi protéger la 
photopériode naturelle du poisson, on peut installer un écran (rideau, pellicule rouge).

L’importance du rythme circadien chez le poisson-zèbre est abordée par Frøland Steindal et Whitmore 
(2019). La préférence de l’espèce pour la clarté ou l’obscurité est le fruit de son horloge biologique (Wang et 
coll., 2014), qui peut être influencée par la lumière ambiante et la stimulation olfactive, par exemple la pré-
sence de nourriture (Stephenson et coll., 2011). On devrait donc programmer des périodes quotidiennes de 
clarté et d’obscurité pour reproduire le cycle circadien de la nature.

Quand la lumière change, les larves de poisson-zèbre modifient leurs mouvements, possiblement pour 
maximiser leurs chances de s’alimenter (Burgess et Granato, 2007). Cela dit, les larves élevées uniquement 
dans la clarté présentent de graves troubles de l’acuité visuelle et du comportement, bien qu’elles n’aient pas 
d’anomalies anatomiques (Bilotta, 2000). Elles semblent toutefois capables d’inverser la tendance si elles 
sont hébergées dans un cycle d’éclairage normal par la suite (Bilotta, 2000). On sait que l’obscurité constante, 
quant à elle, retarde le développement général des embryons; l’éclosion n’a parfois pas lieu avant le septième 
jour qui suit la fécondation (Bilotta, 2000). Les larves hébergées dans une noirceur absolue meurent dans les 
18 jours après l’éclosion, mais leur taux de survie s’améliore si elles passent à un cycle jour-nuit dans les 5 à 
10 jours qui suivent l’éclosion (Villamizar et coll., 2014).

3.3.2 Spectre

Le spectre optique semble avoir une influence sur le développement du poisson-zèbre après l’éclosion. En ef-
fet, le taux d’éclosion est à son plus haut sous la lumière bleue ou violette, et la longueur totale du poisson 30 
jours après l’éclosion est visiblement à son maximum sous la lumière bleue, blanche ou violette (Villamizar 
et coll., 2014). Quant à la lumière rouge, il a été démontré qu’elle réduit l’alimentation et le taux de survie. 
Enfin, une exposition constante à la lumière blanche ou un cycle jour-nuit avec une lumière violette entraîne 
une augmentation des malformations (Villamizar et coll., 2014).

Le poisson-zèbre adulte est doté des mécanismes nécessaires pour voir les couleurs (Saszik et coll., 1999), 
mais il n’existe aucune consigne précise concernant le spectre optique de son environnement. D’après une 
étude, les ampoules fluorescentes à lumière blanche et crue (température de couleur de 4100 k) peuvent 
augmenter la fonction immunitaire et l’inflammation (Gonzalez et coll., 2018), mais une recherche plus 
poussée s’impose. D’ici là, on considère que l’éclairage de laboratoire standard est acceptable (Matthews et 
coll., 2002).

3.3.3 Intensité

Il n’y a eu pratiquement aucune étude sur les effets de l’intensité lumineuse sur la santé et le bien-être du 
poisson-zèbre. D’après Matthews et ses collègues (2002), l’intensité recommandée à la surface de l’eau est 
comprise entre 54 et 324 lux. Certaines installations maintiennent une faible intensité pour limiter le dé-
veloppement d’algues dans les aquariums. Il faudrait davantage de données avant de pouvoir trancher en 
faveur d’un régime en particulier.
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3.4 SONS ET VIBRATIONS

Le poisson-zèbre s’adapte à son environnement et peut s’habituer à certaines vibrations, ce qui ne veut pas 
dire que celles-ci n’ont pas d’effets sur lui (p. ex. Vandenberg et coll., 2012). Il peut aussi réagir fortement aux 
bruits excessifs soudains ou aux nouvelles vibrations, qui devraient donc être évités. Il se peut que le frai soit 
perturbé par le bruit et les autres perturbations (Vargesson, 2007). En revanche, on ne sait pas si l’espèce est 
sensible aux paroles ou à la musique (Matthews et coll., 2002; Barcellos et coll., 2018).

3.5 SÉCURITÉ ET ACCÈS

Une installation doit avoir des PNF sur l’accès qui tient compte des risques liés à la biosécurité. On devrait 
aménager l’accès à l’installation de façon à limiter les passages dans la zone. L’accès devrait être réservé aux 
employés autorisés et chargés de l’entretien de l’installation, des soins des poissons et de l’utilisation des pois-
sons dans le cadre d’études approuvées. Pour contrôler l’accès physique des personnes, on devrait installer 
un système de sécurité adapté au milieu. En effet, l’humidité peut nuire au fonctionnement des systèmes à 
carte ou à clavier.

3.6 PERSONNEL

Principe directeur 4
Il doit y avoir suffisamment d’employés compétents1 disponibles en permanence pour 
assurer les soins et l’observation quotidienne des poissons, ainsi que l’exploitation et 
l’entretien des systèmes de maintien du milieu de vie aquatique.

Les installations aquatiques, en raison de leur nature même, nécessitent constamment des travaux d’entre-
tien, de réparation et de modernisation. Il est donc nécessaire d’avoir des employés compétents disponibles 
24 heures par jour et 7 jours par semaine. En outre, on doit avoir un plan d'intervention d'urgence en dehors 
des heures normales de travail.

1 La compétence est définie dans le glossaire des présentes lignes directrices.
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4ACQUISITION

4.1 SOURCE

Les poissons devraient être issus d’une colonie élevée en captivité à des fins scientifiques, dont on connaît 
l’état de santé et, idéalement, les antécédents génétiques. Pour des raisons de santé, de bien-être et de qualité 
scientifique, il vaut mieux que la colonie en question soit élevée expressément pour la recherche. Les pois-
sons venant des animaleries commerciales sont souvent porteurs de nombreux agents pathogènes, et on ne 
sait rien de leur patrimoine génétique ni de l’historique de leur lignée. Conformément aux Lignes directrices 
du CCPA sur : l’acquisition des animaux utilisés en science (CCPA, 2007), « il ne faut pas acquérir des animaux 
utilisés à des fins scientifiques en provenance des animaleries commerciales ou de leurs fournisseurs en 
raison des risques de santé potentiels associés à une transmission de maladies et à des problèmes potentiels 
de santé touchant les animaux ». Il y a des exceptions à cette consigne, par exemple si les protocoles expéri-
mentaux exigent que les poissons soient obtenus auprès de fournisseurs d’aquariums ou issus de collections, 
ou s’il n’y a pas d’autre option pour une espèce particulière (comme certaines espèces de poissons tropicaux 
autres que le poisson-zèbre).

Les établissements qui travaillent avec le poisson-zèbre sont invités à communiquer entre eux pour faciliter 
l’échange de souches. Comme cette espèce peut être élevée en laboratoire et que les sources commerciales de 
poissons destinés à la recherche sont limitées, bon nombre d’établissements ont pour habitude de produire 
leurs propres poissons (la dérive génétique et la sélection génétique pouvant survenir dans une colonie 
isolée sont traitées dans la section 1.4, « Sources de variations »). En outre, il est possible d’obtenir toutes 
sortes de poissons-zèbres mutants et de souches de type sauvage auprès d’autres laboratoires ou centres d’ap-
provisionnement (Matthews et coll., 2002). Même une installation modeste peut générer des millions d’em-
bryons par an (Goldsmith et Solari, 2003), et nombreux sont les chercheurs et les laboratoires qui peuvent 
fournir des œufs fécondés des souches qu’ils hébergent. Les établissements qui reçoivent des poissons-zèbres 
doivent déterminer quelles sont les exigences applicables de l’entente de transfert de matériel du titulaire de 
permis original de la lignée.

Pour améliorer le bien-être animal et réduire les risques pour la santé, il vaut mieux que les laboratoires 
s’échangent des embryons dont la surface du chorion a été désinfectée avec une méthode à l’efficacité prou-
vée plutôt que de s’échanger des poissons adultes. Dans Matthews et ses collègues (2002), on suggère pour 
ce faire d’appliquer une solution d’eau de Javel de faible concentration (35 mg/l d’hypochlorite de sodium) 
pendant cinq minutes. Notons toutefois que les spores de certaines microsporidies de poissons sont très ré-
sistantes au chlore (Ferguson et coll., 2007), qui peut donc être remplacé par de l’iode (Chang et coll., 2016). 
Ajoutons enfin que la désinfection de surface ne permet pas d’éliminer tous les agents pathogènes et que, par 
conséquent, d’autres mesures de dépistage, d’élevage et de biosécurité s’imposent.

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Acquisition_animaux.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Acquisition_animaux.pdf
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4.2 LOIS ET RÈGLEMENTS

Principe directeur 5
Les installations et les chercheurs qui font l’acquisition de poissons, les transportent ou 
effectuent de la recherche sur eux doivent connaître et respecter les lois et politiques 
internationales, fédérales et provinciales ou territoriales qui s’appliquent.

Il est primordial de vérifier les obligations juridiques en vigueur auprès des organismes de réglementation. 
Pour faire venir des poissons-zèbres au Canada, on doit obtenir un permis d’importation relatif à la santé 
des animaux aquatiques.

La Loi sur la santé des animaux et ses règlements, qui relèvent de l’Agence canadienne d’inspection des 
aliments (ACIA), et le Code national sur l’introduction et le transfert d’organismes aquatiques servent de 
cadre pour les règlements et politiques nationaux, provinciaux et territoriaux au sujet du déplacement d’or-
ganismes aquatiques vivants. Le Code est appliqué par les comités des introductions et des transferts, qui 
peuvent délivrer des permis de transfert assortis de conditions (des consignes de confinement, par exemple). 
Le Règlement sur la santé des animaux est appliqué par l’ACIA, et les permis d’importation relatifs à la santé 
des animaux aquatiques sont délivrés par le Centre d’administration de l’ACIA.

L’ACIA a créé les Normes relatives au confinement des installations manipulant des agents pathogènes d’ani-
maux aquatiques (ACIA, 2013) et des normes de quarantaine s’appliquant à l’importation d’animaux aqua-
tiques venant de pays à la situation zoosanitaire inconnue.

Les établissements qui comptent importer des poissons-zèbres au Canada doivent respecter les règles d’im-
portation adoptées par l’ACIA. Ces exigences ont été mises en œuvre en 2011 étant donné que le pois-
son-zèbre figure sur la liste des espèces vulnérables au virus de la virémie printanière de la carpe dans le 
Code sanitaire pour les animaux aquatiques de l’Organisation mondiale de la santé animale (OIE, 2019). Les 
règles, qui varient selon le pays d’origine, sont accessibles dans le Système automatisé de référence à l’impor-
tation de l’ACIA. Pour savoir comment obtenir un permis d’importation relatif à la santé des animaux aqua-
tiques et devenir une unité de quarantaine approuvée par l’ACIA, consulter leur site Web. Enfin, pour savoir 
comment devenir un laboratoire de niveau de confinement aquatique 2 (AQC2) in vivo ou un laboratoire de 
niveau de confinement aquatique à petite échelle (AQCss) in vivo approuvé par l’ACIA, s’adresser au Bureau 
du confinement des biorisques et de la sécurité (BCBS) de l’ACIA.

Les organismes génétiquement modifiés sont encadrés par le Règlement sur les renseignements concernant les 
substances nouvelles (organismes) pris en application de la Loi canadienne sur la protection de l’environnement. 
Conformément au Règlement, l’utilisation de poissons génétiquement modifiés doit être signalée avant toute 
importation ou production, excepté dans le cas des poissons qui servent à la recherche et au développement, 
en vertu du paragraphe 2(4), à condition qu’il n’y ait aucun rejet de l’organisme ou de son matériel génétique 
dans l’environnement. Pour en savoir plus, lire la fiche d’information à ce sujet (Gouvernement du Canada, 
2017).

En ce concerne le transport aérien des poissons, l’Association du transport aérien international (IATA) pro-
duit chaque année la Réglementation du transport des animaux vivants, qui décrit les règles à respecter (do-
cuments, contenants, etc.) pour transporter des animaux vivants sans cruauté. Même si elles concernent le 
transport aérien, ces règles peuvent également être utiles dans le cas du transport terrestre.
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4.3 PRÉPARATION DU TRANSPORT

Avant de faire venir des poissons-zèbres au Canada, l’importateur doit demander un permis d’importation 
relatif à la santé des animaux aquatiques au Centre d’administration de l’ACIA et, dans sa demande, préciser 
si la marchandise sera :

• accompagnée d’un certificat zoosanitaire provenant du pays d’origine;
• importée vers une unité de quarantaine préapprouvée par l’ACIA;
• importée vers un laboratoire de niveau de confinement aquatique 2 (AQC2) in vivo ou un laboratoire de 

niveau de confinement aquatique à petite échelle (AQCss) in vivo.

Avant le départ, le fournisseur et le destinataire doivent s’entretenir au sujet du transport, du bien-être et des 
soins des poissons, et prendre toutes les dispositions nécessaires (préparation, communication) concernant 
l’obtention d’un certificat zoosanitaire pour satisfaire aux consignes d’importation de l’ACIA (s’il y a lieu), 
l’itinéraire et les conditions de transport, et l’historique de la lignée, l’historique alimentaire et l’état de santé 
(agents pathogènes autres que le virus de la virémie printanière de la carpe) des poissons. On doit également 
s’assurer de la présence à l’arrivée d’employés qualifiés en soins animaliers, qui vérifieront la santé et le bien-
être des poissons.

Idéalement, les poissons-zèbres devraient être transportés par temps doux, car en été, le risque de mort est 
accru. On devrait utiliser des contenants isothermes pour le transport et, en hiver, on devrait y ajouter des 
sachets chauffants.

4.4 TRANSPORT

Pour éviter les risques pour la santé et le bien-être associés au transport, il faut transporter les poissons-zèbres 
au stade embryonnaire.

Il arrive que les poissons doivent supporter un long voyage, parfois depuis un autre pays voire un autre 
continent, ce qui peut leur causer des problèmes de santé et de bien-être. Le stress du transport, entre autres, 
peut affaiblir leur système immunitaire (De Tolla et coll., 1995). Quand il est impossible de produire les 
poissons sur place, il vaut mieux faire venir des œufs fécondés ou de jeunes larves (avant le cinquième jour 
suivant l’éclosion) plutôt que des poissons juvéniles ou adultes.

4.4.1 Emballage et isolation

Quand on transporte des poissons-zèbres, on doit réduire au minimum les risques de lésion et de stress. 
Pour ce faire, il y a lieu de suivre les conseils ci-dessous (adaptés de Matthews et coll., 2002).

Poissons adultes

• Les poissons devraient être emballés dans des sacs à poissons doubles en plastique de bonne qualité, à 
une densité d’environ 10 individus pour 1,9 litre (un demi-gallon) d’eau.

• Le sac devrait être rempli aux deux tiers d’air, ou d’oxygène pur si possible (cette deuxième option étant 
préférable, car en cas de retard, l’oxygène pur se dissipera moins vite que l’air).

• On devrait arrêter de nourrir les poissons un jour avant le départ pour qu’ils produisent moins d’ammo-
niac pendant le confinement.
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• On peut installer un dispositif de séquestration de l’ammoniac pour détoxifier l’ammoniac produit pen-
dant le transport.

Œufs et larves

• Les œufs dont la surface a été désinfectée (avec de l’eau de Javel ou de l’iode) devraient être emballés dans 
un flacon pour cultures cellulaires de 250 ml à 500 ml, à une densité maximale d’un ou deux œufs par 
millilitre d’eau stérile (ou, idéalement, un milieu de culture embryonnaire stérile).

• Le contenant devrait être rempli à 50 % d’eau ou de milieu de culture embryonnaire, et à 50 % d’air.
• On peut ajouter du bleu de méthylène (0,5 mg/l ou 0,5 ppm) à la solution pour limiter les moisissures.
• La boîte d’emballage devrait être bien isolée et remplie de flocons de styromousse ou d’un matériau du 

même type.

4.5 RÉCEPTION

Comme il en a été fait mention dans la section 4.4 « Transport », il faut transporter les poissons-zèbres au 
stade embryonnaire. Les présentes directives s’appliquent pour les cas où le transport de poissons adultes ou 
juvéniles est approuvé par le comité de protection des animaux.

Principe directeur 6
La santé et le bien-être des poissons doivent être vérifiés à leur arrivée par des 
employés compétents1 en soins animaliers, et les poissons doivent être soumis à une 
période de quarantaine et d’acclimatation.

Si les poissons sont importés vers une unité de quarantaine approuvée par l’ACIA, on doit obtenir toutes 
les autorisations nécessaires avant leur réception et prendre rendez-vous avec l’inspecteur vétérinaire de 
l’ACIA responsable pour qu’il fasse une inspection à leur arrivée. Consulter le site de l’ACIA pour savoir où 
se trouvent les bureaux de santé animale de l’Agence.

Si les poissons sont importés vers un laboratoire de confinement approuvé par l’ACIA, il n’y a pas d’inspec-
tion vétérinaire obligatoire. Néanmoins, si on ne connaît pas leur statut sanitaire, il est important d’être en 
contact avec un centre de diagnostic ou un centre vétérinaire spécialisé en poissons-zèbres pour dépister les 
éventuels agents pathogènes.

Il est essentiel de connaître la température et la qualité de l’eau à l’arrivée pour faciliter l’acclimatation des 
poissons aux conditions de l’installation. Si la qualité de l’eau le permet, il est préférable d’opérer un chan-
gement graduel pour éviter tout stress. Cela dit, la décision doit tenir compte des risques pour la santé des 
poissons s’ils restent dans une eau de mauvaise qualité.

À leur arrivée, on devrait manipuler les poissons le moins possible et leur éviter tout choc thermique 
(Wedemeyer, 1996). Par commodité, on peut dire qu’un choc thermique est un changement brusque de 

1 La compétence est définie dans le glossaire des présentes lignes directrices.

https://www.inspection.gc.ca/sante-des-animaux/animaux-aquatiques/bureaux/fra/1300462382369/1365216058692
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température de plus de 2 °C ou 3 °C. Avant de relâcher les poissons, on devrait aussi mesurer le pH de l’eau 
et sa teneur en ammoniac pour prévenir toute variation démesurée.

Avant qu’il soit ouvert, le sac de transport devrait être placé dans une eau à la même température que l’eau de 
destination. Pour mesurer la température de l’eau dans le sac, on peut utiliser un thermomètre à infrarouge, 
ou une sonde autour de laquelle on plie le sac. Une fois tout risque de choc thermique écarté, on peut ouvrir 
le sac, vider son contenu dans un filet, jeter l’eau en respectant les normes de sûreté biologique et transférer 
les poissons dans leur milieu de destination. Dans l’intérêt de la santé des animaux et pour éviter la propaga-
tion de maladies, il est préférable que l’eau du transport n’entre pas en contact avec celle du milieu, surtout 
si le milieu contient d’autres animaux, à moins que les poissons soient certifiés non porteurs de maladies.

Certaines personnes suggèrent d’ouvrir le sac de transport et d’y ajouter petit à petit l’eau du contenant dans 
lequel il se trouve pour éviter que la transition ne soit trop brusque, mais cette précaution n’est générale-
ment pas nécessaire et peut nuire au bien-être des poissons. Ce transfert graduel peut en effet augmenter les 
risques d’asphyxie et d’hypoxie. S’il y a trop d’ammoniac dans le sac, dès son ouverture, il peut se produire 
dans l’eau des variations chimiques augmentant la toxicité de l’ammoniac. Il peut donc être utile d’installer 
un dispositif de séquestration de l’ammoniac (mentionné plus haut dans la partie sur l’emballage) et des 
pierres d’aération (voir la section 3.1.1, « Oxygène »).

4.5.1 Quarantaine et acclimatation

Une fois que leur santé et leur bien-être ont été vérifiés à l’arrivée, on doit surveiller les poissons-zèbres de 
près et les séparer des colonies déjà présentes pour éviter tout risque de contamination. Dans la mesure du 
possible, on devrait combiner l’acclimatation et la quarantaine pour qu’elles se déroulent simultanément. 
L’acclimatation, qui se fait avant toute manipulation expérimentale, passe par l’adaptation graduelle des 
poissons à leurs nouvelles conditions de vie (qualité de l’eau, température, éclairage, régime alimentaire). 
L’activité humaine et la manipulation des poissons devraient être réduites le plus possible pendant l’acclima-
tation. Cette période est aussi l’occasion de vérifier que les éventuels problèmes de stress liés au transport 
(anorexie, morbidité et mortalité imprévues) ont disparu.

Si les poissons sont importés vers une unité de quarantaine approuvée par l’ACIA, on doit respecter les 
normes d’importation et de quarantaine de l’ACIA et les faire valider par un inspecteur vétérinaire de 
l’Agence avant d’obtenir un permis d’importation relatif à la santé des animaux aquatiques et de procéder à 
l’importation. Ces normes exigent notamment que l’on prenne des mesures pour limiter les principales voies 
d’introduction de maladies (animaux, eau, aliments, vecteurs passifs et vecteurs actifs) et prévoient que la 
quarantaine pourra prendre fin si les résultats du test du virus de la virémie printanière de la carpe sont 
négatifs. Consulter le site de l’ACIA pour en savoir plus sur le processus de quarantaine prévu par l’Agence.

Si les poissons sont importés vers un laboratoire de niveau de confinement aquatique 2 (AQC2) ou à petite 
échelle (AQCss) approuvé par l’ACIA, on doit satisfaire aux règles de confinement figurant dans les Normes 
relatives au confinement des installations manipulant des agents pathogènes d’animaux aquatiques (ACIA, 
2013), à la suite de quoi on obtient une certification de l’ACIA. Dans le cas du confinement de niveau AQCss, 
les consignes de conformité de l’ACIA doivent être respectées. Le transfert d’espèces vulnérables ne peut se 
faire que sur autorisation écrite de l’ACIA et avec un laboratoire approuvé par l’Agence dont le confinement 
est du même niveau ou d’un niveau plus élevé.

Si l’installation a le droit d’importer des poissons-zèbres au Canada sans suivre le processus de quarantaine 
de l’ACIA (les animaux sont certifiés non porteurs de maladies) ou si le transport a lieu à l’intérieur du pays, 

https://www.inspection.gc.ca/sante-des-animaux/animaux-aquatiques/importation/quarantaine/fra/1413465432450/1413465433279
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il faut suivre les règles de quarantaine générale ci-après. La quarantaine générale est une période ou un lieu 
de séparation pour les poissons. Ces règles sont aussi valables en cas d’importation soumise aux exigences 
de l’ACIA.

La quarantaine générale a pour objet de séparer les poissons nouvellement arrivés des populations princi-
pales de l’installation pour pouvoir, si nécessaire, les observer et leur faire passer des tests jusqu’à ce qu’ils 
soient jugés en bonne santé et exempts de maladies transmissibles. Les nouveaux poissons peuvent être 
porteurs d’organismes pathogènes, actifs ou non, auxquels les populations résidentes n’ont pas été exposées. 
Sous l’effet du stress occasionné par la manipulation ou le surpeuplement lors du transport, le système im-
munitaire des poissons peut être affaibli et une éclosion de maladie peut survenir.

Ces nouveaux poissons devraient faire l’objet d’un examen général de santé qui peut comprendre certains 
dépistages en fonction des objectifs de la recherche. Par exemple, le dépistage de Pseudoloma, qui est trans-
mis verticalement d’une génération à l’autre (de la mère à la progéniture), est important si la présence de 
la maladie risque d’influer sur les résultats de l’étude (recherche comportementale ou neurologique, entre 
autres) (Spagnoli et coll., 2017).

L’importance de la mise en quarantaine des nouveaux poissons pour réduire les risques de transmission d’in-
fections ou de maladies est largement reconnue. La période de quarantaine générale est toutefois l’objet de 
débats, les suggestions allant de 2 semaines à au moins 30 jours pour tous les poissons (Vargesson 2007, De 
Tolla et coll., 1995). Pour déterminer la période qui convient à chaque nouveau lot de poissons, on devrait 
tenir compte de leur provenance, de leur cycle biologique, du système d’hébergement de l’installation de 
destination, de la température d’hébergement et du temps de latence des agents pathogènes. Si une maladie 
transmissible est présente, elle risque de se manifester après le stress du transport. Cela dit, une quarantaine 
sans analyse ne garantit pas l’absence de maladie transmissible. Si les poissons proviennent d’un fournisseur 
ayant une certification sanitaire et si leur état de santé le permet, la quarantaine peut être moins longue, mais 
elle est fortement recommandée quelle que soit la provenance des poissons.

On devrait surveiller plus fréquemment les poissons en quarantaine et consigner systématiquement les pro-
blèmes de santé observés et les mesures prises pour y remédier.

La quarantaine vise avant tout à séparer les poissons et à mettre en œuvre des mesures sanitaires pour éviter 
la dissémination d’agents pathogènes viables ou de leurs hôtes de l’installation aux eaux environnantes, ou 
pour éviter la transmission de pathogènes à d’autres individus hébergés dans l’installation. Pour en savoir 
plus sur le confinement des organismes utilisés dans les études de maladies ou infectés accidentellement par 
des maladies transmissibles, consulter les Normes relatives au confinement des installations manipulant des 
agents pathogènes d’animaux aquatiques (ACIA, 2013).

Lors d’une quarantaine, on doit isoler les poissons, idéalement dans une zone d’hébergement distincte et uti-
liser une autre source d’eau pour que l’eau des aquariums de quarantaine ne soit pas envoyée dans les autres 
aquariums. Par ailleurs, si on traite l’eau avant de la recycler ou de la déverser dans le milieu, les effluents 
devraient également être distincts.

La gestion des zones de quarantaine devrait se faire en fonction de pratiques rigoureuses de biosécurité et de 
PNF strictes concernant la désinfection. Dans un souci de propreté générale et pour éviter le transfert d’agents 
pathogènes aux autres zones de l’installation, il y a lieu d’utiliser des accessoires (p. ex. filets, flacons compres-
sibles) et des instruments à main différents, de désinfecter l’effluent, de passer par un pédiluve et une station 
de lavage des mains, et d’aller des endroits les plus propres vers les endroits les plus sales. On devrait s’occuper 
des zones de quarantaine après les autres salles d’hébergement.
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Par mesure de précaution, les poissons venant de l’extérieur devraient être introduits dans l’installation sous 
forme d’embryons à la surface désinfectée. Voici la marche à suivre conseillée par Matthews et ses collègues 
(2002) : « Une fois les poissons arrivés dans leur aquarium de quarantaine, ils y restent de trois à quatre 
semaines. On les fait se reproduire, puis on désinfecte la surface de leurs embryons en y appliquant une 
solution d’eau de Javel de faible concentration (35 mg/l d’hypochlorite de sodium) pendant cinq minutes. 
Seuls ces embryons sont ensuite ajoutés à l’aquarium principal. » [Notre traduction] Il s’agit là d’une dose de 
désinfection courante, mais il se peut qu’elle ne suffise pas à prévenir la transmission du virus de la virémie 
printanière de la carpe et d’autres agents pathogènes du poisson-zèbre (comme Pseudoloma).
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5GÉNITEURS ET REPRODUCTION

Les systèmes d’hébergement et les conditions environnementales des géniteurs doivent convenir à l’espèce 
visée. Dans le cadre du maintien (ou de la manipulation) des cycles reproductifs endogènes, on devrait 
faire particulièrement attention aux facteurs environnementaux comme la température, le cycle et l’in-
tensité de l’éclairage, le type d’habitat ou d’aquarium, la nutrition (régime de haute qualité pour la ponte, 
par exemple), la densité de peuplement et les autres espèces présentes, qui jouent un rôle crucial dans la 
reproduction des poissons.

Sous la supervision d’un vétérinaire, on doit mettre en œuvre un programme rigoureux de lutte contre les 
maladies et de surveillance de l’état de santé des géniteurs pour garantir la production d’une progéniture 
saine et empêcher la transmission de maladies par les sources d’eau, les poissons ou leurs œufs.

Principe directeur 7
La reproduction doit être régulée de façon à réduire au minimum l’endogamie et la 
dérive génétique et pour augmenter la diversité génétique.

Pour connaître les facteurs de propagation d’une lignée de poissons-zèbres (appariement contre croisement 
collectif, endogamie contre croisement éloigné), voir Nasiadka et Clark (2012) et Monson et Sadler (2010). 
D’autres précisions figurent également dans Lawrence (2011). Nasiadka et Clark (2012) traitent également 
des aspects importants de la propagation d’une lignée de type sauvage.

Comme il en a été fait mention dans la section 1.4, « Sources de variations », la dérive génétique et la sélec-
tion génétique peuvent survenir dans une colonie isolée au fil du temps, ce qui donne parfois lieu à des diffé-
rences dans le bagage génétique de lignées standards d’un établissement à l’autre (p. ex. Lange et coll., 2013).

5.1 REPRODUCTION

Le comportement reproducteur et l’élevage du poisson-zèbre dans un contexte d’habitat naturel sont décrits 
à la section 1.1, « Biologie comportementale »; pour en savoir plus, voir Engeszer et ses collègues (2007).

On estime que l’ovulation du poisson-zèbre est provoquée par la présence de phéromones gonadiques mâles 
dans l’eau (van den Hurk et Resink, 1992). La période d’obscurité du cycle diurne permet au poisson-zèbre 
de se reposer, et le retour de la lumière le conduit à se reproduire (Vargesson, 2007), ce qui permet d’obtenir 
des embryons de même âge.

Le poisson-zèbre est une espèce qui expulse ses œufs et son sperme sous forme de nuage au-dessus du 
substrat (Ruhl et coll., 2009). La femelle pond directement sur un substrat dénudé, mais quand elle a accès 
à un lieu de frai artificiel, comme une boîte en plastique remplie de gravier ou de billes, elle préfère l’utiliser 
(Spence et coll., 2006a).
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Des billes ont été utilisées pour empêcher les poissons de manger leurs œufs (Matthews et coll., 2002), 
mais il est maintenant plus courant d’utiliser un aquarium de frai ou un réservoir de frai collectif avec un 
fond perforé inséré à cet effet (Nasiadka et Clark, 2012), notamment parce qu’ils sont conçus pour les pois-
sons-zèbres. Dans les aquariums de frai, on a constaté un plus grand succès avec des groupes de cinq indivi-
dus qu’avec des couples seuls (Lawrence, 2007).

Quand les poissons-zèbres se reproduisent dans un contenant spécialement conçu pour le frai, les variables 
de l’eau peuvent changer considérablement pendant la nuit; il faut donc prendre des précautions lorsqu’on 
remet les poissons dans leur aquarium d’origine.

D’après Lawrence (2007), voici la marche à suivre pour le frai :

• placer une petite cage ou boîte (< 1 l) en plastique dotée d’un fond en grillage ou en filet dans un conte-
nant un peu plus grand rempli d’eau;

• le soir, mettre des couples reproducteurs ou de petits groupes de poissons dans la cage ou la boîte;
• lors du frai (généralement le matin suivant), les œufs fécondés tombent au travers des mailles du grillage 

ou du filet de sorte qu’ils ne sont pas mangés par les poissons adultes.

La ponte par poisson est généralement à son maximum dans les petits bancs (Kurtzman et coll., 2010). Cela 
dit, le rassemblement en bancs n’est pas une option pratique dans les études qui nécessitent des appariements 
(dépistage de l’hétérozygotie, études critiques sur le plan développemental ou recourant à la microinjection 
d’embryons). Si le moment où a lieu la production d’embryons est crucial (par exemple, dans le cas de la mi-
croinjection), on peut utiliser des séparateurs pour garder les mâles d’un côté et les femelles de l’autre jusqu’à 
une heure précise à laquelle le frai a lieu. On a observé que les poissons-zèbres capturés à l’état sauvage et hé-
bergés dans des aquariums ne se reproduisent que pendant une à deux heures le matin (Hutter et coll., 2010).

À la différence de bon nombre d’espèces de poissons des zones tempérées, le poisson-zèbre n’a pas besoin 
d’une variation saisonnière de la longueur de jours pour se mettre à la reproduction. En laboratoire, les 
poissons-zèbres peuvent être incités à se reproduire toute l’année, les femelles frayant tous les un à trois 
jours et expulsant tous leurs ovules mûrs en l’espace d’une seule heure (Matthews et coll., 2002; Spence et 
coll., 2006a).

Un œuf a un diamètre de 1,0 mm à 1,5 mm (Matthews et coll., 2002). Une femelle produit en moyenne 
entre 70 et 300 œufs transparents par frai, dont au moins 80 % sont fécondés (Brand et coll., 2002); quoique 
la ponte peut aller de quelques œufs à plus de 1 000 (Reed et Jennings, 2011). La femelle fraie systémati-
quement plus souvent et a une ponte plus abondante avec certains mâles qu’avec d’autres, ce qui ne semble 
toutefois pas lié au rang de dominance du mâle (Spence et Smith, 2006). D’après Ruhl et ses collègues (2009), 
le risque qu’il y ait absence d’œufs est nettement plus grand dans les aquariums où il y a eu des interactions 
agressives entre poissons (entre mâles concurrents ou entre mâles et femelles). Pour en savoir plus sur les 
études sur le choix d’un partenaire, voir Nasiadka et Clark (2012).

Principe directeur 8
On devrait attendre au moins une semaine entre chaque tentative de reproduction des 
poissons-zèbres femelles.

Même si le poisson-zèbre femelle est capable de frayer pratiquement tous les jours (Lawrence, 2007), il 
est peu probable qu’une ponte quotidienne donne des œufs nombreux et de qualité. On ne sait pas encore 
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exactement quelles sont les répercussions sur le poisson si on maintient ce régime soutenu pendant deux ou 
trois semaines (Kurtzman et coll., 2010). Selon certains, vu les risques non négligeables pour le métabolisme 
des femelles, on ne devrait pas les faire se reproduire plus d’une fois toutes les une à deux semaines pour que 
la population reproductrice reste saine et féconde (Kurtzman et coll., 2010). Chez les mâles, la question est 
moins problématique, car les effets sur le métabolisme ne sont pas aussi marqués.

Comme les poissons s’accouplent naturellement quand ils sont dans des groupes mixtes, il n’est alors pas né-
cessaire de maintenir un programme de reproduction si on n’a pas besoin d’embryons (pour en savoir plus, 
voir Westerfield, 2007). Dans un élevage en sexes séparés, cette fréquence de reproduction doit cependant 
être maintenue même quand la demande d’embryons est au plus bas, pour éviter à la cavité viscérale des 
femelles gravides de subir une inflammation causée par la rétention excessive d’œufs (Kent et coll., 2016).

Il y aurait lieu d’analyser plus en profondeur les effets de l’incitation au frai à tel ou tel intervalle sur la santé 
et le bien-être des femelles. En laboratoire, il est probable que la fréquence à laquelle on peut récolter des 
œufs de qualité sur les femelles et les conséquences de cette intervention sur les animaux soient fortement 
influencées par la qualité de l’eau et la nutrition.

Sessa et ses collègues (2009) ont découvert que l’on peut exercer une influence positive sur la production 
d’embryons en inclinant l’aquarium pour produire une pente (effet de berge), stimulant ainsi le milieu natu-
rel du poisson-zèbre. Par ailleurs, Wafer et ses collègues (2016) ont constaté que, sous certaines conditions, 
l’enrichissement environnemental par l’ajout de plantes en plastique a un effet positif sur la reproduction.

Le sexe du poisson-zèbre est apparemment déterminé par une combinaison de facteurs génétiques et envi-
ronnementaux. Dans certaines souches, la descendance mâle tend à être largement plus nombreuse que la 
descendance femelle, sauf si on contre l’endogamie en intégrant continuellement quelques individus d’autres 
sources au groupe de géniteurs (Overstreet et coll., 2000). Ajoutons que la température de l’eau du frai à la 
métamorphose a une incidence sur le rapport mâle-femelle de l’espèce : basse (22 °C), elle favorise la produc-
tion de mâles, tandis qu’élevée (31 °C), c’est l’inverse qui se produit (Sfakianakis et coll., 2012).

5.2 RÉCOLTE D’EMBRYONS

Pour atteindre les objectifs de la recherche et limiter le nombre de poissons utilisés, il est primordial d’ob-
tenir des embryons de bonne qualité. La quantité d’œufs pondus est moins importante que la qualité des 
embryons. Comme la majorité des embryons de poisson-zèbre produits en établissement sont destinés à 
la recherche et non à la reproduction, la « qualité » désigne généralement la capacité de l’embryon à rester 
viable après une manipulation expérimentale, par exemple un traitement pharmacologique ou une microin-
jection. Dans la plupart des études faisant appel à des embryons de poisson-zèbre (biologie du développe-
ment, anatomie, génétique), il est particulièrement important qu’une grande proportion d’œufs (plus de 
80 %) soit fécondée, que la première segmentation des embryons soit nette et uniforme et que leur dévelop-
pement soit normal à la gastrulation. On reconnaît un œuf ou un embryon sain à son apparence translucide 
et jaunâtre (Pelegri, 2002).

Pour améliorer la qualité des embryons, on peut manipuler toutes sortes de variables liées à l’élevage, comme 
le régime alimentaire, l’éclairage, la salinité de l’eau, le débit de l’eau, la fréquence du nettoyage, la taille de 
l’aquarium, la fréquence de la récolte d’embryons et l’âge des femelles (Reed et Jennings, 2011). Les embryons 
devraient être gardés dans une eau à la même température que pour les adultes (28,5 °C). L’hygiène est par-
ticulièrement importante, car les embryons de poisson-zèbre sont très vulnérables aux infections fongiques 
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(Overstreet et coll., 2000). Comme la qualité des embryons peut jouer directement sur la qualité des données 
scientifiques, les chercheurs sont invités à diffuser et à publier leurs découvertes à cet égard.

5.3 EXPULSION MANUELLE DES ŒUFS

Il peut s’avérer nécessaire d’expulser manuellement les œufs des femelles dans certaines situations (p. ex. 
production d’animaux haploïdes ou diploïdes clonaux, utilisation de sperme congelé reconstitué, féconda-
tion synchrone, femelles ne participant pas à l’accouplement). Le cas échéant, les poissons doivent d’abord 
être anesthésiés.

L’expulsion des œufs du poisson-zèbre doit être effectuée ou supervisée par des personnes compétentes et 
expérimentées en la matière. Celles-ci doivent faire l’objet d’une évaluation avant toute intervention, car il 
est facile de blesser un poisson en appuyant mal ou trop fort. Pour la santé des poissons, on devrait porter 
des gants non poudrés et non texturés pendant la manipulation.

La méthode courante d’expulsion est décrite dans Pelegri (2002). Une fois le poisson anesthésié, on le sort 
de l’eau avec une cuillère en plastique et on le place sur un essuie-tout légèrement humide qui absorbera 
l’excédent d’eau. On le transfère ensuite dans un petit récipient en plastique. Les doigts doivent être légère-
ment humides. On place un doigt sur le côté dorsal du poisson et, avec un doigt de l’autre main, on appuie 
doucement sur le côté ventral, de la partie située juste sous la nageoire pectorale vers la queue. Il n’est pas 
nécessaire d’appuyer fort : si le poisson a des œufs, ils sortiront facilement.

5.4 RÉCOLTE DE SPERME

La récolte de sperme doit être effectuée par des personnes compétentes. Il existe deux méthodes : la dis-
section de testicules de mâles euthanasiés et l’extraction de la laitance de mâles vivants anesthésiés. D’après 
Pelegri (2002), qui décrit les deux méthodes, la première est plus fiable, moins laborieuse et nécessite moins 
de mâles (on peut obtenir plus de sperme sur un poisson euthanasié que sur un poisson vivant). De plus, la 
dissection de testicules de mâles euthanasiés comporte moins de risques de douleur ou de détresse pour le 
poisson puisqu’il n’est pas manipulé et n’a donc pas à se remettre des effets de l’anesthésie, qu’elle soit ponc-
tuelle ou non. Pour féconder une quarantaine de pontes, il faudrait entre 40 et 60 mâles anesthésiés, contre 
10 mâles euthanasiés puis disséqués (Pelegri, 2002).

5.5 ÂGE DES POISSONS REPRODUCTEURS

Le mâle et la femelle atteignent généralement la maturité sexuelle dans les deux à six mois qui suivent l’éclo-
sion (Nasiadka et Clark, 2012), deux mois étant l’âge habituel quand on suit les protocoles d’alimentation 
avec des rotifères (Lawrence et coll., 2015; Best et coll., 2010; Lawrence et coll., 2012). Un établissement peut 
certes commencer à utiliser les poissons pour la reproduction dès cet âge (Kurtzman et coll., 2010), mais 
les premières pontes des femelles n’auront peut-être pas une qualité optimale. C’est chez les femelles de six à 
dix-huit mois que le plus grand nombre d’embryons est obtenu (Vargesson, 2007; Nasiadka et Clark, 2012), 
la production optimale ayant lieu entre six à douze mois (Nasiadka et Clark, 2012).

Le mâle peut rester dans le groupe de géniteurs jusqu’à ce qu’il ait environ un an, après quoi il cédera la 
place à un individu plus jeune, et ce même s’il est encore capable de produire du sperme, bien qu’en quantité 
moindre (Kurtzman et coll., 2010). La femelle, quant à elle, peut y rester jusqu’à l’âge de 18 mois.



Section 5 – Géniteurs et reproduction

Lignes directrices du CCPA :  
les poissons-zèbres et autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire

38

5.6 SOIN DES LARVES DE POISSON-ZÈBRE

L’élevage artificiel du poisson-zèbre du stade où la larve peut se nourrir seule jusqu’au stade juvénile est 
loin d’être une mince affaire compte tenu du taux de mortalité élevé pendant la transition de la respiration 
cutanée à branchiale et autres fonctions organiques (Lawrence et coll., 2016; Best et coll., 2010). Bien que 
les aliments commerciaux pour le poisson-zèbre soient de meilleure qualité qu’avant, la nourriture vivante 
peut réduire les risques d’inanition chez les larves, puisque celles-ci chassent facilement des proies vivantes 
à l’état sauvage et qu’elles peuvent donc refuser d’ingérer des aliments secs. Les rotifères et les paramécies 
vivants conviennent au poisson-zèbre de moins de 10 jours. Comme il est décrit par Lawrence et ses collè-
gues (2016; 2012) et Best et ses collègues (2010), si on produit des rotifères dans le même aquarium que les 
larves de poisson-zèbre, on fournit à ces dernières une source de nourriture idéale et riche en nutriments, ce 
qui leur permet d’avoir un meilleur taux de survie et de croissance que si elles étaient nourries avec des ali-
ments commerciaux adaptés à leur stade. Dès qu’elles sont assez grosses pour les consommer (généralement 
au bout de 10 à 12 jours, selon la taille des poissons), on peut aussi donner aux jeunes larves des artémies 
nouvellement écloses.

5.7 REGISTRES

Il est impératif de tenir des registres pour bien suivre la reproduction et les géniteurs, notamment au sujet 
de la détection et la propagation de maladies, et permettre la réitération des expériences de recherche. On 
devrait consigner l’âge et la souche des poissons et le nom du chercheur sur l’étiquette de chaque aquarium. 
Si la salle ne contient que des aquariums, ces renseignements peuvent être notés simplement sur la porte. 
De la même façon, si tous les aquariums d’une étagère ou d’une salle appartiennent au même chercheur, son 
nom peut être noté uniquement sur l’étagère ou sur la porte de la salle.

Les étiquettes des aquariums sont pratiques pour avoir tout de suite une information, mais il faut tenir 
d’autres registres sur les programmes de reproduction. Il est utile de savoir si les tentatives sont fructueuses 
et à quand remonte la dernière. Ces renseignements sont généralement consignés dans le registre de l’aqua-
rium concerné et indiquent si certains poissons se sont bien reproduits. Dans les registres à l’échelle de la 
salle devraient figurer le génotype des parents et la date de fécondation.

Il y a lieu de disposer d’un système de suivi complet de tous les poissons produits par accouplement ou par 
modification génétique, avec consignation des pratiques d’élevage et des procédures expérimentales, pour 
pouvoir répondre aux Trois R (notamment la réduction et le raffinement). On doit consigner sur place les 
renseignements sur les poissons servant à la reproduction et les communiquer au moins une fois par an au 
comité de protection des animaux dans le cadre du renouvellement du protocole. Dans le rapport annuel, 
on devrait inclure l’information sur la stratégie de reproduction, la performance de reproduction (et tout 
changement soudain pouvant être synonyme de modification du patrimoine génétique de la lignée), la mor-
bidité et la mortalité, les critères d’élimination génétique et les autres facteurs de conduite du programme de 
reproduction visant à respecter le nombre de poissons fixé dans le protocole d’utilisation des animaux. S’il y 
a de nombreuses souches pures dans une installation ou une pièce, la tenue de registres peut s’avérer difficile, 
auquel cas il est conseillé d’utiliser un système informatisé.

Si un chercheur a le droit de faire de la reproduction, il doit prouver qu’il en a la compétence et que lui et 
son personnel tiennent des registres complets en la matière. L’équipe vétérinaire, le comité de protection des 
animaux et le personnel chargé des soins aux animaux doivent pouvoir avoir accès aux registres d’élevage 
pour vérifier que les procédures sont bien appliquées. Pour en savoir plus, voir la section 6.8.3, « Registres ».
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6SOINS ET GESTION

Pour pratiquer un élevage de qualité, il ne faut négliger aucun détail et exécuter les tâches quotidiennes avec 
rigueur et méthode. On ne saurait trop insister sur l’importance d’un élevage rigoureux, un aspect qu’il y a 
d’ailleurs lieu de rappeler régulièrement au personnel qui s’occupe des poissons.

6.1 MARQUAGE

Les poissons doivent être marqués seulement si cela fait partie du protocole de recherche ou requis pour la 
gestion des soins aux animaux. Le cas échéant, on devrait employer la méthode la moins invasive possible.

Le marquage – l’acte en tant que tel, le port de la marque et les procédures d’observation – peut nuire au 
bien-être de l’animal (Mellor et coll., 2004). S’il est nécessaire, le marquage doit :

• causer le moins de souffrance et de séquelles possible chez l’animal, pendant l’acte et après;
• rester sur l’animal pendant un temps raisonnable (selon la durée de l’étude);
• être assez facile et rapide à appliquer;
• être facile et rapide à lire.

Comme les études sur la douleur chez le poisson sont controversées (Chatigny, 2018), on devrait partir du 
principe de précaution suivant : le poisson ressent la douleur d’une manière comparable aux mammifères. 
L’anesthésie et l’analgésie sont donc de mises quand la méthode est potentiellement douloureuse (voir la 
section 10.4, « Anesthésie et analgésie »).

Dans le tableau 1 sont décrites les différentes méthodes de marquage. Celle à privilégier dépend des condi-
tions et des objectifs de l’expérience et doit être sélectionnée par le chercheur et approuvée par le comité de 
protection des animaux.

Tableau 1 : Méthodes de marquage par ordre de préférence

MÉTHODE PRÉCISIONS RÉFÉRENCES

Injection sous-
cutanée de colorant 

C’est une technique qui convient aux poissons 
transparents ou de couleur claire.

Les marques sont visibles pendant une trentaine de 
jours.

Cette technique ne semble pas nuire aux interactions 
sociales comme le rassemblement en bancs.

On doit anesthésier le poisson pendant l’intervention.

Cheung et coll., 2014
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Il existe d’autres méthodes plus invasives (comme le tatouage), mais celles-ci doivent être justifiées auprès du 
comité de protection des animaux.

6.2 OBSERVATION

On doit observer les poissons tous les jours pour repérer tout signe de maladie ou de changement de 
comportement. Le moment qui s’y prête le mieux est pendant l’alimentation. Pour en savoir plus, voir la 
section 8, « Évaluation du bien-être ».

6.3 CONDITIONS D’HÉBERGEMENT

Principe directeur 9
Le poisson-zèbre doit être hébergé en groupe, sauf motif scientifique ou vétérinaire 
légitime, et il devrait être hébergé à une densité convenant à l’étape de son cycle de vie.

MÉTHODE PRÉCISIONS RÉFÉRENCES

Marquage à 
l’élastomère

On injecte sous une zone de peau translucide un 
liquide élastomère pigmenté qui devient rapidement 
solide et malléable.

On doit anesthésier le poisson pendant l’intervention.

Hohn et Petrie-Hanson, 
2013

Coupe des nageoires Pour identifier un poisson, on peut tailler légèrement 
une nageoire à différents endroits ou plusieurs 
nageoires.

Elles repoussent assez rapidement.

Comme elles sont innervées, cette procédure est 
potentiellement douloureuse. On doit donc anesthésier 
le poisson pendant l’intervention.

Delcourt et coll., 2018

Schroeder et Sneddon, 
2016

Microétiquettes 
d’identification 
par radiofréquence 
(RFID) 

Au besoin, on peut appliquer une microétiquette, mais 
il vaut mieux employer une méthode moins invasive. Il 
y a des risques qu’elle cause la mort du poisson, qu’elle 
se détache et qu’elle soit illisible.

Dans une étude, après l’implantation intracœlomique 
d’une microétiquette (diamètre de 1 mm, longueur 
de 6 mm, poids d’environ 10 mg) chez des poissons-
zèbres juvéniles, le taux de survie était de 82 %, le taux 
de perte était de 11 % après 5½ mois, et il n’y a pas eu 
d’effets négatifs sur la croissance ou le comportement. 
Le taux de lecture était de 73 % chez les poissons-zèbres 
pesant entre 350 mg et 450 mg (mesurant 26 mm).

On doit anesthésier le poisson pendant l’intervention.

Cousin et coll., 2012

Delcourt et coll., 2018
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Le poisson-zèbre est un animal très social qui, à l’état sauvage, nage en banc (Graham et coll., 2018a). En 
laboratoire, les poissons-zèbres préfèrent se rassembler en bancs, indépendamment du nombre d’individus 
ou des espèces qui le composent, plutôt que nager seul (Ruhl et coll., 2009). Le rassemblement en bancs et le 
frai sont le théâtre d’importantes interactions sociales (Spence et Smith, 2007). L’intensification des rassem-
blements en bancs observée en laboratoire, composés d’individus en groupes serrés ayant un comportement 
synchronisé et peu antagoniste, indique qu’il peut s’agir d’un comportement internalisé qui peut procurer 
un avantage affectif (Franks et coll., 2018).

On peut réduire le stress chez les poissons hébergés individuellement ou en paires en ajoutant des éléments 
d’enrichissement comme des plantes en plastique qui peuvent flotter dans l’eau; cela peut prendre plusieurs 
jours, le temps que les poissons apprivoisent les objets ajoutés (Keck et coll., 2015; Collymore et coll., 2015), 
sans négliger pour autant les effets sur la dynamique du débit d’eau (voir la section 6.5, « Enrichissement 
environnemental »).

Chez le poisson-zèbre, les femelles préfèrent former des bancs avec un groupe de trois individus plutôt 
qu’avec un individu seul, quel que soit le sexe des autres poissons (Ruhl et coll., 2009). Dans de grands 
aquariums, la femelle évite de rester seule et préfère être aux côtés d’un ou deux mâles, à l’écart des autres 
femelles; on a observé des groupes composés uniquement de femelles dans seulement 5 % des cas (Delaney 
et coll., 2002). Ajoutons que les femelles peuvent se montrer agressives les unes envers les autres et former 
une hiérarchie de dominance. Chez la femelle, il ne semble pas y avoir grande différence à cet égard entre le 
matin et l’après-midi, ce qui porte à croire que la dominance joue un rôle plus général dans le maintien de 
la structure sociale des femelles (Paull et coll., 2010). La dominance est un comportement que l’on observe 
quand la densité est faible (Lawrence, 2011).

Selon Ruhl et ses collègues (2009), les mâles seuls semblent préférer se déplacer en banc avec des femelles 
seules plutôt qu’avec un groupe de trois. En laboratoire, les mâles semblent changer de partenaire tous les 
jours, et la formation de groupes sociaux peut avoir des effets sur la ponte (Delaney et coll., 2002). La hié-
rarchie de dominance est présente aussi bien chez les mâles que chez les femelles, mais le comportement 
agressif du mâle ne se manifeste généralement qu’en période de frai (environ une heure après que les lu-
mières se soient allumées). Le reste du temps, les mâles nagent tranquillement en banc avec leurs congénères 
(Spence et Smith, 2005; Paull et coll., 2010). La territorialité agressive est une caractéristique normale du 
comportement de frai, et même si les poissons n’ont pas l’habitude de se blesser entre eux, il arrive qu’ils 
se pourchassent et se mordent, perdant parfois des écailles au passage (Ruhl et coll., 2009). Généralement 
bref, le comportement de mâle territorial ne sert qu’à dissuader les autres mâles d’approcher du lieu de frai 
(Spence et Smith, 2005). Chez les autres petites espèces de poissons d’eaux chaudes, il se peut que l’agressivité 
des mâles soit plus problématique.

En laboratoire, l’agressivité du mâle semble varier selon le nombre de mâles à proximité. Quand la densité 
est faible, le mâle territorial suit et courtise activement les femelles, en retournant régulièrement au lieu de 
frai. Quand elle est élevée, il se limite à un rayon de quelques longueurs corporelles autour du lieu de frai et 
le défend vigoureusement des incursions de ses concurrents (Spence, 2007, dans Reed et Jennings, 2011). 
Néanmoins, d’après une analyse génétique du taux de reproduction des mâles, dans des conditions de forte 
densité en laboratoire, les mâles qui ont un territoire n’ont pas plus de succès que ceux qui n’en ont pas 
(Spence et coll., 2006b).

La densité d’hébergement du poisson-zèbre est décrite dans la section 2.3.2, « Caractéristiques et condi-
tions spatiales de l’aquarium ». Il faut optimiser la densité de peuplement pour réduire les comportements 
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agressifs. Quand le poisson-zèbre doit être hébergé à une faible densité, on doit bien se renseigner sur les 
structures où il pourrait se cacher afin de limiter son agressivité.

Les poissons-zèbres hébergés ensemble dans une optique de reproduction devraient avoir les moyens 
d’échapper à leurs congénères agressifs (Matthews et coll., 2002). On peut par exemple leur donner un 
peu plus de place ou installer des végétaux et des structures où ils pourront se cacher (voir la section 6.5, 
« Enrichissement environnemental »).

Les conséquences des conditions d’hébergement du poisson-zèbre sont complexes et doivent entrer en ligne 
de compte dans les études, comme les modèles comparatifs d’anxiété (Parker et coll., 2012).

6.4 NUTRITION ET ALIMENTATION

Pour que les poissons restent en bonne santé, il faut qu’ils aient un régime alimentaire équilibré et nutritif. 
Parmi les nutriments essentiels figurent les protéines et acides aminés, les lipides et acides gras, les vita-
mines et les minéraux. Si l’un d’eux vient à manquer, il peut y avoir ralentissement de la croissance, réduc-
tion des quantités consommées et apparition de maladies (CNRC, 1993; Conklin, 2000). Le poisson étant 
hétérotherme, il faut tenir compte de la température pour choisir le taux d’alimentation et les quantités de 
nourriture qui conviennent (Alanärä et coll., 2001; Kestemont et Baras, 2001).

6.4.1 Nutrition

Le poisson-zèbre doit suivre un bon régime alimentaire adapté à son espèce (Francis, 2008). De qualité va-
riable, la nourriture que l’on trouve en animalerie commerciale est à proscrire. Les aliments en flocons n’ont 
pas une teneur en nutriments très précise, et comme ils sont instables dans l’eau, il se produit une lixivia-
tion de leurs nutriments hydrosolubles (Lawrence, 2011). Certains aliments industriels se veulent complets 
sur le plan nutritionnel, mais on ne connaît pas encore exactement les besoins nutritifs du poisson-zèbre 
(Lawrence, 2007; Fernandes et coll., 2016).

Comme les études sur les besoins nutritifs élémentaires du poisson-zèbre sont toujours en cours (Fernandes 
et coll., 2016; Lawrence, 2007; Watts et coll., 2016), il est important de se tenir au courant des dernières dé-
couvertes. Les effets sur la croissance du poisson-zèbre des différents régimes achetés dans le commerce ou 
préparés en laboratoire ont été mis en évidence par Siccardi et ses collègues (2009). D’après eux, il y a des 
répercussions sur le bien-être des poissons et sur les résultats de la recherche. Qui plus est, selon Smith et 
ses collègues (2013), la source protéique des régimes industriels influe sur la croissance et la composition 
corporelle (proportion de masse maigre et de masse grasse) du poisson-zèbre. Enfin, d’après les résultats de 
Fernandes et ses collègues (2016), les aliments contenant entre 35 % et 40 % de protéines conviennent par-
faitement au poisson-zèbre juvénile, un pourcentage plus élevé pouvant entraîner une hausse de l’excrétion 
d’ammoniac.

À l’état sauvage, le poisson-zèbre se nourrit généralement de petits crustacés, de larves d’insectes et parfois 
d’algues (Engeszer et coll., 2007; Spence et coll., 2007; Arunachalam et coll., 2013). En laboratoire, dans la 
plupart des cas, si on veut donner au poisson de la nourriture vivante, il faut en faire la culture. Parmi les 
autres inconvénients possibles, mentionnons les risques de variabilité de l’état nutritionnel et d’introduction 
de maladies (Peterson et coll., 2013) ou de contaminants (Tye et coll., 2018). Précisons que les aliments 
congelés peuvent aussi être vecteurs de maladies.



Section 6 – Soins et gestion

Lignes directrices du CCPA :  
les poissons-zèbres et autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire

43

Les conclusions concernant l’alimentation idéale du poisson-zèbre varient d’une étude à l’autre. Les installa-
tions sont invitées à combiner aliments secs et aliments vivants selon les besoins des poissons, leur âge et le 
type de nourriture nécessaire. Dans une étude comparative sur les régimes alimentaires, les poissons-zèbres 
qui se nourrissaient uniquement d’artémies ont perdu du poids tout au long de l’étude, tandis que ceux 
qui suivaient un régime industriel en ont pris, avec des variations selon le régime (Gonzales et Law, 2013). 
Dans une autre étude comparant des régimes industriels secs seuls puis combinés à des aliments vivants, 
un régime sec est sorti du lot tous paramètres de bien-être confondus (Farias et Certal, 2016). Selon cette 
étude, c’est l’association des aliments secs et des aliments vivants qui donnent les meilleurs résultats, mais 
on obtient tout de même des résultats satisfaisants avec le régime sec chez le poisson-zèbre adulte (Farias et 
Certal, 2016).

Pour rester en bonne santé, le poisson a besoin d’ions comme le calcium, le magnésium, le fer et le sélénium. 
Comme nous l’avons mentionné dans la section 2.1.2, « Qualité de l’eau », l’osmose inverse et la déionisation 
peuvent supprimer les oligoéléments nécessaires au métabolisme et à la croissance du poisson, auquel cas il 
faut en remettre dans l’eau par la suite, soit par l’alimentation, soit par l’ajout d’éléments environnementaux 
comme des coquilles ou des composites du commerce.

6.4.2 Alimentation

On doit nourrir les poissons à une fréquence adéquate avec des aliments de taille convenable et adaptés à 
leurs besoins nutritionnels. Il est essentiel d’adopter une bonne technique d’alimentation pour garantir le 
bien-être des poissons et éviter de souiller l’eau avec des restes. Selon l’espèce, il faut déterminer la taille et les 
propriétés des aliments, la taille des rations, la fréquence et l’heure des repas et le mode de distribution idéal.

Tous les aliments devraient être consommés en cinq minutes. De manière générale, les techniques d’alimen-
tation des poissons élevés en captivité ont pour but d’accélérer la consommation et donc de favoriser l’inges-
tion, d’empêcher la lixiviation des nutriments hydrosolubles et de réduire les pertes. La réaction alimentaire 
dépend non seulement de la qualité du régime, mais aussi de l’environnement. Si la température est au plus 
bas ou au plus haut de la fourchette de tolérance, la capacité d’alimentation sera inhibée. La même chose se 
produira en présence de conditions de stress comme une faible teneur en oxygène ou la formation de hiérar-
chies sociales dans la population (Kestemont et Baras, 2001). Lorsqu’on offre un nouveau type d’aliment, on 
devrait le mélanger à celui d’avant jusqu’à ce que la transition soit terminée.

La fréquence des repas dépend de l’étape du cycle de vie du poisson, des objectifs de la recherche et du type 
d’aliment. Les adultes sont généralement nourris une ou deux fois par jour, et les juvéniles et les larves plus 
souvent. Un régime industriel adapté au poisson-zèbre s’accompagne généralement de recommandations 
de fréquence selon l’étape du cycle de vie. Si on choisit un autre type de nourriture, on devrait consulter les 
études scientifiques pour connaître les stratégies optimales. Dans une étude menée sur la fréquence d’ali-
mentation, les poissons-zèbres de 30 jours postfécondation (surtout les femelles) nourris au moins une fois 
par jour se sont développés nettement plus (poids et taille) que ceux à qui on a donné la même quantité 
totale un jour sur deux et que les témoins nourris trois fois par jour jusqu’à satiété (Lawrence et coll., 2012). 
Cette étude a aussi montré qu’il n’y avait aucune corrélation entre le taux de reproduction et les conditions 
d’alimentation. Un poisson adulte peut vivre plusieurs jours sans nourriture, mais pour que la ponte soit la 
meilleure possible, il faut le nourrir tous les jours (Matthews et coll., 2002).

Pour vérifier que les poissons s’alimentent bien et ont une ration qui leur convient, on doit les observer ré-
gulièrement. L’heure du repas est souvent le moment propice pour voir s’ils sont en bonne santé et comment 
ils se comportent. On ne doit pas les suralimenter, et les éventuels restes de nourriture devraient être retirés 
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rapidement après le repas. La suralimentation peut favoriser l’obésité, réduire la performance de reproduc-
tion (Vargesson, 2007) et nuire à la qualité de l’eau, ce qui augmente les risques de maladies. La rétention 
d’excréments ou de restes de nourriture dans le milieu est particulièrement problématique, dans les systèmes 
statiques comme dans les systèmes à recyclage d’eau. On doit tenir compte des effets de la quantité et de la 
qualité de la nourriture sur la qualité de l’eau dans le plan d’étude. Il est recommandé d’intégrer au système 
d’hébergement un bon mécanisme d’élimination des solides après les repas, par exemple des aquariums au-
tonettoyants (pour en savoir plus sur l’élimination des solides, voir Lawrence et Mason, 2012).

Tous les poissons devraient pouvoir se nourrir. Devant un refus de manger qui se prolonge, on devrait in-
tervenir en conséquence, par exemple consulter un spécialiste de la nutrition des poissons, un vétérinaire 
ou le fabricant d’aliments. Chez le poisson, les principaux modes de détection des aliments sont l’odorat et la 
vue, mais ce sont surtout le goût et la texture de la nourriture qui déterminent si elle sera ingérée ou rejetée.

Les études prévoyant des restrictions alimentaires doivent être soigneusement considérées. Dans la poli-
tique du CCPA intitulée Principes régissant la recherche sur les animaux (CCPA, 1989), il est mentionné à cet 
égard : « expériences exigeant la privation de nourriture et d’eau pendant des périodes incompatibles avec les 
besoins physiologiques particuliers à l’espèce; de telles expériences ne doivent avoir aucun effet préjudiciable 
à la santé de l’animal ». Pour fixer des points limites, on devrait observer le poisson et recourir à un système 
d’évaluation corporelle (p. ex. Clark et coll., 2018) plutôt que de calculer le pourcentage de poids perdu et 
donc de manipuler inutilement le poisson. Comme dans n’importe quelle étude, le comité de protection des 
animaux est chargé d’approuver le point limite de l’étude proposée en concertation avec le chercheur et le 
vétérinaire ou le spécialiste de la santé des poissons. Les études qui prévoient une suralimentation (celles qui 
portent sur l’obésité, par exemple) devraient également être menées avec précaution, car les effets sur la santé 
peuvent varier selon le type de régime (Landgraf et coll., 2017).

6.4.3 Élevage des larves

Les larves sont capables de se nourrir seules cinq jours après la fécondation quand on les garde à une tempé-
rature normale de laboratoire, soit 28 °C (à une température inférieure, le développement peut être plus long); 
à ce stade, le vitellus est grandement réduit (Vargesson, 2007; Lindsay et Vogt, 2004, Jones et coll., 2008).

À l’état sauvage, les larves de poisson-zèbre chassent leurs proies (comme Paramecium) en se servant prin-
cipalement de leurs yeux (McElligott et O’Malley, 2005). L’obscurité permanente nuit donc énormément à 
leur capacité à s’alimenter.

Le passage de l’alimentation endogène à l’alimentation exogène et le passage des aliments vivants aux 
aliments non vivants sont des périodes critiques chez le poisson. À l’état sauvage, beaucoup de poissons 
meurent naturellement durant ces transitions, mais en laboratoire, où tout est fait pour répondre aux besoins 
des poissons, il ne devrait pas y avoir une grande mortalité, et les individus jugés inaptes à survivre doivent 
être euthanasiés. Des points limites devraient être établis (par exemple, sujets léthargiques ou dont le poids 
est faible, qui ne s’alimentent pas, immobiles au fond de l’eau).

Le moment du premier repas et l’accès à des proies convenables sont des éléments extrêmement importants. 
Lors du sevrage, l’étape la plus cruciale est le passage aux invertébrés vivants comme les rotifères et les ar-
témies de taille convenable. Il faut idéalement décapsuler les artémies pour qu’elles soient les plus digestes 
possible. Ces organismes sont nourrissants quand on les enrichit de nutriments limitatifs (acides gras et 
acides aminés essentiels) pour favoriser la croissance et la survie des larves (Best et coll., 2010). Si un jeune 

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Politiques/Principes_sur_la_recherche.pdf
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poisson est privé d’aliments exogènes, les conséquences de cette privation se manifestent sous la forme d’une 
inanition irréversible.

Les larves de poisson-zèbre élevées aux rotifères d’après les méthodes décrites dans Aoyama et ses collègues 
(2015) et Best et ses collègues (2010) présentent de très bons taux de survie et de croissance. Selon d’autres 
études, les aliments composés donnent aussi de bons résultats, qui varient toutefois d’un régime à l’autre 
(Kaushik et coll., 2011; Hensley et Leung, 2010).

6.4.4 Emploi d’aliments médicamentés

Tout aliment médicamenté doit être administré sur ordonnance d’un vétérinaire et sous la supervision de 
celui-ci. Ce type d’aliment peut servir à traiter des problèmes de santé, par exemple une infection bactérienne, 
ou être utilisé dans certaines études : modèles de lutte contre les maladies, analyses de toxicité, création de 
modèles de maladie, etc. (voir par exemple Collymore et coll., 2014a). Pour administrer des médicaments, 
on peut par exemple les « intégrer » aux aliments vivants (p. ex. Samaee, 2015), les donner sous forme de 
gélatine (p. ex. Chang et coll., 2017) ou les pulvériser sur des granulés.

Dans un système à recyclage d’eau, on devrait soigneusement peser le pour et le contre avant d’utiliser des 
agents chimiothérapeutiques, car ils peuvent avoir des effets néfastes sur la flore nitrifiante de la biofiltration 
et influer sur les résultats des études ultérieures (Yanong, 2012; Schmidt et coll., 2007).

6.4.5 Qualité et entreposage des aliments

Les contenants d’aliments doivent porter une étiquette indiquant la date de fabrication et les données de 
l’analyse garantie.

Pour préserver la qualité nutritionnelle des aliments transformés, on doit les entreposer dans un endroit 
sombre et réservé à cet effet, à l’abri des animaux nuisibles et où la température et l’humidité sont contrôlées. 
Les aliments pour consommation immédiate devraient être protégés de la même façon. Quant aux aliments 
qui servent tous les jours, on devrait les conserver dans des contenants hermétiques pour les protéger de 
l’humidité et de la lumière.

Tous les aliments, qu’ils soient humides, semi-humides ou secs, risquent de se dégrader après un certain 
temps. Les aliments secs devraient être entreposés dans un endroit où la température est inférieure à 20 °C 
et l’humidité inférieure à 75 %. Plus l’humidité est élevée, plus il y a de risques de moisissure, et plus la tem-
pérature est élevée, plus il y a de risques de destruction de certaines vitamines et de dégradation des lipides. 
Ajoutons que les vitamines des aliments peuvent aussi être détruites par l’oxygène, les rayons ultraviolets et 
la peroxydation lipidique (DSM, sans date).

On ne devrait laisser que très peu d’aliments secs (assez pour un ou deux jours) dans la salle où se trouvent 
les poissons, sinon ils se détérioreront et moisiront rapidement à cause des conditions chaudes et humides. 
Les aliments moisis sont très toxiques et ne doivent en aucun cas être utilisés (Wedemeyer, 1996).

La rancidité oxydative est l’un des changements les plus graves qui peuvent survenir pendant l’entreposage 
des aliments (Wedemeyer, 1996; O’Keefe, 2000). En l’absence de protection des antioxydants, les lipides 
riches en acides gras polyinsaturés, y compris les acides gras essentiels, sont très sensibles à l’autoxydation, 
qui génère des produits de dégradation nocifs, dont des radicaux libres (Hardy et Roley, 2000). Les effets 
pathologiques de la consommation d’huiles oxydées sont résumés par Tacon (1992).
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Certains aliments peuvent être congelés pour se conserver plus longtemps. La congélation peut s’avérer utile 
par exemple lorsqu’un projet de recherche requiert des quantités relativement moindres. Précisons toutefois 
que la congélation et la décongélation dégradent certains oligoéléments comme les vitamines B, qu’il faut 
donc éventuellement remplacer par des suppléments. Contrairement aux aliments congelés comme les tu-
bifex qui devraient être servis une fois décongelés, il n’est pas nécessaire de décongeler les aliments préparés 
en petites portions (emballage-coque) avant de les donner aux poissons dans l’aquarium.

Les aliments vivants doivent être hébergés dans des contenants propres et séparés par espèce (par exemple, 
séparer les artémies des rotifères). On devrait vérifier tous les jours que les cultures ont bien éclos et qu’elles 
sont en bonne santé.

Quand il y a culture d’aliments vivants, des pratiques d’excellence sont de mise, sans quoi la santé des pois-
sons peut en pâtir. On devrait également tenir des registres et y consigner toutes les dates pertinentes, par 
exemple la date de mise en culture. La production d’aliments vivants n’étant pas traitée dans ce document, 
on devrait consulter les études qui portent sur le sujet pour connaître les pratiques exemplaires (comme 
Lawrence et coll., 2016). Il faut savoir, toutefois, que ce type d’aliments peut être source d’agents pathogènes 
(Peterson et coll., 2013). Pour limiter la contamination, on devrait donc prendre des précautions quand on 
les prépare, notamment utiliser des outils propres réservés à cet usage et travailler loin des salles d’héberge-
ment des poissons. En cas de maladie, les aliments devraient être analysés.

6.5 ENRICHISSEMENT ENVIRONNEMENTAL

Principe directeur 10
On doit offrir au poisson-zèbre un enrichissement environnemental adapté à ses 
conditions d’hébergement.

Les conditions minimales pour les poissons-zèbres, soit un hébergement en groupe et un substrat, sont 
abordées dans la section 6.3, « Conditions d’hébergement », et la section 2.3.2.4, « Substrats ». S’il est néces-
saire d’héberger individuellement les poissons-zèbres, on devrait simuler les contacts sociaux par l’installa-
tion d’un papier miroir sur une paroi des bacs ou des aquariums ou en plaçant ceux-ci à proximité les uns 
des autres (Krueger et coll., 2020).

Comme mentionné dans la section 2.3.2.4, « Substrats », le poisson-zèbre aime les milieux avec du substrat 
(sable ou gravier) et des plantes (Kistler et coll., 2011; Schroeder et coll., 2014). Pour lui, même un fond cou-
vert (à l’extérieur) de photos de gravier est mieux qu’un fond transparent (Schroeder et coll., 2014). Même 
s’il ne réagit pas tout à fait de la même façon aux sources d’enrichissement environnemental selon qu’il est 
hébergé deux par deux ou en groupe de huit individus, le poisson-zèbre semble toujours avoir une préfé-
rence pour le substrat, surtout le gravier.

La présence d’un environnement enrichi au-delà des exigences de bases de l’hébergement en groupe et de 
substrat fait partie d’un nouveau domaine d’études. Déjà, de nombreuses études décrivent les avantages de dif-
férentes formes d’enrichissement, comme la végétation et le mouvement de l’eau. Comme les avantages de tels 
ajouts peuvent varier selon l’espèce (Kistler et coll., 2011), il est impératif de connaître les besoins naturels du 
poisson-zèbre. Il est admis que les données publiées concernant les effets des différentes formes d’enrichisse-
ment sur les divers types de systèmes en utilisation sont insuffisantes. Dans les installations qui hébergent des 
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poissons-zèbres, on devrait donc se tenir au courant des dernières découvertes dans ce domaine et, si possible, 
tester différents éléments d’enrichissement et consigner tous leurs effets, positifs et négatifs.

D’après les études menées sur le terrain et en laboratoire, le poisson-zèbre, à l’état sauvage comme en cap-
tivité, préfère les habitats qui ont de la végétation. Dans la grande majorité des lieux naturels où vit le 
poisson-zèbre, il y a de la végétation dans l’eau ou au-dessus de l’eau (Engeszer et coll., 2007). En effet, le 
poisson-zèbre préfère frayer dans des lieux où poussent des végétaux aquatiques (Spence et coll., 2008). En 
laboratoire, le poisson-zèbre préfère nettement les milieux avec des plantes artificielles (Delaney et coll., 
2002) ou des plantes et du substrat (Kistler et coll., 2011) à l’absence d’enrichissement. En outre, dans les mi-
lieux enrichis (gravier et plantes en plastique), le poisson-zèbre est moins sujet au stress chronique que ceux 
hébergés dans un milieu sans enrichissement (Marcon et coll., 2018). Selon une autre étude, le poisson-zèbre 
préfère un environnement avec des plantes et du substrat dans lequel l’eau n’est pas calme, mais bouge à un 
débit de 14 m/s (DePasquale et coll., 2019). Enfin, d’après des travaux récents, l’exploration libre d’un nouvel 
environnement peut améliorer le bien-être des animaux (Graham et coll., 2018b).

Des données révèlent que ce type d’enrichissement augmente le taux de survie des larves (Lee et coll., 2018) 
et réduit le comportement d’évitement inhibitoire des jeunes poissons (Manuel et coll., 2015), tandis que les 
milieux moins complexes freinent le développement cognitif et social (Graham et coll., 2018a; Spence et 
coll., 2011). Selon une étude d’élevage de larves dans deux types d’aquariums, sans ou avec enrichissement 
(plantes et gravier), le taux de survie des larves est meilleur en milieu enrichi et les comportements anxieux 
liés à un environnement inconnu sont moins présents (Lee et coll., 2018). Cependant, toujours selon la 
même étude, les individus élevés dans un aquarium enrichi ont tendance à monopoliser les ressources plus 
que les autres poissons. Par ailleurs, d’après les résultats d’une étude chez les poissons adultes élevés dans 
des environnements enrichis à divers degrés, les comportements agressifs sont davantage observés chez les 
poissons élevés dans les milieux les plus complexes (Woodward et coll., 2019).

Quand les conditions sociales d’hébergement ne sont pas idéales, l’avantage d’ajouter des plantes a été dé-
montré (Collymore et coll., 2015). Une plante peut en effet être un excellent refuge, surtout pour les femelles 
qui cherchent à fuir les mâles et les mâles qui ne veulent pas se frotter à leurs rivaux. Par ailleurs, selon 
certaines conditions, la fertilité et la fécondité sont meilleures dans un aquarium avec plantes que dans un 
aquarium sans plantes (Wafer et coll., 2016).

Avant de mettre des accessoires d’enrichissement dans un aquarium, on devrait préparer minutieusement le 
terrain et évaluer la pertinence des ajouts pour les poissons en plus de prévoir les conséquences possibles sur 
la qualité de l’eau (perturbation du débit, prolifération d’algues, accumulation d’aliments ou d’excréments), 
la méthode et la fréquence de nettoyage, les risques de lixiviation des produits chimiques et la capacité du 
personnel chargé des soins à observer et à évaluer le bien-être des poissons.

Il est préférable d’utiliser des plantes en plastique, au risque qu’il y ait lixiviation de contaminants. Il est 
possible d’en éliminer certains en javellisant les plantes puis en les faisant tremper dans de l’eau avant de les 
mettre dans l’aquarium. Pour certaines études, la présence de plantes en plastique peut présenter un risque 
d’apparition de toxines dans l’eau, mais en général le degré de toxicité n’est pas une préoccupation. Ajoutons 
qu’on procède actuellement à la conception de plantes sans agent pathogène.

6.6 MANIPULATION ET CONTACT HUMAIN

Lors de la gestion et des soins des animaux, on devrait manipuler les poissons le moins possible et prendre 
des précautions pour éviter de les stresser ou de les blesser. La majorité des poissons-zèbres en centre de 
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recherche sont les descendants de nombreuses générations de poissons élevés en captivité. Bien qu’ils aient 
l’air moins « nerveux » et moins sujets au comportement d’évitement, la manipulation peut leur causer 
du stress et des lésions à la couche externe de mucus. Les manipulations quotidiennes répétées ont des 
effets défavorables avérés sur la croissance et la performance de reproduction, notamment chez la femelle 
(Abdollahpour et coll., 2020).

Pour en savoir plus sur les procédures et les outils adéquats, voir la section 7, « Manipulation et contention ».

Pour des raisons d’hygiène, le matériel de manipulation doit être propre à chaque salle ou à chaque étagère 
ou désinfecté puis si possible stérilisé entre les différents groupes de poissons. La stérilisation dépend de l’état 
de santé des poissons, certains organismes pathogènes (comme Pseudoloma) étant résistants aux produits 
désinfectants. Il devrait y avoir un protocole de biosécurité et des PNF.

6.7 NETTOYAGE ET DÉSINFECTION

Le nettoyage conforme aux exigences de biosécurité devrait déranger et stresser les poissons le moins pos-
sible. Pour choisir une procédure de nettoyage et de désinfection, plusieurs facteurs devraient être pris en 
considération : type d’équipement et fréquence d’utilisation, pratiques d’élevage, nombre de poissons, sys-
tème d’hébergement, qualité de l’eau, type d’étude (Garcia et Sanders, 2011). Dans les grands aquariums, on 
peut augmenter le débit de l’eau pendant le nettoyage pour faciliter l’évacuation des matières infectieuses. 
Pour connaître les procédures usuelles de nettoyage et de désinfection des filets de collecte du poisson-zèbre, 
voir Collymore et ses collègues (2014b) et Garcia et Sanders (2011).

Les désinfectants chimiques (comme l’eau de Javel) et les détergents doivent être utilisés avec une très grande 
prudence. Sauf risque de transmission de maladie, ces produits devraient être évités, car ils contiennent des 
toxines qui se retrouvent dans l’eau. Par conséquent, si on utilise du savon ou un produit chimique, avant 
de remplir les aquariums, on doit les rincer plusieurs fois avec une eau propre et froide qui a été déchlorée 
ou traitée par osmose inverse. Les surfaces de travail devraient être nettoyées avant et après utilisation; les 
mêmes consignes s’appliquent s’il y a des zones en contact avec les poissons ou si des émanations peuvent les 
incommoder. Les produits de nettoyage et de désinfection doivent être rangés loin des salles d’hébergement 
des poissons.

Dans la plupart des installations, la majorité des bacs pour les poissons-zèbres sont en polycarbonate et 
ils ne sont pas nettoyés à l’autoclave (Francis, 2008). Si on utilise un lave-cages pour nettoyer les bacs en 
polycarbonate, on devrait les rincer à grande eau, car les résidus de savon peuvent être absorbés par les 
poissons-zèbres et les rendre malades, voire les tuer.

6.8 REGISTRES

6.8.1 Procédures normalisées de fonctionnement

Principe directeur 11
On doit établir des procédures normalisées de fonctionnement détaillées sur les soins 
des poissons et l’entretien et le nettoyage des aquariums, des salles et du matériel.
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Chaque installation doit préparer un manuel de PNF sur les pratiques et les normes d’élevage acceptables : 
mesures d’urgence en cas d’éclosion de maladie et de panne de courant, règles de désinfection et d’entrepo-
sage des aquariums entre les expériences, etc. Ce manuel devrait être revu et mis à jour régulièrement, le 
personnel responsable des soins aux poissons devrait avoir reçu une formation pertinente aux tâches défi-
nies dans le manuel, et le comité de protection des animaux et les responsables de l’installation devraient 
vérifier qu’il est bien appliqué.

6.8.2 Listes générales de vérification

Pour faciliter la tenue des registres sur activités d’élevage, le nettoyage, l’entretien et les procédures expéri-
mentales, on devrait utiliser des listes de vérification. Celles-ci devraient porter sur chaque groupe de pois-
sons selon le niveau (salle, étagère, aquarium) qui s’applique à l’étude.

On doit tenir une liste au moins sur les activités suivantes, pour prouver que les tâches ont bien été effectuées :

• contrôle quotidien du bien-être des poissons, généralement au moment des repas – pour en savoir plus, 
voir la section 8, « Évaluation du bien-être », et pour connaître les points limites, voir la section 10, 
« Procédures expérimentales »;

• qualité de l’eau – pour connaître les paramètres à surveiller, la fréquence de surveillance et les four-
chettes acceptables, voir la section 3, « Gestion et personnel de l’installation »;

• nettoyage des aquariums et des salles – voir la section 6.8, « Nettoyage et désinfection ».

6.8.3 Registres

Un aquarium devrait toujours être clairement étiqueté. Devraient aussi se trouver les renseignements per-
tinents sur les poissons, comme le patrimoine génétique, sur l’étiquette ou tout près de l’aquarium. Si les 
poissons sont utilisés pour un projet, on devrait indiquer clairement la référence du projet de recherche et 
les coordonnées de la personne qui en est responsable. En bref, le personnel de soins aux poissons devrait 
pouvoir s’informer sur le projet pour connaître les procédures expérimentales utilisées, les objectifs des tra-
vaux, les effets néfastes éventuels pour les poissons et les points limites (s’il y a lieu).

Pour chaque salle, les renseignements suivants devraient être à jour et facilement accessibles :

• provenance des poissons et date d’arrivée (s’ils sont importés);
• espèce et sexe (si c’est possible);
• date estimée de fécondation;
• nom du chercheur principal et liste des personnes à joindre en cas d’urgence;
• numéro de protocole et date d’expiration;
• registre quotidien des soins aux animaux (y compris l’horaire des repas), de l’entretien, des procédures 

expérimentales et des paramètres de qualité de l’eau, au besoin;
• morbidité et mortalité;
• antécédents des poissons (maladies, état de santé).

La méthode de tenue des registres dépend de la taille de l’installation. Il existe par exemple des systèmes de 
codes à barres pour consigner les pratiques d’élevage dans les gros systèmes d’hébergement de poissons-
zèbres (Anderson et coll., 2010).
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Selon les Lignes directrices du CCPA : les soins et la gestion des animaux en science (CCPA, 2017), « la conser-
vation des registres est importante pour la reddition de comptes en recherche et exige une collaboration entre 
les chercheurs et le personnel de l’établissement concernant le type de registres et la période de conservation. 
Les délais de conservation des registres de santé et des registres concernant la nourriture, l’eau et [l’héber-
gement] devraient être adaptés au type de recherche et aux exigences de l’établissement. Cette période est 
d’un an au moins, mais peut durer aussi longtemps que nécessaire selon les exigences des gouvernements, 
des associations professionnelles concernées et de la recherche. Les chercheurs devraient également être au 
courant de toute autre exigence fixée par les éditeurs ou les organismes de financement de la recherche en ce 
qui concerne la conservation, la publication et la disponibilité des registres. »

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Lignes-directrices-du-CCPA-sur-les-soins-et-la-gestion-des-animaux.pdf
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7MANIPULATION ET CONTENTION

Principe directeur 12
On doit manipuler les poissons uniquement lorsque c’est nécessaire et limiter le plus 
possible le nombre de manipulations.

Si presque tous les poissons hébergés en laboratoire sont manipulés à un moment ou à un autre, cette inter-
vention semble leur causer du stress. Ramsay et ses collègues (2009a) ont constaté qu’après la manipulation, 
le taux de cortisol du poisson-zèbre augmente et reste élevé pendant une heure. D’ailleurs, même si le mo-
ment stressant est court, la réaction physiologique occasionnée peut avoir des effets importants sur la chimie 
du sang pendant les 24 heures qui suivent (Wedemeyer, 1972, dans Kreiberg, 2000).

Parmi les effets à long terme du stress, mentionnons la perte d’appétit, l’inhibition de la croissance, la réduc-
tion du taux de reproduction (Abdollahpour et coll., 2020) et l’affaiblissement de la réaction immunitaire 
(Reddy et Leatherland, 1998). Selon l’espèce et la fréquence et l’intensité du stress causé par la manipulation, 
le poisson peut mettre plusieurs heures pour recommencer à s’alimenter normalement; on devrait donc lui 
donner assez de temps pour récupérer avant de le nourrir.

Idéalement, on ne devrait pas nourrir les poissons avant de les manipuler pour réduire les risques de conta-
mination de l’eau par le contenu du tube digestif. La durée de ce jeûne dépend du type de manipulation : 
pour une simple reproduction, quelques heures suffisent, mais pour une intervention plus invasive, avec 
anesthésie par exemple (respirométrie, injection intramusculaire ou intrapéritonéale, marquage à l’élasto-
mère, coupe des nageoires), il faut parfois 24 heures. Ajoutons que le jeûne n’est pas nécessaire si l’on se 
contente de changer les poissons d’aquarium.

Principe directeur 13
Le personnel intervenant dans la manipulation des poissons doit être compétent1 et 
maîtriser les méthodes qui réduisent au minimum l’exposition des poissons à l’air et les 
risques de lésion chez les poissons, entre autres à la barrière cutanée de mucus.

Si l’intervention est courte et peu stressante, il peut être pratique de procéder à une contention manuelle, 
mais l’opération doit être exécutée par un manipulateur qualifié et minutieux. Aussi élémentaires qu’elles 
puissent être, toutes les manipulations peuvent être source de morbidité et de mortalité si elles sont effec-
tuées par une personne qui n’a pas les compétences nécessaires.

1 La compétence est définie dans le glossaire des présentes lignes directrices.
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On devrait employer des outils adéquats (contenant, filet souple à l’intérieur lisse) pour limiter les risques de 
lésion. Par exemple, utiliser un contenant plutôt qu’un filet pour sortir le poisson de l’aquarium afin d’éviter 
de l’exposer à l’air et de lui faire perdre des écailles au contact du filet (Ruhl et coll., 2009).

L’intervention devrait se faire sur une table que l’on peut désinfecter par la suite. Pour maintenir le poisson 
en place, on peut se servir d’une éponge douce et humide sans désinfectant (voir Collymore et coll., 2013; 
Kinkel et coll., 2010). Pour éviter toute contamination croisée, on devrait changer d’outils d’un groupe de 
poissons à l’autre et les nettoyer et les faire sécher après utilisation. Consulter Collymore et ses collègues 
(2014b) et Garcia et Saunders (2011) pour connaître les pratiques acceptables de nettoyage de filet. Si les 
membres du personnel risquent d’être en contact avec les poissons ou l’eau de l’aquarium, ils doivent porter 
des gants non poudrés pour éviter toute contamination par des produits comme les lotions, les savons et les 
désinfectants pour les mains.

La prise de mesures comme le poids et la longueur, qui exige une manipulation directe, doit être exécutée 
rapidement et de la façon la moins stressante possible. Quant aux interventions qui exigent une contention 
plus longue ou appliquée ou qui concernent un grand nombre de poissons, elles devraient être effectuées 
sous sédation (voir la section 10.4.1, « Anesthésie »), sauf si les poissons ont été familiarisés avec la manipu-
lation. Comme la contention physique prolongée sans sédation peut endommager la peau et les muqueuses 
des poissons-zèbres adultes et des larves capables de se nourrir seules, elle devrait être évitée. Le mucus et 
l’épiderme recouvrant le corps du poisson forment une barrière qui le protège contre le stress osmotique et 
les agents infectieux. Comme cette peau est relativement délicate, on utilise souvent des anesthésiques et des 
sédatifs pour éviter de l’abîmer pendant la manipulation.

Si les poissons sont manipulés souvent, on devrait leur donner assez de temps pour se rétablir et s’alimenter 
de nouveau normalement entre chaque intervention. Après un événement stressant, la récupération peut 
être assez longue. Par ailleurs, dans le cas de manipulations répétées, il peut y avoir lieu d’exercer une sur-
veillance plus poussée et d’utiliser des sédatifs pour réduire le stress (voir Kreiberg, 2000).

On devrait limiter le plus possible le temps que le poisson passe hors de l’eau, car c’est un moment stressant 
pour lui. Règle générale, l’exposition à l’air ne devrait pas durer plus de quelques secondes, sinon il faut 
mouiller le poisson, en particulier ses lamelles branchiales.

Idéalement, pendant sa manipulation ou sa contention, on devrait protéger le poisson de la lumière directe 
et des changements de luminosité soudains. En effet, de nombreuses espèces sont sensibles aux stimuli 
visuels, et surtout à la lumière. Certaines études (Wedemeyer, 1985; Hubbs et coll., 1988) recommandent 
l’exclusion totale ou partielle de tout éclairage pour réduire le stress chez le poisson lors de la manipulation, 
mais il faut tout de même suffisamment de lumière pour réaliser l’intervention comme il se doit.

Vu le stress chronique provoqué par les contenants statiques, les poissons ne devraient pas y rester plus de 
24 heures s’il n’y a pas de vérification de la qualité ou de remplacement de l’eau. En règle générale, on devrait 
remplacer 30 % de l’eau par jour.
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8ÉVALUATION DU BIEN-ÊTRE ANIMAL

Principe directeur 14
On doit mesurer et consigner quotidiennement les variables physiques et 
comportementales de base permettant d’évaluer le bien-être des poissons. Tout 
changement doit être analysé pour en déterminer la cause et corriger la situation.

Aussi bien avant que pendant et après une étude, il est primordial de connaître l’état de bien-être de l’animal. 
En analysant objectivement les principales variables comportementales et physiques, on devrait pouvoir 
détecter les anomalies, qu’elles soient liées à l’environnement, aux pratiques d’élevage ou aux procédures 
expérimentales. Si le comportement ou l’apparence poisson change, c’est peut-être un signe de conditions 
préjudiciables au bien-être animal.

Pour limiter la souffrance et la mortalité, il est impératif de bien connaître la biologie et le comportement 
du poisson-zèbre, entre autres les maladies, les signes cliniques et les traitements. On devrait observer les 
poissons au minimum une fois par jour pour repérer tout signe de mauvaise santé (voir la section 8.1, 
« Indicateurs de bien-être »). Si un poisson est malade, on devrait le retirer de l’aquarium le plus vite possible 
et demander l’avis du vétérinaire.

Il est difficile d’évaluer le bien-être du poisson, car celui-ci ne réagit pas toujours visiblement aux conditions 
défavorables, sans compter que le milieu d’élevage artificiel limite parfois énormément la capacité d’observa-
tion. Il n’est pas rare de voir un poisson qui a l’air en bonne santé mourir du jour au lendemain (ASPI, 2006, 
dans Reed et Jennings, 2011). Il y a donc lieu de mener d’autres études pour en savoir plus sur les indices 
visuels du bien-être et mieux les reconnaître, et pour mieux évaluer le bien-être animal. D’après Matthews 
et ses collègues (2002), même si on sait que le poisson peut ressentir la douleur, il est parfois difficile d’in-
terpréter leur réaction.

En normalisant les termes employés pour décrire le bien-être du poisson-zèbre, on peut limiter la subjectivi-
té des observateurs et améliorer l’échange d’information dans l’installation et avec les autres établissements, 
ce qui contribuera à améliorer le bien-être du poisson et à faire avancer les études scientifiques (Goodwin 
et coll., 2016).
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8.1 INDICATEURS DU BIEN-ÊTRE

8.1.1 Indicateurs de santé

Tableau 2 : Principaux signes de mauvaise santé du poisson-zèbre
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Changement de couleur du 
corps1 et d’apparence de la peau * * * * * *

Nageoires collées au corps * *
Émaciation ou modification de 
l’état corporel * * * * *

Exophtalmie * * *
Flottabilité ou déplacement 
anormal * * *

Dilatation des opercules * * * * *
Présence de pétéchies ou 
hémorragie * * * * * *

Perte d’écailles * * *
Perte de mucus * * *
Mort subite * * * * *
Respiration à la surface * * * *
Niveau d’activité anormal 
(léthargie, par exemple) * * * * * * * *

Refus ou incapacité de 
s’alimenter * * * * * * * *

Déplacement brusque ou 
frottement contre la paroi du 
bac ou de l’aquarium

* * *

Courbure rachidienne2 * * *

1 La hiérarchie sociale et la couleur du bac ou de l’aquarium peuvent aussi influer sur la couleur du poisson. 

2 Ce signe peut aussi être une question d’âge ou de génétique.

Adapté d’Astrofsky et coll., 2002. 
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8.1.2 Indicateurs comportementaux

Quand il repère une menace, qu’elle soit réelle ou non, le poisson-zèbre peut adopter divers comporte-
ments : rassemblement en bancs, agitation ou immobilité sur le substrat, diminution du taux d’alimentation 
et hausse de l’agressivité (Spence et coll., 2008). Si ce type de comportement se manifeste régulièrement, il 
peut s’agir d’un problème de bien-être chronique. Comme le poisson-zèbre peut s’habituer aux changements 
de son environnement ou à une substance nocive, un tel problème chronique peut être une menace même si 
les réactions du poisson à un facteur de stress diminuent.

Parmi les signes de douleur ou de détresse chez le poisson-zèbre, mentionnons le comportement d’évite-
ment, les mouvements affolés, la baisse importante d’activité, l’augmentation de la fréquence respiratoire 
(mouvement rapide des opercules), le blanchiment (Matthews et coll., 2002; Reilly et coll., 2008) et l’occupa-
tion du bas de la colonne d’eau (Egan et coll., 2009).

Diverses études ont traité de la pertinence de la thermorégulation comportementale comme indicateur de 
bien-être. Rey et ses collègues (2015) ont observé que les poissons exposés à une manipulation stressante 
ont passé plus de temps en zone chaude, ce qui s’est traduit par une hausse de leur température corporelle 
comparativement aux témoins non manipulés. Toutefois, une nouvelle étude dans ce domaine n’a pas pu re-
produire ce résultat et a plutôt observé que les poissons-zèbres semblent avoir une préférence moindre pour 
les zones plus chaudes immédiatement après un événement stressant (Jones et coll., 2019).
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9SANTÉ ET LUTTE CONTRE LES MALADIES

Principe directeur 15
Chaque installation doit disposer d’un programme de santé des poissons, comprenant 
entre autres un système de surveillance et de signalement réguliers de l’état de 
santé, dont l’objectif est le dépistage précoce des maladies, des agents causaux, 
des mécanismes et des facteurs de stress, en vue de mettre en œuvre les mesures 
correctives qui s’imposent.

Pour avoir des données fiables sur les poissons, il faut que ceux-ci soient en bonne santé (Jenkins, 2000). Les 
poissons utilisés en recherche doivent être exempts de tout agent pathogène notable qui pourrait les rendre 
malades (sauf si le protocole expérimental en dispose autrement). Plusieurs agents infectieux, comme 
Pseudoloma neurophilia et certaines mycobactéries, ont déjà été retrouvés sous forme subclinique chez des 
poissons-zèbres qui semblaient en bonne santé (Kent et coll., 2012; Whipps et coll., 2012), d’où l’importance 
d’utiliser des poissons dont on connaît l’état de santé.

Si une maladie fait partie du protocole expérimental, les effets possibles de l’agent pathogène ou du parasite 
sur les résultats de recherche devraient être prévisibles ou constituer une variable à analyser pendant l’étude.

Les établissements qui hébergent des poissons à des fins de recherche, d’enseignement ou d’analyse doivent 
avoir accès à un vétérinaire spécialisé en poissons. Celui-ci peut participer à l’élaboration des PNF pour 
limiter l’introduction de maladies dans l’installation, et il devrait pouvoir être consulté sur la santé des pois-
sons. Pour savoir comment concevoir un programme de surveillance de l’état de santé des poissons, voir 
Collymore et ses collègues (2016a).

9.1 PRÉVENTION DES MALADIES

Stress, nutrition déficiente, mauvaise qualité de l’eau, éclosions infectieuses et cannibalisme : tous ces fac-
teurs peuvent être lourds de conséquences chez les poissons élevés en captivité (Wedemeyer, 1996). Il devrait 
y avoir un protocole qui assure une détection en amont des nouveaux problèmes de santé pour que l’on 
puisse les atténuer et faciliter le rétablissement des poissons. Il est indispensable que les poissons restent en 
bonne santé : autrement, leur bien-être et les résultats de l’étude peuvent être compromis.

Dans un système d’hébergement, on peut prévenir de nombreuses maladies en adoptant de bonnes pra-
tiques d’élevage et mesures de biosécurité : utiliser des poissons qui ont fait l’objet d’un dépistage d’agents 
infectieux, soumettre les nouveaux arrivés à une période de quarantaine, désinfecter les embryons et limiter 
la manipulation pour éviter le stress. Chez le poisson-zèbre, le stress chronique causé par la surpopulation 
et la manipulation augmente de façon avérée les maladies attribuables aux infections mycobactériennes 
(Ramsay et coll., 2009b).
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9.1.1 Confinement

À leur arrivée dans l’installation, les poissons devraient être mis en quarantaine (voir la section 4.5.1, 
« Quarantaine et acclimatation »). La quarantaine est également importante si des agents pathogènes peuvent 
contaminer l’effluent et ainsi mettre en péril la santé des autres animaux aquatiques.

Les poissons devraient être séparés selon leur état de santé : les individus atteints d’une maladie contagieuse, 
ou soupçonnés de l’être, devraient être hébergés séparément des poissons sains. Pour connaître les normes 
de confinement s’appliquant à la recherche sur les maladies infectieuses, consulter la Norme canadienne sur 
la biosécurité (NCB), deuxième édition (ACIA, 2015).

9.1.2 Immunisation

L’immunisation n’est pas normalisée chez le poisson-zèbre à l’heure actuelle, mais il y a lieu de surveiller tout 
changement à cet égard.

9.1.3 Précautions en matière de prévention de la transmission de maladies

Pour éviter la transmission de maladies entre les aquariums et le domicile ou le bureau du personnel, il de-
vrait y avoir une PNF. Celle-ci devrait prévoir des mesures préventives adaptées à l’installation : blouse de 
laboratoire, chaussures de laboratoire ou utilisation d’un pédiluve (changer la solution régulièrement et y 
tremper les chaussures suffisamment longtemps) et port de gants recouvrant les avant-bras. Le matériel de 
manipulation devrait lui aussi être réservé aux poissons.

La section 13, « Sécurité des personnes » traite des préoccupations liées aux zoonoses chez les personnes 
travaillant avec les poissons (p. ex. M. marinum).

9.2 SURVEILLANCE DE L’ÉTAT DE SANTÉ ET DÉTECTION 
DES MALADIES

Lorsqu’ils sont confinés dans un environnement artificiel, les poissons sont sensibles aux variations de la 
qualité de l’eau et de leur alimentation ainsi qu’à la présence d’agents pathogènes et aux pratiques de gestion 
de l’installation. Quand il y a apparition d’une maladie, qu’elle soit infectieuse ou non, il faut donc tenir 
compte de tous ces facteurs. En effet, n’importe quel milieu aquatique contient des microorganismes, mais 
ceux-ci ne se manifestent parfois qu’en présence de conditions sous-optimales.

Pour surveiller l’état de santé des populations de poissons-zèbres, on peut utiliser des poissons-sentinelles 
ou tester les individus de la colonie ou les individus âgés, malades, moribonds ou morts (Collymore et coll., 
2016; Kent et coll., 2009; Borges et coll., 2016). On peut aussi analyser des échantillons d’eau ou de substrat 
pour détecter la présence d’agents pathogènes, mais seulement en complément des tests réalisés sur les pois-
sons (Collymore et coll., 2016a; Crim et coll., 2017). La présence de certains agents pathogènes peut être 
détectée en ayant recours aux tests de réaction en chaîne de la polymérase tandis que des échantillons du 
milieu peuvent convenir mieux pour d’autres agents; il est donc utile de combiner les méthodes pour tester 
à la fois les échantillons de l’animal et ceux du milieu (Miller et coll., 2019).
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9.2.1 Diagnostic des maladies et identification des agents pathogènes

Les protocoles de lutte contre les maladies devraient comprendre un système fiable de détection et de signa-
lement des signes cliniques, et des critères permettant de déterminer si le taux de mortalité est acceptable 
ou inhabituel. Ajoutons que la séparation et le retrait rapide des poissons malades ou morts contribuent à 
réduire la propagation d’une maladie.

En cas de perte de poissons inattendue, des échantillons d’eau, d’aliments et de poissons devraient immédia-
tement être prélevés au cas où il faudrait les analyser par la suite. On devrait aussi conserver des échantillons 
de poissons touchés à des fins diagnostiques. Il est conseillé d’établir une PNF avec l’aide d’un spécialiste de 
la santé des poissons ou un vétérinaire clinicien pour systématiser les méthodes d’échantillonnage.

S’il y a des problèmes cliniques actifs, il vaut mieux consulter un vétérinaire clinicien. Quand on soumet un 
échantillon à un laboratoire diagnostique, on devrait convenir avec lui du meilleur type d’échantillon pour 
analyse. Certains laboratoires ayant recours aux tests de réaction en chaîne de la polymérase pour détecter 
la présence d’agents pathogènes chez le poisson-zèbre, il n’est pas toujours nécessaire de fournir des poissons 
vivants. Qui plus est, pour certains agents pathogènes, des échantillons du milieu peuvent convenir (Crim et 
coll., 2017; Miller et coll., 2019). Dans tous les cas, s’il faut des échantillons de poissons, il peut être nécessaire 
de fournir des individus vivants et non traités (avec ou sans symptômes) plutôt que des spécimens morts.

Le programme de gestion sanitaire devrait favoriser l’identification des agents pathogènes cliniques ou 
subcliniques (voire opportunistes) pouvant voir le jour sous l’effet de facteurs de stress environnementaux. 
La présence d’une maladie infectieuse chez une population étudiée, même s’il n’y a pas de signes cliniques, 
peut compliquer l’interprétation des résultats étant donné les facteurs de confusion qui peuvent en résulter. 
Par exemple, on a constaté que Pseudoloma neurophilia influe sur le comportement de rassemblement en 
bancs du poisson-zèbre (Spagnoli et coll., 2017), et que Mycobacterium chelonae peut modifier la fluores-
cence et fausser l’interprétation des résultats d’imagerie (Whipps et coll., 2014). La validité scientifique et 
la reproductibilité des expériences réalisées sur une population dans un état morbide ou subclinique sont 
contestables. L’application de traitements peut aussi constituer une variable expérimentale.

Tout événement potentiellement stressant devrait faire l’objet d’une surveillance étroite. Rappelons que tous 
les poissons doivent faire l’objet d’une surveillance quotidienne, mais comme un poisson qui subit une inter-
vention stressante a plus de risques de contracter une infection opportuniste, on devrait le surveiller de plus 
près jusqu’à cinq jours après l’événement. Parmi les signes d’apparition d’un problème de santé, mentionnons 
la diminution de l’alimentation, le comportement inhabituel, la décoloration du tégument et les lésions (voir 
la section 8, « Évaluation du bien-être »).

Le trauma physique fait partie des facteurs de stress, mais parmi les plus courants figurent surtout les chan-
gements majeurs et soudains dans l’environnement, la surpopulation, la manipulation, le transport et la 
dégradation de la qualité de l’eau – variations sublétales de température, réduction de la teneur en oxygène 
dissous et hausse de la concentration d’ammoniac (Wedemeyer, 1996; Reddy et Leatherland, 1998; Speare, 
1998). Ce type de facteurs peut inhiber la réaction immunitaire et permettre ainsi la prolifération des or-
ganismes pathogènes (Tort, 2011). Cela dit, le stress peut aussi provoquer la mort des poissons même en 
l’absence d’agents infectieux.



Section 9 – Santé et lutte contre les maladies

Lignes directrices du CCPA :  
les poissons-zèbres et autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire

59

Agent pathogène Pseudoloma neurophilia (microsporidiose)

Caractéristiques • C’est un agent répandu dans les colonies de laboratoire (Collymore et coll., 2016a).

• Il se transmet habituellement de la mère à la progéniture, même quand la surface des œufs 
est nettoyée au chlore, car il est présent en abondance dans les ovaires. Les larves sont 
extrêmement sensibles à l’infection, et la quantité de chlore utilisée pour traiter les œufs ne 
suffit pas toujours à tuer les spores (Kent, 2007, dans Reed et Jennings, 2011).

• Il infecte le système nerveux central, les nerfs crâniens et rachidiens et le muscle 
squelettique du poisson-zèbre.

Signes cliniques • Parmi les signes cliniques figurent l’émaciation chronique, le ralentissement de la 
croissance, l’ataxie, les malformations de la colonne vertébrale et la dégradation de la 
capacité de reproduction (Collymore et coll., 2016a).

• Un poisson-zèbre infecté peut ne présenter aucun signe clinique, mais il peut quand même 
transmettre la maladie (Murray et coll., 2011).

• Les signes cliniques ne sont pas particuliers, et peuvent être communs à d’autres problèmes 
tels que les déficiences nutritionnelles, les problèmes environnementaux, les facteurs 
génétiques, les traumas physiques, les toxines et les agents infectieux (Murray et coll., 
2011).

Détection • Il est conseillé d’analyser chaque trimestre les poissons qui peuvent avoir été exposés 
à Pseudoloma, en commençant trois mois après la date de l’éventuelle exposition, car 
l’infection n’est parfois détectable qu’au bout de trois mois (Collymore et coll., 2016a).

• Il peut aussi s’avérer utile d’exposer des sentinelles à l’effluent par périodes de six mois qui se 
chevauchent (Collymore et coll., 2016a).

• Les spores sont visibles par histopathologie (ou sur préparation humide).
Mesures de 
prévention ou 
de traitement 
proposées

• Il n’existe aucun traitement efficace à ce jour (Collymore et coll., 2016a), mais la stérilisation 
de l’eau par rayonnement ultraviolet avec filtration préalable des particules est une méthode 
relativement utile pour réduire l’incidence de l’infection (Murray et coll., 2011).

• Idéalement, on devrait exclure ces pathogènes en imposant un dépistage et une quarantaine 
aux poissons importés. On peut aussi réaliser des tests de réaction en chaîne de la 
polymérase pour repérer les porteurs et ainsi débarrasser définitivement l’installation de 
Pseudoloma, mais c’est une intervention particulièrement laborieuse (Barton et coll., 2016).

• La désinfection de la surface des embryons (mentionnée dans la section 4.1, « Source ») 
contribue à limiter la transmission horizontale de Pseudoloma, mais elle ne permet pas 
de détruire les spores (Murray et coll., 2016) ni d’empêcher la transmission verticale de 
Pseudoloma (Collymore et coll., 2016a).

9.2.1.1 Agents pathogènes courants

Le tableau 3 montre les signes cliniques de certains agents pathogènes courants chez le poisson-zèbre et 
les traitements possibles. Si on observe un des signes mentionnés dans le tableau 2 (voir la section 8.1.1, 
« Indicateurs de santé ») ou le tableau 3, on devrait consulter un vétérinaire.

Tableau 3 : Agents pathogènes courants
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Agent pathogène Mycobactériose (tuberculose du poisson)

Caractéristiques • Plusieurs espèces de mycobactéries sont responsables de la mycobactériose, dont M. 
chelonae, M. peregrinum, M. marinum et M. haemophilum. D’après les observations 
d’éclosions et les études de transmission expérimentale, M. marinum et M. haemophilum 
sont les espèces les plus problématiques, tandis que M. chelonae cause généralement une 
infection opportuniste (Whipps et coll., 2012).

• La mycobactériose est souvent présente en aquarium, ses effets variant selon l’espèce de 
l’agent pathogène et la santé des poissons (Whipps et coll., 2012).

• Le risque d’infection horizontale entre poissons est très élevé (Vargesson, 2007).

• D’après certaines études, la mycobactériose serait zoonotique, c’est-à-dire transmissible à 
l’être humain (Mason et coll., 2016; Whipps et coll., 2012). Par conséquent, si on travaille 
avec des poissons infectés, on doit porter des gants pour éviter toute contamination croisée 
(Vargesson, 2007). Pour en savoir plus, voir la section 13, « Sécurité des personnes ».

• C’est une maladie qui touche aussi le medaka (Kent et coll., 2009) et plusieurs autres espèces 
de petits poissons d’eaux chaudes, la susceptibilité des poissons variant selon leur espèce et le 
type de mycobactérie.

Signes cliniques • Le poisson peut avoir l’air malade – plaies ouvertes, léthargie, écailles relevées, corps émacié 
(Vargesson, 2007; Whipps et coll., 2012), mais il peut aussi être asymptomatique (Whipps 
et coll., 2012).

Détection • On peut utiliser des sentinelles et prélever des échantillons de biofilm (Whipps et coll., 
2012) ou du milieu (eau et détritus) (Crim et coll., 2017).

• Il existe des protocoles de détection reposant sur la réaction en chaîne de la polymérase 
(Meritet et coll., 2017).

• Le diagnostic est suggéré par la présence de granulomes sur préparation humide, mais il 
est confirmé par l’histologie ou par culture (culture qui devrait être réalisée en consultation 
avec un pathologiste clinique, car, dans le cas des organismes aquatiques, il faut souvent 
un support particulier, une température d’incubation précise et une longue période 
d’incubation).

Mesures de 
prévention 
proposées

• Les effets de la maladie sont réduits quand le système est propre et bien alimenté en eau et 
que les poissons sont en bonne santé (Vargesson, 2007; Whipps et coll., 2012).

• On peut aussi lutter contre la maladie en retirant les poissons malades, en appliquant des 
mesures de biosécurité et des procédures normalisées de stérilisation et de nettoyage, et en 
réduisant le stress causé par les changements de bac ou d’aquarium et les fluctuations de la 
température, du débit ou du régime alimentaire.

• On peut intégrer au système de pompage des lampes à ultraviolets, qui tuent 99 % de toutes 
les mycobactéries quand elles émettent au moins 10 000 W/s/cm2 (Brand et coll., 2002).

• La désinfection à l’eau de Javel de la surface des embryons importés est une pratique 
couramment employée pour enrayer la propagation de l’infection, mais un agent 
pathogène peut s’introduire dans le système par d’autres vecteurs que les poissons 
(Whipps et coll., 2012).

• À la place de l’eau de Javel, on peut aussi utiliser de la polyvidone iodée, dont l’efficacité 
pour tuer les mycobactéries a été démontrée (Chang et coll., 2016; 2015). Cela dit, 
puisqu’une autre étude conclut qu’elle ne permet pas d’éliminer Mycobacterium marinum 
(Mason et coll., 2016), et il faudra mener des recherches plus poussées à ce sujet.
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Recommandations 
de traitement

• Il n’existe aucun traitement efficace à ce jour (Vargesson, 2007).

Agent pathogène Pseudocapillaria

Caractéristiques • Pseudocapillaria tomentosa est un nématode pathogène qui touche toutes sortes d’espèces 
de poissons, dont le poisson-zèbre.

• Il se transmet par l’absorption d’œufs de poissons infectés qui ont été expulsés dans le 
milieu (Collymore et coll., 2016a).

Signes cliniques • Parmi les signes cliniques figurent l’émaciation, la baisse de la performance de reproduction 
(Collymore et coll., 2016a) et l’augmentation de l’incidence des tumeurs chez les poissons-
zèbres exposés à des carcinogènes (Kent et coll., 2002). Cela dit, les poissons touchés 
peuvent aussi être asymptomatiques.

Détection • On détecte la présence de l’agent pathogène en analysant des échantillons d’eau concentrés, 
de contenu intestinal écrasé ou des préparations humides (Collymore et coll., 2016a; Crim 
et coll., 2017).

• On peut aussi examiner les intestins (par nécropsie) et les excréments des poissons au 
microscope pour voir s’ils contiennent des nématodes adultes ou des œufs de nématodes, 
ou réaliser des tests de réaction en chaîne de la polymérase sur des échantillons de poissons 
ou du milieu (Gaulke et coll. 2016; Mocho et coll. 2017).

Mesures de 
prévention 
proposées

• Les poissons importés devraient être mis en quarantaine; s’ils sont infectés par P. tomentosa, 
on devrait les traiter avant de les utiliser en recherche ou de les faire frayer (Collymore et 
coll., 2016a).

• On conseille de mettre des sentinelles dans l’effluent pendant au moins trois mois pour 
détecter la présence de parasite; le traitement peut être coûteux et nécessite beaucoup de 
main-d’œuvre (Collymore et coll., 2016a).

Recommandations 
de traitement

• Parmi les traitements suggérés dans les études, on trouve le fenbendazole, l’ivermectine, le 
benzoate d’émamectine, le mébendazole et le praziquantel (Collymore et coll., 2016a).

Le précédent tableau décrit trois des maladies et infections les plus répandues chez le poisson-zèbre. Pour en 
savoir plus, consulter les documents suivants : Cartner et coll., 2019; Esmail et coll., 2015; Kent et coll., 2016; 
Lawrence et coll., 2016; Noga, 2010; Ostrander, 2000.

9.2.2 Lésions et autres troubles

9.2.2.1 Lésions à la manipulation

On doit s’efforcer de limiter la morbidité et la mortalité résultant de troubles de l’osmorégulation, d’acidose 
systémique et d’infections opportunistes des plaies cutanées pouvant être causées par la manipulation ou des 
lésions traumatiques. Quand on manipule un poisson, on devrait employer une technique qui limite le plus 
possible les risques de lésion. Le poisson peut en effet subir des lésions traumatiques à la manipulation ou 
au contact de l’aquarium, du matériel ou d’autres poissons (Speare, 1998). Si le matériel est défectueux ou le 
manipulateur inexpérimenté, cette intervention courante peut se solder par l’éclosion d’une maladie. Parmi 
les facteurs de risque à la manipulation, mentionnons : les surfaces sèches ou abrasives (planches à mesurer, 
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balances, filets noués), les changements soudains de la température de l’eau, la prolongation du temps de 
manipulation et la répétition des interventions sur un même individu.

9.2.2.2 Lésions causées par des interactions comportementales

On devrait prendre des mesures sanitaires pour éviter toute interaction comportementale pouvant être 
néfaste pour les poissons. Chez certains poissons, le comportement territorial peut causer des blessures 
(Speare, 1998). Les interactions sociales et la densité peuvent nuire au comportement du poisson – celui-ci 
peut par exemple arrêter de s’alimenter (Speare, 1998). Pour limiter les risques d’agression, on peut prendre 
diverses mesures : trier les poissons selon leur taille, modifier la densité, installer des barrières visuelles, etc.

9.2.2.3 Troubles liés à l’alimentation

L’alimentation joue parfois sur la santé des poissons; elle peut en effet engendrer des carences nutritives, 
des déséquilibres nutritionnels et des toxicoses (Tye, 2018) ou causer l’introduction d’agents infectieux 
(Peterson et coll., 2013). Par exemple, on a observé que lorsqu’on donnait à des poissons-zèbres adultes des 
artémies contenant beaucoup de cadmium, la santé des larves se dégradait et leur taux de survie diminuait 
(Tye, 2018).

9.2.3 Traitement

L’administration des traitements devrait se faire en consultation avec un vétérinaire. Pour toute intervention 
médicale standard, on doit établir une PNF et fixer des points limites en cas d’effets négatifs sur les poissons. 
L’élaboration des PNF s’appliquant aux traitements standards devrait se faire en consultation avec un vétéri-
naire ou un spécialiste de la santé des poissons.

Comme on administre généralement un médicament à un groupe de poissons plutôt qu’à un seul pois-
son malade, les effets inattendus du traitement peuvent toucher un plus grand nombre d’individus. Dans 
la mesure du possible, et en consultation avec le vétérinaire, le poisson à traiter devrait être séparé de ses 
congénères jusqu’à la fin du traitement. Lorsqu’on administre un traitement par bain, on devrait vérifier 
constamment la qualité de l’eau, car c’est un aspect à l’origine de nombreux problèmes. Quand on ne connaît 
pas les effets d’un traitement, un vétérinaire devrait être consulté et on devrait essayer le traitement en ques-
tion sur quelques poissons avant de traiter l’ensemble du groupe.

9.3 LUTTE CONTRE LES MALADIES EN CAS D’ÉCLOSION INFECTIEUSE

Principe directeur 16
Il doit y avoir un plan de lutte contre les maladies en cas d’éclosion imprévue.

On doit établir un plan pour lutter contre les éclosions de maladies graves survenant dans l’installation 
ou venant de l’extérieur, prévenir la transmission d’agents pathogènes et empêcher toute récidive. Ce plan 
devrait notamment prévoir une stratégie de communication avec le vétérinaire, l’équipe vétérinaire, le 
personnel chargé des soins aux animaux, les chercheurs, le responsable de l’installation et le comité de 



Section 9 – Santé et lutte contre les maladies

Lignes directrices du CCPA :  
les poissons-zèbres et autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire

63

protection des animaux. Qui plus est, on doit avoir accès à un lieu de quarantaine ou de séparation pour 
les poissons malades.

En cas d’éclosion de maladie infectieuse, on doit consulter le vétérinaire pour vérifier que la technique 
employée permet bien d’éradiquer les agents pathogènes et que tous les groupes concernés sont traités. 
Généralement, on met en quarantaine les poissons de l’étagère ou de la salle où la maladie a été détectée et on 
note les déplacements des poissons infectés, la source d’eau et le courant pour trouver la source de l’infection 
et savoir si d’autres animaux sont touchés. Les mesures à prendre par la suite (traitement, dépeuplement, re-
dérivation, etc.) dépendent de la nature et de l’ampleur de l’éclosion, de l’état de santé des animaux et du type 
de recherche. Si les animaux infectés doivent être euthanasiés, on doit prendre les mesures de confinement 
qui s’imposent lors de la manipulation et de l’élimination des animaux et du matériel de filtration et de la 
décontamination des aquariums, des systèmes à recyclage d’eau et des salles pour empêcher la propagation 
de la maladie.
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10PROCÉDURES EXPÉRIMENTALES

Pendant une procédure expérimentale, on devrait maintenir la qualité d’hébergement et les pratiques d’éle-
vage décrites dans les présentes lignes directrices. Si une étude exige des conditions différentes, ces condi-
tions doivent être justifiées d’un point de vue scientifique ou vétérinaire auprès du comité de protection 
des animaux et approuvées par celui-ci. Comme en témoignent Goodwin et ses collègues (2016), la qualité 
de l’eau se détériore plus vite dans un contenant statique que dans un système à recyclage utilisé pour des 
conditions normales d’hébergement.

Les chercheurs et le personnel de soins aux animaux doivent être bien au fait des effets néfastes potentiels des 
procédures expérimentales sur le poisson-zèbre. Ils devraient entre autres connaître : les réactions possibles 
chez le poisson, les conséquences éventuelles des interventions scientifiques, les mesures de surveillance à 
prendre, les points limites du projet et la marche à suivre une fois ces points limites atteints.

D’après les études sur le sujet, outre la nociception, le poisson ressent une douleur comparable à celle d’autres 
vertébrés (Braithwaite, 2010). Il a en effet des nocicepteurs physiologiquement identiques à ceux des mam-
mifères, la structure cérébrale et les récepteurs opioïdes qu’il faut pour ressentir la douleur, et la capacité 
d’associer un événement précis à un stimulus nocif (Sneddon et coll., 2003; Sneddon, 2009). Même s’il ne 
possède pas toutes les structures associées à la perception de la douleur des mammifères (cortex bien déve-
loppé et faisceau néospinothalamique), d’après certaines données, il réagit de manière similaire aux stimuli 
nocifs, apprend à éviter les expériences « désagréables » et réagit mieux à la douleur après un traitement à 
la morphine et à d’autres analgésiques (Jansen et Green, 1970; Lopez-Luna et coll., 2017). En présence de 
stimuli aversifs, il montre également toute la gamme des réactions endocriniennes et métaboliques. De l’avis 
général, les fluctuations des teneurs en corticostéroïdes et en catécholamines et l’augmentation du taux de 
glucose et d’acide lactique dans le plasma, qui ont été observées chez certaines espèces de poissons, sont 
des signes de stress aigu. Les études sur la douleur chez le poisson-zèbre sont traitées plus en détail dans la 
section 10.4.2, « Analgésie ».

Les manipulations qui provoquent du stress ou un comportement d’évitement ou de fuite peuvent être source 
de détresse chez le poisson. En présence d’un stimulus nocif, celui-ci change ses paramètres comportemen-
taux, physiologiques et hormonaux, à un degré qui varie selon l’intensité du stimulus.

Les interventions invasives et potentiellement douloureuses devraient faire l’objet d’un examen éthique adé-
quat et être accompagnées, s’il y a lieu, d’une anesthésie et de soins périopératoires comme l’analgésie (voir 
la section 10.4, « Anesthésie et analgésie »).

Il est parfois difficile de déceler et d’évaluer la douleur ou la détresse chez le poisson, mais il y a des signes 
évidents à ne pas négliger : vive agitation, respiration rapide, mouvement rapide des opercules, bouche et 
branchies ouvertes. Comme le poisson-zèbre est une proie, il est peut-être génétiquement prédisposé à ne 
pas montrer de signes de blessures ou de douleur. Voilà pourquoi si ce type de signe se manifeste, on devrait 
prendre des mesures immédiates pour atténuer la détresse du poisson et en cerner la source. Pour en savoir 
plus, voir la section 8, « Évaluation du bien-être ».
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Principe directeur 17
On doit établir des points limites pour les études qui peuvent occasionner de la douleur 
ou de la détresse chez les poissons ou qui seront source de morbidité ou de mortalité. 
On doit également dresser une liste de paramètres d’évaluation objective de la santé et 
du bien-être des poissons.

Dans une situation qui n’a pas été décrite dans les études similaires, on devrait réaliser une étude pilote pour 
déterminer les signes cliniques à utiliser comme points d’intervention humaine et définir les mesures de 
surveillance adéquates (p. ex. 3Rs-Centre Utrecht Life Sciences, 2016).

Chaque fois qu’un animal vivant est utilisé à des fins de recherche, d’enseignement ou de tests, le chercheur 
a l’obligation éthique de limiter le plus possible la douleur ou la détresse ressentie. D’après les Lignes direc-
trices du CCPA : choisir un point limite approprié pour les expériences faisant appel à l’utilisation des animaux 
en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 1998), il est primordial que les objectifs scientifiques 
d’une étude soient bien définis et qu’ils tiennent explicitement compte des mécanismes étudiés et des consé-
quences pour l’animal. Pour établir des points limites qui répondent aux objectifs scientifiques tout en rédui-
sant le plus possible les effets néfastes pour le poisson, il faut pouvoir déceler les éventuels signes de douleur 
ou de détresse. Comme nous l’avons mentionné plus haut, cela peut s’avérer difficile chez de nombreuses 
espèces de poissons.

Pour dresser une liste de vérification ou une fiche d’évaluation quantitative, il peut être nécessaire d’effectuer 
une revue de la littérature et de compiler les signes cliniques et comportementaux recensés (voir aussi la 
section 8, « Évaluation du bien-être »). Cette liste de vérification devrait être accompagnée d’une marche 
à suivre en présence d’anomalies (et du nom de la personne à avertir) et des procédures à appliquer si un 
poisson doit être euthanasié.

Il appartient au chercheur, en collaboration avec le comité de protection des animaux et le vétérinaire, de 
décider si tel signe clinique est un indicateur fiable de tel événement, par exemple la mort (pour établir un 
point limite avant), et quelle est la marge d’erreur acceptable.

L’utilisation des poissons dans la recherche toxicologique et les tests de toxicité est bien établie. Les orga-
nismes de réglementation peuvent exiger des tests sur les points limites létaux, par exemple dans le cas 
des essais sur les mélanges toxiques dans l’environnement et des tests d’efficacité des vaccins pour les pois-
sons. Comme ces tests peuvent être source de douleur ou de détresse chez les poissons, il y a lieu d’établir 
des points limites scientifiques prélétaux et on devrait observer les poissons plus d’une fois par jour. Si on 
connaît les signes de morbidité et les signes cliniques, on peut définir les paramètres indiquant le moment 
où une intervention (comme l’euthanasie) devient essentielle. Il peut entre autres s’agir d’une anorexie de 
« x » jours, seule ou associée à d’autres signes cliniques (plus de 10 parasites par poisson dans une étude sur 
le parasitisme, par exemple), ou d’un nombre précis de jours après l’infection (nombre de parasites présents 
multiplié par le nombre de jours après l’infection, par exemple).

Pendant la préparation du protocole d’étude, on devrait communiquer avec les organismes de réglementa-
tion pour convenir des paramètres des points limites scientifiques. Règle générale, quand il est nécessaire de 
fixer des points limites létaux, on devrait prévoir l’euthanasie des animaux qui risquent vraisemblablement 
de mourir avant la période d’observation suivante.

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
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Les poissons doivent être surveillés au moins une fois par jour. S’il y a des risques élevés de mortalité, on 
doit augmenter la fréquence de surveillance et prévoir le retrait rapide des poissons avant toute morbidité 
grave. Si on ne connaît pas le moment d’apparition de la morbidité, on devrait mener une étude pilote sous la 
supervision du vétérinaire et du comité de protection des animaux pour déterminer la période d’observation 
des poissons la plus critique de l’étude.

10.1 ADMINISTRATION ET PRÉLÈVEMENT DE SUBSTANCES

Pour savoir comment administrer au mieux des substances, on devrait consulter Morton et ses collègues 
(2001). Même si cet ouvrage porte surtout sur les mammifères, il contient des recommandations s’appli-
quant aux poissons et une liste de vérification qu’il est utile de consulter quand on planifie une intervention. 
Comme pour n’importe quelle autre intervention, l’administration de substances doit être effectuée par une 
personne compétente et sous la supervision d’un expert, de préférence un vétérinaire.

10.1.1 Administration de composés et de dispositifs

10.1.1.1 Diffusion par les branchies (« inhalation »)

Les branchies sont la principale voie d’administration d’agents chimiques. Elles comportent une série de 
lamelles en saillie qui présente une grande surface de contact. L’épithélium des lamelles est extrêmement 
mince et facilite la diffusion des gaz respiratoires. En plus de ce transfert gazeux, les branchies permettent 
aussi l’absorption d’autres molécules. L’efficacité de la diffusion ou de l’absorption des substances chimiques 
par les branchies dépend surtout de l’hydrophobie et de la taille moléculaire des substances en question 
(Black, 2000).

10.1.1.2 Voie orale

Si on prévoit d’administrer un composé par voie orale, l’intensité de la dose ne devrait pas dépasser 1 % 
du poids corporel du poisson (100 µl/100 mg). Il est possible d’administrer des solutions liquides ou semi-
liquides de force, mais bon nombre de méthodes donnent des résultats peu concluants chez le poisson-zèbre 
(Collymore et coll., 2013). Dans Collymore et ses collègues (2013) est décrite une méthode de gavage sous 
anesthésie précise et efficace à 88 %.

10.1.1.3 Injection

On connaît peu de choses sur l’amélioration des procédures d’administration de substances chez le poisson-
zèbre, à part les quelques renseignements sur les techniques d’injection figurant dans Morton et ses collègues 
(2001). Chez le poisson, la voie d’injection la plus courante est la voie intracœlomique (intrapéritonéale). 
Pour en savoir plus, consulter Kinkel et ses collègues (2010). Lorsqu’on fait une injection intracœlomique, 
on devrait éviter de percer les viscères de l’abdomen, car les substances inflammatoires peuvent créer des 
adhérences.

La substance chimique à injecter devrait être dissoute directement dans une solution physiologique sa-
line stérile adaptée à l’espèce (Westerfield, 2007). Toutefois, si on administre une substance hydrophobe, 
on devrait la dissoudre dans une très petite quantité de cosolvant (éthanol, méthanol, diméthylsulfoxyde 
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[DMSO]) avant dilution dans la solution saline. Ajoutons que si la substance n’est pas soluble ou stable au 
pH neutre, on doit ajuster son pH avec un acide ou une base (Perry et Reid, 1994).

La quantité injectée devrait être la plus petite possible pour limiter les perturbations physiologiques chez le 
poisson. On devrait par ailleurs inclure des poissons-témoins (à qui on injecte un excipient ou un placebo) 
dans le protocole expérimental pour corriger, le cas échéant, les effets de l’injection ou de l’excipient. Pour en 
savoir plus, voir Turner et ses collègues (2011).

10.1.1.4 Implants

Tout implant devrait être biocompatible, aseptique et posé selon une technique de manipulation stérile. Les 
implants constitués de granules bioabsorbables de composés bioactifs placés dans une matrice absorbable 
ou non absorbable peuvent être insérés par voie chirurgicale dans la cavité péritonéale ou insérés dans la 
masse musculaire avec un dispositif à trocart. Cela dit, la plupart de ces implants sont destinés aux pois-
sons de plus de 50 grammes et ne conviennent donc pas aux espèces de petits poissons tropicaux comme le 
poisson-zèbre. Chez ce dernier, on peut utiliser des microbilles pour administrer des composés dès le stade 
embryonnaire (Gerlach et coll., 2015).

10.1.2 Prélèvement de liquides organiques

Le prélèvement de sang devrait absolument se faire sous anesthésie et être suivi d’une euthanasie. L’absence 
d’euthanasie n’est pas réaliste, car le prélèvement cause le plus souvent des dommages irréversibles. Si le 
comité de protection des animaux appuie la décision de recourir à une technique non terminale de prélève-
ment sanguin compte tenu des justifications scientifiques fournies, la procédure doit être élaborée par le vé-
térinaire et approuvée par le comité. La technique de prélèvement décrite dans Zang et ses collègues (2013) 
est adaptée, mais cela nécessite tout de même une grande incision pour la petite taille du poisson-zèbre.

Tout prélèvement sanguin doit être seulement effectué par une personne qualifiée, avec du matériel stérile.

La contention et l’anesthésie peuvent modifier les paramètres physiologiques comme le taux de glucose 
sérique et les différents taux d’hormones. En comparant le tricaïne méthanesulfonate (TMS ou MS222) à 
l’essence de girofle, Davis et ses collègues (2015) ont montré que la teneur en cortisol sérique et la quantité 
de sang prélevée variaient selon le type d’anesthésique utilisé.

Si on veut obtenir le plus de sang possible d’un poisson-zèbre euthanasié, le saignement rétro-orbitaire est 
une technique nettement plus efficace que l’incision latérale (Vliegenthart et coll., 2014). Le sectionnement 
de la nageoire caudale est aussi une méthode courante, mais le prélèvement est plus long et il y a plus de 
risques de contamination par d’autres liquides.

10.2 AUTRES PROCÉDURES EXPÉRIMENTALES

10.2.1 Espace restreint

Si, pour les besoins d’une étude (cardiovasculaire, par exemple), les poissons-zèbres doivent rester dans un 
espace restreint comme un tunnel, on devrait tout faire pour que ce milieu soit le moins stressant possible. 
Les poissons devraient être habitués à l’espace avant l’étude et y demeurer le moins longtemps possible. Si un 
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poisson ne reste pas en bonne santé dans l’espace (voir la section 8, « Évaluation du bien-être animal »), on de-
vrait l’en sortir. Pour savoir comment évaluer la performance natatoire du poisson, consulter Tierney (2011).

10.2.2 Emploi d’agents pathogènes infectieux, de substances tumorigènes ou 
mutagènes et de composés toxiques ou nocifs

S’il y a utilisation d’un agent pathogène infectieux, d’une substance tumorigène ou mutagène ou d’un com-
posé toxique ou nocif, il est particulièrement important que le protocole prévoie les points limites scien-
tifiques les plus en amont qui répondent aux objectifs de l’étude. Pour en savoir plus, consulter les Lignes 
directrices du CCPA : choisir un point limite approprié pour les expériences faisant appel à l’utilisation des 
animaux en recherche, en enseignement et dans les tests (CCPA, 1998).

10.2.3 Expériences comportementales

Si on introduit les poissons dans un nouvel aquarium pour une étude comportementale, on doit soigneuse-
ment évaluer les effets du transport et du changement d’environnement sur le comportement des poissons.

Certaines études peuvent consister à appliquer une substance nocive, à ajouter une substance d’alarme dans 
l’eau de l’aquarium ou à envoyer une décharge électrique pour provoquer une réaction chez le poisson (nage, 
peur ou évitement). S’il y a recours à la stimulation négative, on devrait effectuer une recherche documen-
taire et une étude pilote pour déterminer quelle est la méthode la moins invasive possible qui permet d’ob-
tenir les résultats les plus constants. Dans une optique d’éthique, le premier principe à respecter est d’éviter 
tout stress qui serait excessif ou auquel on ne pourrait soustraire le poisson et d’employer des techniques qui 
limitent la détresse. Par exemple, quand on prépare une expérience, au lieu d’un programme de renforce-
ment négatif non évitable, on devrait opter pour un essai de préférence à stimulus négatif évitable.

10.2.4 Exercice jusqu’à épuisement

Si l’étude prévoit un exercice de nage forcée jusqu’à l’épuisement, on devrait suivre rigoureusement les prin-
cipes directeurs pour limiter la détresse le plus possible et surveiller les poissons en permanence.

Après un tel exercice, pour que les poissons récupèrent, il se peut qu’il faille des mesures d’hébergement et 
de manipulation particulières (p. ex. séparation des congénères normaux, milieu à faible courant).

10.2.5 Milieux extrêmes

Si l’étude consiste à exposer les poissons à un milieu extrême, on doit sélectionner le point limite scientifique 
le plus en amont possible. Dans certains cas, les poissons doivent être soumis à des conditions environne-
mentales contraires aux présentes recommandations, par exemple une chaleur ou un froid extrême. Comme 
nous l’avons vu dans la section 3.3.1, « Température », le poisson-zèbre tolère toutes sortes de températures 
dans son habitat naturel et en laboratoire, mais il y a une différence entre température tolérée et température 
optimale, et l’exposition à une température sous-optimale a des conséquences sur son métabolisme et peut 
nuire à sa reproduction, à son développement et à son bien-être. La vitesse à laquelle ces changements se 
produisent a aussi des répercussions sur le bien-être du poisson.

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Points_limites.pdf
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Chez la plupart des vertébrés, une étude de ce type serait considérée comme très invasive. Si on propose une 
telle étude, il est donc important de fixer des points limites judicieux pour réduire l’utilisation des animaux 
dans les études à venir et la détresse des poissons utilisés dans l’étude en cours.

Si on propose des points limites scientifiques en fonction de signes comportementaux, on doit observer et 
consigner le comportement des poissons de manière rigoureuse et reproductible.

Un animal exposé à un milieu extrême risque de subir des effets secondaires, par exemple des change-
ments immunitaires ou physiologiques, qui peuvent l’empêcher de servir de modèle animal approprié dans 
d’autres études.

10.3 POISSONS GÉNÉTIQUEMENT MODIFIÉS

Les nouveaux poissons génétiquement modifiés (première et deuxième génération) qui, en raison de cette 
modification, subissent des changements physiologiques et anatomiques pouvant nuire à leur bien-être de-
vraient être surveillés de près.

Il se peut qu’un poisson génétiquement modifié n’ait pas les mêmes besoins métaboliques et environne-
mentaux qu’un poisson normal. Un tableau normatif conçu pour un poisson normal ne peut donc pas être 
automatiquement appliqué à un poisson transgénique (Stevens et coll., 1998). De même, pour créer des 
poissons transgéniques, il faut parfois leur administrer un traitement chimique ou environnemental afin de 
manipuler l’expression ou la fonction des transgènes. Par exemple, pour que le promoteur de la protéine de 
choc thermique soit utilisé, il faut activer l’expression du transgène en exposant le poisson à une température 
élevée (Shoji et Sato-Maeda, 2008). Un tel traitement doit donc prendre en compte le bien-être de l’animal.

10.3.1 Création de poissons génétiquement modifiés

Il existe toutes sortes de méthodes pour créer un poisson génétiquement modifié, la plus courante étant 
l’injection d’ADN directement dans l’œuf fécondé (Whitfield, 2002), une méthode qui peut toutefois être 
mortelle pour l’embryon ou lui causer des troubles de croissance. Si cela peut produire des alevins anormaux, 
des points limites doivent être établis. Pour en savoir plus sur la manipulation de l’expression génique du 
poisson-zèbre, consulter Sassen et Köster (2015).

Les progrès réalisés en modification génétique ont abouti à la production d’outils comme les nucléases à 
doigts de zinc, les nucléases effectrices de type activateur de transcription (nucléase TALEN) et la tech-
nique CRISPR-Cas9 (protéine associée 9 des courtes répétitions palindromiques groupées et régulièrement 
espacées). Ces outils permettent de manipuler l’ADN à un endroit précis, ce qui améliore la précision des 
modifications génétiques (Gaj et coll., 2013). La technique CRISPR-Cas9, notamment, est maintenant très 
localisée, efficace et facile à utiliser, et elle sert dans un nombre croissant de domaines de recherche (Liu et 
coll., 2017). Liu et ses collègues (2017) décrivent son rôle dans la modification génétique du poisson-zèbre 
et la comparent aux autres techniques courantes.

Avec l’évolution des nouvelles technologies, la mutagenèse est de moins en moins utilisée. Cette intervention 
consiste à introduire chez l’animal une mutation précise ou aléatoire produisant des changements stables et 
héréditaires. Chez le poisson-zèbre, il existe diverses techniques pour y parvenir, entre autres l’exposition 
du sperme, des embryons ou des adultes à certains produits chimiques ou à certains rayonnements. Quelle 
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que soit la situation, on doit choisir avec soin le mutagène utilisé pour le dépistage génétique1, car c’est de lui 
que dépend l’efficacité de l’induction de la mutation. Plus celle-ci est efficace, moins il faut de poissons dans 
l’intervention.

Le type de mutagène influe sur le type de mutation et les risques éventuels. Certains mutagènes peuvent 
en effet compromettre sérieusement le bien-être du poisson-zèbre adulte. Le mutagène chimique N-éthyl- 
N-nitrosourée, par exemple, est très toxique (Pelegri, 2002). Comme le poisson peut aussi devenir très agité 
durant le traitement, il est primordial de prendre des mesures pour limiter les risques de souffrance et amé-
liorer le taux de survie, entre autres réduire les stimuli externes comme le bruit et la lumière (Pelegri, 2002).

Pour connaître les règlements s’appliquant aux poissons génétiquement modifiés, voir la section 4.2, « Lois 
et règlements ».

10.3.2 Génotypage

Pour déterminer la composition génétique d’un poisson-zèbre, on consulte les registres de reproduction, on 
observe le phénotype de l’individu et de sa fratrie et on effectue des essais génétiques et moléculaires afin de 
repérer les éventuels caractères récessifs (Matthews et coll., 2002). Pour ces essais (extraction d’ADN et tests 
de réaction en chaîne de la polymérase), il est nécessaire de prélever du tissu par biopsie, ce qui peut causer 
souffrance et détresse chez le poisson, étant donné qu’il faut le capturer, le manipuler et lui faire subir une 
intervention.

La technique de biopsie la plus souvent utilisée chez le poisson-zèbre consiste à prélever une petite partie de 
la nageoire caudale avec une lame de rasoir, un scalpel ou des ciseaux chirurgicaux stériles. Pendant cette 
intervention, le poisson devrait être anesthésié. On ne devrait prélever que la quantité de tissu nécessaire 
(2 mm ou 3 mm), car la nageoire est innervée et, de toute évidence, indispensable à la locomotion. Une 
personne expérimentée devrait pouvoir exécuter très rapidement cette procédure, sans causer aucun saigne-
ment (Matthews et coll., 2002). Il n’est pas nécessaire de nettoyer préalablement la nageoire, mais on devrait 
porter des gants et le lieu de l’intervention devrait être propre. Avant l’intervention, on devrait remplir des 
contenants (500 ml) individuels avec de l’eau propre provenant de l’aquarium en vue de l’anesthésie et de 
la récupération des poissons. Il est parfois nécessaire d’héberger les poissons seuls jusqu’à ce que le test de 
réaction en chaîne de la polymérase soit terminé, ou de trouver un moyen de les différencier avant de les 
regrouper (voir la section 6.1, « Marquage »). Si c’est la première solution qui est retenue, cette étape devrait 
durer le moins longtemps possible.

Le badigeonnage de la peau, qui se fait sans anesthésie, peut être une option moins invasive que la coupe des 
nageoires dans certaines études (Breacker et coll., 2017). Avec cette méthode, on devrait toutefois prendre 
des précautions pour limiter la contamination ainsi que la contamination croisée de l’échantillon d’ADN.

10.3.3 Cryoconservation

La cryoconservation de sperme, d’œufs et d’embryons est une technique utile pour conserver des lignées 
d’animaux génétiquement modifiés jusqu’à ce qu’on en ait besoin et former une réserve stratégique en cas de 
contamination ou de dérive génétique, d’infection pathogène ou de catastrophe naturelle. La cryoconserva-

1 Pour en savoir plus sur les méthodes de mutagenèse et de dépistage génétique chez le poisson-zèbre, consulter Pelegri (2002).
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tion permet aussi d’éviter les éventuels problèmes de logistique, de santé et de bien-être associés au transport 
d’animaux vivants et de réduire de beaucoup le nombre d’individus servant à rétablir une lignée génétique-
ment modifiée (RSPCA, 2008).

Comme il a été démontré que plusieurs agents pathogènes courants survivent à la cryoconservation, par 
exemple les genres Mycobacterium, Edwardsiella et Pseudoloma, il est recommandé d’analyser les échantil-
lons de sperme ou le poisson-donneur avant la procédure (Norris et coll., 2018).

10.3.3.1 Sperme

Pour conserver du sperme viable, il existe plusieurs protocoles de cryoconservation et de décongélation dont 
l’efficacité est variable. Carmichael et ses collègues (2009) passent en revue quelques méthodes courantes et 
décrivent le protocole en vigueur au Zebrafish International Resource Center.

Il existe une méthode simple qui consiste à utiliser du N,N-diméthylacétamide à 10 % dilué dans une solu-
tion tampon d’inhibition de la motilité du sperme comme support cryoprotecteur. On a alors constaté un 
taux de fécondation de 14 % (Morris et coll., 2003).

On peut aussi se servir de méthanol et de lait en poudre comme cryoprotecteur, mais c’est une méthode com-
pliquée et difficile à reproduire (Harvey et coll., 1982). Celle-ci a toutefois fait l’objet de plusieurs adaptations 
prometteuses (Draper et Moens, 2009; Yang et coll., 2007; Matthews et coll., 2018; Matthews et coll., 2017).

Comme c’est un domaine qui fait actuellement l’objet de travaux, la reconstitution de sperme conservé et 
décongelé devrait s’améliorer avec le temps, et les chercheurs devraient se tenir au courant des avancées.

10.3.3.2 Œufs

D’après Isayeva et ses collègues (2004), les œufs de poisson-zèbre sont très sensibles à la réfrigération. Le 
taux de survie dépend de la température, de la période d’exposition, de l’étape du cycle de vie et de la femelle. 
C’est possiblement l’une des raisons pour lesquelles il n’existe pas de protocole efficace de cryoconservation 
des œufs.

10.3.3.3 Embryons

La cryoconservation des embryons n’était pas possible par le passé, à cause des problèmes associés à la teneur 
élevée en vitellus et à la faible perméabilité de la membrane, qui empêche que l’eau sorte de la cellule et que le 
cryoprotecteur y pénètre, ce qui entraîne des dommages dus au froid. Des chercheurs ont toutefois réussi à 
congeler des blastomères et des embryons dépourvus de vitellus, et les recherches se poursuivent en ce sens 
(Lin et coll., 2009; Higaki et coll., 2010). Qui plus est, il existe un processus consistant à utiliser des cryopro-
tecteurs et des nanoparticules d’or et à réchauffer rapidement les embryons après la cryoconservation qui 
donne 10 % d’embryons viables 24 heures après le réchauffement (Khosla et coll., 2017).
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10.4 ANESTHÉSIE ET ANALGÉSIE

10.4.1 Anesthésie

Principe directeur 18
On doit utiliser des anesthésiques dans les procédures qui seront source de stimuli nocifs 
ou dans les cas où il y aura d’importantes manipulations qui seront vraisemblablement 
source de traumatismes et d’atteinte physiologique chez les poissons.

L’anesthésie désigne généralement un état causé par un agent extérieur et caractérisé par une inhibition 
du système nerveux menant à une perte de sensibilité et de fonction motrice. Avant d’effectuer une procé-
dure potentiellement douloureuse chez un poisson-zèbre ou toute autre espèce, il faut anesthésier l’animal. 
L’anesthésie est également de mise lors de certaines manipulations pour réduire le stress et les risques de 
lésions attribuables au comportement de fuite. Les sédatifs sont également employés lors de certaines mani-
pulations comme le classement.

Le recours aux anesthésiques, qui facilite la manipulation du poisson, est obligatoire lors de procédures in-
vasives telles que les préparations chirurgicales précédant les études physiologiques, où le poisson est long-
temps immobilisé. Bien que l’administration d’anesthésiques serve surtout à immobiliser le poisson pendant 
la manipulation, elle a également pour fonction de réduire le stress et peut soulager la douleur (Iwama et 
coll., 1988; Davis, 1992; Iwama, 1992). Comme la surdose d’anesthésiques sert aussi couramment de moyen 
d’euthanasie efficace et sans cruauté, on doit doser le produit avec soin pour éviter de tuer accidentellement 
le poisson.

Pendant l’induction, on devrait surveiller de près la ventilation spontanée (le mouvement des branchies), qui 
peut indiquer la profondeur de l’anesthésie (Matthews et coll., 2002).

Au moment de pratiquer une intervention chirurgicale, on place généralement le poisson dans un linge 
humide. Il existe aussi différents outils pour bien le positionner (Brattelid et Smith, 2000). Si l’intervention 
est longue, on devrait soigneusement irriguer les branchies avec de l’eau aérée contenant l’anesthésique. Le 
poisson devrait récupérer au bout de 10 minutes passées dans une eau propre et bien aérée.

Pendant l’anesthésie, les paramètres de qualité de l’eau doivent être stables et adaptés à l’espèce, et sa charge 
bactérienne et organique doit être la plus faible possible. L’eau servant à l’anesthésie devrait provenir de la 
même source que celle de l’aquarium pour limiter le choc causé par les écarts de température, de pH, d’élec-
trolytes, etc.

À l’heure actuelle, l’anesthésique le plus courant est le TMS en solution aqueuse. Le dosage dépend de l’in-
tervention. Pour en savoir plus, voir le tableau 4.

On devrait calculer soigneusement la quantité d’anesthésique et utiliser systématiquement une solution fraî-
chement préparée. Quand on anesthésie plusieurs poissons l’un après l’autre dans le même bain, on devrait 
vérifier que l’eau est bien oxygénée et que l’anesthésique agit autant et aussi vite.
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Tableau 4 Anesthésiques utilisés chez le poisson-zèbre

PRODUIT DOSAGE STADE DE 
L’ANESTHÉSIE OBSERVATIONS

Tricaïne 
méthanesulfonate 
(TMS)

(Chen et coll., 2014; 
Collymore et coll., 
2014c; Matthews et 
Varga, 2012)

50 mg/l Sédation On doit le tamponner avec du 
bicarbonate de sodium.

Il sert aussi à anesthésier les larves de 
poisson-zèbre; chez les larves, procure 
une anesthésie générale sans affecter 
les muscles (Attili et Hughes, 2014).

On a constaté qu’il provoquait des 
modifications développementales et 
comportementales chez les embryons 
de poisson-zèbre (Félix et coll., 2018).

50 à 100 mg/l Anesthésie légère

150 à 200 mg/l Anesthésie 
chirurgicale

Benzocaïne

(Readman et coll., 2017)

25 à 100 mg/l Anesthésie légère Après l’induction au TMS, le recours 
intermittent à la benzocaïne – selon 
les techniques utilisées par Readman 
et ses collègues (2017) – permet de 
maintenir l’anesthésie pendant un 
délai médian de 7,5 heures.

2-phénoxyéthanol

(Ackerman et coll., 
2005)

200 à 300 µl/l Anesthésie légère

Essence de girofle, 
eugénol ou iso-eugénol

(Grush et coll., 2004)

2 à 5 mg/l Sédation

60 à 100 mg/l Anesthésie 
chirurgicale

Chlorhydrate de 
métomidate

(Collymore et coll., 
2014c)

2 à 4 mg/l Sédation

6 à 10 mg/l Anesthésie légère

Chlorhydrate de 
lidocaïne

(Collymore et coll., 
2014c)

300 mg/l Anesthésie légère Avec le mélange propofol-lidocaïne, 
la perte d’équilibre et l’anesthésie sont 
plus rapides qu’avec le TMS (Martins 
et coll., 2018; Valentim et coll., 
2016). Toutefois, d’après Martins et 
coll. (2018), le rétablissement diffère 
peu, tandis que pour Valentim et ses 
collègues (2016), les poissons traités 
au TMS récupèrent plus vite.

325 mg/l Anesthésie 
chirurgicale

Tricaïne 
méthanesulfonate et 
isoflurane

(Huang et coll., 2010)

65 ppm + 
65 ppm

Anesthésie légère Ce produit maintient le mouvement 
des opercules pendant 20 à 60 min 
chez le poisson adulte.

175 ppm + 
175 ppm

Anesthésie 
profonde

Ce produit convient aux procédures 
d’imagerie d’environ 10 min.
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Le refroidissement graduel, qui ralentit les mouvements et l’activité métabolique, est parfois utilisé pour les 
interventions mineures. Néanmoins, l’hypothermie n’est pas un anesthésique efficace, car elle ne bloque pas 
complètement les impulsions nerveuses. Elle ne devrait donc pas être utilisée lors des interventions invasives 
(Matthews et Varga, 2012).

Le poisson étant hétérotherme, la température du milieu pendant l’anesthésie a une incidence sur son méta-
bolisme, ce qui joue sur le taux d’absorption et d’excrétion de l’anesthésique et donc sur son efficacité.

On craint depuis peu que plusieurs agents anesthésiques induisent une réaction d’aversion chez le poisson-
zèbre (Wong et coll., 2014; Readman et coll., 2013). On devrait consulter les études sur le sujet afin de choisir 
l’anesthésique le plus approprié. Cela ne devrait cependant pas influer sur l’utilisation d’un anesthésique 
lorsque c’est nécessaire.

Les chercheurs devraient se tenir au courant des dernières publications sur les méthodes d’anesthésie adé-
quates pour les poissons, notamment sur l’efficacité des dosages recommandés pour savoir si ces produits 
permettent bien d’anesthésier le poisson ou de soulager sa douleur sans lui causer de détresse.

On devrait choisir un anesthésique selon sa capacité avérée à produire des résultats prévisibles, à savoir 
l’immobilisation, l’analgésie et la rapidité d’induction et de récupération, tout en offrant une bonne marge 
d’innocuité à l’animal et au manipulateur sans nuire au projet de recherche. Le chercheur devrait s’assurer 
que l’anesthésique choisi n’a pas d’effets secondaires toxiques pour le poisson ou le manipulateur, qu’il est 
biodégradable, qu’il peut être éliminé par le poisson et qu’il n’a aucun effet physiologique, immunologique 
ou comportemental persistant.

Si l’anesthésie est longue, on devrait employer une technique de recyclage d’eau pour alimenter continuelle-
ment les branchies en eau oxygénée et en anesthésique (Iwama et Ishimatsu, 1994), et surveiller la teneur en 
oxygène dissous. Dans Wynd et ses collègues (2016) est décrite l’administration continue et intermittente de 
benzocaïne pour immobiliser le poisson-zèbre adulte lors de l’imagerie de longue durée. Par ailleurs, on a 
découvert que quand on combine le TMS à l’isoflurane, on obtient une anesthésie plus longue, une récupé-
ration plus rapide et des effets secondaires minimes (Huang et coll., 2010; Lockwood et coll., 2017).

Comme les effets d’un anesthésique peuvent varier selon les paramètres de l’eau, l’espèce, l’étape du cycle de 
vie et la taille du poisson, on devrait tester – sous la surveillance d’un vétérinaire – la substance sur un échan-
tillon de quelques individus si elle n’est pas encadrée par une PNF. Il est conseillé d’utiliser un échantillon 
de poissons en bonne santé afin de vérifier le dosage et de calculer avec précision le délai nécessaire pour 
atteindre la profondeur d’anesthésie souhaitée (Johnson, 2000).

De nombreux anesthésiques, s’ils sont mal utilisés, peuvent être nocifs pour l’être humain. Quand on les 
manipule, on doit donc être compétent et porter un équipement de protection individuelle.

10.4.2 Analgésie

Principe directeur 19
Conformément au principe de précaution, on devrait recourir à l’analgésie sur les 
poissons avant de réaliser une procédure qui, selon les meilleures données scientifiques 
disponibles, risque d’être douloureuse.
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Un petit nombre d’études ont été menées sur l’innocuité et l’efficacité des analgésiques potentiels, des voies 
d’administration et des dosages chez le poisson-zèbre. Par mesure de précaution, les analgésiques devraient 
néanmoins être utilisés si l’animal risque de souffrir. D’après Correia et ses collègues (2011), la réaction 
comportementale de l’espèce à une substance nocive (comme l’acide acétique) diminue en présence de mor-
phine, tandis que Schroeder et Sneddon (2016) ont démontré que l’immersion dans une solution à faible 
dose de lidocaïne pouvait analgésier le poisson-zèbre soumis à une intervention invasive telle que la coupe 
des nageoires. Lopez-Luna et ses collègues (2017), quant à eux, ont montré que la réaction comportemen-
tale des larves de poisson-zèbre aux stimuli nocifs pouvait être améliorée par les analgésiques. Ajoutons 
que quelques analgésiques, comme la morphine et le kétoprofène, ont été analysés chez d’autres espèces de 
poissons (NRC, 2009).

Même si on en sait peu sur l’effet des analgésiques sur le poisson, les chercheurs sont invités à recourir à 
l’analgésie postopératoire lorsque des produits adéquats voient le jour (pour en savoir plus sur l’analgésie 
chez les poissons, voir Chatigny et coll. [2018]). Notons qu’en réaction à la douleur et à la peur, le poisson 
produit des substances opioïdes semblables à celles qu’on trouve chez les animaux terrestres, à savoir la subs-
tance P, l’enképhaline et la bêta-endorphine (Vecino et coll., 1992; Rodriguezmoldes et coll., 1993; Zaccone 
et coll., 1994; Balm et Pottinger, 1995). On sait aussi que la réaction du poisson rouge à l’analgésie est com-
parable à celle du rat (Jansen et Green, 1970). Enfin, d’après la manière dont la carpe (Cyprinus carpio) réagit 
aux décharges électriques, à la présence de substances d’alarme dans l’eau et au contact d’un hameçon, sa 
réaction aux chocs répétés est graduelle, non instinctive et semblable à celle des mammifères (Verheijen et 
Buwalda, 1988).

10.5 INTERVENTION CHIRURGICALE ET SOINS POSTOPÉRATOIRES

Même si l’intervention chirurgicale n’est pas une pratique courante chez le poisson-zèbre, certaines études, 
par exemple sur la régénération, exigent parfois de prélever des tissus d’organes comme le cœur ou le cerveau.

10.5.1 Intervention chirurgicale

L’intervention chirurgicale doit être pratiquée par une personne compétente, car elle peut être complexe et 
délicate surtout chez les très petites espèces comme le poisson-zèbre. Toute personne entreprenant une in-
tervention chirurgicale invasive doit être formée et qualifiée en techniques chirurgicales aseptiques ou doit 
faire appel à un vétérinaire. Les interventions de ce type sont normalement couvertes par le programme de 
soins vétérinaires de l’établissement.

Pendant une longue intervention chirurgicale, on devrait faire circuler en permanence l’eau servant à irri-
guer les branchies du poisson et la traiter pour éliminer les particules et maintenir la teneur en anesthésique 
et en oxygène, la température, le pH et la salinité. Comme la température de l’eau peut être influencée par 
celle de l’air ambiant et les lampes chirurgicales, elle devrait être soigneusement surveillée. L’eau peut éga-
lement perdre en qualité à cause du mucus, de l’urine et des excréments produits par le poisson pendant 
l’intervention, et devrait donc être remplacée en conséquence.

Dans certains cas, il y a lieu d’ajouter à l’eau des solutions de conditionnement, notamment pour remplacer 
les électrolytes à la suite d’un trauma ou d’un stress.

On devrait préparer le champ opératoire de façon à limiter le plus possible les lésions et la contamination de 
la plaie. Pendant cette préparation, l’enlèvement du mucus et le déplacement des écailles peuvent dévitaliser 
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les tissus et rendre la zone plus vulnérable aux attaques des agents saprophytes, et surtout aux invasions 
fongiques et bactériennes.

Même s’il est difficile de créer chez le poisson une zone de peau chirurgicalement propre, on peut utiliser 
une pellicule occlusive stérile pour favoriser la propreté chirurgicale du champ opératoire. Il est préférable 
d’utiliser une pellicule de plastique aseptique plutôt qu’un tissu, car ce dernier est propice à l’absorption d’eau 
et à l’introduction de bactéries dans l’eau.

Une attention particulière doit être accordée à l’asepsie, à la désinfection et à l’emploi d’instruments stériles 
pour limiter la contamination des plaies et favoriser la guérison. Les instruments peuvent être passés à l’au-
toclave ou stérilisés au gaz, ou, si c’est impossible, passés au stérilisateur à billes. On peut aussi les stériliser 
à froid pendant 10 minutes avec du chlorure de benzalkonium ou un désinfectant froid comme l’alcool, 
l’iode et le peroxyde d’hydrogène, mais ce n’est vraisemblablement pas une technique sporicide. Comme ces 
produits sont toxiques pour les tissus, on doit bien rincer les instruments à l’eau stérile avant de les utiliser. 
Quand on effectue plusieurs interventions, on devrait utiliser deux jeux d’instruments que l’on place tour à 
tour dans une solution de stérilisation à froid. On peut également se servir d’un stérilisateur à billes, cette 
méthode étant souvent la plus pratique en laboratoire.

Comme la couche de mucus du poisson joue un rôle indispensable dans la guérison, il est important de la 
protéger. On doit donc éviter que les désinfectants chirurgicaux (alcool, iode) entrent en contact avec le 
poisson, car ils peuvent dévitaliser ou irriter les tissus et provoquer une surproduction de mucus.

Quand on pratique une incision, on devrait éviter la ligne latérale et suivre l’axe longitudinal du poisson. 
S’il faut retirer des écailles, on devrait les tirer une par une vers l’arrière pour limiter les dommages. On ne 
devrait enlever que celles qui empêchent l’incision, car les écailles protègent et stabilisent la plaie.

Bien qu’on ne pratique pas de suture après une intervention chirurgicale sur le poisson-zèbre, on peut utili-
ser de la colle tissulaire dans certains cas. Les adhésifs à base de cyanoacrylate sont à utiliser avec parcimo-
nie, et on doit éviter qu’ils entrent en contact avec d’autres zones que celle visée. Il est également primordial 
que le tissu soit sec lors de l’application.

Pendant l’intervention, on devrait surveiller le mouvement des opercules. S’il s’arrête, il faut cesser d’admi-
nistrer l’anesthésique.

10.5.2 Suivi et soins postopératoires

Les facteurs qui jouent sur la cicatrisation d’une plaie sont les suivants :

• la qualité de l’eau (dureté, concentration de sel et d’autres composés ayant une activité osmotique, tem-
pérature), qui régule la réaction immunitaire et le taux métabolique des tissus;

• la présence d’autres animaux dans l’aquarium, le cannibalisme de la plaie chirurgicale par les autres 
poissons et l’exclusion des animaux présentant une morbidité postopératoire pendant la compétition 
pour la nourriture;

• l’état nutritionnel préalable à l’intervention chirurgicale, l’équilibre des composés azotés, l’anorexie 
postopératoire (réaction de stress) et la rapidité du retour à un comportement alimentaire normal, 
entre autres;

• l’état hormonal;
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• la perturbation de l’équilibre électrolytique provoquée par la présence de plaies ouvertes et les pertes 
extra-corporelles d’eau et d’électrolytes dans l’eau environnante;

• l’intégrité des couches de mucus et du biofilm recouvrant les poissons;
• la présence ou l’absence de bactéries ou de champignons pathogènes opportunistes dans l’eau pendant 

et après l’intervention.

Après l’intervention chirurgicale, on doit surveiller attentivement le poisson pendant toute la période de 
récupération et l’héberger dans des conditions adaptées à son espèce et à son état. Par ailleurs, on doit élimi-
ner ou limiter les interactions sociales négatives. Même si un poisson qui récupère peut avoir l’air normal, 
il subit parfois des effets métaboliques plus longs à cause du stress de l’anesthésie et de l’intervention. Si la 
surveillance est impossible, on devrait envisager de mener une évaluation pilote des procédures. Autant que 
faire se peut, on devrait laisser le poisson récupérer après l’anesthésie jusqu’à ce qu’il retrouve un compor-
tement normal.

Pendant la période de récupération postopératoire, il faut surveiller le poisson de plus près que d’habitude. 
Plusieurs complications peuvent en effet survenir : déhiscence et infection de la plaie, déséquilibre osmo-
tique lié à l’incision, anorexie. Le choc transitoire postopératoire, fréquent chez le poisson, peut être lié au 
manque d’oxygène, aux processus cataboliques, à la perte de liquides et d’électrolytes et au déséquilibre hor-
monal. Pendant cette période, il est important que l’eau de l’aquarium reste propre.

L’aquarium conçu pour le rétablissement devrait favoriser le recouvrement de la santé et réduire les risques 
que le poisson subisse les effets à long terme de l’anesthésie. Comme l’anesthésie elle-même provoque un 
stress prolongé, il est indispensable de tout faire pour faciliter le rétablissement du poisson, par exemple en 
le plaçant dans un aquarium calme, bien aéré et possiblement de couleur foncée. Parmi les autres facteurs 
propices à la récupération, mentionnons la possibilité d’observer le poisson, la qualité de l’eau (avec élimi-
nation des anesthésiques excrétés), l’absence de stimulation stressante, la constance de la température et 
l’exposition limitée à d’autres poissons affaiblis qui pourraient être source d’agents infectieux. Le recours à 
des agents modificateurs pour améliorer le pouvoir tampon de l’eau et remplacer les électrolytes perdus peut 
aussi accélérer la récupération.

Avant de remettre le poisson dans l’aquarium préopératoire en compagnie de ses congénères, on devrait pe-
ser le pour (interactions sociales, stimulation de l’alimentation) et le contre (compétition pour la nourriture, 
comportement agressif).
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11EUTHANASIE

Principe directeur 20
L’euthanasie du poisson-zèbre doit être effectuée par un employé compétent1, avec la 
méthode qui permet de réduire la douleur et la détresse chez l’animal et qui est adaptée 
aux données à collecter.

Pour choisir la méthode d’euthanasie qui convient, on doit tenir compte de la taille et de l’étape du cycle de 
vie du poisson-zèbre – deux variables qui jouent un rôle primordial dans l’efficacité et la non-cruauté de la 
méthode (Strykowski et Schech, 2015; Collymore et coll., 2016b) – et des effets sur les résultats de l’étude 
(Köhler et coll., 2017).

Les méthodes à privilégier pour l’euthanasie du poisson-zèbre sont les suivantes : 1) l’administration d’une 
dose létale de dépresseur du système nerveux central, suivie d’une technique physique comme la décapita-
tion, la macération ou la surexposition à un agent chimique pour garantir la mort (voir le tableau 5); et 2) le 
refroidissement rapide dans un bain d’eau à 4 °C ou moins, suivi d’une exposition prolongée d’au moins 40 
minutes (selon l’âge du poisson) à basse température pour garantir la mort (Strykowski et Schech, 2015). 
S’il est impossible de maintenir le poisson aussi longtemps, on devrait employer une méthode secondaire.

Une méthode physique peut être de mise dans des cas exceptionnels, c’est-à-dire si le poisson vit une dé-
tresse extrême qui serait prolongée par la préparation de l’anesthésie ou du bain d’eau (par exemple, pour 
euthanasier sur-le-champ un poisson qui s’est échappé d’un aquarium et qui ne peut y être remis pour des 
raisons de biosûreté).

Les méthodes possibles pour euthanasier le poisson-zèbre adulte sont décrites dans le tableau 5. Pour 
connaître leurs avantages et leurs inconvénients (efficacité et conséquences sur la recherche), voir aussi 
Köhler et ses collègues (2017).

1 La compétence est définie dans le glossaire des présentes lignes directrices.
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Tableau 5 : Méthodes possibles pour euthanasier le poisson-zèbre adulte

Méthode Description Commentaires

Agent chimique • On pratique une surdose d’anesthésique 
en employant une voie d’administration 
et un produit convenant à la taille et à 
l’espèce, puis une méthode secondaire 
pour garantir la mort.

• Les agents considérés comme 
acceptables par l’American Veterinary 
Medical Association, ou AVMA (2020), 
sont les suivants : en immersion, 
benzocaïne tamponnée ou chlorhydrate 
de benzocaïne, isoflurane, sévoflurane, 
sulfate de quinaldine, TMS tamponné 
et 2-phénoxyéthanol et, en injection, 
pentobarbital, chlorhydrate de lidocaïne.

• Les agents considérés comme 
acceptables sous conditions par l’AVMA 
(2020) sont l’eugénol, l’iso-eugénol et 
l’essence de girofle.

• On craint depuis peu que le TMS 
induise une réaction d’aversion, 
qu’il joue un rôle de bloqueur 
neuromusculaire et qu’il ne soit pas 
toujours fiable (voir section 10.4.1, 
« Anesthésie »). Selon une étude, la 
réaction d’aversion chez le poisson-
zèbre serait moins prononcée avec le 
chlorhydrate de métomidate ou l’essence 
de girofle que le TMS (Wong et coll., 
2014), alors que d’après une autre, le 
TMS et l’iso-eugénol (principe actif de 
l’essence de girofle) induiraient tous 
deux une réaction d’aversion (Readman 
et coll., 2013). Également selon cette 
deuxième étude, la benzocaïne induirait 
une réaction d’aversion, contrairement à 
l’étomidate et au 2,2,2-tribromoéthanol. 
D’après ces études, l’euthanasie au 
métomidate ou à l’étomidate semble 
moins cruelle que l’euthanasie au 
TMS, et on ne connaît pas encore les 
caractéristiques de l’essence de girofle et 
de ses composés à cet égard (Hawkins et 
coll., 2016).

• Ces différents agents chimiques utilisés 
pour l’euthanasie des poissons sont 
décrits dans Matthews et Varga (2012).

Choc 
hypothermique

• Le refroidissement rapide suivi 
d’une technique d’appoint fait partie 
des méthodes considérées comme 
acceptables sous conditions par l’AVMA 
(2020). Il consiste à immerger le poisson 
dans une eau glacée à 4 °C ou moins puis 
à l’exposer pendant au moins 40 minutes 
(selon son âge) à une basse température 
pour garantir sa mort (Strykowski et 
Schech, 2015).

• On devrait éviter tout contact direct 
entre le poisson et la glace. Pour ce faire, 
on peut utiliser un bain de glace pâteuse 
ou mettre le poisson dans une cage 
d’accouplement et la glace au fond de 
l’aquarium.

• D’après les études sur le sujet, le choc 
hypothermique dans un bain d’eau 
à 4 °C ou moins serait moins cruel 
pour le poisson-zèbre adulte que 
l’administration de TMS (Wilson et 
coll., 2009).

• Pour en savoir plus sur cette méthode, 
voir Matthews et Varga (2012).
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Méthode Description Commentaires

Méthode 
physique

• La macération et la décapitation sont 
considérées comme acceptables sous 
conditions par l’AVMA (2020).

• La décapitation ne détruisant pas le 
cerveau, elle devrait être suivie d’un 
jonchage.

• Vu la petite taille du poisson-zèbre, il 
est inapproprié de lui porter un coup au 
crâne (Köhler et coll., 2017).

L’euthanasie avec agent chimique (comme le TMS) est généralement moins efficace sur un alevin que sur 
un poisson adulte (Strykowski et Schech, 2015). Chez l’embryon (moins de trois jours après la fécondation), 
le choc hypothermique et l’immersion dans du TMS n’aboutissent pas nécessairement à une euthanasie et 
devraient donc être complétés, par exemple par une solution de sodium ou d’hypochlorite de calcium dilué 
(500 mg/ml) (AVMA, 2020). D’après une étude de Wallace et ses collègues (2018), l’euthanasie par refroidis-
sement rapide prend plus de temps chez l’alevin que chez l’adulte; le délai nécessaire dépend de la souche, des 
modifications génétiques et des facteurs environnementaux (densité, température, qualité de l’eau), qui in-
fluent tous sur le taux de croissance et la maturité de l’alevin. Wallace et ses collègues (2018) recommandent 
avec prudence une exposition de 12 heures pour euthanasier un poisson-zèbre moins de 14 jours après la 
fécondation, tandis que Matthews et Varga (2012) estiment que 20 minutes de choc hypothermique sans 
rien d’autre suffisent à euthanasier un poisson cinq ou six jours après la fécondation.

Si on emploie une technique physique pour euthanasier un poisson-zèbre, on devrait détruire les tissus cé-
rébraux par macération. Comme beaucoup d’espèces de poissons continuent d’avoir une activité cérébrale 
en situation d’hypoxie cérébrale et systémique avancée, on devrait éviter d’employer une technique physique 
comme la décapitation de façon indépendante (Flight et Verheijen, 1993); il vaut mieux détruire ou geler le 
cerveau du poisson euthanasié. L’exsanguination sous anesthésie est également une méthode d’euthanasie 
acceptable (CCPA, 2010), mais ce n’est pas une méthode à privilégier du fait de la petite taille des poissons.

Le recours au dioxyde de carbone est une méthode d’euthanasie inacceptable, tout comme la suffocation par 
vidange de l’aquarium ou retrait du poisson de l’eau.

Si d’autres méthodes d’euthanasie sont envisagées, elles doivent être rigoureusement étudiées et justifiées 
auprès du comité de protection des animaux.
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12FIN DE L’ÉTUDE

12.1 POISSONS D’ORNEMENT

Les établissements qui remettent des poissons expérimentaux en bonne santé (non génétiquement modi-
fiés), appartenant à une espèce de poissons d’aquarium, à des aquariophiles ayant les connaissances et les 
capacités nécessaires pour s’en occuper devraient élaborer une politique précisant les conditions préalables 
et les documents à fournir. Il est interdit de transférer un poisson génétiquement modifié d’un centre de re-
cherche à un lieu privé, sauf si l’utilisation commerciale dans les aquariums d’ornement de la souche en ques-
tion est autorisée par le Règlement sur les renseignements concernant les substances nouvelles (organismes) 
pris en application de la Loi canadienne sur la protection de l’environnement (voir la section 4.2, « Lois et 
règlements »). Si un établissement interdit aux membres de son personnel d’avoir des poissons d’aquarium 
pour éviter la propagation des maladies, cette politique doit être appliquée à la lettre.

12.2 TRANSFERT DE POISSONS ENTRE INSTALLATIONS

Avant de transférer des poissons d’une installation à une autre, on doit obtenir les autorisations et permis 
prescrits et l’on devrait évaluer la santé des poissons. Pour en savoir plus sur le transport et la réception de 
poissons, consulter la section 4, « Acquisition ».

On devrait éviter de transférer des poissons en mauvaise santé, sauf si c’est un vétérinaire qui en fait la de-
mande pour des raisons de recherche et de diagnostic clinique. Pour limiter les risques de transmission de 
maladie, il est préférable de transférer des embryons désinfectés plutôt que des poissons adultes ou juvéniles.

12.3 ÉLIMINATION DES POISSONS MORTS

Les poissons morts doivent être éliminés conformément aux règlements fédéraux, provinciaux ou territo-
riaux et municipaux qui encadrent l’élimination des matières biologiques.



Section 13 – Sécurité des personnes

Lignes directrices du CCPA :  
les poissons-zèbres et autres petits poissons d’eaux chaudes utilisés en laboratoire

82

13SÉCURITÉ DES PERSONNES

Les établissements disposent de programmes de santé et de sécurité au travail qui visent expressément à en-
cadrer la sécurité des personnes par l’évaluation des risques. Il est également de la responsabilité du comité 
de protection des animaux de vérifier que l’établissement possède un tel programme pour que les risques liés 
à la santé et à la sécurité des personnes soient bien évalués.

Toute personne qui travaille avec des poissons doit respecter les politiques et les PNF de l’établissement 
qui prévoient les mesures de prévention et de protection appropriées. Elle devrait aussi bien connaître les 
zoonoses et les autres risques associés à l’étude en question (exposition aux rayonnements, gaz anesthésiant, 
risques chimiques, lignées cellulaires humaines). Comme le TMS, l’essence de girofle et les autres produits 
chimiques peuvent être carcinogènes, il faut prendre soin de respecter les consignes de sécurité, de port 
d’équipement de protection individuelle et d’élimination.

13.1 ZOONOSES

Une zoonose, ou maladie zoonotique, est une affection qui peut se transmettre de l’animal à l’être humain. 
En général, la transmission de zoonoses du poisson est relativement rare, et la grande majorité des orga-
nismes sources de zoonoses infectent des plaies à la suite d’une contamination de coupures ou d’abrasions 
subies pendant la manipulation de poissons vivants ou de tissus de poissons, ou à la suite d’un contact 
avec l’eau d’un aquarium. Cependant, quelques organismes parmi les plus virulents peuvent, chez l’être hu-
main, causer une infection généralisée, voire, dans de très rares cas, la mort (Nemetz et Shotts, 1993). Si les 
zoonoses sont rares chez les personnes en bonne santé, les risques sont nettement plus élevés chez celles 
dont le système immunitaire est affaibli (personnes atteintes du SIDA, receveurs d’une greffe d’organe sous 
immunodépresseurs).

Chez le poisson, une maladie peut être provoquée par des bactéries, des rickettsies, des vers ronds (néma-
todes), des cestodes (vers solitaires), des distomes (trématodes), des protozoaires, des virus et des champi-
gnons (Nemetz et Shotts, 1993; Fryer et Bartholomew, 1996). Le type d’infestation dépend d’une multitude 
de facteurs : espèce, fournisseur, origine géographique, régime alimentaire du poisson, mais aussi qualité et 
salinité de l’eau.

Quand on travaille avec le poisson-zèbre ou d’autres petites espèces de poissons d’eaux chaudes utilisées en 
laboratoire, les organismes zoonotiques à surveiller sont les suivants :

• bactéries gram-négatives : Aeromonas, Plesiomonas shigelloides, Pseudomonas fluorescens, Escherichia 
coli, Salmonella, Klebsiella et Edwardsiella;

• bactéries gram-positives : Mycobacterium, Streptococcus, Erysipelothrix, Clostridium, Staphylococcus 
et Nocardia;

• protozoaires : Cryptosporidium (Byers et Matthews, 2002).

Erysipelothrix et Mycobacterium se traduisent généralement par une infection cutanée localisée, mais elles 
peuvent aussi causer dans certains cas une infection disséminée (une septicémie, par exemple). Clostridium 
et Staphylococcus, en revanche, ne produisent généralement pas d’infection chez l’être humain. Mason et 
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ses collègues (2016) décrivent un cas d’infection à Mycobacterium marinum chez les poissons-zèbres et le 
personnel d’un centre de recherche, et l’efficacité des stratégies d’atténuation mises en œuvre. Les employés 
devraient porter des gants, et l’ensemble du personnel devrait se laver les mains avant d’entrer dans l’instal-
lation aquatique ou d’en sortir.

Plus le diagnostic d’une zoonose est rapide et précis, plus le traitement approprié peut commencer tôt. 
Comme les zoonoses aquatiques sont rares, la plupart des médecins, même ceux spécialisés dans le trai-
tement des maladies infectieuses, ont peu voire pas du tout d’expérience pour poser leur diagnostic. Par 
conséquent, il est primordial que toute personne qui travaille avec des poissons connaisse l’existence des 
zoonoses et, si elle est examinée par un médecin, qu’elle lui dise que sa profession l’amène à être en contact 
avec des poissons.

Avec l’avènement de l’utilisation du poisson comme source de biomatériaux implantables, dans le domaine 
de la xénogreffe ou comme bioréacteurs dans la production à grande échelle de protéines humaines, on 
devrait tenir compte des risques de transmission de xénozoonoses. À l’heure actuelle, les agents infectieux 
constituant un danger dans d’autres modèles de xénogreffe (les rétrovirus endogènes des mammifères, par 
exemple) ne sont pas considérés comme dangereux dans le cas des tissus de poissons. Précisons toutefois que 
c’est un domaine où les connaissances ne sont encore qu’embryonnaires.

Le Centers for Disease Control and Prevention (CDC) offre d’autres renseignements sur les maladies de 
poissons d’aquarium et les mesures de prévention.
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ANNEXE 1 
RÉSUMÉ DES PARAMÈTRES DE LA QUALITÉ DE L’EAU

PARAMÈTRE

FRÉQUENCE DE  
SURVEILLANCE SUGGÉRÉE

FOURCHETTE ACCEPTABLEMISE EN 
PLACE DU 
SYSTÈME

SYSTÈME 
STABLE

Température Quotidienne Quotidienne ou plus 
fréquente selon le 
système et sa stabilité 
à long terme

26 à 29 °C (Cartner et coll., 2019)

25 à 30 °C en général; 28,5 °C pour la 
reproduction (Lawrence, 2007)

26 à 28,5 °C (Avdesh et coll., 2012)

pH Quotidienne Quotidienne ou 
plus souvent selon le 
système et sa stabilité 
à long terme

7 à 8 (Cartner et coll., 2019)

6,8 à 8,0 (Lawrence, 2007; Brand et coll., 
2002)

6,8 à 7,5 (tolérance de 6,0 à 8,5) (Avdesh et 
coll., 2012)

Conductivité et 
salinité

Quotidienne Varie selon la 
stabilité de la source 
d’eau ou du système 
de dosage d’ions*

Conductivité entre 200 et 3 000 μS (Cartner 
et coll., 2019)

Salinité < 5 g/l (Harper et Lawrence, 2010, 
dans Lawrence et Mason, 2012)

Salinité entre 0,5 et 1 g/l; conductivité entre 
300 et 1 500 μS (Avdesh et coll., 2012)

Dureté totale Varie selon la 
stabilité de la 
source d’eau ou 
du système de 
dosage d’ions*

Varie selon la 
stabilité de la source 
d’eau ou du système 
de dosage d’ions*

75 à 200 mg/l (ppm) (Cartner, 2019)

75 à 200 mg/l de CaCO3 (Lawrence et 
Mason, 2012)

50 à 100 mg/l de CaCO3 (Avdesh et coll., 
2012)

Alcalinité totale Varie selon la 
stabilité de la 
source d’eau ou 
du système de 
dosage d’ions*

Varie selon la 
stabilité de la source 
d’eau ou du système 
de dosage d’ions*

50 à 75 mg/l (ppm) (Cartner, 2019)

50 à 150 mg/l de CaCO3 (Lawrence et 
Mason, 2012; Avdesh et coll., 2012)
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PARAMÈTRE

FRÉQUENCE DE  
SURVEILLANCE SUGGÉRÉE

FOURCHETTE ACCEPTABLEMISE EN 
PLACE DU 
SYSTÈME

SYSTÈME 
STABLE

Total de gaz 
dissous

Varie selon le 
système*

Périodique* Pression totale du mélange gazeux < 100 % 
(Lawrence et Mason, 2012)

CO2 < 15 à 20 ppm et maintenir aussi bas 
que possible; 6 à 8 ppm d’oxygène dissous 
(Cartner et coll., 2019)

Ammoniac non 
ionisé

Quotidienne Périodique* < 0,05 mg/l (ppm) (Cartner et coll., 2019)

< 0,02 mg/l (Avdesh et coll., 2012)

Nitrates (NO3-) Quotidienne Périodique* < 50 mg/l (ppm) (Cartner et coll., 2019)

< 50 mg/l (Avdesh et coll., 2012)

Nitrites (NO2-) Quotidienne Périodique* < 0,1 mg/l (ppm) aussi près de zéro que 
possible (Cartner et coll., 2019)

< 0,1 mg/l (Avdesh et coll., 2012)

*Note : Cartner et ses collègues (2019) affirment que la surveillance de ces variables devrait être hebdoma-
daire. Il est toutefois difficile d’être normatif, car la fréquence nécessaire varie selon le système. Il faut déter-
miner la fréquence des contrôles de la qualité de l’eau en fonction des résultats habituellement obtenus pour 
ce système. Il faut contrôler les variables assez souvent pour vérifier que le système est stable selon les para-
mètres prévus (voir la dernière colonne); en cas de fluctuations, il faut augmenter la fréquence des contrôles.

RÉFÉRENCES
Avdesh A., Chen M., Martin-Iverson M.T., Mondal A., Ong D., Rainey-Smith S., Taddei K., Lardelli M., 
Groth D.M., Verdile G. et Martins R.N. (2012) Regular care and maintenance of a zebrafish (Danio rerio) 
laboratory: An introduction. Journal of Visualized Experiments 69:e4196.

Brand M., Granato M. et Nüsslein-Volhard C. (2002) Keeping and raising zebrafish. Dans: Zebrafish – A 
Practical Approach (Nüsslein-Volhard C. et Dahm R., éd.), chapitre 1. Oxford R.-U.: Oxford University 
Press.

Cartner S., Eisen J., Farmer S., Guillemin K., Kent M. et Sanders G. (éd.) (2019) The Zebrafish in 
Biomedical Research: Biology, Husbandry, Diseases, and Research Applications, 1re éd., American College of 
Laboratory Animal Medicine Series. San Diego CA: Academic Press.

Harper C. et Lawrence C. (2010) The Laboratory Zebrafish. Boca Raton FL: CRC Press.

Lawrence C. (2007) The husbandry of zebrafish (Danio rerio): A review. Aquaculture 269(1-4):1-20.

Lawrence C. et Mason T. (2012) Zebrafish housing systems: A review of basic operating principles 
and considerations for design and functionality. Institute for Laboratory Animal Research Journal 
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ANNEXE 2 
RÉSUMÉ DES RECOMMANDATIONS SUR LA 

TEMPÉRATURE DE L’EAU POUR L’HÉBERGEMENT 
DU POISSON-ZÈBRE

SOURCE RECOMMANDATION MOTIF 
(le cas échéant)

Cartner et coll. 
(2019)

Température entre 26 et 29 °C.

Howells et Betts 
(2009)

La température idéale est entre 26 et 28 °C.

Vargesson (2007) La température idéale pour la reproduction 
est entre 27 et 28,5 °C.

Une température inférieure à 
25 °C ou supérieure à 30 °C affecte 
la reproduction du poisson, qui 
produit alors moins d’embryons.

Matthews et coll. 
(2002)

La température standard pour les études 
sur le développement est 28,5 °C.

En situation d’urgence, par exemple 
en cas de défaillance mécanique du 
système, il est acceptable de baisser 
graduellement la température jusqu’à 22 ou 
23 °C pour réduire le taux métabolique du 
poisson-zèbre.

Brand et coll. (2002) Température entre 25 et 28 °C.

On règle normalement la température à 
plus ou moins 26 °C en plaçant plusieurs 
appareils de chauffage dans l’aquarium de 
filtration.

La température de la pièce devrait être 
un peu plus élevée (27 °C, par exemple) 
pour éviter la condensation de l’eau et la 
formation de moisissure sur les murs.

Si les appareils de chauffage tombent en 
panne et que la température de la pièce 
diminue, ce n’est pas dangereux pour les 
poissons.

Une température plus élevée peut 
incommoder le personnel et réduire 
la durée de vie des poissons.

Plus la température est élevée, 
moins il y a d’oxygène dans l’eau.
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SOURCE RECOMMANDATION MOTIF 
(le cas échéant)

Westerfield (2007) 28,5 °C Si la température est supérieure 
à 31 °C ou inférieure à 25 °C, 
le poisson-zèbre risque de ne 
pas se reproduire et d’avoir un 
développement anormal.

Andrews (1999) Température constante entre 18 et 25 °C 
(un peu plus lors de la reproduction, par 
exemple entre 28 et 29 °C).

Bilotta et coll. (1999) La température idéale pour la reproduction 
et le développement des embryons est 
28,5 °C.

RÉFÉRENCES
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T., éd.). Oxford R.-U.: Blackwell Science.

Bilotta J., Saszi S., DeLorenz A.S. et Hardesty H.R. (1999) Establishing and maintaining a low-cost 
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Computers 31(1):178-184.

Brand M., Granato M. et Nüsslein-Volhard C. (2002) Keeping and raising zebrafish. Dans: Zebrafish – A 
Practical Approach (Nüsslein-Volhard C. et Dahm R., éd.), chapitre 1. Oxford R.-U.: Oxford University 
Press.

Cartner S., Eisen J., Farmer S., Guillemin K., Kent M. et Sanders G. (éd.) (2019) The Zebrafish in 
Biomedical Research: Biology, Husbandry, Diseases, and Research Applications, 1re éd., American College of 
Laboratory Animal Medicine Series. San Diego CA: Academic Press.
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Welfare 8(3):117-120.

Matthews M., Trevarrow B. et Matthews J. (2002) A virtual tour of the Guide for zebrafish users. Lab 
Animal (NY) 31(3):34-40.

Vargesson N.A. (2007) Zebrafish. Dans: Manual of Animal Technology (Barnett S., éd.). Oxford R.-U.: 
Blackwell Publishing.

Westerfield M. (2007) The Zebrafish Book: A Guide for the Laboratory Use of Zebrafish Danio 
(Brachydanio) rerio, 5e éd. Eugene OR: University of Oregon Press.
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ANNEXE 3 
RÉSUMÉ DES RECOMMANDATIONS SUR LE VOLUME 
D’EAU POUR L’HÉBERGEMENT DU POISSON-ZÈBRE

SOURCE RECOMMANDATION MOTIF 
(le cas échéant)

Vargesson (2007) 5 poissons par litre si le système est doté de filtres, dont 
un biofiltre, à condition que le remplacement de l’eau, le 
régime alimentaire et l’eau soient de bonne qualité.

Pour la reproduction, il vaut mieux qu’il y ait moins de 
poissons (2 ou 3 par litre).

Si l’aquarium n’a pas de filtre ni de biofiltre, il ne devrait 
pas contenir plus de 1 ou 2 poissons par litre.

Brand et coll. 
(2002)

Dans les grands systèmes à recyclage d’eau, on héberge 
les familles de poissons adultes (frères et sœurs) dans des 
aquariums en série, avec une densité de 5 poissons adultes 
par litre (60 poissons pour 12 l).

Si les poissons-zèbres 
sont peu nombreux 
dans un petit volume 
d’eau, ils ont tendance à 
être agressifs.

Matthews et coll. 
(2002)

20 œufs ou embryons pour 100 ml d’eau.

20 jeunes larves pour 400 ml d’eau jusqu’au stade juvénile.

5 poissons par litre d’eau du stade juvénile au stade adulte.

Pour la reproduction, 2 poissons peuvent passer la nuit 
dans 1,5 l, ou 6 poissons dans 2,3 l.

Westerfield (2007) 25 poissons pour 45 l (environ 10 gallons).

RÉFÉRENCES
Brand M., Granato M. et Nüsslein-Volhard C. (2002) Keeping and raising zebrafish. Dans: Zebrafish – 
A Practical Approach (Nüsslein-Volhard C. et Dahm R., éd.), chapitre 1. Oxford R.-U.: Oxford 
University Press.

Matthews M., Trevarrow B. et Matthews J. (2002) A virtual tour of the Guide for zebrafish users. Lab 
Animal (NY) 31(3):34-40.

Vargesson N.A. (2007) Zebrafish. Dans: Manual of Animal Technology (Barnett S., éd.). Oxford R.-U.: 
Blackwell Publishing.

Westerfield M. (2007) The Zebrafish Book: A Guide for the Laboratory Use of Zebrafish Danio 
(Brachydanio) rerio, 5e éd. Eugene OR: University of Oregon Press.
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GLOSSAIRE

Acclimatation − Modification physiologique, biochimique ou morphologique durable, mais générale-
ment réversible, qui apparaît chez un animal au cours de sa vie à la suite d’une exposition prolongée à un 
facteur environnemental comme une température élevée ou basse.

Analgésie − Diminution de la réaction à une stimulation nociceptive. 

Anesthésie − Perte réversible de sensation et de fonction motrice provoquée par un agent anesthésique.

Asepsie − Absence de microorganismes, d’infection ou de putréfaction.

Banc de poissons − Troupe innombrable de poissons qui nagent ensemble.

Bien-être − Santé physique et mentale de l’animal.

Biofiltre − Matériau pour éliminer l’ammoniac de l’eau sous l’action bactérienne dans le cycle de nitrifica-
tion (soit la transformation d’ammoniac en nitrites puis en nitrates).

Chloramine − Nom générique pour des dérivés organiques formés lorsque du chlore et de l’ammoniac se 
combinent, souvent présents dans l’eau de source municipale.

Compétence − La compétence est l’étendue des capacités pour accomplir une tâche précise liée au soin, à 
l’entretien ou à l’utilisation des animaux, tout en veillant à ce que le bien-être animal soit protégé autant que 
possible malgré les contraintes imposées par toute étude approuvée et faisant appel à l’utilisation d’animaux. 
L’intérêt porté à la compétence plutôt qu’à la formation admet qu’il peut y avoir divers moyens d’acquérir les 
connaissances et les habiletés nécessaires, et met l’accent sur les résultats d’apprentissage. De plus amples in-
formations sont disponibles dans les Lignes directrices du CCPA sur : la formation des membres du personnel 
qui utilisent des animaux en science (CCPA, 2015). 

Congénères − Animaux appartenant à une même espèce.

Déséquilibre osmotique − Perte d’ions par diffusion (manque de sels).

Détresse − État caractérisé par un déploiement, par l’animal, de ressources ou d’efforts importants pour 
s’adapter aux défis contextuels de son environnement; cet état, accompagné de douleur ou non, est associé à 
une procédure invasive, à une contention ou à toute autre situation dans laquelle le bien-être de l’animal est 
gravement compromis.

Douleur (chez les poissons) − Réaction à un stimulus nocif se manifestant par une modification du 
comportement ou de la physiologie, le même stimulus nocif étant également douloureux chez l’humain 
[définition provisoire].

Ectotherme − Qualifie un animal dont la température est variable suivant celle du milieu ambiant.

Enrichissement − Améliorations apportées à l’environnement de l’animal allant au-delà des besoins de 
base propres à l’espèce et bonifiant sa qualité de vie générale.

https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Lignes_directrices_du_CCPA_sur_la_formation_du_personnel_qui_travaille_avec_des_animaux_en_science.pdf
https://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Lignes_directrices_du_CCPA_sur_la_formation_du_personnel_qui_travaille_avec_des_animaux_en_science.pdf
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Équipement de protection individuelle (EPI) − Vêtement ou accessoire dont le personnel se sert 
pour se protéger contre un risque de blessure, d’infection ou de réaction allergique dans le cadre de travaux 
avec des animaux; exemples de dangers possibles : lésions (p. ex. morsures ou égratignures), contaminants, 
poussières en suspension dans l’air.

Exsanguination − Procédure provoquant une perte importante de sang sous l’effet d’une hémorragie 
interne ou externe.

Génétiquement modifié − Modification intentionnelle du génome, ensemble du matériel à l’origine des 
caractéristiques génétiques d’un organisme.

Génotypage − Détermination de l’ensemble des gènes (le génotype) d’un animal par l’analyse de la sé-
quence de son ADN; cette analyse repose sur des essais biologiques et la comparaison avec la séquence d’un 
autre animal ou une séquence de référence.

Hypothermie − Abaissement au-dessous de la normale de la température du corps.

Lamelles − Parties des branchies où se réalisent les échanges respiratoires.

Ligne latérale − Organe sensoriel qui sert à percevoir le courant et les résistances de l’eau, ainsi que les 
vibrations.

Morbidité − Manifestation observable d’un état de maladie.

Mortalité − Perte de la vie; mort.

Pierre d’aération − Élément ajouté au système aquatique pour progressivement aérer l’eau.

Point limite − Moment où la douleur ou la détresse d’un animal est arrêtée, minimisée ou diminuée lors 
d’une procédure, déterminé selon des critères qui tiennent compte du bien-être de l’animal (critère de bien-
être) et de l’objectif de l’étude (critère d’effet scientifique).

Poisson sentinelle − Poisson exempt de microorganismes pathogènes spécifiques que l’on sait vulnérable 
à un agent infectieux et que l’on place dans une zone potentiellement contaminée, par exemple lors de la 
livraison de nouveaux poissons en quarantaine; l’animal sentinelle est ensuite testé pour qu’on puisse vérifier 
s’il est infecté ou s’il a développé des anticorps en réaction aux agents infectieux.

Procédure normalisée de fonctionnement − Document qui décrit en détail la manière dont une 
procédure devrait être effectuée.

Progéniture − Descendants.

Quarantaine − Confinement des animaux qui pourraient être porteurs de maladies infectieuses, le temps 
nécessaire à leur évaluation.

Sédatif − Drogue qui peut réduire l’agitation.

Stimulus nocif − Agent capable de provoquer des réactions qui peuvent endommager les tissus.

Stress − État causé par des facteurs externes qui perturbe l’homéostasie chez un animal; le stress peut 
avoir des avantages (comme le déclenchement d’une réaction de fuite chez un animal menacé, ce qui l’aidera 
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à s’adapter aux changements de son environnement); la prolongation de cet état peut cependant entraî-
ner des changements endocriniens et réduire la capacité de l’animal à vivre avec les modifications de son 
environnement.

Sursaturation − État qui survient lorsque la pression gazeuse totale d’une masse d’eau est supérieure à la 
pression de l’atmosphère qui la recouvre.

Tégument − Tissu qui recouvre un organisme : peau, écailles.

Trois R − Stratégies (remplacement, réduction et raffinement) appliquées dans le domaine de la science 
faisant appel aux animaux, comme proposées par Russel et Burch dans Principles of Humane Experimental 
Technique (1959).

Vecteurs passifs − Objets inanimés (p. ex. vadrouilles) qui ont été contaminés et dont le contact est sus-
ceptible de propager l’agent pathogène.

Zoonotique − Relatif à la transmission d’une maladie d’un animal à un humain.
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